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RESUMO 

A triagem de fungos produtores de holocelulases é uma estratégia para a obtenção de enzimas 

capazes de hidrolisar o material lignocelulósico da biomassa vegetal, contribuindo para aumentar 

a viabilidade da produção de etanol celulósico Este trabalho avaliou o potencial enzimático dos 

fungos Penicillium corylophilum e Penicillium simplicissimum com relação às enzimas 

(endoglicanase, exoglicanase, β-glicosidase, FPase, xilanase, pectinase e mananase) sobre 

substratos lignocelulósicos e comerciais como fonte de carbono. Além disso, avaliou-se também 

a influência da adição de diferentes fontes orgânicas e inorgânicas de nitrogênio sobre a atividade 

enzimática. Os fungos foram cultivados em triplicata em meio líquido suplementar com 1% de 

substrato lignocelulósico como fonte de carbono, em pH 7,0. A inoculação foi feita por suspensão 

de esporos (108 esporos/mL). O cultivo foi feito sob agitação a 120 rpm, a 28°C e os filtrados 

resultantes em 12, 24, 72 e 120 horas foram utilizados como fontes enzimáticas pelo método do 

DNS (ácido-3,5- dinitrosalicílico) em triplicata. De todas as atividades enzimáticas analisadas nas 

fontes lignocelulósicas, a atividade de xilanase do P. simplicissimum sobre a linhaça foi a mais 

expressiva (3,87 e 3,97 UI/ml), cultivados em 72 e 120 horas, respectivamente, e selecionada 

para os testes de purificação proteica. A atividade xilanásica específica aumentou 

consideravelmente após os passos cromatográficos de gel filtração e troca iônica (CTI), sendo 

inicialmente 3x10-3 atv/ µg de proteína no liofilizado e 19,2 atv/ µg de proteína na fração 

proveniente da CTI. Nos testes de pH, observou-se que a atividade de xilanase foi maior em 

pH=4,0 e temperatura de 50°C. Com relação à adição de substratos comerciais, a celulose 

microcristalina e a xilana apresentaram os resultados mais expressivos da indução da produção de 

xilanase, sendo que a concentração de 0,5% de xilana mostrou a melhor atividade enzimática em 

ambos os fungos estudados. A xilose apresentou uma concentração indutora mínima de 0,04% 

que foi suficiente para aumentar a atividade de xilanase do P. simplicissimum. Com relação à 

suplementação de fontes de nitrogênio no meio de cultivo para a produção de holocelulases, a 

adição de (NH4)2SO4 e caseína é uma alternativa importante para a potencialização das atividades 

de pectinase e de endoglicanase respectivamente pois foram fontes de nitrogênio que 

proporcionaram um aumento da atividade enzimática em ambos os fungos estudados como 
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também nas duas fontes de carbono testadas. As frações contendo xilanases após cromatografia 

de gel filtração seguida de fase reversa, após análises por espectrometria de massas apresentam 

relação massa/carga de 18831,26 Da. A utilização do resíduo lignocelulósico da linhaça, como 

fonte de carbono para o cultivo submerso do Penicillium simplicissimum é uma opção 

ecologicamente correta, exequível e de baixo custo para a produção de xilanases. Diversas 

aplicações biotecnológicas como a utilização na ração animal, na indústria do papel e no etanol 

de segunda geração, dentre outros, possibilitam um acréscimo substancial do valor agregado 

desse substrato, permitindo uma ampliação da utilização da linhaça, além do aproveitamento do 

óleo, sem aumentar a área plantada. 
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ABSTRACT 

Screening for producing fungi holocelulases is a strategy for obtaining enzymes that hydrolyze 

the lignocellulosic material from plant biomass, helping to increase the viability of cellulosic 

ethanol production This study evaluated the enzymatic potential of Penicillium simplicissimum 

and Penicillium corylophilum regarding enzymes (endoglicanase, exoglicanase, β-glucosidase, 

FPase, xylanase, pectinase and mannanase) for commercial and lignocellulosic substrates as a 

carbon source. Furthermore, it was also evaluated the influence of the addition of different 

organic and inorganic nitrogen sources on enzyme activity. The fungus was grown in triplicate in 

a liquid medium supplement with 1% lignocellulosic substrate as carbon source, pH 7.0. The 

inoculation was done by the spore suspension (108 spores/ml). The cultivation was done with 

stirring at 120 rpm at 28 °C and the resulting filtered in 12, 24, 72 and 120 hours were used as 

enzyme sources for DNS (acid-3,5- dinitrosalicilic) method in triplicates. All enzymatic activities 

analyzed in lignocellulosic sources, the xylanase activity of P. simplicissimum about flaxseed was 

greater (3.87 and 3.97 IU/ml), grown at 72 and 120 h of cultivation, respectively, and selected for 

testing for protein purification. The specific xylanase activity increased considerably after the 

chromatographic steps of gel filtration and ion exchange (CTI), initially 3x10-3 atv/ mg of protein 

in lyophilized and 19.2 atv/ mg of protein in the fraction from the CTI. In pH testing, it was noted 

that the xylanase activity was higher at pH 4.0 and 50 °C. With respect to the addition of 

commercial substrates, microcrystalline cellulose and xylan showed the most significant results 

of induction of xylanase production, and the concentration of 0.5% xylan showed the best 

enzyme activity in both fungi studied. The xylose showed a minimal inducing concentration of 

0.04% which was sufficient to increase the activity of xylanase from P. simplicissimum. With 

respect to supplemental nitrogen sources in the culture medium for the production of 

holocelulases, the addition of (NH4)2SO4 and casein can be an important tool for the enhancement 

of pectinase and endoglicanase activities respectively as alternative nitrogen sources that were 

provided an increase in enzyme activity in both fungi studied as well as the two carbon sources 

tested. The use of lignocellulosic residue of flaxseed as a source of carbon for submerged 

cultivation of Penicillium simplicissimum is an environmentally friendly, feasible and cost 
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effective for the production of xylanases option. The fractions containing xylanases after gel 

filtration chromatography followed by reverse fase after analysis by mass spectrometry are 

related mass/charge of 18831 26 Da. The use of lignocellulosic waste of flaxseed as a source of 

carbon for submerged cultivation of Penicillium simplicissimum is an environmentally friendly, 

feasible and cost effective for the production of xylanases option. Various biotechnological 

applications such as use in animal feed, in the paper industry and in second generation ethanol, 

among others, allow a substantial increase in the value of this substrate, allowing an expansion of 

the use of flaxseed, plus the use of oil, without increasing acreage. 
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1. INTRODUÇÃO  

A agricultura industrializada produz uma quantidade enorme de resíduos 

lignocelulósicos, extrapolando a capacidade de reciclagem do ambiente. Uma das formas de se 

obter fontes renováveis de energia é a implantação da “agricultura de energia”, ou seja, cultivo 
de plantas destinadas à produção de energia que resultam, por exemplo, na produção de 

biodiesel, do etanol, dos óleos vegetais, dos lubrificantes automotivos, dentre outras utilidades 

(Primieri et al., 2010). As exigências mundiais aumentaram bruscamente, não só pela produção 

de alimentos e de produtos de origem animal e vegetal para consumo da humanidade. Mas 

cresceram também, nas mesmas proporções, as necessidades por fontes alternativas de energia 

das mais variadas formas, dentre as quais se inserem os biocombustíveis que têm, como 

suprimento alternativo de matéria-prima, a agricultura (Santos et al., 2013).    

A hidrólise enzimática de carboidratos vegetais surgiu como a tecnologia mais 

importante para a conversão da biomassa em açúcares monoméricos para posterior fermentação 

em bioetanol. A degradação biológica dos hidratos de carbono no interior da biomassa é 

alcançada utilizando várias enzimas que atuam sinergicamente nas proporções definidas para 

converter carboidratos em seus monômeros. Posteriormente, ocorre a fermentação destes 

açúcares em etanol (Van Dyk & Pletschke, 2012). O bioetanol, produzido através da biomassa 

celulósica, é denominado a segunda geração de biocombustíveis, proporcionando uma opção 

viável para a expressiva ampliação pretendida da produção de etanol (Sukumaran et al., 2009). 

  Os materiais lignocelulósicos, constituídos basicamente de celulose, hemicelulose e 

lignina, são alvos de diversos estudos e apontados como grande aposta para a solução do 

problema energético mundial (Monte et al., 2010). Uma triagem para a aquisição de novas 

celulases fúngicas é uma estratégia para a obtenção de enzimas com capacidade de hidrolisar os 

resíduos lignocelulósicos, viabilizando ainda mais a produção do etanol celulósico (Delabona et 

al., 2012; Zhang et al., 2006). A hidrólise dessa biomassa em açúcares simples é catalisada por 

celulases e hemicelulases (Lee et al., 2009). Durante a hidrólise enzimática, uma série de 

enzimas diferentes (exoglicanases, endoglicanases, β-glicosidases, xilanases e outras enzimas 

acessórias) com variadas funções degradam a celulose e hemicelulose, gradualmente, para os 

açúcares fermentáveis (glicose e xilose) para serem utilizados para a produção de bioetanol 

(Zhang et al., 2010). Xilanases são utilizadas nas indústrias de papel e celulose, farmacêutica, 

têxtil, de bebidas e de alimentos, onde se destacam na produção de xilooligossacarídeos para 
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enriquecimento de alimentos funcionais. Celulases são aplicadas em resíduos celulósicos, 

visando à obtenção de glicose para produção do etanol (Monte et al., 2010).    

  A hidrólise enzimática é o passo mais complexo no processo da produção do etanol de 

segunda geração. Por isso, o entendimento e o consequente melhoramento da atividade de 

enzimas capazes de degradar a celulose e a hemicelulose a moléculas de açúcares fermentáveis 

a etanol assumiram papel essencial nas pesquisas relacionadas aos biocombustíveis (Colussi et 

al., 2011). 

A ampla disponibilidade de recursos vegetais também pode ser utilizada de outras 

maneiras como o tratamento e a utilização de enzimas exógenas (β-glicanases e xilanases) para 

diminuir os efeitos negativos dos polissacarídeos não amiláceos na alimentação de peixes e 

melhorar o valor nutritivo desses alimentos (Sinha et al., 2011). β-glicanases e xilanases têm 

sido utilizados com sucesso em dietas monogástricas para hidrolisar os polissacarídeos não 

amiláceos da cevada (Cowan, 1996). Além disso, Yin et al., 2001, relataram que a inclusão de 

β-glicanases e xilanases aumentou a digestibilidade em rações contendo cevada para porcos. Em 

uma dieta à base de milho e soja, xilanase e glicanase foram mais eficazes para quebrar a fração 

fibra insolúvel na nutrição de frangos de corte (Leslie et al., 2007). 

As celulases possuem aplicações mais amplas como no processamento de alimentos em 

combinação com outras enzimas (xilanases e pectinases). Também têm sido utilizadas na 

extração e clarificação de sucos de frutas e vegetais. Durante o processamento, reduzem a 

viscosidade, além de melhorar as propriedades aromáticas dos sucos de fruta e suas polpas 

(Juturu & Wu, 2014). 

As xilanases de micro-organismos possuem um grande número de aplicações 

biotecnológicas, incluindo clareamento de sucos de frutas e vinhos, melhoria das propriedades 

nutricionais da silagem agrícola, grãos de ração para aves, degomagem de fibras vegetais e bio-

polpação, além do processamento de alimentos, em combinação com celulases. A utilização de 

xilanases de baixo peso molecular no pré-branqueamento da pasta de celulose tornou-se uma 

abordagem alternativa para a eliminação do cloro em operações de branqueamento (Duarte et 

al., 2012). 

1.1. Resíduos Agroindustriais 

A maior parte de toda a energia consumida no mundo provém do petróleo, do carvão 

mineral e do gás natural. Contudo, a limitação destas fontes não renováveis, e os problemas 
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ambientais gerados, despertam a preocupação pela procura de fontes de energia renováveis. 

Uma alternativa a isto é o surgimento de uma espécie de biomassa moderna, provinda de 

diversas fontes, com grande importância para o futuro, representando ao final do século 21, de 

10 a 20% de toda a energia a ser usada pela humanidade (Goldemberg, 2009). 

A biomassa é um recurso natural que armazena energia (através da fotossíntese) e que é 

processada para proporcionar formas bioenergéticas mais elaboradas e adequadas para o uso 

final. Como esse processo é cíclico, tem-se um recurso renovável. Esta é uma alternativa 

adequada para os combustíveis fósseis convencionais, sendo proveniente de diversas fontes, 

como óleos animais e vegetais, madeira, resíduos florestais e pecuários, carvão vegetal, resíduos 

de origem humana e animal, adubos, algas, plantas aquáticas entre outros (Moraes, 2012).   

 Além disso, todo resíduo agroindustrial necessita de um destino específico, necessitando 

de tratamentos de purificação antes de serem depositados no meio ambiente. Esses resíduos 

tornam-se um passivo para a empresa que o produz já que não podem ser acumulados 

indefinidamente (Aquarone et al., 1990). Com isso, surgiu uma crescente busca pela utilização 

desses resíduos já que as atividades agrícolas aumentaram bastante nas últimas décadas 

(Menezes et al., 2009).  

1.2. Biomassa lignocelulósica  

           Biomassa é a denominação genérica para todas as matérias que são de origem vegetal ou 

animal e são aproveitadas como fonte inicial de calor ou eletricidade, como por exemplo, cana-

de-açúcar, milho, beterraba, óleos vegetais, madeira. Em torno de 50% da biomasssa dos 

compostos orgânicos dos ecossistemas terrestres é formado por materiais lignocelulósicos (Souza 

et al., 2012), que são utilizados como substratos para processos fermentativos já que 70% da 

matéria seca é constituída de carboidratos (Saha, 2003). 

Lignocelulose é um polímero complexo de celulose, hemicelulose e lignina. A celulose, é 

um homopolímero de unidades de glicose reunidas por ligações glicosídicas β-1,4 e possui 

estrutura linear e cristalina. A hemicelulose é um heteropolímero curto e muito ramificado de D-

xilose, D-arabinose, D-glicose, D-galactose e D-manose. Já a lignina é de natureza hidrofóbica e 

é firmemente presa aos outros dois polímeros, protegendo-os de ataques microbianos (Peiji et al., 

1997; Sarkar et al., 2012). Tanto a celulose quanto a hemicelulose são convertidas em açúcares 

fermentáveis para a produção de bioetanol (Bastos, 2007; Franco et al., 2009). 
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O termo estrutura lignocelulósica refere-se à parte do vegetal que forma a parede celular, 

sendo constituída por uma matriz dura e fibrosa, na qual fibras flexíveis, celulose, hemicelulose 

estão embebidas em uma matriz de lignina, uma macromolécula tridimensional de natureza 

aromática. Assim, os principais componentes das fibras vegetais são celulose, hemicelulose e 

lignina (Silva et al., 2009).          

  A complexidade dos substratos lignocelulósicos requer numerosas enzimas, funcionando 

em sinergia para sua hidrólise. A variação na estrutura entre substratos de diferentes fontes e os 

efeitos dos diferentes tipos de pré-tratamentos aumentam ainda mais esse enredamento. A 

complexidade na degradação da lignocelulose é resultante da estrutura tridimensional das 

paredes das células vegetais e das interações entre os diferentes componentes. O acesso à 

celulose é dificultado pela hemicelulose, bem como pela lignina. O desenvolvimento de 

coquetéis enzimáticos para a degradação da lignocelulose está na produção de enzimas 

acessórias indicadas para melhorar a degradação da celulose, enquanto que também alcança 

altos rendimentos de açúcares da hemicelulose (Van Dyk & Pletschke, 2012).     

 Há uma crescente tendência por processos biotecnológicos que permitam a utilização de 

biomassas residuais de composição lignocelulósica. Diversas matérias-primas são exemplos 

disso como o sabugo e palha de milho, o bagaço da cana-de-açúcar, caule e cascas, resíduos 

sólidos urbanos (papel e papelão, lixo de jardim) e da indústria de papel e celulose (Bastos, 

2007).              

  Dentro deste contexto, os materiais lignocelulósicos chamaram a atenção por causa da 

sua abundância e do seu caráter renovável. Com a preocupação da preservação do meio 

ambiente, o aproveitamento dos resíduos agroindustriais tornou-se uma motivação a mais já que 

são constituídos principalmente de carboidratos polimerizados, sendo a celulose o mais 

abundante, abrangendo cerca de dois terços de toda matéria orgânica existente no planeta (Zhao 

et al., 2007).             

  A partir da biomassa gerada por esses resíduos agroindustriais, duas etapas são 

basicamente requeridas para a obtenção de etanol, além do pré-tratamento. A primeira etapa é a 

hidrólise dos polissacarídeos, originando mono e dissacarídeos. A segunda abrange a 

fermentação dos mono e dissacarídeos em etanol. A hidrólise de celulose, então, produz glicose 

e celobiose (um dímero de glicose). Por outro lado, a hidrólise de ligninas e hemicelulose gera 

açúcares e subprodutos (principalmente, difenóis, derivados de fenilpropano, cetonas, furfural e 



5 

 

ácido acético), que muitas vezes inibem a fermentação microbiana (Ogeda & Petri, 2010; 

Olsson et al., 2004).    

As matérias-primas para a produção de etanol são classificadas em função da sua 

estrutura e complexidade molecular em matérias-primas açucaradas (sacarose, glicose, frutose e 

lactose) que são solúveis e facilmente extraídas da cana-de-açúcar, beterraba açucareira, sorgo 

sacarino e as matérias-primas amiláceas (grãos de milho, mandioca, trigo, cevada, batata) que 

contêm polissacarídeos insolúveis, precisando de um pré-tratamento térmico para a 

solubilização e hidrólise. Entretanto, as matérias-primas lignocelulósicas diferem das demais 

por serem insolúveis e recalcitrantes, necessitando de pré-tratamento de natureza mecânica, 

física ou química, seguido de hidrólise, preferencialmente enzimática (Bon et al., 2008). O 

principal objetivo na conversão dessa biomassa é a degradação dos hidratos de carbono no 

interior do substrato para os monômeros de açúcares, com particular referência à glicose (Van 

Dyk & Pletschke, 2012). As leveduras atuam como catalisadores biológicos, produzindo o 

bioetanol através da fermentação desses açúcares (Saha, 2003).     

  O etanol produzido convencionalmente a partir de matérias-primas sacaríneas ou 

amiláceas é denominado etanol de primeira geração. Neste caso, a produção ocorre a partir da 

fermentação, principalmente de sacarose de caldo de cana, ou glicose da hidrólise de amido, por 

leveduras da espécie Saccharomyces cerevisiae. Porém, quando este combustível é produzido a 

partir de biomassa lignocelulósica como resíduos agrícolas, agroindustriais e florestais, além de 

matérias-primas provenientes de sobras e resíduos de produtos naturais como bagaço e palha da 

cana de açúcar, o sabugo e a palha de milho, as palhas de trigo e arroz, restos de madeira 

processada, e resíduos municipais baseados em papel (Bastos, 2007; Franco et al., 2009), é 

denominado etanol de segunda geração. Neste caso, a degradação da mesma pode ocorrer por 

métodos físicos ou químicos, mas principalmente através da utilização de enzimas – as 

hidrolases (Bon et al., 2008; Franco et al., 2009).       

  A necessidade de um aumento de matérias-primas para a produção de etanol, sem a 

interferência nas áreas reservadas para plantação de alimentos, fez surgir no mundo o interesse 

por novas tecnologias, dando origem a esse etanol de segunda geração (Bastos, 2007; Franco et 

al., 2009).            

  A utilização eficaz de todos os três componentes (celulose, hemicelulose e lignina), já 

citados, da parede celular vegetal desempenha um papel significativo na viabilidade econômica 

do etanol celulósico (Menon & Rao, 2012). A bioconversão desses resíduos lignocelulósicos 
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apresenta-se como uma rota alternativa, promissora e de grande interesse industrial para o 

aumento da produtividade do bioetanol (Knauf & Moniruzzaman, 2004).  

A maioria da energia oriunda da biomassa é produzida a partir de resíduos da madeira 

(64%), seguido de resíduos sólidos urbanos (24%), resíduos agrícolas (5%) e gases de aterro 

sanitário (5%). Diferentes tipos de biomassa podem ser cultivadas com o propósito expresso de 

produção de energia. As culturas que tem sido utilizadas para a energia incluem: cana-de-

açúcar, milho, algas, beterraba, grãos, capim-elefante e outros (Balat et al.,2009). Outros tipos 

de resíduos são os agroindustriais gerados durante o processamento de alimentos, fibras, couro, 

madeira entre outros. A população humana produz milhões de toneladas de resíduos 

agroindustriais. A América Latina, por exemplo, produz 500 milhões de toneladas por ano de 

subprodutos agroindustriais, sendo que o Brasil é responsável por quase a metade deste 

montante (Alves et al., 2007). Normalmente, esses resíduos são vertidos no meio ambiente, 

provocando sérios problemas de poluição no solo, em águas superficiais e subterrâneas.  

  Os resíduos agroindustriais também podem ser aproveitados como substratos em 

processos biotecnológicos para a produção de bioetanol. Apresentam inúmeras vantagens como 

o baixo custo, além de serem abundantes e renováveis. Também não liberam gás carbônico e 

possuem pequeno conteúdo de enxofre. O bioetanol celulósico apresenta potencial para 

produzir pelo menos duas vezes mais combustível da mesma área de terra plantada e 

disponibilidade da biomassa. Devido ao aumento dos preços dos combustíveis fósseis isso 

demonstra grande potencial econômico (Shreeve, 2006; Demirbas & Demirbas, 2007).  

  De acordo com Teixeira (2005), outro biocombustível, o biodiesel, pode ser obtido a 

partir das oleaginosas. A agricultura brasileira possui uma propensão ao cultivo de oleaginosas 

devido a sua diversidade climática e de ecossistemas. As principais oleaginosas cultiváveis no 

Brasil que poderiam ser utilizadas para a fabricação de biodiesel são: Soja (Glycine max), 

Algodão (Gossypium spp.), Girassol (Helianthus annuus), Mamona (Ricinus communis), Dendê 

(Elaeis guineensis), Nabo forrageiro (Raphanus sativus), Macaúba (Acrocomia aculeata) e 

Pinhão-manso (Jatropa curcas). 

Atualmente no Brasil, a soja tem sido a principal oleaginosa utilizada para a produção de 

biodiesel. Entretanto, sendo essa uma cultura de verão, faz-se necessário a identificação de 

culturas de inverno também produtoras de óleo, o que permitiria o melhor uso do solo pelo 

agricultor e a manutenção do fluxo de matéria prima para a produção de biodiesel. 

Considerando-se os estados da região Sul do Brasil, são estudadas com maior ênfase as culturas 
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de Canola (Brassica napus), Crambe (Crambe abyssinica), Cártamo (Carthamus tinctorius) e 

Nabo-Forrageiro (Raphanus sativus) (Moura, 2009).     

Outro ponto a ser ressaltado é que as fontes de biocombustíveis, além de gerar menor 

quantidade de gases que causam o efeito estufa, são melhores distribuídos geograficamente que 

os combustíveis fósseis. Isso provoca a redução dos impactos ambientais, principalmente das 

mudanças climáticas, promovendo emprego nas áreas rurais. A utilização das matérias-primas 

lignocelulósicas provoca a diminuição do conflito potencial entre o uso da terra para a produção 

de alimentos ou para a produção de matérias-prima para a produção de combustíveis. Os 

resíduos da biomassa lignocelulósica são mais viáveis financeiramente do que os da matéria-

prima agrícola (Hahn-Hägerdal et al., 2006; Rodrigues, 2009)     

  Os estudos sobre o aproveitamento de co-produtos gerados na cadeia produtiva do 

biodiesel são bastante incipientes de acordo com Neiva Júnior et al. (2007) e merecem 

investigações de maior profundidade, já que muitas cadeias somente serão viáveis 

economicamente quando esses resíduos agregarem valor aos sistemas de produção. Por serem 

espécies ainda pouco conhecidas e sem uma cadeia produtiva estabelecida no Brasil, são 

escassas as informações sobre suas tortas e farelos. A caracterização desses co-produtos é de 

extrema importância na avaliação da viabilidade dessas novas oleaginosas, uma vez que a 

composição dessas tortas e farelos pode ser decisiva na definição de seus usos potenciais 

(Moura, 2009).               

 Uma visão da tendência internacional no desenvolvimento de biocombustíveis, 

partilhada por muitos especialistas, é a de que os biocombustíveis de primeira geração (etanol 

de sacarose e amido; biodiesel produzido pela transesterificação de óleos e gorduras com etanol 

ou metanol) atualmente disponíveis serão seguidos pelos chamados “biocombustíveis de 
segunda geração”, que incluem o diesel produzido a partir de gás de síntese em processos 

termoquímicos e o etanol a partir de materiais lignocelulósicos por processos químicos e 

enzimáticos. O desenvolvimento industrial dessas tecnologias (hidrólise e de gaseificação) 

possibilitará a transformação de fibras em combustíveis, através da fermentação do açúcar 

gerado pela hidrólise ou da síntese de compostos a partir dos gases, processo chamado de 

Fischer-Tropsch. Em seguida, nesta linha do tempo, biorrefinarias integradas serão construídas 

para aproveitamento integral de energia, biocombustíveis e um grande número de produtos 

químicos e bioquímicos a partir da biomassa como pigmentos, pinturas, essências aromáticas, 

enzimas, hormônios entre outros (Cerqueira Leite et al., 2009).     
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  Apesar das reconhecidas vantagens do etanol celulósico sobre os biocombustíveis de 1ª 

geração, os custos de produção da hidrólise enzimática ainda são menos comparáveis com o 

etanol sacarídeo e com a gasolina, devido à complexidade da matéria-prima e do processo de 

produção (Seabra et al., 2010).        

A inserção da tecnologia enzimática no contexto do setor sucroalcooleiro consiste na 

integração de uma planta produtora padrão com uma unidade de hidrólise. O processo brasileiro 

possui uma viabilidade econômica elevada em relação aos outros biocombustíveis de 2ª 

geração. As vantagens econômicas como os baixos custos da matéria-prima (bagaço de cana) e 

a disponibilidade da infraestrutura industrial existente serão refletidos diretamente no custo de 

produção e no favorecimento de um crescimento gradativo na produção de biocombustíveis 

(Rodríguez-Zúñiga, 2010). Desta mesma maneira, os resíduos lignocelulósicos da indústria do 

biodiesel também podem ter o seu valor agregado, viabilizando e reforçando ainda mais toda a 

estrutura dos biocombustíveis de segunda geração.       

  A maior aplicação potencial das enzimas do complexo celulolítico é na hidrólise da 

biomassa lignocelulósica. As matérias-primas de origem lignocelulósica contém de 20 a 60% de 

celulose que pode ser totalmente convertida em glicose, por ação enzimática. Em etapas 

seguintes, esse monossacarídeo pode ser utilizado para a obtenção de uma imensa gama de 

produtos, desde biocombustíveis até polímeros, sendo o etanol uma das moléculas de maior 

interesse (Castro & Pereira Junior, 2010).           

No contexto nacional, somente a indústria de açúcar e álcool gera 195 millhões de 

toneladas de bagaço de cana-de-açúcar por ano, parte do qual é queimado de forma ineficiente 

em usinas para cogeração de energia. Apesar disso, existe um excedente de 12-50% disponível 

para conversão em etanol celulósico. Com este objetivo, a rota enzimática tem se apresentado 

como uma tecnologia vantajosa visando à adequada e eficiente bioconversão da lignocelulose 

em seus componentes (Rodríguez-Zúñiga, 2010). 

 Diante desta conjuntura, os fungos ganham destaque como decompositores universais 

capazes de reciclar eficazmente uma extensa gama de resíduos (Souza, 2012) através de suas 

enzimas extracelulares. A seleção de fungos produtores de celulases é uma das possíveis 

estratégias para a obtenção das enzimas necessárias para hidrolisar o material lignocelulósico da 

biomassa vegetal e com isso contribuir para a viabilização da produção de etanol celulósico 

(Pirota et al., 2013). 
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1.3. Fungos decompositores 

Os fungos pertencem ao reino Fungi, maior reino eucariótico e dividido em quatro filos: 

Chytridiomycota, Zygomycota, Ascomycota, Basidiomycota. O tecido que forma o organismo 

dos fungos é composto por hifas, sendo filamentos celulares microscópicos, cujo conjunto 

constitui o micélio, responsável por todas as funções vegetativas desses organismos. A absorção 

de nutrientes pelos fungos é realizada através das paredes celulares, sendo que os elementos 

nutritivos devem estar na forma de solução. O micélio é encarregado de secretar enzimas 

especiais que atuam sobre as substâncias, ocorrendo liquefação, como é o caso, por exemplo, 

dos fungos ligninolíticos. Em outras situações, o micélio emite órgãos chamados haustórios, que 

penetram no tecido dos organismos hospedeiros, absorvendo o alimento (Esposito & Azevedo, 

2004).             

  Na cadeia alimentar, os fungos são capazes de produzir enzimas extracelulares o que os 

torna aptos a utilizar uma ampla gama de substratos, tanto de altas quanto de baixas massas 

molares e diferentes graus de toxicidade. Dessa forma, ocupam a posição de decompositores, 

tendo um papel muito importante na manutenção do equilibrio ambiental (Souza, 2012).  

  Por serem organismos heterotróficos, obtém o carbono para a síntese celular a partir da 

matéria orgânica inanimada ou nutrindo-se como parasitas de hospedeiros vivos. Como 

saprófitas, decompõem resíduos complexos de plantas e animais, transformando-os em formas 

químicas mais simples, que retornam ao ambiente (Pelczar; Chan; Krieg, 1996). Os fungos são 

considerados como os agentes mais importantes de degradação da Terra, principalmente quando 

se estuda os ecossistemas florestais, onde estes micro-organismos são os principais 

decompositores de celulose e lignina. A produção de biomassa em um ecossistema florestal é 

em grande parte controlado por fungos degradadores de madeira, que determinam as taxas dos 

nutrientes liberados e seu retorno ao ecossistema após a morte das árvores (Esposito & 

Azevedo, 2004).            

  Fungos lignocelulolíticos são capazes de superar as barreiras químicas e anatômicas de 

lignocelulose para degradar substratos lignocelulósicos. Eles usam métodos enzimáticos ou uma 

combinação de mecanismos não enzimáticos celulolíticos para conseguir a decomposição. Os 

dois principais grupos de fungos que degradam materiais lenhosos são basidiomicetos de 

podridão branca e de podridão-parda, e ambos são os melhores organismos de degradação da 

lignocelulose estudados devido à prevalência na floresta e madeira em serviço (Duncan & 

Schilling, 2010).            
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           As diferenças na química do material lignocelulósico e na anatomia da célula vegetal 

levam à questão de como os fungos de podridão ajustam a hidrólise enzimática de carboidratos 

para degradar os distintos materiais vegetais. Pela cultura tanto de um fungo de podridão branca 

e parda em uma variedade de substratos como lignina, celulose e hemicelulose e teores de 

grupos diferentes de madeira, percebe-se que os fungos se adaptam a diferentes matérias-primas 

com diferentes proporções de enzimas celulolíticas e hemicelulolíticas. Há grandes tendências 

na utilização comercial dessas enzimas adaptadas (Duncan & Schilling, 2010).   

  Os fungos filamentosos mais frequentemente utilizados para a produção de enzimas que 

degradam os polissacarídeos são Trichoderma reesei e diversas estirpes de Aspergillus e 

Penicillium (Aro et al., 2005; Cardoso et al., 2007). Os fungos filamentosos são amplamente 

utilizados para a produção de enzimas para a indústria de biocombustíveis (Hinz et al., 2009). 

1.3.1. Penicillium spp 

O gênero Penicillium pertence ao filo Ascomycota, ao subfilo Pezizomycotina, a classe 

Eurotiomycetes e a família Trichocomaceae. A presença de talos septados e a reprodução 

assexuada através de conídios são suas principais características (Silva, 2005). São fungos 

saprófitos, mesofílicos e reproduzem-se também sexuadamente pela formação de ascósporos 

(esporos sexuados internos). Crescem em diversos habitats através de micélios vegetativos 

septados que penetram no substrato, produzindo hifas aéreas, nas quais se desenvolvem 

conidióforos que são esporos assexuais (Pelczar; Chan; Krieg, 1996). 

1.3.1.1. Penicillium simplicissimum 

Estes micro-organismos demonstram a capacidade de sobreviver por adaptação ou por 

mutação em concentrações elevadas de metais pesados tóxicos. Alguns estudos como a obtenção 

de estirpes de fungos tolerantes a metais pesados incluem Penicillium funiculosum, Penicillium 

simplicissimum e Aspergillus foetidus. A adaptação de Penicillium simplicissimum para os íons 

metálicos (Ni, Mo, Fe e W) mostrou um aumento no índice de tolerância com o aumento das 

concentrações desses metais (Amiri et al., 2011). 

A excreção de citrato por P. simplicissimum, por exemplo, é utilizada para a lixiviação de 

metais a partir de resíduos industriais e minérios de baixo grau (Burgstaller & Schinner, 1993). 
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No estudo apresentado por Liu et al. (2011), a adição de saponinas aumentou a 

capacidade de adsorção de Cd (II) por P. simplicissimum e alterou o pH ótimo para essa 

adsorção. 

O Penicillium simplicissimum, utilizado nesse trabalho, foi isolado de uma fazenda no 

município de Capitólio-MG no solo de uma plantação de eucaliptos. Esse dado é muito 

importante pois essa planta ao expoliar o potássio do solo (adubo), deixa o fósforo inorgânico em 

excesso. Com isso, o Penicillium simplicissimum encontra um ambiente ideal para se desenvolver 

pois ele requer esse íon para o seu crescimento (Klimek-Ochab et al., 2006).  
 

 

 

1.3.1.2. Penicillium corylophilum 

O fungo Penicillium corylophilum é encontrado no solo, em ambientes com baixa 

umidade, em grãos de cereais e em material em decomposição. Estudos de biocatálise 

demonstram que suas cepas participam de reações orgânicas de síntese. Constatou-se também o 

potencial deste fungo em participar na bioconversão de materiais orgânicos insolúveis em lodos, 

favorecendo assim o tratamento de dejetos domésticos em estações de tratamento (Silva et al. 

2006).  

No trabalho realizado por Medeiros et al. (2003), dez espécies de fungos foram isolados a 

partir de decomposição de madeira na floresta amazônica e cultivados em meio líquido contendo 

xilana (oat spelt xylan). O fungo P. corylophilum mostrou a melhor atividade xilanolítica na faixa 

de pH entre 4,5 a 5,5 a 45° C. 

Vinte e seis espécies, representando 13 gêneros, foram identificadas na palha de arroz, 

palha de trigo e bagaço de cana sobre o meio utilizado. P. corylophilum, Aspergillus flavus, A. 

niger, Penicillium chrysogenum, P. funiculosum, P. oxalicum e Trichoderma harzianum foram as 

espécies mais prevalentes nesses três substratos estudados (Abdel-Sater & El-Said, 2001). 

A aplicação biotecnológica do Penicillium corylophilum não se restringe á produção 

convencional de metabólitos em processos fermentativos ou como parte de reações químicas. 

Este organismo também é utilizado no controle biológico de insetos, como agentes patogênicos 

de mosquitos vetores de doenças tropicais, tais como Culex quinquefasciatus e Aedes aegypti. 

Além disso, houve uma ação bactericida e tripanocida (Silva, 2004).     
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O fungo Penicillium corylophilum, utilizado nesse trabalho de doutorado, foi isolado de 

amostras de solo, coletados na região de São Carlos no estado de São Paulo e identificado pela 

Fundação Tropical de Pesquisa e Tecnologia André Toselo.  

 

1.4. Organização estrutural dos materias lignocelulósicos 

As paredes celulares vegetais são formadas por camadas, denominadas de parede 

primária, lamela média e, em algumas células, parede secundária (Wulff et al., 2003). A parede 

primária é organizada por celulose (glicana β-D-1,4), hemicelulose (xiloglicana), pectina (ácido 

α-1,4-D-poligalacturônico) e proteínas ricas em hidroxiprolina. Em relação à parede primária, a 

parede secundária (camada parietal) é formada por depósitos de células (Wulff et al., 2003) e 

possui maior quantidade de celulose, hemicelulose, lignina e pectina (Raven et al., 1999) e 

fornece um suporte estrutural à célula pela presença de lignina (Prade et al.,1999). A lamela 

média está localizada entre as paredes primária e secundária, sendo constituída por 

galacturononanas, ramnogalacturonanas, arabinanas, galactanas e arabinogalactanas 

(substâncias pécticas) e hemicelulose. Essa estrutura ainda preenche os espaços entre as paredes 

primárias e as células adjacentes          

  As estruturas microfibrilares de celulose encontram-se embebidas em uma matriz 

composta por hemicelulose e lignina (Figura 1), cuja função estrutural é agir como barreira 

natural à degradação enzimática onde os componentes estão arranjados de forma que as cadeias 

de celulose e hemicelulose fiquem embebidas pela lignina (Pitarelo et al., 2012).  
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formam fibrilas, apresentando pontes de hidrogênio entre as hidroxilas intra e intercadeias. O 

resultado disso é o arranjo cristalino das moléculas de celulose. Essas regiões cristalinas seguem 

uma ordenação paralela. Regiões menos organizadas ou ordenadas são conhecidas como 

amorfas (Basso et al., 2010; Fan et al., 1987). A lignina e hemicelulose são encontradas nos 

espaços entre as microfibrilas de celulose na parede celular primária e secundária, assim como a 

lamela média (Eriksson & Bermek, 2009). As fortes ligações de hidrogênio intra e 

intermolecular, fazem a celulose cristalina resistente à hidrólise enzimática, enquanto que a 

hemicelulose e a celulose amorfa são mais facilmente digeríveis (Viikari et al., 2012).  

  

Figura 2. Estrutura da celulose (Franco et al., 2009). 

 

O elevado peso molecular e a estrutura ordenada conferem à celulose ser insolúvel na 

água. As regiões cristalinas de celulose são mais resistentes à degradação do que as partes 

amorfas (Menon & Rao, 2012). 

1.4.2. Hemicelulose 

A hemicelulose é composta principalmente por xilose, arabinose, glicose, manose e 

galactose, sendo que as xiloglicanas e as xilanas são os constituintes predominantes nas paredes 

primárias e secundárias, respectivamenate. As xiloglucanas são formadas por moléculas de 

glicose com ligações glicosídicas β-1,4 e ramificações de xilose em ligações α-1,6, enquanto as 

xilanas são cadeias de xilose em ligações β-1,4. A hemicelulose mais abundante na natureza é a 

molécula de xilana (Koukiekolo et al., 2005). A degradação das hemiceluloses requer a atuação 

de várias enzimas comumente denominadas de hemicelulases (Landecker, 1996). 

 As hemiceluloses são polímeros heterogêneos (Figura 3) de pentoses (β-D-xilose, α-L-

arabinose), hexoses (β-D-manose, β-D-glicose, α-L-galactose) e ácidos urônicos (α-D-
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Ao contrário da celulose, a estrutura hemicelulósica não contém regiões cristalinas, 

sendo mais susceptível à hidrólise química sob condições mais brandas (Bon et al., 2008). 

Impedimentos estéricos, devido à presença de cadeias laterais e de grupos hidroxila axiais de 

açúcares diferentes da hemicelulose, impedem a formação de uma estrutura cristalina, 

promovendo reações com componentes diferentes da biomassa, incluindo celulose (YU et al., 

2011).                   

 Os heteropolímeros de xilana e manana também exigem um grupo de enzimas de 

clivagem secundários, incluindo a α-galactosidase, α-glucuronidase e um α-arabinosidase. Além 

disso, as esterases são necessárias para a remoção de grupos acetil a partir de xilanas em 

madeira e plantas anuais, assim como a partir de galactoglucomanana acetilada de madeiras 

macias. Finalmente, β-glicosidase, β-xilosidase e β-manosidase são necessárias para hidrolisar 

oligômeros pequenos em monômeros. A hidrólise completa de polímeros nativos requer a ação 

coordenada de todas essas enzimas (Maijala et al., 2012). A hemicelulose funciona como uma 

ligação entre as fibras de celulose e a lignina, sendo facilmente hidrolisada por ácido diluído ou 

uma base, assim como pelas enzimas hemicelulases (Talebnia et al., 2010).    

  As hemiceluloses têm massa molecular mais baixa do que a celulose e ramificações com 

cadeias laterais curtas o que consiste em heteropolímeros mais fáceis de serem hidrolisados. São 

intimamente associadas com a lignina e celulose, além de interagir covalentemente com a 

pectina. O componente dominante da madeira dura e plantas agrícolas, como o capim e a palha, 

é a xilana, enquanto que a de madeira mole é a glicomanana (Hendriks & Zeeman, 2009). 

1.4.2.1 Xilana 

De acordo com Groot et al. (1998), a xilana, o mais abundante componente 

hemicelulósico em compostos de palha para o cultivo de cogumelo, é um polímero consistindo de 

resíduos de xilosil, unidos por ligações -1,4. A ação de algumas enzimas, incluindo endo-1,4--

xilanase, -xilosidase, -L-arabinofuranosidase, -D-glicoronidase e algumas esterases 

asseguram a conversão enzimática completa de xilana em açúcares monoméricos. A xilana está 

presente em todas as camadas da parede celular vegetal, inclusive na interface entre a celulose e a 

lignina (Collins et al., 2005; Polizeli et al., 2005). A forma mais abundante de xilana é 

heteroxilana (Figura 4), que é constituída por resíduos de xilose na cadeia principal com o 

acetato, arabinose e resíduos de glicose como substituintes comuns (Li et al., 2009).   

 Nas plantas, a xilana forma uma camada que se sobrepõe por meio de ligações de 
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hidrogênio com a celulose, enquanto a ligação covalente com a lignina forma uma bainha exterior 

para proteger a planta (Van Dyk & Pletschke, 2012). Xilana constitui uma parte importante da 

parede celular das plantas, formando 30-35% do peso seco total, embora a abundância exata da 

xilana possa diferir entre as plantas (Beg et al., 2001).    

 

Figura 4. Xilana de gramínea. (1) 1,4-D-xilopiranose; (2) L-arabinose; (3) ácido 4-O-D-metil-α-D-glicurônico; (4) 
grupo acetil (Pitarelo, 2007).  

 

 Em plantas de madeira hardwoods tais como beechwood (madeira de faia), willow 

(salgueiro) e poplar (álamo), a composição de xilana difere daquela em plantas herbáceas (tais 

como spruce e pine). Nas primeiras, essa composição ocorre por O-acetil-4-O-

metilglicuronoxilana com elevados níveis de acetilação. Os grupos acetil são responsáveis pela 

solubilidade da xilana em água, mas são removidos durante pré-tratamentos alcalinos. Xilanas 

(softwoods) não são acetiladas e contêm α-L-arabinofuranose unidas por ligações α-1,3-

glicosídicas na posição C-3, mas há um alto conteúdo de manana e lignina (Eriksson & Bermek, 

2009; Saha, 2003). A xilana não ocorre apenas em plantas lenhosas, mas também em plantas 

anuais, tais como milho e cana de açúcar, onde o mesmo pode constituir até 30% da sua 

composição.  Xiloglucanos são predominantes no polissacarídeo hemicelulósico 

quantitativamente nas paredes celulares primárias de madeiras (principalmente em dicotiledôneas 

e menos em monocotiledôneas) (de Vries e Visser, 2001) e também pode aparecer em pequenas 

quantidades em gramas. Esses consistem da cadeia principal de D-glicose, unidas por ligações 

glicosídicas β-1,4 com 75% desses resíduos substituídos em O-6 com D-xilose. Resíduos de L-

arabinose e de D-galactose podem ser anexados aos resíduos de xilose na formação de cadeias 

laterais di ou triglicosiladas. Xiloglucanos interagem com as microfibrilas de celulose por meio 
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da formação de ligações de hidrogênio, contribuindo assim para a integridade estrutural da rede 

de celulose (Girio et al., 2010). 

1.4.2.2 Manana 

A manana é uma hemicelulose presente principalmente em madeiras leves, apresentando 

estrutura linear de unidades de manose com ligações -1,4 ou estrutura heteropolimérica, com a 

manose ligada a unidades de glicose por ligações -1,4 (glicomanana) (Wulff et al., 2003). A 

manana é um importante componente da hemicelulose e contém açúcares, tais como manose, 

galactose e glicose. As composições são variáveis e incluem glicomananas (hardwood), 

galactomananas e galactoglicomananas (softwood) (Van Zyl et al., 2010). Algumas destas 

heteromananas também contém grupos acetil nas posições C-2 e C-3 e resíduos de α-l,6 

galactopiranose unidos (Gubitz et al., 1996).       

  Hemiceluloses como glicomananas e galactoglicomananas são os principais 

componentes hemicelulósicos da parede secundária de resinosas (softwood) enquanto em 

madeiras (hardwood) ocorrem em pequenas montagens (Girio et al., 2010).   

  As mananas possuem funções de armazenamento, sendo componentes estruturais nas 

paredes celulares de coníferas. Os grupos laterais de ligações α-1,6-D-galactose em 

galactomananas possibilitam uma estrutura mais amorfa que retém água, aumentando a 

solubilidade em água (Van Zyl et al., 2010). 

1.4.3. Lignina 

A lignina possui uma estrutura tridimensional com características hidrofóbicas e com 

muitas ramificações, sendo referida como um polifenol. Esse arranjo irregular possui várias 

unidades de fenilpropano como álcool p-cumarílico, álcool coniferílico e álcool sinapílico, que 

podem conter grupos metoxila e hidroxila como substituintes no grupo fenil (Silva et al., 2009). 

Esta macromolécula é ramificada e amorfa, preenchendo os espaços entre as fibras de celulose 

(Ferraz, 2001; Fengel & Wegener, 1989). Possui ainda uma estrutura heterogênea, formada por 

anéis aromáticos unidos principalmente por ligações alquil-aril-éter (Fengel & Wegener, 1989). 

Uma das principais funções da lignina é o suporte estrutural da parede celular de plantas 

vasculares. A parede celular lignificada proporciona rigidez ao material lignocelulósico 

juntamente com as microfibrilas de celulose e hemicelulose. Com isso, a hidrofobicidade da 

parede celular vegetal permite o transporte eficiente de água nas plantas vasculares. Outra 

importante função é a resistência a ataques microbianos. A lignina consegue impedir ou até 
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retardar a atuação microbiana na parede celular vegetal (Fan et al., 1987). A lignina aumenta a 

resistência mecânica das plantas e as protege contra o ataque de micro-organismos (Fengel & 

Wegener, 1989). A decomposição da lignina é mais lenta quando comparada com a celulose e 

hemiceluloses (Wagner & Wolf, 1999).        

  As enzimas ligninolíticas fúngicas são produzidas durante o metabolismo secundário já 

que a oxidação da lignina não proporciona energia para o fungo. As enzimas hidrolíticas de 

outros polímeros naturais como celulose e amido não possuem nenhum tipo de ação na lignina 

por causa da sua estrutura heterogênea e das suas ligações (Hofrichter, 2002).    

  A remoção da lignina tem sido estabelecida como essencial para a bioconversão 

eficiente da lignocelulose em açúcares. A remoção de lignina é conseguida de várias maneiras, 

por meio físico (mecânico, térmico), meios químicos ou enzimáticos. O processo mecânico de 

redução do tamanho do substrato através de trituração ou moagem é muitas vezes o primeiro 

passo para um pré-tratamento mais eficaz. A remoção de lignina por processos químicos é feita 

através de pré-tratamento da biomassa por métodos como a hidrólise ácida, tratamento com 

vapor ou tratamento alcalino que torna a biomassa mais susceptível à degradação enzimática 

(Fitzpatrick et al., 2010; Hendriks & Zeeman, 2009; Van Dyk & Pletschke, 2012). 

 Varnai et al. (2010) estabeleceram que a lignina constitui o maior obstáculo para a 

degradação da celulose, com a hemicelulose tendo um impacto menor. A remoção da lignina 

(por meio de pré-tratamento) tem o maior efeito sobre a capacidade de hidrólise, enquanto o 

obstáculo da hemicelulose pode ser superado com a utilização de enzimas acessórias.  

1.4.4. Pectina 

A pectina é o principal constituinte das substâncias pécticas, e tem como característica 

dominante ser composta por uma cadeia linear de unidades de ácido D-galacturônico no qual 

proporções variáveis dos grupos ácidos (40 a 60 %) estão presentes como ésteres metílicos 

(Prade et al., 1999). De acordo com o grau de metilação dos grupos carboxílicos dos resíduos de 

ácido galacturônico, as substâncias pécticas são conhecidas como ácido pectínico ou pectina 

(Wulff et al., 2003). Esse termo abrange o éster metílico, a pectina; o ácido péctico 

desesterificado e seus sais, os pectatos; além de certos polissacarídeos neutros sem a estrutura 

principal galacturonana, que são frequentemente encontrados em associação com a pectina 

(Prade et al., 1999).            

  Genericamente denominada pectina, trata-se de um polissacarideo ramificado, sendo 
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constituído principalmente de polímeros de ácido galacturônico, ramnose, arabinose, galactose 

fucose e apiose (Raven, 2001; Willats et al., 2006; Van Dyk & Pletschke, 2012). Esta 

composição lhe dá características como alto peso molecular, carga negativa e acidez. É um dos 

principais componentes da parede celular das plantas, encontrando-se na lamela média (Jayani 

et al., 2005). Devido ao caráter hidrofílico da pectina, o que confere a parede celular 

propriedades plásticas e flexiveis, a água é capaz de penetrar através da parede celular, 

favorecendo a formação de géis, além de conferir flexibilidade (Raven, 2001).   

  A pectina atua para manter a unidade das células vegetais (Vatanparast et al., 2012) e é 

o polissacarídeo mais complexo presente na parede celular primária e espaços intracelulares de 

plantas superiores (Mohamed et al., 2006). Substâncias pécticas são abundantes na biomassa 

vegetal, e estas constituem 4-30% das cascas de frutas cítricas. Frutas e vegetais são 

particularmente ricos em pectina, que representa uma grande parte da sua biomassa (>30%), 

enquanto que a quantidade deste polímero é baixa em plantas superiores (1%) e em tecidos 

lignificados (Hoondal et al., 2002).         

           As enzimas que degradam as substâncias pécticas são conhecidas como pectinases ou 

enzimas pectinolíticas como as metilpoligalacturonases, poligalacturonases, pectina liases, 

trans-eliminases do ácido poligalacturônico e metilesterases da pectina (Wulff et al., 2003). 

 

1.5. Enzimas 

 Enzimas são, em sua maioria, proteínas que aumentam a velocidade das reações 

orgânicas, atuando como catalisadores nos sistemas biológicos sem serem consumidas ou 

alteradas durante o processo. Demonstram uma formidável eficiência catalítica muito maior que 

a dos catalisadores químicos graças à redução da energia de ativação da reações químicas 

(Stryer, 2008). São biomoléculas com propriedades catalíticas proeminentes, apresentando alta 

conversão pela especificidade na transformação do substrato em produto, além de elevada 

atividade em condições de temperatura e pressão medianas. Vários fatores podem alterar a 

atividade enzimática como a concentração da enzima e do seu substrato específico. Além disso, o 

tempo de reação, a presença de co-fatores, de efetores alostéricos e de inibidores, a temperatura, 

o pH e o potencial iônico também podem influenciar a ação enzimática (Lehninger, 2006). A 

catálise enzimática ocorre quando os substratos se ligam à enzima em uma região específica de 

sua superfície, chamada de sítio ativo (Stryer, 2008).      
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 As enzimas são constituídas de uma ou mais cadeias de L-aminoácidos, ligadas 

covalentemente através de ligações peptídicas. A composição dos aminoácidos e a sua sequência 

na cadeia são específicas para cada enzima. A atividade catalítica de diversas enzimas depende 

da conjunção com componentes não protéicos, denominados de co-fatores, que podem ser íons 

metálicos ou moléculas orgânicas complexas denominadas grupos prostéticos (Nielsen & 

Oxenboll, 1998).  

Os íons metálicos podem estar envolvidos na catálise enzimática em várias formas: 

podem aceitar ou doar elétrons, pois eles próprios podem atuar como eletrófilos; eles podem 

mascarar nucleófilos para evitar reações secundárias indesejadas e podem reunir enzima e 

substrato por ligações coordenadas. Podem ainda conter grupos que reagem na orientação 

necessária 3-D e podem também simplesmente estabilizar uma conformação cataliticamente 

ativa da enzima (Palmer, 2001; Shah & Madamwar, 2005).      

  As hidrolases correspondem às enzimas do complexo celulolítico que clivam ligações 

O-glicosídicas, sendo classificadas pela Enzyme Comission (EC) com a codificação 3.2.1.x, 

onde o valor de x varia com a enzima celulásica avaliada (Lynd et al., 2002). As glicosil 

hidrolases (GH) são enzimas-chave na hidrólise de carboidratos, sendo parte do grupo de 

enzimas que clivam ligações glicosídicas (Castro, 2010). A hidrólise enzimática pode ocorrer 

através de duas maneiras. As exoenzimas removem unidades dos terminais dos polímeros, 

enquanto que as endoenzimas hidrolisam as ligações internas em qualquer ponto ao longo da 

molécula (Mathewson, 1998).         

  As enzimas oxidativas e hidrolíticas são as responsáveis pela degradação dos resíduos 

lignocelulósicos. As enzimas lignocelulolíticas oxidativas (lacase, manganês-peroxidase e 

lignina-peroxidase) atuam na degradação da lignina. As enzimas oxidativas retiram os grupos 

metoxila da lignina, rompendo as ligações éter. Ocorre, então, a liberação de substâncias mais 

solúveis que expoem as cadeias restantes à ação das demais enzimas (Buswell et al. 1996). A 

biotransformação dos resíduos lignocelulósicos faz com que as enzimas hidrolíticas (celulases e 

xilanases) utilizem os polissacarídeos como fontes de carbono, possibilitando a absorção pelo 

micélio (Durrant et al. 1991).          

  A produção de enzimas lignoceluloliticas como lacase, celulase, manganês-peroxidase, 

carboximetilcelulase, lignina-peroxidase e xilanase torna-se importante do ponto de vista 

econômico por causa das inúmeras aplicacões nas indústrias de celulose, de alimentos, de ração 

animal, sucroalcooleiras, têxtil, dentre outras (Souza, 2012).     
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  Em comparação com os processos industriais geralmente aplicados, a utilização de 

enzimas apresenta características atraentes tais como aumento da estabilidade e elevada 

atividade, especificidade biocatalítica e a redução de subprodutos indesejáveis. Da mesma 

forma, a temperatura desejada, pH, pressão e as condições são moderadas, em comparação com 

os utilizados em processos químicos. Além disso, as enzimas são biodegradáveis, uma 

propriedade que reduz os problemas da toxicidade química, sendo, portanto, ambientalmente 

correto e também uma alternativa viável em termos econômicos (Hoondal et al., 2002; 

MacCabe et al., 2002; Lara-Marquez et al., 2011).       

  O método mais promissor para a hidrólise de polissacarídeos em monômeros de 

açúcares é através do uso de enzimas, isto é, celulases e hemicelulases. Além disso, as 

hemicelulases facilitam a hidrólise da celulose, expondo as fibras de celulose, tornando-as mais 

acessíveis (Shallom & Shoham, 2003). A hidrólise utilizando enzimas apropriadas representa o 

método mais eficaz para libertar os açúcares simples a partir de materiais celulósicos (Talebnia 

et al., 2010).            

  A estratégia de sucesso para a produção de celulases pode ser alcançada por meio da 

seleção de micro-organismos e melhores condições de processo de fermentação. Estes incluem 

triagem para novas atividades enzimáticas e desenvolvimento de pré-tratamentos que alteram a 

estrutura cristalina da celulose, aumentando a acessibilidade da enzima (Delabona et al., 2012). 

A hidrólise enzimática é vantajosa, devido à sua baixa toxicidade, baixo custo e baixa 

corrosão em comparação com a hidrólise ácida ou alcalina (Taherzadeh & Karimi, 2007). A 

hidrólise enzimática pode ser efetuada por celulases que são altamente específicas de acordo 

com o seu substrato (Banerjee et al., 2010). Em comparação com a hidrólise ácida, a hidrólise 

enzimática requer menos energia e as condições ambientais amenas (Ferreira et al., 2009). 

Os hidratos de carbono ou carboidratos consistem na cadeia principal de unidades 

piranosil dos açúcares monoméricos unidos por ligações β-1,4: glicose em celulose, xilose em 

xilana e manose em mananas ou manose e glicose em glicomananas. A hidrólise desses 

carboidratos (Figura 5) prossegue através da quebra das ligações glicosídicas β-1,4 nos 

polissacarídeos por celulases, xilanases, mananases e glucanases (Maijala et al., 2012). As 

holocelulases são as enzimas que degradam a holocelulose (celulose com hemicelulose) da 

estrutura lignocelulósica da parede celular das plantas. 
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1.5.1. Celulases 

A maioria das celulases exibe uma estrutura semelhante de organização. Possuem uma 

estrutura molecular com dois ou mais domínios funcionais separados e independentes (Yague et 

al., 1997; Linder et al., 1996), sendo um domínio de ligação de celulose (CBD) e um domínio 

catalítico (CCD). Os domínios são unidos por uma sequência longa e altamente O-glicosilada 

(Liu et al., 2012). O dominio catalítico, sítio das celulases onde ocorre a hidrólise da cadeia de 

celulose, representa a maior parte da enzima e o tamanho é variável entre as diferentes celulases 

(Kleywegt  et al., 1997).        

O CBM (Módulo de Ligação à Celulose) é o menor domínio das celulases, consistindo 

de aproximadamente 35 aminoácidos. Ele pode ser ligado através do linker flexível ao módulo 

catalítico. A função do CBM é se ligar na fibra, e servir como uma "âncora" para a enzima, 

mantendo-a fortemente adsorvido à superfície da celulose. Isto reduz a necessidade de forte 

ligação do domínio catalítico com a celulose, e, assim, permite que a enzima tenha maior taxa 

de hidrólise (Harrison et al., 1998; Srisodsuk et al., 1993; Reinikainen et al., 1992).  

  Essas enzimas hidrolisam as ligações β-1,4 em celulose e seus derivados. A hidrólise da 

celulose até moléculas de glicose ocorre pelo sinergismo de três diferentes enzimas: 

endoglicanases (EC 3.2.1.4), que hidrolisam a celulose a glico-oligossacarídeos, 

celobioidrolases (EC 3.2.1.91), as quais liberam celobiose a partir de celulose e β-glicosidases 

(EC 3.2.1.21), que convertem a celobiose a monômeros de glicose (Castro, 2010; Castro & 

Pereira Jr, 2010; Juhász et al., 2005). Do ponto de vista industrial, esse processo é muito 

importante devido à possibilidade de conversão da glicose em etanol (Verniz, 2012). Em geral, 

as celulases secretadas por fungos filamentosos, são glicoproteínas que contém sítios O- ou N-

glicosilados (Linder & Teeri, 1996).     

Em condições moderadas de operação (50-60ºC), as celulases apresentam elevada 

especificidade de ação sobre a celulose, fornecendo uma utilização mais eficiente dos 

carboidratos e evitando, assim, a formação de produtos inibidores. Essa rota enzimática 

apresenta limitações tecnológicas como o alto custo das enzimas e a baixa produtividade (Hahn-

Hägerdal et al., 2006).          

           As celulases são utilizadas comumente em conjunto com hemicelulases e pectinases em 

processos de maceração, como na extração, na filtração e na clarificação de sucos de frutas e 

óleo de sementes (Bhat, 2000). As celulases agem juntamente com as xilanases, proporcionando 

a hidrólise de polissacarídeos não amiláveis em animais monogástricos. Em ruminantes, as 
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celulases são utilizadas em conjunto com pectinases e hemicelulases, aumentando a digestão 

das plantas forrageiras, base da alimentação dos animais. Desta forma, melhoram a qualidade e 

a digestibilidade da ração (Bhat, 2000). A primeira etapa da hidrólise das celulases em resíduos 

agrícolas é a adsorção das enzimas na superfície da celulose. Com isso, ocorre a biodegradação 

da celulose em açúcares fermentáveis e, logo após, a desadsorção das celulases dos resíduos 

(Wu & Ju, 1998). Uma dificuldade é o aumento dos produtos da hidrólise, como de celobiose e 

glicose que podem inibir a atividade celulásica (Sun & Cheng, 2002).    

  A taxa de hidrólise também pode ser alterada por fatores estruturais como a 

cristalinidade da celulose, o grau de polimerização da celulose, área de superfície e a 

concentração de lignina (McMillan, 1994). Outro fator que pode modificar a hidrólise 

enzimática é a concentração da enzima. Um aumento de celulases pode aumentar o rendimento 

e a taxa de hidrólise, mas aumentaria os custos do processo também (Sun & Cheng, 2002).  

  Segundo Gray et al. (2006), existem três principais grupos de atividades celulolíticas 

produzidas por fungos. 

1.5.1.1. Endoglicanase (1,4-β-D-glucano 4 – glucanohidrolase, EC 3.2.1.4)  

As endoglicanases são as enzimas responsáveis por iniciar a hidrólise da molécula de 

celulose (Franco et al., 2009). As ligações glicosídicas são quebradas nas regiões amorfas da 

celulose, abrindo espaço para as celobiohidrolases (Zhang & Lynd, 2006). Essas enzimas 

hidrolisam ao acaso ligações glicosídicas β-1,4. Ela não age em celobiose, mas hidrolisa 

celodextrinas, celulose ácida e celuloses substituídas como carboximetilcelulose (CMC) e 

hidroxietilcelulose (HEC). O polímero CMC é substrato solúvel utilizado para a quantificação 

da atividade da endoglicanase. Este polímero é alterado pela enzima resultando em uma 

alteração no grau de polimerização (Miller, 1959; Ghose, 1987; Bon et al., 2008).   

  As endoglicanases são responsáveis primeiramente pela diminuição do grau de 

polimerização, gerando oligossacarídeos de vários tamanhos e consequentemente novos fins de 

cadeias susceptíveis à ação das exoglicanases (Lynd et al., 2002) e utilizam como principais 

substratos a celulose amorfa, celotetraose e CMC (Goyal, Ghosh & Eveleigh, 1991).  

 

1.5.1.2. Exoglicanase (1,4-β-D-glucano celobiohidrolase, EC 3.2.1.91)  

 As exoglicanases ou celobiohidrolases (CBH) são responsáveis por participar da 

hidrólise primária da fibra, em que promove aumento na taxa de hidrólise da celulose, por 
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tornar amorfas as regiões cristalinas do polímero, deixando-o mais exposto a ação das celulases 

(Cao & Tan, 2002). A CBH pode ser dividida em dois tipos: enzima do tipo I (CBH I), que 

hidrolisa terminais redutores, e a do tipo II (CBH II) que hidrolisa terminais não redutores 

(Castro, 2010).  Estas enzimas são altamente específicas, hidrolisando somente a celulose 

(Zhang & Lynd, 2006). A CBHI é a principal enzima celulolítica produzida por Trichoderma 

sp. e atualmente é uma das celulases mais investigadas para aplicações de biocombustíveis. 

Essa enzima hidrolisa as moléculas de celulose microcristalina em unidades solúveis de 

celobiose, favorecendo a produção de açúcares fermentáveis a partir da biomassa (Colussi et al., 

2011).               

 Essa enzima não age em celuloses substituídas, o que reflete um maior grau de 

especificidade em relação ao substrato comparado com as endoglicanases (Stubbs et al., 1999). 

A celobiohidrolase hidrolisa celodextrinas, mas não a celobiose, utilizando como principais 

substratos a celulose cristalina, a celulose amorfa e a celotetraose (Meinke et al., 1995). A 

necessidade de duas exoglicanases tem sido atribuida pelas suas preferências em reduzir 

(CBHI) ou não (CBHII) as extremidades de cadeias de celulose quando em celulose 

microcristalina. As exoglicanases são muito lentas ao diminuir o grau de polimerização da 

celulose (Lynd et al., 2002).           

 As celobiohidrolases, que pertencem às famílias de glicosil hidrolases 5, 6, 9 e 48, 

sofrem inibição pelo seu produto de hidrólise, a celobiose. As β–glicosidases assumem um 

papel importante nesse processo pois catalisam esse dissacarídeo (Bon et al., 2008). 

1.5.1.3. β-Glicosidase (β-D-glicosideo glicohidrolase, EC 3.2.1.21 )   

São responsáveis pela clivagem de pequenas cadeias de celo-oligossacarídeos e 

celobiose a glicose, a qual é utilizada nas vias metabólicas do micro-organismo (Nascimento, 

2009). Esta enzima não age em celulose ou celodextrinas de maior grau. Utiliza como 

substratos a celotetraose e a celobiose (Goyal; Ghosh & Eveleigh, 1991; Meinke et al., 1995). 

Apesar da β-glicosidase não atuar diretamente na celulose, considera-se como componente do 

sistema celulase por causa do estímulo à hidrólise de celulose (Maheshwari; Bharadwaj; Bhat, 

2000). Essas enzimas pertencem às famílias glicosil hidrolases 1, 3, 9, 30 e 116 (Jabbour et al., 

2012).       
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A utilização de infusões de β-glicosidases em conjunto com pectinases faz com que 

aromas e características voláteis de frutas e vegetais aumentem, o que é de grande importância 

para a indústria de alimentos (Bhat, 2000). 

 Um dos principais desafios na bioconversão de biomassa lignocelulósica em 

biocombustíveis líquidos inclui a busca por uma beta-glicosidase tolerante à glicose. Beta-

glicosidase é a enzima chave presente na celulase e participa do passo final durante a hidrólise 

de celulose através da conversão da celobiose em glicose. Essa reação é realizada sempre sob 

controle, pois o seu próprio produto, a glicose, causa a inibição da enzima (Singhania et al., 

2013). 

1.5.1.4. FPase (Filter Paper Activity)  

As análises efetuadas pela FPase representam a atividade celulolítica total, refletindo a 

atividade enzimática do complexo das celulases através da reação das enzimas fúngicas com o 

substrato específico (papel de Whatman nº1).                  

A atividade de FPase é uma análise importante na avaliação de uma estirpe para 

atividade de celulase de um modo geral. Neste caso, a celulase vai apresentar uma atividade de 

endo e outra de exocelulase, e portanto, é capaz de atuar tanto nas regiões cristalinas como nas 

regiões amorfas da celulose (Franco et al., 2009). A maioria dos micro-organismos celulolíticos 

apresentam atividade de endoglicanase, mas nem sempre apresentam de exoglicanase, e 

portanto, a atividade de FPase é um diferencial (Bhat, 2000). 

1.5.2. Pectinase 

Enzimas pectinolíticas ou pectinases são enzimas heterogêneas que degradam as pectinas 

presentes na maioria das paredes celulares vegetais, sendo utilizadas principalmente em 

indústrias de alimentos de clarificação e extração do suco de frutas (Belén et al., 2012). 

Pectinases são classificadas em três grupos principais. As protopectinases solubilizam a 

protopectina, formando uma pectina solúvel. As esterases catalisam a desesterificação de pectinas 

pela remoção de ésteres, formando ácido péctico. As depolimerases catalisam a hidrólise da 

ligação glicosídica 14 de ácido galacturônico das substâncias pécticas (Jayani et al., 2005). 

As substâncias pécticas são despolimerizadas por três classes de enzimas, as quais 

podem atuar em conjunto. As liases ou eliminases (liase de pectina, liase de pectato) clivam 

ligações glicosídicas internas através de eliminação beta, produzindo oligômeros ou monômeros 
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com resíduos insaturados 4,5 na extremidade não redutora. As hidrolases (galacturonases) 

causam a hidrólise das ligações galacturonosídicas e provavelmente clivam as ligações 

oxigênio-glicosídeo. As poligalacturonases (PG) diferem em seu modo de ação, podendo 

ocasionar hidrólise ao acaso (endo) ou atuando somente nas extremidades das cadeias com 

liberação gradual de galacturonobiose (exo). As esterases (esterase e a acetil esterase da pectina) 

facilitam a degradação da pectina pela liase do pectato, pela geração de poligalacturonato 

através da desmetilação (hidrólise dos grupos ésteres) e desacetilação da pectina, 

respectivamente (Benen & Visser, 2003).              

A degradação completa das substâncias pécticas pelas pectinases deriva inicialmente em 

ácido galacturônico e ramnose, com a produção de menores quantidades de galactose, 

arabinose, metanol, acetato e traços de diversos outros açúcares (xilose, fucose e apiose), os 

quais são assimilados e metabolisados pelos micro-organismos (Wulff, 2003).     

 Liases como pectato liases (PLY, EC 4.2.2.9 e 4.2.2.2) e pectina liases (PEL; EC 

4.2.2.10) catalisam a degradação da pectina esterificada e poligalacturonato respectivamente, 

pela remoção de um próton e gerando uma ligação insaturada entre os carbonos C-4 e C-5 da 

extremidade não redutora de pectina. PLYs são específicos para a pectina não-esterificada e 

dependem de Ca2+ enquanto PEL degrada a pectina metil-esterificada e não depende deste 

cátion (Benen & Visser, 2003). 

A endopoligalacturonase (PG, EC 3.2.1.15) é um exemplo de despolimerase. É uma 

enzima hidrolítica muito utilizada na indústria alimentícia nos processos de maceração, 

liquefação, extração, clarificação e filtração de sucos de frutas ou vegetais e vinhos. É muito 

usada industrialmente por possuir elevada atividade enzimática em pH baixo, satisfazendo as 

aplicações de frutas e verduras ao processo industrial (Zheng & Shetty, 2000).   

 As fontes comerciais de poligalacturonases da indústria alimentícia são usualmente derivadas 

de fungos principalmente Aspergillus niger e Kluyveromyces marxianus (Zheng & Shetty, 

2000). 

1.5.3. Hemicelulases 

A hemicelulose tem uma composição mais variada em relação à celulose e, portanto, 

requer um grande número de enzimas para hidrolisar eficazmente. Devido à complexa estrutura 

das hemiceluloses, diferentes hemicelulases são necessárias para sua degradação. Essas enzimas 

podem ser divididas em enzimas despolimerizantes, que atacam a estrutura central e as enzimas 
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que removem os substituintes que podem representar impedimento estérico à despolimerização 

enzimática (Van Dyk & Pletschke, 2012). As hemicelulases possuem diferentes aplicações 

como na alimentação animal, na hidrólise de biomassas e na indústria de papel e da celulose 

(Heidorne et al., 2006; Juhász et al., 2005). 

As conhecidas como -xilanases (EC 3.2.1.8) quebram as ligações internas da cadeia de 

xilanos a xilo-oligossacarídeos. As -xilosidases (EC 3.2.1.37) hidrolisam xilo-oligossacarídeos 

para produzir xilose. As -mananases (EC 3.2.1.78) clivam as ligações internas de galacto 

(gluco) mananose a mano-oligossacarídeos. As -manosidases (EC 3.2.1.25) hidrolisam mano-

oligossacarídeos, liberando manose. Outras hemicelulases incluem -L-arabinofuranosidase 

(EC 3.2.1.55), endo-arabinase (EC 3.2.1.99), -galactosidase (EC 3.2.1.22), endogalactanase 

(EC 3.2.1.89), -glicuronidase (EC 3.2.1.139), etc. (Heidorne et al., 2006; Juhász et al., 2005). 

  Os módulos catalíticos de hemicelulases são as glicosil hidrolases (GHS) que hidrolisam 

ligações glicosídicas, ou as esterases de carboidratos (CES), que hidrolisam ligações éster de 

grupos acetato ou grupos laterais de ácido ferúlico (Shallom & Shoham, 2003). 

1.5.3.1. Xilanase 

A presença de xilanases no complexo enzimático é de grande importância para 

desestruturar as fortes ligações cruzadas entre a hemicelulose e as microfibrillas da celulose na 

parede vegetal através da hidrólise das ligações β-1,4 presentes na xilana vegetal (componente 

da hemicelulose) (Lynd et al., 2002; Santos, 2012). Uma variedade de micro-organismos, 

incluindo bactérias, leveduras e fungos filamentosos têm sido relatados para produzir enzimas 

xilanolíticas. Os fungos filamentosos têm demonstrado uma grande capacidade para secretar 

uma vasta gama de xilanases, com os gêneros Aspergillus e Trichoderma sendo os mais 

extensivamente estudados e avaliados entre os fungos produtores de xilanase (Yang et al., 2006; 

Pandya & Gupte, 2012).      

As enzimas essenciais para a degradação da xilana em monômeros são as endoxilanases 

que clivam a cadeia principal de xilana em oligossacarídeos mais curtos, e β-xilosidase, que 

cliva xilo-oligossacarídeos curtos em xilose. Do mesmo modo, as enzimas essenciais para a 

degradação da manana são as endomananases e as β-manosidases. Então, xilanas e mananas 

geralmente possuem vários substituintes diferentes ligados à cadeia principal, tais como 

arabinose, galactose, glicose e grupos acetil. Desta forma, há uma exigência por um grande 
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número de enzimas auxiliares para removê-las a partir da cadeia principal, facilitando o acesso 

às moléculas principais (Meyer et al., 2009).     

Há um grande número de enzimas xilanolíticas procedentes da complexidade e da 

heterogeneidade estrutural das xilanas. As enzimas que mais se destacam nesses complexos 

enzimáticos são as β-1,4-endoxilanases (β-1,4-D-xylan xylanohydrolase; EC 3.2.1.8) que 

despolimerizam a xilana pela hidrólise randômica do esqueleto principal e as β-xilosidases (β-

1,4-D-xyloside xylohydrolase; EC 3.2.1.37). Os grupamentos laterais presentes na xilana são 

liberados pela ação das α-L-arabinofuranosidases, α-glicuronidases e acetilxilana esterases. 

Todas essas enzimas agem, cooperativamente, de modo a converter a xilana em seus açúcares 

constituintes (Nascimento, 2009; Pandya & Gupte, 2012). 

 De acordo com a sequência de aminoácidos homólogos, as endoxilanases microbianas 

são classificadas em dois grupos: família 10 e 11. As enzimas da família 10 demonstram maior 

versatilidade catalítica do que a família 11, pois as endoxilanases da família 10 apresentam 

melhor capacidade em clivar as ligações glicosídicas das cadeias de xilana, tais como ácido 

metil-glicurônico, ácido acético e -L-arabinofuranose (Biely et al., 1997). As xilanases da 

familia 11 tem um grande sítio ativo e preferem a clivagem das principais cadeias em regiões 

não substituídas, enquanto a família 10 têm um sítio ativo menor e são capazes de clivar as 

cadeias principais mais próximas do substituinte. Assim, as xilanases da familia 10 geralmente 

não requerem a remoção do substituinte para a sua atividade. Alguns endo-β-1,4-xilanases 

também se encontram na família 8, mas não foram caracterizadas (Van Dyk & Pletschke, 2012).

  As acetil esterases de xilana são enzimas que são capazes de hidrolisar a ligação éster 

entre os grupos acetil e resíduos de xilose em (arabino) xilanas. A atividade específica destas 

enzimas para oligossacarídeos foi maior do que para polissacarídeos, mas 80% da quantidade 

total dos ésteres de grupos acetil é removido por clivagem em ambos os casos (Kabel et al., 

2003; Hinz et al., 2009). 

1.5.3.2. Mananase 

As enzimas que hidrolisam as mananas, as mananases, têm sido largamente 

negligenciadas, embora seja uma hemicelulose abundante. A aplicação de mananases para 

catalisar a hidrólise de β-1,4 manana é tão importante como a aplicação de xilanases (Girio et 

al., 2010).            

  As principais enzimas envolvidas na hidrólise de mananas e glucomananas lineares são 
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as 1,4-β-D-manana manohidrolases (conhecidas como β-mananases, EC 3.2.1.78), 1,4-β-D-

manopiranosídeo hidrolases (denominadas β-manosidases, EC 3.2.1.25) e 1,4-β-D-glicosídeo 

glicohidrolases (β-glicosidases, EC 3.2.1.21) (Moreira & Filho, 2008). -mananases (EC 

3.2.1.78) hidrolisam hemiceluloses baseadas na manana e liberam -1,4-mano-oligômeros, que 

podem ser ainda mais hidrolisados por manose -manosidases (EC 3.2.1.25) (Shallom & 

Shoham, 2003). As β-mananases são endo-hidrolases, que agem nas ligações glicosídicas 

internas da cadeia estrutural de mananas, gerando β-1,4-manooligossacarídeos de cadeia curta. 

As β-manosidases são exo-hidrolases que geram manose a partir de oligossacarídeos agindo na 

ligação terminal no final não redutor, bem como, clivando manobiose em unidades de manose 

(Moreira & Filho, 2008; Van Zyl et al., 2010).       

  A completa hidrólise da estrutura da manana requer ação sinérgica de endo e exo-

hidrolases, juntamente com enzimas que clivam as cadeias laterais para alcançar a completa 

hidrólise. Ambas heterosinergias (a ação sinergística das enzimas entre a cadeia principal e as 

cadeias laterais) e homosinergias (a ação sinergística das enzimas entre as duas cadeias 

principais ou, entre as duas cadeias laterais) são relatadas na degradação de mananas (Moreira 

& Filho, 2008; Shallom & Shoham, 2003; Van Zyl et al., 2010).     

  A principal molécula de açúcar de galactoglucomananas é a D-mannose, mas para a sua 

hidrólise total em açúcares simples, a ação sinergética de endo -1,4 mananases (EC 3.2.1.78) e 

exo -manosidases (CE 3.2.1.25) é necessária para clivar  a cadeia principal do polímero 

(Shallom & Shoham, 2003). Enzimas adicionais, tais como -glicosidases, α-galactosidases e 

manana acetil esterases são necessárias para remover açúcares da cadeia lateral que estão 

ligados a vários pontos da mananas (Dhawan & Kaur, 2007). 

A principal aplicação das mananases pode ser na indústria de papel e celulose. Além 

disso, as β-mananases podem ser utilizadas na liquefação e extração de frutas, nas preparações à 

base de café, apresentando melhor volatilidade do aroma, propriedades de sabor e aparência 

visual da bebida final. Podem ainda ser usados como aditivos alimentares sem valor nutricional 

para o crescimento seletivo da microflora intestinal benéfica (bifidobacteria e lactobacilos) em 

humanos (Puchart et al., 2004). 

1.6. Substratos lignocelulósicos  

Resíduos agroindustriais, como bagaço e palha de cana-de-açúcar, farelo e palha de 

trigo, sabugo de milho, sementes de frutas, efluentes da indústria de papel e de alimentos são 
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ricos em celulose, hemicelulose e lignina. Com a industrialização, a geração e o descarte desses 

resíduos têm aumentado, estimulando pesquisas e despertando o interesse de diversos setores 

em reaproveitá-los. Esses resíduos representam uma fonte barata para o crescimento de micro-

organismos capazes de produzir metabólitos com alto valor agregado, como enzimas, solventes 

orgânicos e açúcares (Monte et al., 2010).       

Devido aos resultados encontrados por diferentes pesquisadores sobre a influência do 

substrato lignocelulósico no meio de cultivo e a sua respectiva atividade enzimática, no presente 

estudo foram analisados onze substratos lignocelulósicos: algodão, cártamo, crambe, girassol, 

linhaça, mamona, nabo forrageiro, niger, pinhão-manso, soja e tremoço. 

1.6.1. Algodão (Gossypium hirsutum L.) 

O algodão é derivado de diversos tipos de plantas da família Gossypium (Gossypium 

hirsutum, G. barbadense, G. Arboreum G. herbaceum). O algodão possui um sistema radicular 

mal adaptado a condições de alagamento e fica rapidamente danificado (Milroy, 2013). As 

fibras de algodão são os elementos estruturais usados para formar fios e tecidos. O algodão é 

uma fibra vegetal, obtendo destaque como a mais importante dentre as fibras naturais, sendo 

utilizada para diversos fins. Apresenta ênfase para a manufatura de uma grande proporção de 

roupas usadas pelo homem. Como fibra básica, oferece enormes possibilidades de usos 

especializados, pelas modificações físicas e químicas e em misturas. A fibra de algodão é 

prontamente diferenciada de todas as outras fibras têxteis pela alta qualidade de suas 

características, devido à estrutura interna única, pela forma e dimensões (Sanches, 2006). 

  Em relação ao conteúdo de óleo existente em seu caroço, esse varia entre 17 e 23%. A 

torta resultante da prensagem do algodão apresenta-se como uma fonte protéica importante 

(Bernardini, 1982). São produzidos do algodão: o óleo (16%), a torta (45%), o línter (9%) e 

caroço (26%), sendo os 4% restantes considerados como perdas do processo (Kohel, 1989).  

Com cerca de 20-25% de óleo, a semente de algodão é utilizada na fabricação de óleo para 

salada, gorduras e margarinas. Possui alto teor de ácidos graxos poli-insaturados mas a maior 

concentração é de ácidos graxos saturados quando comparado com outras sementes oleaginosas 

(Lukonge et al., 2007). 
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1.6.2. Cártamo (Carthamus tinctorius)  

O Carthamus tinctorius (cártamo) é uma asterácea de cultivo anual, medindo até 150 cm 

de altura, sendo uma oleaginosa propícia para cultivo no semi-árido brasileiro pois é uma 

espécie que apresenta elevada resistência à falta de água, às altas temperaturas e à baixa 

umidade relativa do ar, sendo ainda tolerante aos solos salinos (Lichston et al., 2010).  

O cártamo é cultivado extensivamente como cultura oleaginosa em muitos países, mas 

existe cultivares com características associadas à produção de flores de corte que são pouco 

conhecidas pelo Brasil (Streck et al., 2005). O cultivo para a produção de óleo ocorre 

principalmente na Argentina e México onde há uma demanda em evolução por óleos vegetais 

de excelente qualidade.  

As sementes desta espécie possuem conteúdos elevados de óleo (35 a 40%), sendo de 

ótima qualidade, tanto para consumo humano, como para uso industrial (Giayetto et al., 1999). 

O óleo da semente de cártamo apresenta grande concentração de ácidos graxos insaturados com 

altos teores de ácidos linoléicos (70 a 75%) e oléicos (20%) (Vivas, 2002).  

1.6.3. Crambe (Crambe abyssinica) 

O crambe é um vegetal robusto da família das crucíferas, sendo normalmente utilizado 

como forragem para pasto. Possui um crescimento e produção em ciclo curto, entre 90 a 100 dias 

e se desenvolve em condições climáticas antagônicas (Oplinger et al., 1991).  

Essa planta demonstra uma grande capacidade para estabelecer-se como matéria prima 

para a produção do biodiesel  pois é uma cultura de inverno, apresentando tolerância à geada 

depois de estabelecida, à seca, além da sua elevada precocidade. Esses argumentos a colocam 

como uma alternativa também na rotação de culturas. Além disso, deve-se evidenciar o seu alto 

teor de óleo que se situa entre 34% a 38% (Moura, 2009; Pitol et al., 2010). Com a extração 

mecânica do óleo, o resíduo corresponde a 20% desse, sendo chamado de torta. Com a extração 

feita com solvente, o resíduo é o farelo, apresentando cerca de 2% de óleo. Os valores de 

proteína bruta acima de 20% indicam a torta e o farelo de crambe como alternativa às fontes 

tradicionais de proteína (farelo de soja e torta de algodão) para animais ruminantes (Pitol et al., 

2010). Outra justificativa para o uso do crambe é por esse não representar concorrência na 

alimentação pela presença de ácido erúcico (Onorevoli, 2012).       

  No Brasil, o cultivo iniciou-se em 1995, na Fundação MS, no município de Maracajú – 
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MS (Jasper et al., 2010; Onorevoli, 2012). Na Europa e nos Estados Unidos, o crambe concorre 

com diversas culturas como soja, milho e trigo. Apesar do esforço para a expansão da área 

cultivada, não foram registrados ganhos expressivos já que as condições climáticas não 

permitem o cultivo de uma segunda safra. No Brasil, o crambe apresenta-se como uma 

excelente alternativa para a rotação de culturas na segunda safra, pois possui ciclo curto (90 

dias).              

  Outras formas de utilização do crambe são observadas na produção de lubrificantes 

industriais, inibidores de corrosão, ingredientes na manufaturação da borracha sintética, isolante 

elétrico, na confecção de películas plásticas, sulfactantes e agentes da flutuação (Oplinger et al., 

1991) 

1.6.4. Girassol (Helianthus annuus L.) 

O girassol pertence à família Asteraceae e seu gênero Helianthus é derivado do grego 

hélios (sol) e de anthus (flor), ou seja, “flor do sol”. É originário da região compreendida entre 
o norte do México e o sul dos Estados Unidos (Leite et al., 2005).  Com ciclo de vida em torno 

de 130 dias, o girassol carece de pouca água, tolerando variações de temperatura (Smiderle et 

al., 2005). Apresenta características agronômicas importantes, como maior tolerância à seca, ao 

frio e ao calor, quando comparado com a maioria das espécies cultivadas no Brasil (Oliveira & 

Vieira, 2004; Leite et al., 2005). O principal uso do óleo girassol é em produtos alimentícios, 

servindo como base para temperos, doces, massas e outros. O girassol, também, é uma 

importante fonte de proteínas, onde o beneficiamento de uma tonelada de grãos obtém-se, em 

média, 300 kg de torta com 48-50% de proteína, que pode ser utilizada na alimentação animal 

(Embrapa, 2011).           

  Essa planta proporciona melhorias na fertilidade e estrutura dos solos. As sementes são 

ricas em óleo com quantidades superiores a 50%, podendo ser usadas para a produção do 

biodiesel. Em cada tonelada de sementes, extraem-se em média 400 kg de óleo, 250 kg de casca 

e 350 kg de torta para os animais, com 45% a 50% de proteína bruta (Lira, 2011). O óleo de 

girassol que compõe, aproximadamente, 40% da semente de Helianthus annuus destaca-se por 

suas excelentes características físico-químicas e nutricionais como alta digestibilidade, altos 

teor de tocoferóis e índice de ácidos graxos poliinsaturados (Bernardini, 1982) sendo 

considerado um óleo saudável, pois contém mais de 85% de ácidos graxos insaturados e baixo 
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conteúdo de saturados. O triacilglicerol predominante é a trilinoleína. É utilizado como óleo 

para salada, em frituras e em margarinas (Grompone, 2005). 

O girassol possui ainda alta concentração de ácidos graxos poliinsaturados (65,3%) e de 

saturados (11,6%). O teor de poliinsaturados é constituído, em grande parte, pelo ácido linoléico 

(65%), sendo vital ao desempenho das funções fisiológicas humanas. Por isso, é considerado 

um dos óleos vegetais de melhor qualidade nutricional e organoléptica do mundo (Castro et al., 

1999).  

1.6.5. Linhaça (Linum usitatissimum)  

A linhaça é uma semente oleaginosa originada do linho (Linum usitatissimum), que é 

uma planta herbácea (Bloedon & Szapary, 2004). A composição da semente de linhaça é de 

aproximadamente 41% de lipídeos, 20% de proteínas e 28% de fibra total, podendo sofrer 

variações. A quantidade de ácido alfa linolênico (ômega 3) e ácido graxo linoléico (ômega 6) 

corresponde a 57% e 16%, respectivamente, do teor de lipídios totais da linhaça (Morris, 2007; 

Riediger et al., 2008; Tzang et al., 2009) e esses são chamados de ácidos graxos essenciais, 

sendo indispensáveis para o funcionamento e crescimento normal de todos os tecidos.   

  A linhaça apresenta uma concentração baixa de ácidos graxos saturados. Apenas 9% são 

saturados, sendo que o nível de ácidos graxos monoinsaturados desejáveis é modesto, em torno 

de 18% e o perfil adequado de ácidos graxos poliinsaturados, em média 73% (Morris & Vaisey-

Genser, 2003). O óleo de linhaça vem demonstrando vários benefícios à saúde humana como a 

redução dos níveis de colesterol e a melhora do perfil lipídico do plasma por causa da elevada 

relação Ômega-3/Ômega-6 entre as fontes vegetais (Riediger et al., 2008; Tzang et al., 2009). É 

um alimento rico ainda em fibras insolúveis, solúveis e vitamina E, além de reduzir o risco de 

doenças crônicas não transmissíveis. No entanto, é um alimento densamente energético (Daun 

et al., 2003).         

No Brasil, a linhaça é produzida principalmente no noroeste do estado do Rio Grande do 

Sul. Suas utilizações destacam-se na fabricação de tecidos, óleos para tinturas, cosméticos, 

medicamentos e para a alimentação animal e humana. O óleo possui coloração amarelo-

dourado, marrom ou âmbar, e apresenta-se mais viscoso que a maioria dos demais óleos 

vegetais. Tal fato explica-se pelo seu elevado teor de ácidos graxos insaturados principalmente 

os ω-3 (Trucom, 2006). 
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1.6.6. Mamona (Ricinus communis) 

A mamona, planta pertencente à família Euphorbiaceae, engloba muitas plantas nativas 

da região tropical (Savy Filho et al., 1999), é uma oleagionosa de elevada complexidade 

morfológica e fisiológica, tratando-se de uma planta rústica, bastante tolerante à seca e exigente 

em radiação solar e luminosidade (Carvalho, 2005).       

A mamona é uma importante fonte de óleo vegetal e medicinal e tem inúmeros 

benefícios para a humanidade. O óleo tem vários usos industriais; o óleo desidratado de 

mamona é usado na indústria de tintas e vernizes, manufatura de uma vasta gama de produtos 

sofisticados como fibras de nylon, lubrificante de motores a jato, fluidos hidráulicos, plásticos, 

couro artificial, manufatura de fibras óticas, vidros blindados e próteses ósseas e como um 

anticongelante para combustíveis e lubrificantes utilizados em aeronaves e foguetes espaciais 

(Sujatha et al., 2008). O óleo de mamona possui uma grande versatilidade já que é utilizado 

como material de partida para muitos produtos químicos industriais devido a sua estrutura, 

como na fabricação de tintas, revestimentos, tintas gráficas, lubrificantes e uma vasta gama de 

outros produtos (Ogunniyi, 2006)  

Atualmente, uma das principais aplicações da mamona é a produção do biodiesel (Souza 

et al., 2010), já que essa não é uma commodity alimentícia, devido à sua toxicidade. O principal 

componente tóxico na farinha da semente de mamona é a ricina, um alcalóide ricinina e uma 

proteína alergênica polissacarídea CB-1A. Isso faz com que a farinha de alto teor protéico seja 

usada como fertilizante ou incinerada. Ricina, uma toxalbumina letal, inibe a síntese protéica 

inativando ribossomos e é mortal quando inalada, ingerida ou injetada (Sujatha et al., 2008). 

Algumas características inerentes ao biodiesel de óleo de mamona são totalmente 

diferentes das demais, particularmente, em relação à viscosidade. Tal característica é atribuída à 

presença de um maior teor de hidroxi-ácidos no óleo de mamona, cuja ocorrência se reflete em 

outras propriedades coligativas como a densidade e a viscosidade do óleo vegetal. Além disso, a 

presença de um grupo hidroxila no óleo de mamona contribui para a formação de um éster com 

alto poder lubrificante, sendo um excelente candidato a ser usado como aditivo para o óleo 

diesel (Goodrum & Geller, 2004).  

1.6.7. Nabo Forrageiro (Raphanus sativus) 

Raphanus sativus é uma planta pertencente à família Cruciferae, sendo anual, herbácea, 

ereta e alógama. Suas principais utilizações são como material para adubação verde de inverno 
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e planta para adubação verde. Também pode ser usada como planta de cobertura, em sistemas 

de cultivo conservacionistas como o plantio direto e o cultivo mínimo (Crusciol et al., 2005). 

Possui uma produtividade mínima de 500 Kg de semente por hectare e apresenta teor de 

óleo de 40 a 54%. Sua produção ocorre por simples extração mecânica. Apresenta ainda elevada 

capacidade de reciclagem de nutrientes principalmente nitrogênio, enxofre e fósforo, sendo uma 

excelente espécie para rotação de culturas. O cultivo ocorre em climas temperado, tropical e 

continental. Mostra-se como resistente a geadas tardias e a temperatura relativamente baixa 

durante o crescimento vegetativo favorece a floração e consequentemente o rendimento de 

grãos (Moura, 2009).        

O nabo forrageiro apresenta altos teores de óleo nas suas sementes que são passíveis 

facilmente de extração. Também possuem potencial produtivo em épocas de pouca utilização ou 

pousio das terras agricultáveis. Através disso, poderá se tornar matéria-prima de substancial 

interesse aos produtores rurais para produção de óleo no Programa do Biodiesel (Silva et al., 

2011; Nery et al., 2009).           

A torta de nabo forrageiro mostrou-se bastante rica em potássio que é um dos elementos 

mais exigidos por ruminantes para o ganho de peso, e sua alta concentração na ração reduz o 

custo de suplementação. Também apresentou os maiores conteúdos de zinco quando 

comparados ao crambe e pinhão-manso (Souza et al., 2009). Essa planta por não apresentar uma 

casca externa rica em fibras, como o nabo forrageiro e o crambe, justifica-se pela menor 

quantidade de fibras em seus grãos e na torta resultante (Crusciol et al., 2005; Souza et al., 

2009).  

1.6.8. Níger (Guizotia abyssinica) 

Níger é uma oleaginosa cultivada no subcontinente indiano e países da África Oriental 

(Getinet & Sharma, 1996) pertencente à família Asteraceae. É uma espécie herbácea anual cujas 

sementes contêm 30% ou 40% de teor de óleo. Esse óleo é composto por 9,2% de ácido 

palmítico, 10,1% de ácido esteárico, 9,0% de ácido oléico e 71,7% de ácido linoleico, que o 

torna adequado para a produção comercial de biodiesel (Sarin et al., 2009) e o resíduo 

remanescente após a extração do óleo é livre de quaisquer substâncias tóxicas, mas contém mais 

fibra bruta que outras oleaginosas (Pradhan et al., 1995). O óleo pode ainda ser usado na 

culinária e fabricação de tintas e iluminação. As plantas de niger podem ser utilizadas na 

alimentação de ovinos, enquanto aos bovinos é fornecida como silagem (Getinet & Sharma, 
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1996). Podem ser usadas também na bordadura dos campos de cereais para evitar que animais 

danifiquem a produção (Sarin et al., 2009). 

De acordo com Carneiro et al. (2008), o níger deve ser considerado uma espécie 

promissora para a produção de fitomassa quando utilizada como cobertura do solo. As 

pesquisas com essa planta justificam-se pela potencialidade da espécie e pela escassez de 

informações referentes à qualidade fisiológica com que suas sementes são produzidas (Souza et 

al., 2009), especialmente na região Centro-Oeste, onde as áreas anteriormente mantidas em 

pousio durante o inverno estão sendo destinadas à produção de plantas oleaginosas (Gordin et 

al., 2012).           

No estudo de Yerranguntla et al. (2012), a produção de biodiesel de Guizotia abyssinica, 

usando carbonato de manganês puro e cristalino, mostrou-se menos corrosivo, com menor 

custo, fácil de manusear e, acima de tudo, um catalisador verde ambientalmente correto, que 

permite obter 95% de conversão de ésteres metílicos de ácidos graxos. 

1.6.9. Pinhão-manso (Jatropha curcas) 

O Pinhão-manso é uma planta nativa que apresenta grande potencial para fornecimento 

de óleo, sendo adequado para o desenvolvimento na região nordeste do país porque é resistente 

à seca e exigente à insolação (Arruda, 2004). Essa planta pertence ao gênero Jatropha, ao grupo 

Joannesieae e família Euphorbiacea. O nome do gênero Jatropha deriva da palavra grega jatrós 

(médico) e trophé (alimento), derivando o seu uso medicinal. Esse gênero exibe 

aproximadamente 170 espécies conhecidas (Kumar & Sharma, 2008). Diante do regime 

irregular de chuvas do sertão nordestino o pinhão-manso tem uma vantagem única dentre outras 

plantas oleaginosas: é a única com ciclo produtivo que se estende por mais de 40 anos (Arruda 

et al., 2004).         

O grande teor de lipídeos encontrado na semente do pinhão-manso faz com que esse se 

torne uma fonte promissora de óleo vegetal para a produção de biodiesel (Andrade et al., 2008). 

A planta possui utilidade limitada como alimento por causa da presença da substância curcina 

no óleo. Apesar de ser utilizada na medicina doméstica, a ingestão em excesso de suas sementes 

causa intoxicação podendo ser letal devido à presença do ácido jatrópico de toxidade igual ou 

superior ao ácido ricinoléico (Arruda et al., 2004).  Além do uso como matéria prima para a 

produção de biodiesel, podem-se destacar alguns outros usos da planta como cerca viva, adubo 

verde e fertilizante, sabão, pesticida, carvão vegetal e uso medicinal (Kumar & Sharma, 2008).  
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Melo et al. (2006) verificaram que as amêndoas das sementes de pinhão-manso 

apresentaram um teor médio de óleo de 42 %, em base seca  na extração por hexano. A torta 

resultante desse processo, que contém ainda aproximadamente 8 % de óleo, é re-extraída com 

solventes orgânicos, geralmente o hexano, sendo o farelo residual ensacado para 

aproveitamento como fertilizante natural, em virtude dos teores elevados de nitrogênio, fósforo 

e potássio (Arruda et al., 2004). Souza et al. (2009) concluíram que as tortas de pinhão-manso, 

nabo-forrageiro e crambe apresentaram potencial para utilização na alimentação animal ou 

humana, com altos teores de proteína bruta, carboidratos e fibras alimentares, embora a torta de 

pinhão-manso apresente as fibras como componente principal. 

1.6.10. Soja (Glycine max) 

A soja é uma planta que pertence à familia das leguminosas, compreendendo mais de 

7000 espécies (Penz & Brugalli, 2001). Essa leguminosa consegue captar o nitrogênio 

atmosférico através da fixação simbiótica dos seus nódulos radiculares. Com isso, torna-se uma 

excelente cultura de rotação. O seu valor nutricional é devido ao alto teor de proteínas de fácil 

digestão, rica em aminoácidos essenciais e fonte de óleo de boa qualidade (Araújo et al., 1986). 

  O óleo de soja é obtido dos grãos da plantas e suas principais vantagens são o alto 

conteúdo de ácidos graxos essenciais: linoléico (C-18:2) e linolênico (C-18:3). A indústria 

produz também gordura totalmente hidrogenada de soja, sendo misturada em pequenas 

proporções com óleo líquido para conferir funcionalidade adequada para uso em margarinas e 

gorduras comestíveis (White, 2008). As isoflavonas, substâncias encontradas em frutas, nozes, 

vegetais e em leguminosas, principalmente na soja, possuem várias propriedades biológicas 

benéficas à saúde humana. Como exemplos, exercem efeito sobre a hipercolesterolemia, 

arteriosclerose e osteoporose, além de atividade anti-carcinogênica, dentre outros (Fujita et al., 

2002). Entre as biomassas vegetais, cana de açúcar (Saccharum spp.) e a soja (Glycine max) 

representam as principais matérias-primas para a produção de bioetanol e biodiesel, 

respectivamente (Kohlhepp, 2010). 

1.6.11. Tremoço (Lupinus albuns) 

 O tremoço é uma espécie anual, ereta, de crescimento determinado, adaptada a clima 

subtropical, apresentando múltiplo propósito. A planta tem grande potencial para cobertura de 

solo, consumo humano e animal dos grãos produzidos. Adapta-se a solos de baixa fertilidade e é 
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boa fixadora de nitrogênio. As espécies de tremoço utilizadas na região Sul são: tremoço branco 

(Lupinus albus), tremoço amarelo (L. angustifolius) e tremoço azul (L. luteus), sendo que o 

tremoço branco possui baixa toxicidade das sementes e massa seca, facilidade de manejo, 

possibilidade de consumo humano e animal, menor tamanho da semente, além de exigir menor 

gasto com a semente e boa adaptação às condições de clima frio. O tremoço amarelo e azul 

apresentam bom comportamento, quanto à produção de biomassa e boa fixação de nitrogênio, 

mesmo em condições de níveis baixos de fertilidade (Bevilaqua et al., 2008).   

  Essa planta constitue uma das mais ricas fontes de proteínas entre as sementes de 

leguminosas, em que teores variáveis entre 28 e 51% de proteína tem sido reportados nas 

diferentes variedades (Chango et al., 1995). 

1.7. Pré-tratamento dos resíduos lignocelulósicos 

As técnicas de pré-tratamento dos resíduos lignocelulósicos tem o objetivo de facilitar a 

ação das enzimas pela remoção da lignina e pela redução da cristalinidade da estrutura 

celulósica (Castro, 2010). Tratamentos físicos, químicos, físico-químicos e biológicos são os 

quatro tipos fundamentais de técnicas de pré-tratamento empregadas. Em geral, uma 

combinação desses processos é utilizada na etapa de pré-tratamento (Sarkar et al., 2012). 

  Dependendo do pré-tratamento específico, diferentes efeitos podem ser observados no 

substrato o que pode contribuir para a melhoria da hidrólise. Alguns desses efeitos são: remoção 

de parte ou de toda a lignina que causa o aumento da porosidade no substrato, assim como o 

rompimento da estrutura da lignina e das suas ligações com o resto da biomassa. A remoção de 

hemicelulose também é um fator importante, pois impede o acesso de celulases à celulose. O 

rompimento da estrutura da hemicelulose, a redução da cristalinidade e do grau de 

polimerização da celulose, além da redução no tamanho das partículas são fatores importantes 

para a eficiência da hidrólise (Chundawat et al., 2008; Van Dyk & Pletschke, 2012).  

  O pré-tratamento é realizado para produzir uma mudança no tamanho e estrutura 

macroscópica e microscópica da biomassa, bem como a estrutura e composição química 

submicroscópica. Isso torna a biomassa lignocelulósica susceptível a hidrólise rápida com o 

aumento do rendimento de açúcares monoméricos (Mosier et al., 2005). Um pré-tratamento é 

eficaz para ser selecionado por diminuir a cristalinidade da celulose e por remover a lignina 

com a extensão máxima, de modo que o tempo de hidrólise, bem como carga de celulase seja 

minimizado (Eggman & Elander, 2005). 
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Devido aos avanços biotecnológicos feitos durante as últimas três décadas, e por causa 

da procura crescente em substituir e otimizar alguns processos tradicionais envolvendo micro-

organismos ou as suas enzimas, enzimas tais como celulases, hemicelulases e pectinases tem 

sido continuamente investigados. Essas enzimas exibem potenciais aplicações em alimentos, 

vinho, animal, alimentação, têxteis, papel, combustível, e outras indústrias (Bhat 2000; Hoondal 

et al., 2002; Lara-Marquez et al., 2011). O pré-tratamento biológico parece ser uma técnica 

promissora e tem vantagens muito evidentes, incluindo nenhuma exigência química, a entrada 

de baixo consumo de energia, as condições ambientais amenas e forma de trabalho 

ambientalmente amigável (Salvachúa et al., 2011).       

  A degradação do complexo lignocelulósico para libertar celulose pode ser realizada com 

a ajuda de micro-organismos, como os fungos. O pré-tratamento biológico processa a 

degradação da lignina e da hemicelulose e os fungos da podridão branca parecem ser mais 

eficazes dos micro-organismos. Ressalta-se que os fungos de podridão parda atacam celulose 

enquanto os de podridão branca e macia atacam tanto celulose quanto a lignina (Talebnia et al., 

2010). 

1.8 Fontes de Nitrogênio 

Moléculas orgânicas que nutrem qualquer organismo contêm grandes quantidades de 

carbono, hidrogênio e oxigênio, sendo considerados como macroelementos essenciais. Esses 

elementos são requeridos para sustentar o crescimento normal e desenvolvimento fúngico 

porque eles fazem parte de componentes celulares e enzimas envolvidas na sua sobrevivência.  

A obtenção de hidrogênio e oxigênio provém da água ou quando compostos orgânicos são 

metabolizados. Já o carbono provém principalmente de substratos orgânicos utilizados por 

fungos. Outros elementos são também requeridos pelos fungos como macronutrientes, entre eles 

o nitrogênio, enxofre, potássio, magnésio, cálcio e fósforo (Griffin, 1994).   

  O nitrogênio é um macro elemento naturalmente encontrado na forma de amônio ou 

nitrato. Participante da síntese de aminoácidos, proteínas, enzimas e ácidos nucléicos, o 

nitrogênio é de vital importância para o desenvolvimento do fungo. As fontes de nitrogênio 

podem ser inorgânicas na forma de sais de nitritos, nitratos ou amônio, ou orgânicas na forma 

de uréia, aminoácidos, extrato de peptona (animal ou vegetal) ou extrato de levedura. A escolha 

de um destes compostos depende do tipo de micro-organismo utilizado (Putzke & Putzke, 

2002). 
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           As proteínas correspondem cerca de 60 a 70% do nitrogênio total da célula fúngica. O 

nitrogênio que não existe como proteína pode ocorrer como ácido nucléico, quitina, fosfolipídio, 

vitaminas e metabólicos não essenciais. Os fungos utilizam nitrogênio inorgânico na forma de 

nitrato, nitrito e amônia ou nitrogênio orgânico na forma de aminoácido, peptídeos e peptonas. 

Numerosos fungos, por não conseguir reduzir o íon nitrato, utilizam o nitrogênio orgânico que 

possui o mesmo estado de oxidação. Em um meio de cultura, o nitrogênio orgânico pode ser 

proposto como aminoácidos, peptídeos ou peptonas (Landecker, 1996).     

 Nem todos os fungos usam as fontes de nitrogênio com a mesma facilidade. Alguns 

requerem uma forma específica de assimilação. Numerosos fungos utilizam nitrato como forma 

de nitrogênio, mas a incapacidade de assimilá-lo é comum entre os basidiomicetos. O nitrato, 

para ser usado por alguns fungos, precisa ser reduzido em amônia antes de ser incorporado em 

compostos orgânicos. O nitrito pode servir como fonte de nitrogênio em alguns fungos que, 

inclusive, são capazes de usar nitratos. No entanto, o nitrito pode exercer efeitos tóxicos pela 

desaminação de aminoácidos ou por interferir no metabolismo do enxofre. Nitritos não são 

usados rotineiramente em laboratórios na preparação de meios de cultura. Numerosos fungos, por 

não conseguir reduzir o íon nitrato, utilizam o nitrogênio na forma de íon amônio ou na forma de 

nitrogênio orgânico que possui o mesmo estado de oxidação. Em um meio de cultura, o 

nitrogênio orgânico pode ser proposto como aminoácidos, peptídeos ou peptonas (Landecker, 

1996). 

 De acordo com Boyle (1998), a maioria dos suplementos que contém nitrogênio aumenta 

o crescimento micelial enquanto outros elementos como vitaminas ou carboidratos tem um efeito 

menor. Complexos de nitrogênio como a caseína hidrolisada aumentam o crescimento micelial e 

inibem a degradação de lignina mais do que uma fonte simples como o glutamato. Dentre a 

ampla variedade de compostos nitrogenados que podem ser utilizados como fontes nutricionais, 

destacam-se o íon amônio, os hidrolisados de caseína, o extrato de leveduras, as peptonas e os 

aminoácidos (Pires et al., 2010).  Em relação ao uso dos aminoácidos pelos fungos, ocorre uma 

grande variação na resposta ao uso desses compostos, que difere entre as espécies. Observa-se, 

por exemplo, que quando a asparagina é adicionada ao meio de cultura, frequentemente o fungo 

apresenta bom crescimento. Isso também pode ser notado com o uso de glicina, ácido glutâmico e 

aspártico. Ao contrário, ao se usar leucina, o crescimento é fraco. O crescimento é melhor quando 

se usa diversos aminoácidos juntos do que separados (Chang et al., 2001).  
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Lemos et al. (2001) relataram que a capacidade de uma célula para utilizar um composto 

particular depende, em primeiro lugar, da capacidade genética do organismo para sintetizar a 

enzima necessária, e em segundo lugar, da sua capacidade de resposta à indução.   

A disponibilidade de fonte de nitrogênio pode influenciar a produção das enzimas 

extracelulares, podendo afetar significativamente o pH do meio de cultivo durante o decurso da 

fermentação e, por sua vez, influenciar substancialmente a atividade enzimática. A 

suplementação de fontes de nitrogênio não é sempre essencial no sistema de fermentação 

submersa, pois depende da disponibilidade de nitrogênio no substrato e requisitos nutricionais 

dos organismos (Pandya & Gupte, 2012). 
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2. JUSTIFICATIVA  

Devido ao rápido crescimento da população e da industrialização, a demanda mundial 

por etanol aumenta continuamente. Culturas tradicionais, como milho e cana, são incapazes de 

atender à demanda global de produção de bioetanol, devido ao seu valor primário na 

alimentação humana e animal. Assim, as substâncias lignocelulósicas, como resíduos agrícolas, 

são matérias-primas atraentes para produção de bioetanol. Os resíduos agrícolas são de baixo 

custo, renováveis e abundantes. O bioetanol a partir de resíduos agrícolas é uma tecnologia 

promissora embora o processo tenha vários desafios e limitações, como o transporte de 

biomassa e manuseio, e os métodos de pré-tratamento eficientes para deslignificação total da 

lignocelulose (Sarkar et al., 2012).  

A biomassa lignocelulósica é a matéria-prima orgânica mais abundante no mundo. A 

produção de etanol a partir de recursos renováveis lignocelulósicos melhora a disponibilidade 

de energia, diminui a poluição do ar e diminui o acúmulo de CO2 atmosférico (Prasad et al., 

2007). A biomassa é uma matéria-prima considerada barata, sustentável e renovável, além de 

ser uma opção com potencial para substituir uma grande diversidade de produtos fósseis no 

setor da energia, calor, combustíveis, materiais e produtos químicos (Menon & Rao, 2012).  

  O aproveitamento dessa biomassa lignocelulósica derivada do biodiesel torna-se o 

grande desafio ambiental do momento. Desta forma, o presente estudo justifica-se baseado na 

utilização dos resíduos de algumas plantas da produção do biodiesel que podem transformar-se 

em energia potencial através da ação enzimática fúngica sobre a parede celular vegetal, 

contribuindo para a produção do etanol de segunda geração. Além disso, podem ser utilizados 

também no clareamento de sucos de frutas e vinhos, melhora das propriedades nutricionais da 

silagem agrícola, grãos de ração para aves e degomagem de fibras vegetais. Se por um lado, há 

a produção de biodiesel pelo óleo das plantas oleaginosas, pelo outro, o próprio resíduo gerado 

por esse processo também possui inúmeras aplicações biotecnológicas. Esse processo de 

aproveitamento amplo da planta torna-se uma alternativa ecologicamente correta. Desta 

maneira, os diferentes resíduos agroindustriais estudados neste trabalho correlacionam o 

desenvolvimento sustentável com a produção de biocombustíveis, tornando-se fontes potenciais 

de energia através de uma aplicação ampla das matérias-primas, produzindo energia através do 

óleo das sementes e também pelos resíduos lignocelulósicos. Isso determina o aumento do valor 
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agregado desses substratos lignocelulósicos, proporcionando um desenvolvimento substancial 

de diversor setores biotecnológicos. 
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3. OBJETIVOS  

3.1. Gerais 

Caracterizar as atividades enzimáticas com possíveis aplicações biotecnológicas (etanol de 

segunda geração) produzidas pelos fungos Penicillium corylophilum e Penicillium 

simplicissimum. 

3.2. Específicos 

 Avaliar as atividades enzimáticas (endoglicanase, exoglicanase, β-glicosidase, FPase (Filter 

Paper Activity), xilanase, pectinase e mananase) produzidas pelos fungos Penicillium 

corylophilum e Penicillium simplicissimum em diferentes resíduos lignocelulósicos 

(algodão, cártamo, crambe, girassol, linhaça, mamona, nabo forrageiro, niger, pinhão-

manso, soja e tremoço) utilizados na produção do biodiesel. 

 Avaliar a principal atividade enzimática produzida pelos fungos. Em função da atividade 

escolhida, purificar parcialmente através das cromatografias de gel filtração, troca iônica e 

fase reversa essas enzimas. 

 Analisar as enzimas semi-purificadas por espectrometria de massas.  

 Avaliar estabilidade dessas enzimas frente às variações de pH e temperatura. 

 Estudar a influência da composição do meio de cultivo (diferentes fontes e concentrações de 

carbono e nitrogênio) na produção de cada uma das enzimas estudadas. 
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4. MATERIAIS E MÉTODOS  

4.1. Condições de cultivo dos fungos filamentosos Penicillium corylophilum e P. 

simplicissimum em diferentes substratos lignocelulósicos  

As condições de cultivo dos fungos e os ensaios enzimáticos basearam-se em protocolos 

de Siqueira, 2010a. O fungo Penicillium simplicissimum foi adquirido no laboratório de 

Microbiologia Aplicada do UNIFOR-MG em Formiga-MG e o fungo P. corylophilum no 

laboratório de Microbiologia da UNESP- Ribeirão Preto. Os fungos foram repicados em meio 

básico (g/l): glicose: 10; fosfato de potássio: 1; sulfato de magnésio 7.H2O: 0,5; sulfato de 

amônio: 1,0; cloreto de cálcio: 0,5; agar: 15) e incubados em câmeras tipo B.O.D. a 27°C por 7 

dias. A inoculação foi feita por suspensão de esporos (108 esporos/ml – relação de 1 ml de 

solução de esporos:100 ml de meio de cultura), cultivados em triplicata em 100 ml de meio 

suplementar (g/l: 7,0 g de KH2PO4; 2,0 g de K2HPO4; 0,1 g de MgSO4 7.H2O; 1,0 g (NH4)2SO4; 

0,6 g de extrato de levedura e 1% de substrato lignocelulósico (algodão, cártamo, crambe, 

girassol, linhaça, mamona, niger, nabo forrageiro, pinhão-manso, soja e tremoço) como fonte de 

carbono, em pH 7,0 e a 120 rpm em Shaker rotatório (Figura 6). Como controle, foi empregada 

a celulose microcristalina a 1%. A temperatura dos cultivos foi de 28°C. Os cultivos foram 

filtrados, após 12, 24, 72 e 120 horas, à vácuo em funil de Büchner com papel de filtro comum 

o que permitiu separar a massa micelial e os substratos do sobrenadante. Os filtrados resultantes 

foram utilizados como fonte de enzimas.  

 Nesse presente trabalho, o pré-tratamento físico foi empregado nos substratos 

lignocelulósicos (algodão, cártamo, crambe, girassol, linhaça, nabo forrageiro, niger, mamona, 

pinhão-manso, soja e tremoço) para que houvesse a padronização do tamanho das partículas do 

material vegetal. Para isso, foi utilizado um tamis de 850 mm/µm (20 ABNT). Ressalta-se que a 

disponibilidade da área de superfície para a atividade enzimática fúngica depende do tamanho 

das partículas do substrato. Resultados descritos na literatura como o trabalho realizado por 

Pandya & Gupte (2012) mostraram que a produção de xilanase é afetada pelo tamanho de 

partícula.   
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Figura 6: Fluxograma do ensaio do efeito da adição de substratos lignocelulósicos como fonte de carbono sobre a 
atividade enzimática  

 

4.2. Determinação da atividade enzimática  

A determinação da produção de açúcares redutores após a ação enzimática realizou-se 

de várias maneiras. O ensaio do ácido dinitrosalicílico (DNS) mensura a presença de açúcares 

redutores e é, por isso, mais apropriado para determinar a taxa de atividade da enzima, ou a 

redução no grau de polimerização do substrato (Van Dyk & Pletschke, 2012). A estequiometria 

da reação baseia-se na oxidação de um mol de aldeído do grupo funcional e a consequente 

redução simultânea de um mol de ácido 3,5-dinitrosalicílico (Miller, 1959). Como resultado, 
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quantidades iguais de glicose, celobiose e xilose produzem diferentes intensidades de cores e 

são calibradas individualmente. 

Para a atividade de endoglicanase, utilizou-se um derivado de celulose substituída como 

substrato, a carboximetilcelulose (CMC), que é solúvel. CMC é o éter de celulose 

comercialmente mais importante, possuindo amplas aplicações científicas, especialmente 

devido às suas características polieletrolíticas. A enzima ataca o polímero randomicamente, 

produzindo uma mudança rápida no grau de polimerização. Após a reação, é determinada a 

formação de açúcares redutores, sendo esta atividade conhecida como CMCase.    

           Por outro lado, a medida da atividade enzimática (FPase) utilizando como substrato o 

papel de filtro Whatman N°1, sugerida pela IUPAC, é comumente utilizada como referência 

para a determinação da atividade celulósica global tanto em trabalhos acadêmicos quanto em 

preparações enzimáticas comerciais (Ghose, 1987).       

  Os ensaios enzimáticos para a determinação de endoglicanase (CMCase), xilanase, 

pectinase e mananase foram realizados pelo método de DNS, tendo 50 μL de enzima e 100 μL 

de substrato. O substrato específico para a xilanase foi a xilana beechwood, para a pectinase foi 

a pectina de citrus peel e para a mananase foi a galactomanana locust bean gum. Esse ensaio foi 

realizado com solução de 1% do substrato, reagindo por 30 minutos a 50ºC. Após este tempo, 

foram adicionados 300 μL de DNS e os tubos com os ensaios foram fervidos por 10 minutos. 

Adicionou-se 1,5 ml de água para leitura do ensaio no espectrômetro (Quimis modelo 898U) a 

540 nm.  

Para o ensaio de FPase (celulase total), foram utilizadas tiras de 1x6cm de papel 

Whatman número 1 com aproximadamente 50 mg de massa como substrato e 150 μL de filtrado 

obtido dos diferentes substratos lignocelulósicos, incubadas por 1 hora e a 50ºC.    

 Para a determinação de avicelase (exoglicanase), utilizaram-se 100 μl de solução 1% 

(m/v) de celulose microcristalina (avicel) em tampão acetato de sódio 50 mM, pH=5 e50 μL de 

solução de enzima por 2 horas, sob agitação (120 rpm) e a a 50ºC. Os ensaios de FPase e de 

avicelase foram interrompidos e analisados como descrito acima com relação a adição de DNS 

e ao aquecimento. Uma maneira de quantificar a atividade das exoglicanases é através da 

celulose microcristalina (Avicel) (Bon et al., 2008).       

Para a determinação da quantidade de açúcar redutor liberado durante os ensaios 

enzimáticos, foram construídas curvas de calibração com os monossacarídeos que formam as 
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cadeias principais dos respectivos polissacarídeos. Para isso, utilizou-se uma solução contendo 

2 mg/ml de cada açúcar redutor (glicose, xilose, manose e ácido galacturônico). A concentração 

do açúcar redutor foi alterada por adição de água destilada, em um volume final de 150 μL por 

reação. Obtendo-se 5 pontos no gráfico de regressão linear, permitindo determinação da 

equação da reta utilizada para quantificar o total de açúcar redutor após a adição de 300 μL de 

DNS, com aquecimento a 100°C por 10 minutos e leitura de absorbância a 540 nm. Para todos 

os ensaios enzimáticos, utilizou-se UI/ml como unidade de açúcar redutor liberada por tempo. 

Uma unidade internacional (UI) foi definida como a atividade enzimática necessária para a 

liberação de 1 μmol de equivalentes de monômero (glicose, xilose, manose, ácido 

galacturônico) por unidade de volume e por minuto de reação, obtida nessas condições de 

análise (Martins, 2005). A determinação da atividade de β-glicosidase foi feita utilizando-se ρ-

nitro-fenil-glicosídico (pNPG) como substrato (Iembo et al., 2006). A mistura de incubação foi 

composta de 100 L de enzima, 50 L de pNPG e  850 L de água destilada e incubada por 10 

minutos, a 50ºC. A reação foi interrompida com  a adição de 1 ml de Na2CO3 (1 M), e as 

leituras da absorbância determinadas a 410 nm. Para a construção da curva de calibração de 

pNPG e determinação da equação da reta, utilizou-se uma solução estoque de pNP de 10 

mol/ml de água destilada em 900 L de água destilada (V final 900 L). 

4.3. Efeito da adição de substratos comerciais como fonte de carbono sobre a atividade 

enzimática de xilanase 

Como fontes comerciais de carbono a 0,5 e 2,0% (m/v), foram adicionados 

individualmente ao meio suplementar o amido, a celobiose, a celulose microcristalina, a 

glicose, a lactose, a pectina, a sacarose e a xilana beechwood. Foi utilizado como controle 

apenas o meio suplementar sem a adição de fontes de carbono. A xilose foi testada em 

concentrações inferiores (0,01%, 0,02%, 0,04% e 0,08%) às encontradas na literatura a fim de 

se inferir sobre uma possível concentração indutora mínima (CIM).  

As condições de cultivo e a determinação da atividade enzimática foram executadas 

conforme os itens 4.1 e 4.2. O tempo utilizado de 168 horas foi necessário para que se avaliasse 

apenas a indução ou não da atividade enzimática. Os protocolos experimentais estão ilustrados 

na Figura 7.  
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adicionadas individualmente ao meio suplementar. Os experimentos foram realizados em 

triplicata para cada fonte. 

Como fontes de carbono, foram utilizadas isoladamente em cada bloco experimental, 

linhaça ou pinhão-manso. Como controle, utilizou-se o meio suplementar acrescido apenas com 

uma das fontes de carbono. As condições de cultivo e a determinação da atividade enzimática 

foram realizadas de acordo com os itens 4.1 e 4.2.  

 

Figura 8: Fluxograma da avaliação da suplementação de diferentes fontes de nitrogênio na produção de 
holocelulases. 
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4.5. Purificação e caracterização parcial das xilanases presentes no extrato bruto de 

Penicillium simplicissimum  

O processo de purificação dos componentes proteicos envolveu uma sequência de 

diferentes etapas cromatográficas (gel filtração, troca iônica, fase reversa), realizadas no 

Laboratório de Venenos e Toxinas Animais, da Universidade Federal de Minas Gerais, sob 

orientação da Dra. Fernanda Torres e do Dr. Daniel Santos e sob a supervisão da Prof. Dra. 

Maria Elena de Lima Perez Garcia. 

4.5.1. Cromatografia de gel filtração 

Cerca de 300 mg do extrato bruto selecionado com a melhor atividade enzimática 

(xilanase) foi liofilizado e dissolvido em 5ml de tampão acetato de sódio 0,05M, pH= 5,0, 

centrifugados a 10.000g por 10min a 4°C (centrífuga Mickro 200R  Hettich rotor 2424). O 

sobrenadante límpido obtido foi aplicado a uma coluna de cromatografia de gel filtração, coluna 

HiPrep 16/60 Sephacryl S-200 HR GE Healthcare 120 ml (16 × 600 mm), em sistema de 

HPLC. A coluna foi previamente equilibrada, e eluída com o tampão acetato de sódio 0,05M, 

pH= 5,0, com fluxo constante de 0,3 ml/min. O perfil cromatográfico foi acompanhado por 

leituras de absorbância em 215 e 280 nm e as frações eluídas (1 ml) coletadas em coletor 

automático- modelo Frac-950, Amersham-Pharmacia (Upsala, Suécia). A presença de xilanases 

foi detectada por testes enzimáticos em todas as frações obtidas nesse primeiro passo 

cromatográfico. 

4.5.2. Cromatografia de troca aniônica 

As frações provenientes da cromatografia de gel filtração que apresentaram atividade de 

xilanase foram aplicadas em um segundo passo cromatográfico em coluna de troca aniônica. 10 

ml (0,293 mg) da fração que apresentou atividade enzimática foi aplicada a uma coluna de troca 

aniônica, TSK gel DEAE- 2 SW Tosoh Bioscience 0,95 ml (2 × 250 mm), em sistema de 

HPLC. A coluna foi previamente equilibrada com o tampão A (fosfato de sódio 0,05M, 

pH=7,0), e as frações eluídas usando-se  gradiente linear contínuo do tampão B (fosfato de 

sódio 0,05M, pH=7,0, NaCl 1M) de 0 a 100%, segundo o programa: 0% de B em 0,95 ml, 0  

45% de B em 11,4 ml; 45 a 100% de B em 0,95 ml e 100% em 1,9 ml). O fluxo foi de 0,25 

ml/min. O perfil cromatográfico foi acompanhado por leituras de absorbância em 215 e 280 nm 
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e as frações eluídas (0,150 ml) coletadas em coletor automático- modelo Frac-950, Amersham-

Pharmacia (Upsala, Suécia). A presença de xilanases foi investigada como descrito 

anteriormente. 

4.5.3. Cromatografias de fase reversa 

As amostras que apresentaram atividade xilanásica foram liofilizadas e cerca de 544 mg 

(peso seco) foram ressuspensos em 8 ml de aplicados a coluna Discovery® BIO Wide Pore C18 

(25 cm x 10 mm, 5µm; 19,4 ml). 0,1% de TFA em água Milli-Q® a 23°C. As proteínas foram 

eluídas da coluna usando-se gradiente linear contínuo do eluente B (0,1% TFA em ACN de 0 

a 100%, segundo o programa: 0% de B de 10 min., 0 → 60% de B de 10 a 50 min.; 60 → 100% 

de B de 50 a 53 min.; 100% de B de 53 a 61 min. e 0% de B até 65 min.) O fluxo foi de 

4ml/min; as proteínas foram detectadas pela absorbância a 214 e 280 nm e o material eluído foi 

coletado em coletor automático- modelo ÄKTA Frac-950 (GE Healthcare). O monitoramento 

do eluato também foi realizado por espectrometria de massas (MALDI-TOF). 

4.5.4. Quantificação de proteínas        

 Para quantificar as frações provenientes de todos os passos cromatográficos essas foram 

submetidas à dosagem pelo Método de Bradford (Bradford, 1976) em microplaca. Utilizou-se o 

reagente Comassie-blue G-250 (0,01% de Comassie, 8,5% de ácido fosfórico e 4,7% de etanol) e 

uma curva padrão de BSA foi determinada a partir de uma solução de 1 mg/ml. 
 

4.5.5. Espectrometria de massas - MALDI-TOF-TOF MS 

Para determinar os valores das massas moleculares das espécimes proteicas após a 

cromatografia de fase reversa foram realizadas análises por espectrometria de massas em 

MALDI TOF/TOF MS. Utilizou-se aparelho Ultraflex II (Bruker Daltonics, Alemanha), com o 

programa FlexControl 2.4.30.0 (Bruker Daltonics, Alemanha). As amostras (1 μl) foram 

aplicadas na placa MTP AnchorChip 600/384 acrescida da solução matriz (ácido α-ciano-4-

hidroxicinâmico) (1:1 v/v em acetonitrila 50%, TFA 0.3%), deixando essa mistura cristalizar. 

Foi realizada a calibração para a análise em três faixas de peso molecular:  de 700 a 5000 Da, 

foi utilizado o peptide calibration standard II. Para a faixa de 5000 a 20000 Da, foi utilizado o 

protein calibration standard I. E para a faixa de 20000 a 80000 Da foi utilizado o protein 

calibration standard II. Todos os padrões empregados foram da Bruker Daltonics. Os espectros 
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de MS foram obtidos em modo positivo/linear, com a frequência do laser ajustada em 50Hz. Os 

dados foram analisados através do programa Flex Analysis 2.4 (Bruker Daltonics, Alemanha). 

Com relação às voltagens, foram utilizadas:  

 700 a 5000 Da: Ion Source 1: 19.05 kv e Ion Source 2: 16.59 kv; Lens: 8.92 kv; Reflector 
1: 21.04 kv e Reflector 2: 9.71 kv. 

 5000 a 20000 Da: Ion Source 1: 19.31 kv e Ion Source 2: 18.34 kv; Lens: 8.30 kv;  
 20000 a 80000 Da: Ion Source 1: 19.31 kv e Ion Source 2: 17.35 kv; Lens: 6.98 kv. 

 

4.5.6. Análises estatísticas 

Os experimentos foram realizados em dias independentes e em triplicatas. Os resultados 

foram obtidos por análise de variância, utilizando o programa estatístico GraphPad Prism 5.0. Os 

resultados das atividades enzimáticas dos fungos, quando inoculados em diferentes fontes de 

carbono e nitrogênio, foram analisados por dupla variância seguida de teste de Bonferroni. 

Consideraram-se como diferenças estatísticas entre os grupos valores de p<0,05. O efeito da 

adição de substratos comerciais sobre a atividade de xilanase em ambos os fungos estudados 

foram analisados por ANOVA One Way seguido de Teste de Dunnett's, sendo p< 0,05. 
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5. RESULTADOS  

5.1 Análises físico-químicas dos substratos lignocelulósicos 

As análises físico-químicas dos resíduos agroindustriais utilizados como fontes de 

carbono nesse trabalho foram realizadas pelo departamento de Ciências dos Alimentos da 

Universidade Federal de Lavras-MG. Os resultados estão apresentados no Quadro1.  

 

Quadro 1: Análises físico-químicas dos substratos lignocelulósicos utilizados como fontes de carbono nos cultivos 
submersos (Fibra em detergente neutro – FDN; Fibra em detergente ácido – FDA). 

 

Dos substratos lignocelulósicos mostrados, a holocelulose, somatório de celulose com 

hemicelulose, apresentou os maiores teores em torno de 63% para a linhaça, 45% para a 

mamona e 37% para o algodão. Os maiores índices de celulose foram mostrados pelos resíduos 

da mamona (41,9%), do algodão (30,4%) e do cártamo (20,1%). O maior percentual de lignina 

foi apresentado no resíduo da linhaça (14,8) e no crambe (10,8) ao passo que no resíduo dos 

grãos da soja, houve o menor com apenas 0,075. 

 Na avaliação dos resultados obtidos para os índices de pectina solúvel, os maiores 

índices foram obtidos a partir do resíduo do nabo forrageiro e da linhaça, com valores de 1144,8 

e 139,4 mg/100 g, respectivamente, representando 92% e 51,7 de solubilidade. Para os índices 

de açúcares totais, os resíduos do nabo forrageiro e do tremoço apresentaram os maiores 

valores, sendo 21,7 e 13,5%, respectivamente. 
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5.2 Avaliação da produção de enzimas pelos fungos filamentosos Penicillium corylophilum e 

P. simplicissimum após a adição de substratos lignocelulósicos em meios de cultivo  

5.2.1. Atividades de endoglicanases 

As atividades de endoglicanases dos fungos Penicillium corylophilum e P. 

simplicissimum estão mostradas nas Figuras 9 e 10 respectivamente. Essa atividade foi 

determinada utilizando-se 11 diferentes resíduos lignocelulósicos (algodão, cártamo, crambe, 

girassol, linhaça, mamona, nabo forrageiro, niger, pinhão-manso, soja, tremoço) e a  celulose 

microcristalina como controle. A atividade foi determinada por 120 horas. 

 A atividade do fungo Penicillium corylophilum (Figura 9) nos resíduos do pinhão-

manso (0,203 UI/ml) e do niger (0,184 UI/ml) foram as mais significativas dos substratos 

analisados em 120 horas de cultivo. Entretanto, durante 72 horas, os substratos do girassol e do 

nabo forrageiro obtiveram uma atividade de 0,185 UI/ml e 0,184 UI/ml, respectivamente, mas 

essas atividades tornaram-se menores até as 120 horas. O substrato da mamona apresentou a 

menor atividade (0,047 UI/ml) durante o período testado e nessas condições experimentais. 

 

Figura 9: Atividade de endoglicanase do fungo Penicillium corylophilum em diferentes substratos 
lignocelulósicos. Os resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way 
seguido de teste Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

Aos analisar os resultados obtidos para as atividades do fungo P. simplicissimum (Figura 

10) as que tiveram valores maiores em relação ao controle foram a linhaça (0,178 UI/ml) e o 

pinhão-manso (0,136 UI/ml) quando cultivados por 120 horas. Observa-se ainda que o nabo 
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forrageiro apresentou um crescimento estável durante o tempo experimental e que o resíduo de 

algodão a partir da segunda metade das 72 horas apresentou um crescimento exponencial, mas 

não atingido os maiores valores obtidos por pinhão-manso e linhaça.    

  A análise dos dados evidencia que em ambos os fungos, o substrato do pinhão-manso 

conseguiu resultados significantes em relação aos demais analisados.  

 

Figura 10: Atividade de endoglicanases do fungo P. simplicissimum em diferentes substratos lignocelulósicos. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

5.2.2. Atividades de exoglicanases 

As atividades de exoglicanases dos fungos Penicillium corylophilum  P. simplicissimum 

estão apresentados nas Figuras 11 e 12 respectivamente. Ao contrário das endoglicanases, as 

atividades de exoglicanases dos fungos não se destacaram em nenhum substrato lignocelulósico 

avaliado durante todo o período de cultivo.   

 Nos substratos do tremoço e da linhaça do cultivo com Penicillium corylophilum (Figura 

11), em 120 horas, as atividades (0,034 e 0,031 UI/ml respectivamente) sobressaíram-se um 

pouco mais em relação às outras. Em 24 horas de experimento, os resíduos de soja, cártamo e 

celulose microcristalina apresentaram resultados de atividade enzimática maiores do que 0,030 

UI/ml. Ressalta-se também que o substrato do tremoço, entre 24 e 72 horas, obteve um aumento 

evidente na atividade enzimática e esse foi mantido até 120 horas.     

  Os melhores resultados do P. simplicissimum (Figura 12) ocorreram com os substratos 
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do cártamo (0,047 UI/ml), do crambe (0,046 UI/ml) e do algodão (0,043 UI/ml) após 120 de 

análise. Nesse cultivo com 24 horas de incubação, os substratos da soja, do crambe e do 

tremoço apresentaram atividades acima de 0,040 UI/ml.  

 

Figura 11: Atividade de exoglicanases do fungo Penicillium corylophilum em diferentes substratos 
lignocelulósicos. Os resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way 
seguido de teste Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

Figura 12: Atividade de exoglicanases do fungo Penicillium simplicissimum em diferentes substratos 
lignocelulósicos. Os resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way 
seguido de teste Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

5.2.3. Atividades de FPase  

As atividades de FPase dos fungos Penicillium corylophilum e P. simplicissimum estão 

expostas nas Figuras 13 e 14 respectivamente. As maiores atividades enzimáticas do fungo 
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Penicillium corylophilum (Figura 13) foram observadas nos resíduos do niger (0,098 UI/ml) e 

do pinhão-manso (0,093 UI/ml) em 120 horas de análise, sendo que esse aumento começou a 

ser evidenciado a partir de 72 horas de cultivo. As atividades do crambe (0,109 UI/ml) e do 

cártamo (0,076 UI/ml) mostraram um crescimento exponencial após 24 horas e apresentaram 

um ligeiro decréscimo da atividade no intervalo de 72 a 120 horas.         

A maior atividade enzimática (0,113 UI/ml) do fungo Penicillium simplicissimum 

(Figura 14) foi observada no resíduo do crambe com 120 horas de inoculação onde apresentou 

um crescimento efetivo logo após as primeiras 12 horas. Atividades expressivas também foram 

encontradas nos resíduos da linhaça, mamona e nabo forrageiro. 

 

Figura 13: Atividade de FPase do fungo Penicillium corylophilum em diferentes substratos lignocelulósicos. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

Figura 14: Atividade de FPase do fungo Penicillium simplicissimum em diferentes substratos lignocelulósicos. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 
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5.2.4. Atividades de β-glicosidases 

Os ensaios enzimáticos da atividade de β-glicosidases para os fungos Penicillium 

corylophilum e P. simplicissimum que estão apresentadas nas Figuras 15 e 16, mostraram que 

em ambos os fungos o aumento da atividade enzimática deu-se apenas logo após 24 horas de 

cultivo. As atividades do fungo P. corylophilum (Figura 15) mostraram-se crescentes nos 

resíduos do pinhão-manso e soja já no intervalo entre 24 e 72 horas de cultivo. Com 120 horas, 

ocorreram seus maiores valores, sendo 1,0 UI/ml e 0,9 UI/ml, respectivamente.    

Para o fungo P. simplicissimum (Figura 16), os substratos do algodão, cártamo e soja já 

demonstraram um aumento da atividade enzimática em relação aos demais substratos desde as 

primeiras horas de inoculação. Também as atividades mostraram-se crescentes nos resíduos do 

pinhão-manso e soja no intervalo entre 24 e 72 horas de cultivo. Observa-se que as melhores 

atividades ocorreram com 120 horas nos substratos do pinhão-manso, soja e cártamo, 

apresentando atividades de 0,776;  0,684  e  0,632 UI/ml. Os resíduos de algodão e linhaça, 

nesse experimento, apresentaram um crescimento da atividade após 24 horas, mas esses valores 

foram inferiores aos evidenciados acima. 

 

Figura 15: Atividade de β-glicosidase do fungo Penicillium corylophilum em diferentes substratos 
lignocelulósicos. Os resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way 
seguido de teste Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 
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Figura 16: Atividade de β-glicosidase do fungo Penicillium simplicissimum em diferentes substratos 
lignocelulósicos. Os resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way 
seguido de teste Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

5.2.5. Atividades de xilanases 

As atividades de xilanase dos fungos Penicillium corylophilum e P. simplicissimum 

estão apresentadas nas Figuras 17 e 18.        

 As atividades de Penicillium corylophilum (Figura 17) apresentaram crescimento 

evidente entre 24 e 72 horas de cultivo e continuaram aumentando no intervalo entre 72 e 120 

horas, com exceção dos cultivos de nabo forrageiro, crambe e girassol, que nesse intervalo 

apresentaram um declínio.  As principais atividades encontradas foram a 120 horas de cultivo 

nos substratosdo algodão (0,959 UI/ml), tremoço (0,953 UI/ml) e linhaça (0,801 UI/ml). No 

cártamo, a melhor atividade enzimática (0,899 UI/ml)  foi com 72 horas de inoculação.    

A atividade de xilanase do Penicillium simplicissimum (Figura 18) mostrou-se crescente 

para todos os substratos no intervalo entre 24 e 72 horas. Além disso, apresentou-se muito 

superior na linhaça (3,97 UI/ml) quando comparado com os demais. 
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Figura 17: Atividade de xilanase do Penicillium corylophilum em diferentes substratos lignocelulósicos. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

 

Figura 18: Atividade de xilanase do Penicillium simplicissimum em diferentes substratos lignocelulósicos. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

5.2.6. Atividades de pectinases 

As atividades de pectinase dos fungos Penicillium corylophilum e P. simplicissimum, 

estão apresentadas nas Figuras 19 e 20.  

As atividades de Penicillium corylophilum (Figura 19) apresentaram-se crescentes no 

intervalo entre 24 e 72 horas para todos osubstratos, sendo o crescimento mais evidente após 72 

horas de inoculação na soja, no algodão e no niger. As atividades mais significativas foram nos 

substratos da soja (0,728 UI/ml), do algodão (0,659 UI/ml) e do cártamo (0,595 UI/ml) e niger 
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(0,526 UI/ml) em 120 horas de cultivo. Ressalta-se que a atividade do cártamo  foi maior (0,595 

UI/ml) a 72 horas.         

As atividades para P. simplicissimum (Figura 20) também foram crescentes no intervalo 

entre 24 e 72 horas. A atividade da linhaça (0,574 UI/ml) foi a maior com 120 horas de cultivo, 

seguida pelo algodão (0,391 UI/ml). 

 

Figura 19: Atividade de pectinase do Penicillium corylophilum em diferentes substratos lignocelulósicos. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

Figura 20: Atividade de pectinase do Penicillium simplicissimum em diferentes substratos lignocelulósicos. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

5.2.7. Atividades de mananases 

As atividades de mananase dos fungos Penicillium corylophilum estão apresentadas na 

Figura 21.            
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 As atividades de Penicillium corylophilum tiveram crescimento no intervalo entre 24 e 

72 horas de cultivo, sendo que os resíduos de pinhão-manso e mamona tiveram uma atividade 

baixa durante todo o intervalo de tempo de incubação. Os resíduos do niger e soja apresentaram 

as melhores atividades de mananase (0,289 UI/ml) a 120 horas de inoculação, sendo que a soja 

já apresentou um aumento significativo após 24 horas de cultivo.  

As atividades de mananase do Penicillium simplicissimum (dados não apresentados) 

foram perceptíveis apenas nos substratos da linhaça (0,011 UI/ml), soja (0,015 UI/ml), mamona 

(0,002 UI/ml) e pinhão-manso (0,006 UI/ml) a 120 horas de cultivo. 

 

Figura 21: Atividade de mananase do Penicillium corylophilum em diferentes substratos lignocelulósicos. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

5.8. Avaliação da produção da xilanase pelos fungos filamentosos Penicillium corylophilum e 

P. simplicissimum após a adição de substratos comerciais como fonte de carbono  

O efeito da adição de diferentes substratos comerciais como fonte de carbono sobre a 

atividade enzimática de xilanase foi investigada para o P. simplicissimum. Os resultados estão 

apresentados na Figura 22. O gráfico mostra que a atividade de xilanase quando se utilizou 

apenas o meio suplementar foi de 0,37 UI/ml. Analisando-se os diferentes substratos utilizados, 

os que proporcionaram uma maior atividade enzimática foram a xilana a 0,5 e 2,0 % (0,74 e 

0,64 UI/ml) e a celulose microcristalina 2,0 % (0,62 UI/ml), seguido da celulose microcristalina 

a 0,5 % (0,4 UI/ml). Com relação à xilose, a concentração de 0,04% foi a que conseguiu 

aumentar a atividade de xilanase de uma forma mais expressiva (0,49 UI/ml) em 33%.    
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  A adição de 0,5% de xilana ao meio de cultivo aumentou a produção enzimática em 

100%. No entanto, uma maior concentração desse substrato a 2,0% parece ter provocado uma 

saturação de 15% em relação a melhor atividade. No caso da celulose microcristalina, o maior 

acréscimo da atividade xilanásica (68%) foi provocado pela maior concentração desse mesmo 

substrato a 2%. A adição de sacarose não alterou a produção enzimática de forma significativa. 

No entanto, os demais substratos como amido, celobiose, glicose, lactose e pectina 

proporcionaram valores inferiores àqueles quando se utilizou apenas o meio suplementar. 

 

Figura 22: Efeito da adição de substratos comerciais como fonte de carbono sobre a atividade enzimática de 
xilanase do fungo P. simplicissimum. Os resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por 
ANOVA One Way seguido de Teste de Dunnett's, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

O efeito da adição de diferentes substratos comerciais como fonte de carbono sobre a 

atividade enzimática de xilanase foi investigada  também para o fungo P. corylophilum (Figura 

23). Essa atividade, ao se considerar apenas os valores referentes ao meio suplementar, foi de 

0,44 UI/ml. Os resultados enzimáticos mais expressivos foram apresentados pela xilana a 0,5% 

(0,73 UI/ml) e celulose microcristalina a 0,5% (0,55 UI/ml), valor esse não estatisticamente 

diferente do apresentado por esse mesmo resíduo à 2,0 %, de 0,5 UI/ml.    

   Nas concentrações testadas de amido, celobiose, glicose, lactose, pectina, sacarose e 

xilose, nenhuma foi capaz de provocar um aumento da atividade enzimática. Assim como no P. 

simplicissimum, esses outros substratos apresentaram uma inibição da atividade enzimática do 

fungo P. corylophilum durante todo o período do cultivo e nas concentrações analisadas.  
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Figura 23: Efeito da adição de substratos comerciais como fonte de carbono sobre a atividade enzimática de 
xilanase do fungo P. corylophilum. Os resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por 
ANOVA One Way seguido de Teste de Dunnett's, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

5.9. Avaliação da suplementação com diferentes fontes de nitrogênio na produção de 

holocelulases 

5.9.1. Linhaça como fonte de carbono 

5.9.1.1. Fungo P. corylophilum 

A interferência da suplementação de diferentes fontes de nitrogênio com linhaça como 

fonte de carbono na produção de holocelulases foi investigada. Os resultados estão apresentados 

nas tabelas 1 e 2. De acordo com os resultados apresentados na tabela 1 e nas Figuras 24, 25, 26 

e 27, observou-se que o NaNO3 e o NH4Cl provocaram um aumento tanto na enzima 

endoglicanase como na FPase em 168 horas de cultivo. Entretanto, a adição de peptona e de 

extrato de levedura, isoladamente ou em conjunto com NaNO3, não causou  o aumento da 

atividade enzimática de nenhuma enzima estudada. O substrato asparagina também não 

influenciou a atividade de qualquer enzima analisada. O NH4Cl apresentou um aumento da 

atividade de endoglicanase durante todo o período de incubação, sendo mais significativo 

apenas em 168 horas com um aumento de 22%. Com 168 horas de cultivo, o (NH4)2SO4 

demonstrou um acréscimo mais expressivo de 32% na atividade de endoglicanase e somente de 

10% na atividade de β-glicosidase. A caseína também aumentou a atividade de endoglicanase 

nas horas analisadas ao passo que triptona foi o único substrato que teve significância na 

atividade de exoglicanase apenas com 48 horas de cultivo. 
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Tabela 1: Atividade enzimática de celulases do fungo Penicillium corylophilum cultivado em meio de fermentação submersa, 
utilizando a linhaça como fonte de carbono. Os resultados estão expressos em UI/ml. 
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Figura 24: Atividade enzimática de endoglicanase do fungo Penicillium corylophilum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando a linhaça como fonte de carbono. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

 

Figura 25: Atividade enzimática de exoglicanase do fungo Penicillium corylophilum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando a linhaça como fonte de carbono. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 
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Figura 26: Atividade enzimática de FPase do fungo Penicillium corylophilum cultivado em meio de fermentação 
submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando a linhaça como fonte de carbono. Os resultados estão 
expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste Bonferroni, sendo 
***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

 

Figura 27: Atividade enzimática de β-glicosidase do fungo Penicillium corylophilum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando a linhaça como fonte de carbono. Os 
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resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

O efeito da suplementação com linhaça como fonte de carbono na produção de 

holocelulases (xilanase e mananase) e pectinase pelo fungo Penicillium corylophilum também 

foi investigada. Os resultados estão apresentados na tabela 2 e nas Figuras 28, 29 e 30. 

Observou-se que o NaNO3 aumentou significativamente a atividade tanto da xilanase como da 

pectinase durante todo o tempo de cultivo analisado neste experimento. O aumento da atividade, 

provocado pela xilanase, foi de 42, 38 e 25% ao passo que pela pectinase foi de 30, 43 e 36%, 

respectivamente em 48, 96 e 168 horas de cultivo. O NH4Cl também mostrou um aumento da 

atividade de pectinase no tempo completo de cultivo estudado. A ampliação da atividade foi de 

47, 22 e 70%, respectivamente em 48, 96 e 168 horas de cultivo. A adição de peptona ao NH4Cl 

provocou um aumento da atividade de pectinase de 34% e 22% em 96 e 168 horas de análise.  

O (NH4)2SO4 apresentou uma atividade mais significativa de pectinase, obtendo 39, 30 e 

18% respectivamente nas horas estudadas. A adição de peptona ao NH4(SO4) proporcionou o 

acréscimo de apenas 5% da atividade de pectinase. Caseína, triptona e uréia conseguiram 

aumentar a atividade de pectinase durante o período observado. O substrato asparagina não 

influenciou a atividade de nenhuma enzima estudada nessa tabela. 
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Tabela 2: Atividade enzimática de holocelulases (xilanase e mananase) e pectinase do fungo Penicillium corylophilum cultivado em 
meio de fermentação submersa, utilizando a linhaça como fonte de carbono. Os resultados estão expressos em UI/ml. 
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Figura 28: Atividade enzimática de xilanase do fungo Penicillium corylophilum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando a linhaça como fonte de carbono. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

 

Figura 29: Atividade enzimática de pectinase do fungo Penicillium corylophilum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando a linhaça como fonte de carbono. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 
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Figura 30: Atividade enzimática de mananase do fungo Penicillium corylophilum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando a linhaça como fonte de carbono. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

5.9.1.2. Fungo P. simplicissimum 

Os resultados das atividades enzimáticas obtidos pelo P. simplicissimum, inoculado com 

a linhaça como fonte de carbono e adicionados individualmente várias fontes de nitrogênio, são 

mostrados na tabela 3 e 4.          

Na tabela 3 e nas Figuras 31, 32, 33 e 34, quando o substrato NH4Cl foi adicionado ao 

meio de cultivo, proporcionou o aumento da atividade de endoglicanase durante todo o período 

de incubação. Essa mesma atividade enzimática aumentou nas primeiras 96 horas de cultivo na 

presença de (NH4)2SO4.              

Na presença de caseína, o fungo P. simplicissimum obteve um ligeiro aumento de 

endoglicanase e de exoglicanase e mais expressivamente de β-glicosidase entre 96 e 168 horas 

de análise. O acréscimo de peptona ao substrato (NH4)2SO4 também conseguiu aumentar 

consideravelmente a atividade de β-glicosidase, provocando um aumento de atividade de 122 e 

135% respectivamente com 96 e 168 horas de cultivo.      

Os demais substratos acrescentados ao meio suplementar da tabela 3 não conseguiram 

alterar a atividade de nenhuma enzima analisada. 
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Tabela 3: Atividade enzimática de celulases do fungo Penicillium simplicissimum cultivado em meio de fermentação submersa, 
utilizando a linhaça como fonte de carbono. Os resultados estão expressos em UI/ml. 
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Figura 31: Atividade enzimática de endoglicanase do fungo Penicillium simplicissimum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando a linhaça como fonte de carbono. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

Figura 32: Atividade enzimática de exoglicanase do fungo Penicillium simplicissimum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando a linhaça como fonte de carbono. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 
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Figura 33: Atividade enzimática de FPase do fungo Penicillium simplicissimum cultivado em meio de fermentação 
submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando a linhaça como fonte de carbono. Os resultados estão 
expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste Bonferroni, sendo 
***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

Figura 34: Atividade enzimática de β-glicosidase do fungo Penicillium simplicissimum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando a linhaça como fonte de carbono. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 
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Os resultados das atividades enzimáticas de xilanase, pectinase e mananase, obtidos pelo 

P. simplicissimum quando inoculado com a linhaça, estão apresentados na tabela 4 e nas Figuras 

35, 36 e 37. Nessa tabela, a adição de NH4Cl e (NH4)2SO4 ao meio de cultura provocou o 

aumento significativo da atividade de pectinase do fungo P. simplicissimum apenas nas últimas 

168 horas de inoculação. Para a mananase, a presença de caseína provocou o acréscimo de 

atividade com 48 e 168 horas de inoculação.    

Os substratos NaNO3, triptona e asparagina não modificaram a atividade de nenhuma 

enzima analisada na tabela 4. A adição individual de peptona ou de extrato de levedura ao 

NaNO3 e ao NH4Cl também não alterou os resultados enzimáticos. Quando adicionados 

conjuntamente ou isoladamente, a peptona e o extrato de levedura também não conseguiram 

alterar a produção enzimática. 
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Tabela 4: Atividade enzimática de holocelulases (xilanase e mananase) e pectinase do fungo Penicillium simplicissimum cultivado 
em meio de fermentação submersa, utilizando a linhaça como fonte de carbono. Os resultados estão expressos em UI/ml. 
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Figura 35: Atividade enzimática de xilanase do fungo Penicillium simplicissimum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando a linhaça como fonte de carbono. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

Figura 36: Atividade enzimática de pectinase do fungo Penicillium simplicissimum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando a linhaça como fonte de carbono. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 
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Figura 37: Atividade enzimática de mananase do fungo Penicillium simplicissimum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando a linhaça como fonte de carbono. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

5.9.2. Pinhão-manso como fonte de carbono 

5.9.2.1. Fungo P. corylophilum 

Os resultados das atividades enzimáticas obtidos pelo P. corylophilum, inoculado com o 

pinhão-manso como fonte de carbono e adicionando individualmente várias fontes de 

nitrogênio, são mostrados nas tabelas 5 e 6.          

 De acordo com a tabela 5 e nas Figuras 38, 39, 40 e 41, durante todo o período de 

estudo, o NaNO3 aumentou discretamente a atividade de endoglicanase, sendo que a adição 

tanto de peptona, quanto de extrato de levedura não aumentou nenhuma das atividades 

enzimáticas. A adição de peptona ao NaNO3 proporcionou um aumento da atividade da enzima 

β-glicosidase de apenas 6% no último tempo analisado. Essa mesma enzima conseguiu 

aumentar a sua atividade em 53% quando o extrato de levedura foi acrescentado ao meio apenas 

nas primeiras 48 horas de cultivo. O extrato de levedura e a peptona, quando adicionados 

isoladamente ou ao mesmo tempo no meio suplementar, não acarretaram mudanças 

significativas em nenhuma das atividades enzimáticas.       

 O NH4Cl, após adição de peptona e de extrato de levedura individualmente nas 

primeiras 48 horas de cultivo, aumentou discretamente a atividade de endoglicanase. Uma 
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atividade pouco significativa também foi observada na exoglicanase com 168 horas de análises 

quando apenas o extrato de levedura foi adicionado ao NH4Cl.     

 Os substratos (NH4)2SO4, asparagina e triptona mostraram um aumento dos dados de 

FPase, sem alterarem os valores de endo e exoglicanase.        

 A caseína aumentou os resultados da endoglicanase durante todo o período analisado. 
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Tabela 5: Atividade enzimática de celulases do fungo Penicillium corylophilum cultivado em meio de fermentação submersa, 
utilizando o pinhão-manso como fonte de carbono. Os resultados estão expressos em UI/ml. 

 

 



84 

 

 

Figura 38: Atividade enzimática de endoglicanase do fungo Penicillium corylophilum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando o pinhão-manso como fonte de carbono. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

 

Figura 39: Atividade enzimática de exoglicanase do fungo Penicillium corylophilum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando o pinhão-manso como fonte de carbono. Os 
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resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

Figura 40: Atividade enzimática de FPase do fungo Penicillium corylophilum cultivado em meio de fermentação 
submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando o pinhão-manso como fonte de carbono. Os resultados 
estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste Bonferroni, sendo 
***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 
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Figura 41: Atividade enzimática de β-glicosidase do fungo Penicillium corylophilum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando o pinhão-manso como fonte de carbono. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

Os resultados das atividades enzimáticas de xilanase, pectinase e mananase produzidos 

pelo P. corylophilum estão mostrados na tabela 6 e nas Figuras 42, 43 e 44.    

De acordo com essa tabela, o NaNO3 aumentou mais expressivamente a atividade de 

pectinase em relação ao controle (meio suplementar) com 20, 25 e 37% nas respectivas horas de 

incubação. Provocou ainda um acréscimo considerável de mananase de 58 e 32% em 96 e 168 

horas de análise. O NH4Cl apresentou também um aumento da atividade de pectinase durante 

todo o tempo estudado com um considerável aumento de 100% com 168 horas de incubação. O 

acréscimo de peptona contribuiu para essa mesma atividade com apenas 4% no mesmo tempo 

de análise. 

O (NH4)2SO4 aumentou todos os valores enzimáticos da pectinase durante o período das 

análises. A atividade de pectinase também sofreu um acréscimo nas primeiras 48 horas de 

cultivo quando foram adicionados peptona e extrato de levedura isoladamente ao (NH4)2SO4. 

Essa adição de peptona ainda proporcionou um aumento da atividade de mananase em 168 

horas de inoculação. A caseína aumentou a atividade de pectinase em 96 e 168 horas de cultivo. 

  A atividade de xilanase só foi alterada pela triptona apenas nas primeiras 48 horas de 

análise ao passo que a ureia não alterou nenhuma enzima deste estudo. 
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Tabela 6: Atividade enzimática de holocelulases (xilanase e mananase) e pectinase do fungo Penicillium corylophilum cultivado em 
meio de fermentação submersa, utilizando o pinhão-manso como fonte de carbono. Os resultados estão expressos em UI/ml. 
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Figura 42: Atividade enzimática de xilanase do fungo Penicillium corylophilum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando o pinhão-manso como fonte de carbono. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

Figura 43: Atividade enzimática de pectinase do fungo Penicillium corylophilum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando o pinhão-manso como fonte de carbono. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 
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Figura 44: Atividade enzimática de mananase do fungo Penicillium corylophilum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando o pinhão-manso como fonte de carbono. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

5.9.2.2. Fungo P. simplicissimum 

Os resultados das atividades enzimáticas obtidos pelo P. simplicissimum, inoculado com 

o pinhão-manso como fonte de carbono e adicionados individualmente várias fontes de 

nitrogênio, são mostrados nas tabelas 7 e 8.         

 De acordo com a tabela 7 e com as Figuras 45, 46, 47 e 48, o substrato NaNO3 não 

aumentou a atividade de nenhuma das enzimas testadas assim como a adição de peptona a esse 

substrato. No entanto, o acréscimo de extrato de levedura proporcionou um aumento dos 

resultados de FPase durante as horas analisadas. Isoladamente, peptona e extrato de levedura 

não modificaram a produção enzimática em relação ao controle (meio suplementar). Mas, em 

conjunto, apresentaram um aumento da atividade de FPase em todos os tempos de incubação. O 

substrato NH4Cl também provocou um acréscimo da atividade de FPase em todo o período de 

cultivo. Entretanto, a adição de peptona ou extrato de levedura não proporcionou nenhum efeito 

aditivo enzimático em relação ao controle. A caseína possibilitou um aumento da atividade de 

endoglicanase por todo o período observado. A adição de peptona ao (NH4)2SO4 mostrou um 

aumento da atividade de endoglicanase e de β-glicosidase no segundo e terceiro tempo de 
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análise. A produção de β-glicosidase foi extremamente significativa pois provocou uma 

ampliação da atividade de 80 e 133% com 96 e 168 horas de cultivo. 
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Tabela 7: Atividade enzimática de celulases do fungo Penicillium simplicissimum cultivado em meio de fermentação submersa, 
utilizando o pinhão-manso como fonte de carbono. Os resultados estão expressos em UI/ml. 
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Figura 45: Atividade enzimática de endoglicanase do fungo Penicillium simplicissimum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando o pinhão-manso como fonte de carbono. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

Figura 46: Atividade enzimática de exoglicanase do fungo Penicillium simplicissimum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando o pinhão-manso como fonte de carbono. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 
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Figura 47: Atividade enzimática de FPase do fungo Penicillium simplicissimum cultivado em meio de fermentação 
submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando o pinhão-manso como fonte de carbono. Os resultados 
estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste Bonferroni, sendo 
***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

Figura 48: Atividade enzimática de β-glicosidase do fungo Penicillium simplicissimum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando o pinhão-manso como fonte de carbono. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

Os resultados das atividades enzimáticas de xilanase, pectinase e mananase produzidos 

pelo P. simplicissimum estão mostrados na tabela 8 e nas Figuras 49, 50 e 51. O substrato 

(NH4)2SO4 aumentou significativamente (p˂0,001) as atividade de xilanase e de pectinase 

durante as horas analisadas. A caseína possibilitou o aumento da atividade de mananase apenas 

em 48 horas de inoculação. Triptona, ureia e asparagina influenciaram negativamente a 

atividade das enzimas estudadas na tabela 8 pelo fungo P. simplicissimum. 
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Tabela 8: Atividade enzimática de holocelulases (xilanase e mananase) e pectinase do fungo Penicillium simplicissimum cultivado 
em meio de fermentação submersa, utilizando o pinhão-manso como fonte de carbono. Os resultados estão expressos em UI/ml. 
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Figura 49: Atividade enzimática de xilanase do fungo Penicillium simplicissimum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando o pinhão-manso como fonte de carbono. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

 

Figura 50: Atividade enzimática de pectinase do fungo Penicillium simplicissimum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando o pinhão-manso como fonte de carbono. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 
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Figura 51: Atividade enzimática de mananase do fungo Penicillium simplicissimum cultivado em meio de 
fermentação submersa com diferentes fontes de nitrogênio, utilizando o pinhão-manso como fonte de carbono. Os 
resultados estão expressos em UI/ml. Os dados foram analisados por ANOVA Two way seguido de teste 
Bonferroni, sendo ***p<0,001, **p< 0,01, e *p< 0,05. 

 

5.10. Caracterização bioquímica parcial das xilanases provenientes do cultivo com 

Penicillium simplicissimum no substrato da linhaça  

De todas as atividades enzimáticas testadas nos diversos substratos lignocelulósicos, a 

produção de xilanase pelo Penicillium simplicissimum no substrato da linhaça (Figura 18), 

cultivado por três dias, foi a que mais se destacou em relação à literatura consultada com outros 

fungos e substratos lignocelulósicos. Diante disso, os testes de purificação enzimática foram 

realizados a partir dessas condições. 

 

5.10.1. Cromatografia de gel filtração do extrato fúngico P. simplicissimum, cultivado no 

resíduo lignocelulósico da linhaça  

Com o intuito de se fazer uma caracterização enzimática parcial, o extrato bruto do 

fungo P. simplicissimum contendo xilanase foi liofilizado e utilizado nos protocolos de 

purificação proteica parcial. As amostras do extrato bruto (300 mg) foram aplicadas em uma 

coluna cromatográfica de gel filtração em resina Sephacryl S-200.  
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Figura 54: Curva padrão de BSA para a quantificação de proteínas pelo método de Bradford. R2: 0,99. 

5.10.4. Atividade específica do extrato bruto e das frações após os dois primeiros passos 

cromatográficos 

A atividade xilanásica específica foi determinada para as amostras do extrato bruto 

liofilizado do fungo P. simplicissimum e para as frações provenientes das cromatografias de gel 

filtração (CGF) e troca iônica (CTI). O resultado apresentado na Figura 55 representa a 

atividade xilanásica específica em microgramas de proteína. Para melhor visualização dos 

resultados, esses foram apresentados em escala logarítmica, sendo: Liofilizado 3x10-3, CGF: 

0,621 e CTI: 19,2 atv/µg de proteína. Observa-se que a atividade xilanásica específica teve um 

aumento significativo a medida que foram sendo realizados os diferentes passos 

cromatográficos, sendo de 6400 vezes em relação ao liofilizado e a fração após CTI (quadro 2). 

Esse resultado evidencia o aumento gradual do grau de pureza das amostras com purificação de 

um pool de enzimas com atividade de xilanase. 
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Figura 55: Experimento representativo da atividade xilanásica específica. Foram testadas amostras do extrato 
bruto liofilizado e frações com atividade xilanásica após as cromatografias de gel filtração (CGF) e cromatografia 
de troca iônica (CTI). Resultados da relação atividade por µg de proteína expressa em escala logarítimica. Volume 
final: 50 µl. 

 

Amostra Concentração  

(µg/µl) 

Rendimento 

(%) 

Atividade 

UI/ml 

Atividade específica 

(atv/µg prot.) 

Extrato bruto 

liofilizado 
1,0 100 0,075 3x10

-3
 

Após Gel 

filtração 
2,93x10

-2
 3 0,91 0,621 

Após Troca 

iônica 
4,5x10

-3
 0,45 4,32 19,2 

Quadro 2: Rendimentos e atividades especificas após as etapas de purificação. 

5.10.5. Efeito do pH e da temperatura na atividade enzimática  

A atividade enzimática é influenciada por alguns fatores como o pH e a temperatura 

(Duarte et al., 2012). Para fins comparativos, as atividades xilanásicas das frações provenientes 

da cromatografia de troca aniônica foram avaliadas em diferentes pH e temperaturas,  conforme 

protocolo descrito por Siqueira et al., 2010a.       

Como ilustrado na Figura 56, a atividade de xilanase das frações após a cromatografia de 

troca aniônica foi avaliada em diferentes valores de pH. Observa-se que a maior atividade 

enzimática (3,01 UI/ml) foi encontrada no pH=4,0, seguido dos pH=5,0 (2,8 UI/ml); 6,0 (2,02 
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UI/ml) e 7,0 (1,33 UI/ml). Em contrapartida em pH=3,0 (0,2 UI/ml) e em pH básico 8,0 e 9,0 

(0,31 e 0,02 UI/ml respectivamente), as frações apresentaram atividades muito inferiores. 

Figura 56: Experimento representativo da atividade de xilanase em diferentes pH. As frações contendo as 
xilanases foram pré incubadas em diferentes pH: 3,0; 4,0; 5,0; 6,0; 7,0; 8,0 e 9,0. Condições: tempo de incubação: 
30 minutos; temperatura: 50 °C; Tampões: acetato de sódio 50 mM pH 3,0-6,0; fosfato de sódio 50 mM pH 7,0 e 
Tris-HCl 50 mM pH 8,0; 9,0. Comprimento de onda: 540 nm. Volume final de incubação: 150 L. Para cada pH 
foram realizados experimentos em triplicata.  
 

A atividade enzimática das frações após a cromatografia de troca aniônica também foi 

testada em diferentes temperaturas (30 a 80°C) a pH=4,0 como ilustrado na Figura 57. Observa-

se que a maior atividade enzimática (4,32 UI/ml) foi encontrada a 50°C, seguido das 

temperaturas 40°C (3,62 UI/ml) e 30 °C (2,33 UI/ml). Na temperatura de 80°C, a amostra, 

contendo as xilanases, perdeu aproximadamente 95% da atividade. 
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Figura 57: Experimento representativo da atividade xilanásica em diferentes temperaturas em pH=4,0. As frações 
contendo as xilanases foram pré incubadas em diferentes temperaturas: 30, 40, 50, 60, 70 e 80 °C. Condições: 
tempo de incubação:30 minutos;  solução de incubação: acetato de sódio 50 mM pH 4,0; Comprimento de onda: 
540 nm; Volume final de incubação: 150 L. Para cada temperatura foram realizados experimentos em triplicata. 

Os testes de termorresistência também foram estimados. Este serviu para testar a 

viabilidade do complexo enzima-substrato (xilanase-xilana). A fração após cromatografia de 

troca iônica, contendo a enzima xilanase, foi analisada com seu substrato e esse complexo foi 

submetido a diferentes temperaturas. Os resultados estão apresentados na Figura 58.   

 Observa-se que o complexo manteve-se estável nas temperaturas 40 e 50°C e perdeu 

quase 100% da atividade a 80°C. 

 

Figura 58: Experimento representativo da atividade de xilanase em diferentes temperaturas em pH=4,0 do 
complexo enzima-substrato. As frações contendo as xilanases foram submetidas ao ensaio enzimático e após pré 
incubadas em diferentes temperaturas: 30, 40, 50, 60, 70 e 80 °C. Condições: tempo de incubação: 30 minutos;  
solução de incubação: acetato de sódio 50 mM pH 4,0; Comprimento de onda: 540 nm; Volume final de incubação: 
150 L. Para cada temperatura foram realizados experimentos em triplicata.  
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5.10.6 Caracterização estrutural das xilanases do extrato do fungo P. simplicissimum 

Na tentativa de determinar a estrutura primária das xilanases presentes no extrato do 

fungo P. simplicissimum, realizaram-se várias tentativas de purificação das isoformas proteicas 

em diferentes colunas de troca iônica. Devido ao insucesso desses procedimentos e a 

complexidade molecular desse extrato, realizou-se então, uma clivagem enzimática com tripsina 

das xilanases presentes na fração proteica proveniente da cromatografia de troca aniônica. Os 

produtos da clivagem foram, então, aplicados a uma coluna de fase reversa. O perfil 

cromatográfico está apresentado na Figura 59 na qual observa-se a presença de várias frações 

com intensidade de absorbância a 280 nm menores que 25 mAU e uma fração principal com 

absorbância acima de 125 mAU. Todas as frações foram analisadas por espectrometria de 

massas em equipamento MALDI-TOF-TOF, mas não obtivemos sucesso na visualização desses 

produtos trípticos. Acredita-se que isso ocorreu devido ao fato da concentração proteica nesse 

passo ser insuficiente para a visualização, além da característica da amostra que pode apresentar 

uma baixa ionização nessas condições experimentais. 
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Figura 59: Cromatografia de fase reversa das frações com atividade xilanásica provenientes da cromatografia de 
troca aniônica após tripsinólise. Coluna: Discovery® BIO Wide Pore C8 (25 cm x 4.6mm, 5µm; 4,2 ml). Soluções: 
A) 0,1% de TFA em água Milli-Q®. B) 0,1% TFA em ACN. Fluxo: 1 ml/min. Absorbância: 214 nm. 
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6. DISCUSSÃO 

A conversão efetiva do material lignocelulósico a açúcares fermentescíveis através da 

hidrólise enzimática requer, geralmente, a realização de um pré-tratamento, uma vez que a 

presença da lignina e da hemicelulose dificultam o acesso das enzimas, reduzindo a eficiência 

da hidrólise (Mosier et al., 2004). O pré-tratamento visa, além do rompimento das estruturas da 

lignina e da hemicelulose, a redução da cristalinidade da celulose e o aumento da porosidade do 

material (Mosier et al., 2004). A redução de tamanho das partículas das matérias-primas 

(moagem, corte ou trituração) e o pré-tratamento são necessários antes da transformação 

enzimática (Viikari et al., 2012).       

 Após o pré-tratamento, o meio de cultivo adequado e escolhido para a ação enzimática 

fúngica sobre os substratos lignocelulósicos foi a fermentação submersa. De acordo com Verniz 

et al. (2012), a principal característica da fermentação submersa é a utilização de um meio 

fermentativo líquido com nutrientes solúveis e insolúveis. O processo de fermentação submersa 

é utilizado para cultivos em grande escala, porque proporciona a homogeneidade do meio, além 

de facilidade no controle de parâmetros como pH e temperatura.     

        

Outro fator, além do tamanho das partículas, que altera a atividade enzimática é a 

morfologia vegetal. As inúmeras espécies de plantas possuem morfologias diferentes. A 

proporção dos principais componentes (celulose, hemicelulose e lignina) também difere de 

planta para planta (Oliveira et al., 2006). A presença de lignina no substrato tem também um 

efeito inibitório sobre as enzimas envolvidas na hidrólise. Berlin et al. (2006) descobriram que 

as celulases, xilanases e β-glicosidases são inibidas por substratos ricos em lignina, com a β-

glicosidase sendo o menos afetado. Dos substratos analisados nessa tese, o maior percentual de 

lignina foi encontrado no substrato da linhaça (14,8%) (quadro 1). Isso não afetou a atividade de 

endoglicanase, de xilanase e de pectinase do fungo P. simplicissimum, nas condições 

experimentais utilizadas, pois as respectivas atividades enzimáticas foram relevantes (Figuras 

10, 18 e 20). 

 Dos diferentes substratos lignocelulósicos avaliados nesse presente trabalho, apenas a 

linhaça mostrou valores de holocelulose (63%) (quadro 1) comparáveis aos da literatura. Em 

trabalho realizado por Holtz et al. (2007), os resíduos provenientes do beneficiamento de 

algodão na indústria têxtil utilizados como nutrientes para o cultivo de Pleurotus ostreatus 
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DSM 1833 apresentaram teores de holocelulose em torno de 71,5%. Em outro trabalho 

realizado por Zambom et al. (2001), a casca de soja apresentou o teor de holocelulose de 

aproximadamente 60% e no estudo feito por Duarte et al. (2012), o resíduo não tratado de 

algodão sujo mostrou uma concentração de 75,5%.       Mesmo 

com uma das mais baixas concentrações de celulose dos substratos lignocelulósicos analisados 

nesse estudo (quadro 1), o substrato do pinhão-manso a 1%, apresentando apenas 6,1% de 

celulose, proporcionou a atividade mais relevante de endoglicanase no fungo P. corylophilum 

(0,203 UI/ml) e a segunda no P. simplicissimum (0,136 UI/ml), mostradas nas Figuras 9 e 10, 

respectivamente.      Siqueira et al. (2010d) utilizaram os 

resíduos do milho, do algodão e da cana-de-açúcar como substratos lignocelulósicos a 5% por 

120 horas. O teor de celulose foi de 75,9%, 65,7% e 34,6%, respectivamente. A atividade de 

endoglicanase obtida pelo Agaricus brasiliensis no resíduo da cana foi 0,142 UI/ml. Nossos 

resultados mostram que a atividade de endoglicanase no pinhão-manso foi obtida em uma 

concentração de substrato lignocelulósico e de celulose bem menores àquela apresentada por 

Siqueira et al. (2010d), corroborando com uma indução enzimática em uma menor 

concentração de substrato. Esse é um dos preceitos da biotecnologia para a produção de energia 

onde se busca uma menor quantidade de biomassa (substrato lignocelulósico) para a produção 

de enzimas fúngicas, evidenciando uma maior capacidade de biocatálise. No trabalho 

desenvolvido por Duarte et al. (2012), a atividade de endoglicanase de Aspergillus oryzae, 

cultivado em resíduo de algodão a 1% por 6 dias, foi de 0,095 UI/ml.    

    A atividade de endoglicanase do fungo P. corylophilum (Figura 24) foi 

influenciada positivamente pelo acréscimo de caseína e de NaNO3 tanto na linhaça (tabela 1) 

como no pinhão-manso (tabela 5). No entanto, os resultados mais expressivos de aumento de 

atividade enzimática foram encontradas no NH4Cl e no (NH4)2SO4 com 22 e 32%  

respectivamente, tendo a linhaça (tabela 1) como fonte de carbono durante todo o tempo de 

análise. Para o fungo P. simplicissimum, tanto na linhaça (tabela 3 e Figura 31) como no 

pinhão-manso (tabela 7 e Figura 45), a adição de caseína produziu um aumento da atividade de 

endoglicanase. Quando o NH4Cl foi utilizado apenas com a linhaça (tabela 3), esse fungo 

aumentou a produção de endoglicanase. No estudo realizado por Gaspar Júnior et al. (2011), a 

adição de caseína não apresentou efeito significativo sobre o crescimento micelial. De acordo 

com Eguchi et al. (1995), a adição de caseína foi importante para a formação do corpo de 

frutificação de Agaricus brasiliensis.   
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 Cada catálise enzimática feita por uma endoglicanase resulta em novos sítios para as 

exoglicanases, refletindo o sinergismo do complexo celulolítico (Ogeda & Petri, 2010). Na 

atividade de exoglicanase para a maioria dos substratos ponderados e em ambos os fungos 

estudados, houve uma diminuição da atividade enzimática após 72 horas de cultivo (Figuras 11 

e 12), refletindo possivelmente a diminuição das extremidades microcristalinas redutoras e não 

redutoras. Como controle, foi utilizada a atividade da celulose microcristalina que é o substrato 

específico da exoglicanase. Como resultados, no P. corylophilum (Figura 11), vários resíduos 

(tremoço, linhaça, girassol, cártamo e algodão) obtiveram valores superiores aos da celulose 

microcristalina enquanto que no P. simplicissimum (Figura 12), foram a mamona, o algodão, o 

crambe e o cártamo. No sinergismo exo-endo, as endoglicanases fornecem novos sítios para o 

ataque das exoglicanases de acordo com Lynd et al. (2002). Nesse presente trabalho, esse 

sinergismo foi observado discretamente apenas nos resíduos do girassol e da linhaça para P. 

corylophilum (Figura 11) e no algodão, na mamona e no cártamo para o P. simplicissimum 

(Figura 12).       Observa-se que o substrato da 

celulose microcristalina proporcionou um aumento bem mais evidente da atividade de 

exoglicanase (Figuras 11 e 12) do que a apresentada pela endoglicanase (Figuras 9 e 10) em 

ambos os fungos analisados. Isso pode ser explicado devido ao fato da celulose microcristalina 

ser o substrato específico para a exoglicanase. As principais atividades de exoglicanase 

foram observadas no fungo P. simplicissimum (Figura 12) e ocorreram com os substratos do 

cártamo (0,047 UI/ml) e do crambe (0,046 UI/ml) após 120 horas de análise. Com o substrato 

da soja, a atividade mais relevante (0,048 UI/ml) foi encontrada com apenas 24 horas de 

cultivo. Atividades elevadas de exoglicanases em um tempo curto de reação são extremamente 

importantes e significativamente relevantes para a indústria de biocombustíveis por 

ocasionarem uma degradação mais rápida das extremidades da molécula de celulose. De acordo 

com Dermibas & Dermibas (2007), isso resulta em uma liberação mais efetiva de celobiose 

para a ação enzimática das β-glicosidases, com consequente liberação das moléculas de glicose 

para a fermentação. Somente a triptona e o NaNO3, cultivadas na linhaça nas primeiras horas de 

cultivo (Figura 25 e tabela 1), conseguiram influenciar a atividade de exoglicanase do P. 

corylophilum. Já a adição de caseína e de NH4Cl, acrescido de extrato de levedura, no substrato 

do pinhão-manso, influenciaram essa mesma atividade enzimática a partir de 48 horas de 

cultivo (tabela 5 e Figura 39). 
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 As atividades enzimáticas de exoglicanases, observadas também em um trabalho 

utilizando extratos brutos de A. nainiana, A. awamori e Trichoderma reesei RUT C30 na 

hidrólise do bagaço da cana, foram respectivamente 0,05, 0,10 e 0,21 UI/ml após sete dias de 

inoculação (Siqueira, 2010a). Esse mesmo autor, ao estudar as atividades de holocelulases de 

Aspergillus flavus crescido em meio líquido por 7 dias a 28ºC (pH= 7,0) em diferentes fontes de 

carbono a 1%, observou uma atividade enzimática máxima de exoglicanase (0,07 UI/ml) no 

resíduo do algodão e uma possível explicação para essa atividade é a maior concentração de 

celulose (65,7%). A atividade de exoglicanase, obtida pelo fungo Aspergillus oryzae, foi de 

0,009 UI/ml no trabalho realizado por Duarte et al., 2012. No ensaio realizado por Siqueira et 

al. (2010d), a atividade de exoglicanase (0,19 UI/ml)  para o fungo Aspergillus flavus foi em 

meio líquido com 5% no engaço da bananeira por 120 horas de cultivo. Desta forma, o aumento 

da concentração do substrato pode ser um fator importante para o acréscimo da atividade de 

exoglicanase.      As celulases atuam de maneira sinérgica, 

evidenciando que a atividade das enzimas que trabalham em conjunto é mais elevada do que a 

soma das suas atividades individuais (Van Dyk & Pletschke, 2012). A atividade de FPase 

demonstra essa ação integrada celulolítica total. A atividade mais expressiva de FPase tanto 

para o Penicillium corylophilum como para o P. simplicissimum (Figuras 13 e 14) foi 

conseguida no resíduo do crambe (0,113 UI/ml e 0,109 UI/ml respectivamente) apesar da baixa 

concentração de celulose (10,2%) e também apesar da alta concentração de lignina (10,8%). 

Isto justifica-se possivelmente pela medida da atuação das enzimas do complexo celulolítico 

(exo e endoglicanases) que apresentam melhores resultados quando analisadas conjuntamente 

(FPase). Quando testadas isoladamente, essas enzimas apresentaram resultados mais baixos. 

Esse foi o caso do substrato do crambe em ambos os fungos estudados que não demonstraram 

atividades relevantes das celulases (exo e endoglicanases) nos seus substratos específicos 

(celulose microcristalina e carboximetilcelulose, respectivamente). Além disso, para o 

Penicillium corylophilum, a alta atividade de endoglicanase (Figura 9), observada nos resíduos 

do pinhão-manso (0,203 UI/ml) e do niger (0,187 UI/ml), pode ter contribuído para o aumento 

das suas respectivas atividades de FPase (0,093 UI/ml e 0,098 UI/ml). Com 72 horas de cultivo, 

o aumento da atividade de endoglicanase também parece ter proporcionado um aumento da 

atividade de FPase no substrato do crambe. A atividade mais expressiva de exoglicanase nos 

resíduos do tremoço e na linhaça não refletiram no aumento da FPase nesse  fungo. 
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Ao contrário, para o P. simplicissimum, o aumento da atividade de endoglicanase 

(Figura 10) no resíduo do pinhão (0,136 UI/ml) não contribuiu para o aumento da sua atividade 

de FPase (0,026 UI/ml). Apenas a atividade de exoglicanase no substrato do crambe (0,047 

UI/ml) corroborou com o aumento da sua atividade de FPase (0,113 UI/ml). Isso também 

contraria os dados encontrados para o Penicillium corylophilum pois, para esse fungo, a maior 

contribuição para o aumento da atividade de FPase veio da endoglicanase. Siqueira et al. 

(2010a) também observaram essa relação entre as atividades de endoglicanase (0,19 UI/ml) e de 

FPase (0,06 UI/ml) de Aspergillus flavus em todos os substratos analisados. A atividade de 

FPase de Aspergillus oryzae, avaliado por Duarte et al. (2012), foi de 0,081 UI/ml.  

                   Com relação à suplementação 

das fontes de nitrogênio nos meios de cultivo, observou-se também uma relação entre o 

aumento das atividades de FPase e de endoglicanase. A atividade celulásica total,  FPase, 

produzida pelo P. corylophilum (tabela 1 e Figura 26), só ocorreu quando houve uma elevação 

da atividade de endoglicanase provocada pela adição de NaNO3 e de NH4Cl na linhaça. A ação 

sinérgica de celulases e enzimas acessórias é um fator fundamental da hidrólise enzimática 

(Viikari et al., 2012). Isso mostra uma correlação direta entre ambas já que esses substratos não 

inibiram e nem aumentaram a atividade de exoglicanase. No mecanismo sinérgico exo-endo, as 

endoglicanases clivam randomicamente cadeias na superfície da celulose, fornecendo assim 

numerosos sítios adicionais para ataque das celobio-hidrolases (exoglicanases). Logo, cada 

evento hidrolítico catalisado por uma endoglicanase resulta em novos sítios para as celobio-

hidrolases (Ogeda & Petri, 2010). A maioria dos micro-organismos celulolíticos apresentam 

atividade de endoglicanase mas nem sempre apresentam de exoglicanase, e portanto, a atividade 

de FPase é um diferencial (Bhat, 2000).       

A adição de fontes de nitrogênio mostrou que a atividade celulásica total (FPase), 

produzida pelo P. simplicissimum, aconteceu apenas quando foi cultivado no pinhão-manso 

(tabela 7 e Figura 47) na presença dos substratos: NaNO3 acrescido de extrato de levedura, 

peptona com extrato de levedura e NH4Cl. Dentro desse contexto, não houve um consequente 

aumento da atividade de endoglicanase e/ou de exoglicanase. Isso reflete a ação observada 

apenas no ensaio da FPase pois o fungo aumentou a atividade total, sem concomitantemente 

aumentar a ação das outras celulases (exo e endoglicanases) isoladamente nos seus respectivos 

substratos específicos. Houve uma potencialização de esforços enzimáticos para uma melhor 

degradação da celulose presente no substrato específico (papel de Whatman n°1) que 
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possibilitou a observação da atividade celulásica total. De acordo com Van Dyk & Pletschke 

(2012), se nenhuma sinergia é encontrada, não significa que uma enzima não é necessária para a 

hidrólise de um substrato, uma vez que podem ser necessários para a degradação total do 

substrato. Provavelmente indica que as enzimas não precisam cooperar a fim para fazer isso e, 

portanto, trabalham de forma independente.  

A hidrólise completa de polímeros de celulose requer a ação coordenada de todas as 

celulases como a β-glicosidase que é necessária para hidrolisar oligômeros pequenos em 

monômeros (Maijala et al., 2012). Apesar da β-glicosidase não atuar diretamente na celulose, 

ela é considerada como componente do sistema celulase por causa do estímulo à hidrólise de 

celulose (Maheshwari, Bharadwaj & Bhat, 2000). Nesta tese, a atividade expressiva de β-

glicosidase do Penicillium simplicissimum foi observada no substrato da soja (0,684 UI/ml) e 

cártamo (0,632 UI/ml) desde as primeiras vinte e quatro horas até o final do cultivo (Figura 16). 

Uma possível explicação para as atividades de β-glicosidase seria a presença de sólidos solúveis 

(carboidratos) nos substratos analisados. Os sólidos solúveis podem ser os monossacarídeos 

(glicose e frutose), além dos dissacarídeos (sacarose, lactose, galactose, maltose, celobiose) 

presentes nas paredes celulares vegetais.  Os dados do quadro 1 mostram os 

resultados da porcentagem de açúcares totais presentes nos resíduos lignocelulósicos. Observa-

se que essa concentração é baixa no algodão (4,3%) e no cártamo (3,6%) embora esteja presente 

em maior quantidade na soja (12%) o que justifica a atividade significativa de β-glicosidase 

nesse substrato. Por outro lado, a concentração desses açúcares no pinhão-manso (2,6%) é a 

menor dentre os substratos analisados e sua atividade foi a maior tanto no Penicillium 

simplicissimum (0,776 UI/ml) (Figura 16) como no P. corylophilum (1,00 UI/ml) (Figura 15). 

Além disso, as análises enzimáticas feitas nesses mesmos substratos (algodão, cártamo e soja) 

pelo P. corylophilum (Figura 15) não mostraram essa atividade enzimática inicial. Substratos 

que possuem uma concentração maior desses açúcares como o tremoço (13,5%) e o nabo 

forrageiro (21,7%) não apresentaram uma atividade significativa de β-glicosidase em nenhum 

dos fungos estudados.           

   A literatura sugere que a indução de β-glicosidase requer condições operacionais 

específicas e o farelo de trigo, principalmente devido a sua composição mineral, favorece a 

indução dessa enzima no meio de fermentação (Camassola & Dillon, 2007). No presente 

estudo, o substrato do pinhão-manso também parece exercer esse papel indutor pois apresentou 

as melhores atividades enzimáticas em ambos os fungos estudados. Observa-se ainda uma 
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correlação direta das elevadas atividades tanto de endoglicanase como de β-glicosidase dos 

fungos estudados nesse substrato, exemplificando o sinergismo do complexo celulolítico. É 

descrito que uma vez que o acúmulo de celobiose pode conduzir à inibição da atividade 

catalítica de endo e exoglicanase, as β-glicosidases desempenham um papel crítico na inibição 

deste passo limitante da velocidade do processo celulolítico (Jabbour et al., 2012).  

           Ressalta-se ainda uma 

relevante atividade enzimática de β-glicosidase do fungo Penicillium simplicissimum nas 

primeiras vinte e quatro horas de análise (Figura 12) nos resíduos do algodão (0,311 UI/ml), 

cártamo (0,327 UI/ml) e soja (0,301 UI/ml). Esses dados podem se correlacionar com as 

atividades de exoglicanase iniciais (também em 24 horas) nesses mesmos substratos, 

fornecendo as moléculas de celobiose como substratos específicos para a atuação da β-

glicosidase como também mencionado por Meinke et al. (1995). Atividades de β-glicosidase 

foram observadas nos extratos brutos de A. nainiana, A. awamori e Trichoderma reesei RUT 

C30, utilizados na hidrólise do bagaço da cana, e obtiveram respectivamente 0,05, 0,10 e 0,10 

UI/ml (Siqueira, 2010a).      

A ampliação dos resultados enzimáticos de β-glicosidase do P. corylophilum foi 

discreta. Os principais substratos responsáveis por esse acréscimo foram o (NH4)2SO4 na 

linhaça (tabela 1 e figura 27) e a adição de peptona ao NaNO3 no pinhão-manso (tabela 5 e 

Figura 41) após 168 horas de inoculação. O (NH4)2SO4 foi o substrato que mais alterou a 

capacidade enzimática do P. simplicissimum. No caso da β-glicosidase, os melhores resultados 

foram obtidos quando essa fonte de nitrogênio foi adicionada isoladamente no pinhão-manso, 

ao passo que, na linhaça, a ampliação dessa atividade enzimática só foi obtida quando foi 

acrescido peptona ao (NH4)2SO4. No estudo realizado por Joo et al., 2009, várias fontes de 

nitrogênio foram testadas para avaliar a produção de β-glicosidase pelo fungo Fomitopsis 

pinicola. Ureia e extrato de levedura obtiveram os resultados mais expressivos. Em todas as 

tabelas apresentadas nesta tese, a adição de ureia e de extrato de levedura ao meio de cultivo 

não provocou nenhuma alteração nas enzimas avaliadas.   

Outras enzimas componentes do sistema celulolítico são as xilanases que facilitam o 

acesso das celulases à celulose pelo rompimento das ligações cruzadas entre a hemicelulose e a 

celulose nas paredes celulares vegetais. Atividades expressivas de xilanase do Penicillium 

simplicissimum (Figura 20) foram observadas no resíduo do algodão (0,984 UI/ml), da mamona 

(0,827 UI/ml) e da soja (0,792 UI/ml). A atividade enzimática mais relevante desse fungo foi 
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encontrada no resíduo da linhaça (3,87 UI/ml e 3,97 UI/ml), cultivados em 72 e 120 horas, 

respectivamente. No P. corylophilum, as principais atividades (Figura 17) foram encontradas no 

algodão (0,959 UI/ml) e no tremoço (0,953 UI/ml). A atividade pouco expressiva da xilanase 

produzida pelo fungo P. corylophilum, quando cultivado na mamona, pode ser explicada pela 

baixa concentração de hemicelulose com apenas 3,1%, sendo o substrato lignocelulósico com a 

menor quantidade desse complexo dentre todos os substratos analisados.    

     Nossos resultados demonstram que o sinergismo 

xilanase/endoglicanase foi produzido apenas pelo P. simplicissimum e observado 

exclusivamente no substrato da linhaça após 120 horas de cultivo (Figura 18). A interação 

sinérgica das xilanases e celulases melhora significativamente a acessibilidade de celulose, 

principalmente através do aumento da porosidade, sendo que o efeito de bloqueio provocado 

pelas moléculas de xilana é um dos principais mecanismos que limitam o acesso das celulases 

para a celulose (Hu et al., 2011). Zhang et al. (2011) mostraram que a adição de xilanase 

poderia aumentar significativamente a atividade da celulase. Segundo esse mesmo autor, a 

hidrólise de celulose ocorre mais rapidamente, uma vez que a adição de xilanase remove a 

barreira de hemicelulose, que por sua vez expõe mais as cadeias de celulose, permitindo assim 

uma maior acessibilidade às cadeias de celulose. Siqueira et al. (2010a) observaram que as 

maiores atividades de xilanase (1,22 UI/ml) e de endoglicanase (0,19 UI/ml) de Aspergillus 

flavus, ocorreram no cultivo do bagaço da cana a 1%, dentre todos os substratos testados. Isso 

pode ser explicado pelo fato da presença de xilanases no complexo enzimático ser de grande 

importância para desestruturar o entrelaçamento da hemicelulose presente na parede celular 

vegetal como alegado por Santos (2012).         

   Dos trinta e oito resíduos lignocelulósicos apresentados por Sánchez (2009), os 

índices de hemicelulose apenas das folhas em geral (80-85%), da grama de pomar (40%) e da 

polpa do café (43,6%) mostraram concentrações comparáveis aos dos resultados encontrados na 

linhaça (46,3%) que apresentamos nesse estudo. Além da maior concentração de hemicelulose a 

linhaça apresentou também a maior atividade enzimática de xilanase (3,97 UI/ml). Badhan et al. 

(2007) observaram resultados similares em que a palha de trigo foi a melhor indutora da 

produção de xilanase entre os materiais lignocelulósicos, provavelmente por causa do elevado 

teor de hemicelulose (50%).       Siqueira (2010a) estudou 

também as atividades de holocelulases de Aspergillus flavus e a atividade de xilanase foi mais 

significativa (1,22 UI/ml) no cultivo com bagaço de cana-de-açúcar. Os resultados dos resíduos 
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agroindustriais do piolho-de-algodão-sujo e do engaço de bananeira também foram 

representativos (0,69 e 0,51 UI/ml, respectivamente) enquanto que para celulose 

microcristalina, os valores não foram significativos quando comparados com as demais fontes 

de carbono. Dessa maneira, esse autor concluiu que a celulose não induziu o fungo a produzir 

xilanase. Nas análises bromatológicas desse autor, a alta atividade de xilanase pode ser 

explicada pelo bagaço de cana possuir a maior concentração de hemicelulose (16,2 %). Duarte 

et al. (2012), trabalhando com o fungo Aspergillus oryzae, observou que a atividade de xilanase 

de 0,488 UI/ml.     Os resultados obtidos durante esse trabalho 

sugerem que a utilização da biomassa lignocelulósica, a partir de resíduos agro-industriais, 

aumenta a produção de xilanases, o que corrobora com aqueles apresentados por Siqueira et al. 

(2010c) e Duarte et al. (2012). Embora esses autores tenham trabalhado com bagaço de cana, 

talos de bananeira e algodão sujo para o cultivo de vários fungos, observa-se que o resíduo da 

linhaça também pode ser utilizado para produzir uma grande quantidade dessa enzima. A 

utilização de resíduos agrícolas abundantes e de baixo custo como substratos para a produção de 

xilanase reduz substancialmente os custos de produção dessa enzima (Murthy & Naidu, 2010; 

Duarte et al., 2012). Desde que o custo do substrato desempenhe um papel crucial na economia 

do processo de produção de xilanase, a xilana pura não é adequada para os processos de 

produção em larga escala, devido ao seu elevado custo. Recentemente, vários substratos mais 

viáveis financeiramente, materiais lignocelulósicos, principalmente insolúveis, tais como casca 

de cevada, sabugo de milho, feno, farelo de trigo ou de palha, vem sendo utilizados por vários 

pesquisadores (Oliveira et al., 2006). Dessa forma, os materiais utilizados durante nosso 

trabalho inserem-se nesta conjuntura de aproveitamento de substratos lignocelulósicos nos quais 

o fungo P. simplicissimum, cultivado na linhaça, obteve um resultado bastante expressivo. 

        No estudo realizado por Romanowska et al. 

(2006) e por Bakri et al. (2010), vários substratos na concentração de 1% foram testados como 

fontes indutoras de xilanase. A xilana beechwood foi a pior fonte indutora, sendo inclusive 

menor que a celulose microcristalina. Através dos resultados desta tese, em todas as 

concentrações testadas e em ambos os fungos utilizados, a xilana beechwood conseguiu a maior 

indução enzimática dentre todos os substratos analisados, inclusive a celulose microcristalina 

(Figuras 22 e 23).  Bakri et al. (2003) observaram que o maior efeito enzimático de 

xilanase foi observado na concentração de 0,4% de xilana pelo fungo P. canescens no meio de 

cultivo com palha de trigo a 5%. A adição de pequenas quantidades de xilana purificada em 
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cada substrato lignocelulósico complexo analisado foi considerado vantajoso e aumentou 

consideravelmente a produção de xilanase, uma vez que xilana e os seus derivados têm um 

papel importante como indutor da formação de xilanase. Os dados deste presente estudo 

corroboram com os resultados do trabalho realizado por Bakri e colaboradores pois a menor 

concentração de xilana (0,5%) também mostrou uma atividade maior de xilanase para ambos os 

fungos testados.           

 A hidrólise enzimática pode ser afetada por diversos fatores como a concentração de substrato. 

Um aumento na concentração do substrato pode resultar em um aumento no rendimento e na 

taxa de hidrólise quando esse substrato encontra-se em níveis baixos. No entanto, altas 

concentrações de substrato podem causar uma inibição, diminuindo a taxa de hidrólise (Cheung 

& Anderson, 1997). Diante disso e de acordo com os dados obtidos durante esse trabalho, o 

aumento da concentração de xilana para 2% causou uma inibição da atividade enzimática, o que 

proporcionou a diminuição da atividade de xilanase, como observado nas Figuras 22 e 23. 

         A xilose tem sido descrita como uma 

boa fonte de carbono e possui um efeito indutor na produção de xilanase por vários micro-

organismos como Thermomyces lanuginosus (Purkarthofer et al., 1993). A produção de 

xilanase pelo fungo P. canescens em cultura submersa aumentou na presença de concentrações 

de 2% de xilose. Nas concentrações de 4 a 10%, provocou uma redução na produção de 

xilanase (Bakri et al., 2003). O efeito da concentração de xilose na produção de xilanase sob 

condições fermentativas sólidas a 30º C, pH=6,0, utilizando Aspergillus tubingensis JP-1 com 

palha de trigo como substrato, também foi avaliado por Pandya & Gupte (2012). Na faixa 

examinada de 0,1-1,0%, a concentração ótima de xilose foi de 0,5%, o que sugeriu um efeito 

indutor. Como a produção de xilanase diminuiu com concentrações inferiores e superiores a 

0,5%, isso indica a presença de fenômenos de repressão como uma concentração de xilose 

excedente a ótima. Gessesse & Mamo (1999) relataram que a produção de xilanase é fortemente 

reprimida pela xilose em concentrações acima de 1%. A noção comum é que a xilose a baixas 

concentrações atua como um indutor e em concentrações mais elevadas como uma fonte de 

carbono repressora (Aro et al., 2005). No presente trabalho, observou-se que 0,04% de xilose já 

foi suficiente para incrementar o aumento da atividade de xilanase (0,492 UI/ml) pelo P. 

simplicissimum (Figura 22). Em contrapartida, no estudo conduzido por Bakri et al. (2010), 1% 

de xilose provocou uma atividade de xilanase de 1,82 UI/ml. Percebe-se, então, quando se 

compara os resultados do artigo anterior com os obtidos nesse trabalho, que mesmo numa 
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concentração 25 vezes menor de xilose (0,04%), houve uma indução da produção enzimática. 

   Arabi et al. (2011) analisaram a produção de xilanase por Cochliobolus sativus 

Cs6 no meio basal suplementada com açúcares a 2%: glicose, sacarose, maltose, xilose, 

dextrose, amido, manitol e xilana, tendo a palha de trigo como substrato lignocelulósico. Xilana 

e amido apresentaram os melhores resultados após 8 dias de incubação. Esses dados 

contradizem os obtidos para o fungo P. corylophilum (Figura 23) onde na concentração de 2% 

de xilana, houve uma diminuição acentuada da produção de xilanase em relação a 0,5% desse 

mesmo substrato Além disso, o amido nas duas concentrações testadas também causou uma 

baixa atividade enzimática em ambos os fungos. Os dados de Arabi et al. (2011), entretanto, 

corroboram com os desse estudo com relação ao P. simplicissimum (Figura 22) pois a 

concentração de xilana a 2,0% proporcionou uma atividade de xilanase maior do que o controle 

do meio suplementar, confirmando o aumento dessa produção de xilanase. No entanto, há uma 

diminuição de 13% de atividade em relação à concentração de 0,5% de xilana. Com relação aos 

substratos (sacarose, maltose e glicose), ambos os fungos estudados nesta pesquisa não 

conseguiram aumentar a atividade de xilanase em nenhuma das concentrações testadas, 

contrariando os resultados obtidos acima por Arabi et al. (2011) e por Abdel-Sater & El-Said 

(2001).          A adição de celobiose 

(Figuras 22 e 23) não estimulou o aparecimento de uma atividade enzimática de xilanase mais 

significante em nenhum fungo analisado, possivelmente por causa da concentração de celobiose 

ter sido bem maior (0,5 e 2,0%)  que a utilizada no estudo realizado por Sun et al. (2008), 

no qual a adição de 0,05% de celobiose no meio de cultivo promoveu o aumento da atividade de 

xilanase. Esses autores também observaram que a presença de amido a 2% isoladamente não 

sustenta o crescimento micelial robusto ou não proporciona a liberação substancial de xilanases 

e celulases por P. decumbens. Esses dados apresentados coincidem com os dessa tese na qual a 

concentração de 2% de amido isoladamente não promoveu o aumento da atividade de xilanase.  

  Observa-se ainda pela análise das Figuras 22 e 23 que a celulose microcristalina 

proporcionou o aumento da atividade de xilanase em ambos os fungos analisados e nas 

concentrações testadas de 0,5 e 2,0%. Ao contrário, a pectina foi ineficaz em incrementar a 

produção de xilanase nas concentrações utilizadas e nos dois fungos estudados. Em estudo 

realizado por Siqueira et al. (2010a), as atividades de xilanase dos fungos Aspergillus flavus e 

Penicillium corylophilum foram significativas nos cultivos com diversos substratos 

lignocelulósicos enquanto que para a celulose microcristalina, os valores não foram 
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significativos quando comparados com as demais fontes de carbono e desse modo, a celulose 

não induziu o fungo a produzir xilanase.        

 Com relação às fontes de nitrogênio acrescidas ao meio de cultivo, o único substrato que 

conseguiu alterar significativamente a atividade de xilanase do P. corylophilum por todo o 

período de estudo foi o NaNO3 quando esse foi inoculado no substrato da linhaça após 168 

horas de cultivo (tabela 2 e Figura 28). No nosso estudo, a concentração utilizada de NaNO3 foi 

de 1,0% o que pode ter influenciado negativamente a ação enzimática de xilanase do P. 

simplicissimum nos dois substratos utilizados da linhaça e do pinhão-manso (tabelas 4 e 8). 

Bakri et al. (2008), demonstraram que a produção de xilanase era muito dependente de NaNO3 

e que a concentração ótima era de 0,6%. No estudo conduzido por Arabi et al. (2011), o 

aumento da quantidade de NaNO3 provocou uma redução na esporulação de Cochliobolus 

sativus, reduzindo assim a atividade de xilanase.      

 Complementarmente, o acréscimo de peptona e extrato de levedura, isoladamente ou em 

conjunto com NaNO3, não promoveram o aumento da atividade de xilanase pelos fungos 

estudados tanto na linhaça como no pinhão-manso durante o período completo das análises 

(tabelas 2, 4, 6 e 8). Abdel-Sater & El-Said (2001) verificaram que NaNO3 e peptona 

isoladamente foram as principais fontes de nitrogênio para a produção de xilanase por 

Trichoderma harzianum. Bakri et al. (2008) avaliaram o efeito do nitrato de sódio combinado 

com 0,5% de fontes de nitrogênio na produção de xilanase, utilizando palha de trigo como 

substrato. Os resultados mostraram que as combinações de peptona e extrato de levedura com o 

nitrato de sódio resultou num aumento da produção de xilanase após 8 dias de cultura.   

           Goyal et al. (2008) 

também avaliaram o efeito de diferentes fontes de nitrogênio sobre a produção de xilanase por 

Trichoderma viride (S34) a 25 ºC e pH= 4,0. As fontes de nitrogênio inorgânico foram 

melhores do que os orgânicos. Isto pode ser atribuído ao fato de que o fungo foi isolado a partir 

do solo em que o nitrogênio inorgânico é usado como adubo. Por isso, assimila as fontes 

inorgânicas de forma mais eficiente em comparação com os orgânicos. NaNO3 foi a melhor 

fonte de nitrogênio, seguido de (NH4)2 SO4 e NH4 Cl. Uréia e peptona apresentaram atividades 

enzimáticas baixas quando comparados aos outros substratos. Os resultados deste presente 

trabalho concordam com Goyal et al. (2008), pois os fungos P. corylophilum e P. 

simplicissimum foram isolados do solo, o que justifica a maior facilidade em assimilar as fontes 

inorgânicas. Ureia e peptona, isoladamente, não obtiveram qualquer incremento na atividade 
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enzimática de xilanase (tabelas 4 e 6).     Outra atividade 

expressiva de xilanase (3,76 UI/ml), obtida pelo P. simplicissimum no resíduo da linhaça a 1%, 

ocorreu com a inoculação com (NH4)2SO4 acrescido de peptona com 96 horas de cultivo (tabela 

4). Ao contrário do estudo feito por Bakri et al. (2003), a melhor fonte indutora foi uma fonte 

inorgânica, (NH4)2 SO4, em conjunto com uma fonte orgânica, peptona. Fontes orgânicas como 

peptona e extrato de levedura, adicionadas juntas ou isoladamente, não influenciaram 

positivamente a atividade da xilanase. Ao contrário do observado com o P. canescens que foi 

inoculado com a palha de trigo a 5% e por 12 dias, a fonte de carbono utilizada pelo P. 

simplicissimum foi de apenas 1% de linhaça e por 4 dias de cultivo.     

         Além das xilanases, mencionadas 

acima, as pectinases são exemplos de enzimas auxiliares que atuam sobre o substrato, liberando 

açúcares fermentescíveis, podendo aumentar o rendimento do bioetanol (Santos et al.,  2013). 

      De acordo com o quadro 1, tanto o algodão como a soja 

possuem concentrações elevadas de pectina solúvel de 61,9 mg/100g e de 56,7 mg/100g 

respectivamente, o que pode ser o reflexo das maiores atividades de pectinase apresentadas pelo 

Penicillium corylophilum (Figura 19). Resíduos com quantidades variáveis de pectina solúvel 

como tremoço (57,3 mg/100g), linhaça (139,4 mg/100g) e nabo forrageiro (1144,8 mg/100g) 

não obtiveram o mesmo desempenho enzimático utilizando-se esse mesmo fungo. A 

concentração de pectina solúvel na linhaça (139,4 mg/100g ) e no algodão (61,9 mg/100g ) pode 

ter contribuído para a elevada atividade de pectinase pelo Penicillium simplicissimum (Figura 

20). Observa-se que as melhores atividades de endoglicanase, xilanase e pectinase produzidas 

pelo fungo Penicillium simplicissimum correlacionam-se com o resíduo de linhaça (Figuras 12, 

18 e 20).           A atividade de 

pectinase foi investigada por Duarte et al. (2012) para o fungo Aspergillus oryzae, sendo de 

0,258 UI/ml. Siqueira et al. (2010a) avaliaram também a  produção de pectinases por A. flavus 

em meio líquido e obtiveram atividades de 1,14 UI/ml e 1,08 UI/ml quando cultivados no 

resíduo do algodão e no bagaço da cana, respectivamente.       

      Independentemente da fonte de carbono estudada (linhaça 

ou pinhão-manso), a atividade de pectinase do fungo P. corylophilum aumentou com a adição 

individual de várias fontes de nitrogênio ao meio de cultura como NaNO3, NH4Cl, NH4Cl com 

peptona, (NH4)2SO4, (NH4)2SO4  com peptona e caseína (tabelas 2 e 6; Figuras 29 e 43). O 

substrato NH4Cl proporcionou a maior produção de pectinase para esse fungo com 70% de 
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aumento de atividade na linhaça e com 100% no pinhão-manso em 168 horas de cultivo.  

   Em ambos os fungos testados e nas duas fontes de carbono analisadas (linhaça e 

pinhão-manso), a adição do substrato (NH4)2SO4 ao meio de cultivo conseguiu aumentar a 

atividade da pectinase praticamente durante todo o período de execução do experimento. 

Quando a linhaça foi utilizada com o NH4Cl em ambos os fungos, houve um acréscimo da 

produção de pectinase (tabelas 2, 4, 6 e 8).         

 Outras enzimas biotecnologicamente importantes na indústria do papel e da celulose são as 

mananases, pois essas enzimas favorecem o processo celulolítico (Puchart et al., 2004). Durante 

esse trabalho, não observamos uma relação direta entre o resíduo da linhaça que apresentou a 

maior concentração de hemicelulose (46,3% no quadro 1) e a atividade enzimática de mananase 

nos dois fungos estudados. Para a atividade enzimática no P. corylophilum (Figura 21), os 

resíduos da soja (0,289 UI/ml) e do niger (0,289 UI/ml), que obtiveram os melhores resultados, 

representam apenas 14,0% e 6,6 % respectivamente de hemicelulose. A atividade mais 

expressiva de mananase produzida por esse fungo foi encontrada quando o NaNO3 foi inoculado 

no resíduo de pinhão-manso com 96 e 168 horas de inoculação. O substrato (NH4)2SO4, 

acrescido de peptona produziu uma atividade mais discreta (tabela 6).     

        Duarte et al. (2012) também investigaram a 

atividade de mananase no filtrado da cultura de Aspergillus oryzae, sendo de 0,098 UI/ml. Além 

disso, no trabalho de Siqueira et al., 2010a, a mananase apresentou resultados significativos 

quando o A. flavus foi cultivado no engaço de bananeira (0,26 UI/ml) e bagaço de cana-de 

açúcar (0,21 UI/ml). A produção dessa enzima foi também avaliada por Siqueira et al. (2010d) 

em diferentes resíduos lignocelulósicos. A atividade enzimática mais expressiva do A. 

brasiliensis CS1 foi no resíduo do algodão a 10% (0,206 UI/ml) e para o P. ostreatus H1 foi no 

bagaço de cana (0,196 UI/ml). Mas o pico de atividade de mananase foi obtido no engaço da 

bananeira a 10% (0,497 UI/ml).         

   Após a finalização de todas as atividades enzimáticas produzidas por ambos os 

fungos nos respectivos substratos lignocelulósicos, a atividade de xilanase pelo P. 

simplicissimum no substrato da linhaça obteve a mais relevante atividade dentre as demais 

atividades analisadas com relação à literatura consultada. Diante disso, o filtrado resultante 

desse cultivo após 72 horas foi selecionado para os experimentos de purificação enzimática e 

caracterização bioquímica parcial da enzima.       

 Os protocolos utilizados para a purificação parcial das xilanases provenientes do extrato bruto 
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de P. simplicissimum foram realizados em três passos cromatográficos: gel filtração, troca 

aniônica e fase reversa. A atividade de xilanase foi investigada tanto no extrato bruto liofilizado 

quanto nas frações advindas dos dois primeiros passos cromatográficos. O perfil cromatográfico 

após gel filtração está apresentado na Figura 52 e a atividade enzimática de xilanase mais 

expressiva foi apresentada em duas regiões destacadas no cromatograma. A estratégia nesse 

trabalho de liofilizar o extrato bruto mostrou-se mais viável pela manutenção da atividade 

enzimática após o procedimento, pela facilidade na obtenção do liofilizado e pela concentração 

do extrato bruto disponibilizado inicialmente para os passos cromatográficos. Uma estratégia de 

ultrafiltração do extrato bruto foi realizada, mas não se mostrou satisfatória. 

Um segundo procedimento cromatográfico (Figura 53) em coluna de troca aniônica 

utilizou as frações que apresentaram atividade de xilanase provenientes da cromatografia de gel 

filtração. Aqui, todas as frações foram também testadas quanto a atividade enzimática e essa 

atividade só foi evidente naquelas que eluiram antes do início do gradiente salino (fração única). 

Nesse momento, esse procedimento mostrou-se viável por ter possibilitado uma possível 

melhora no grau de pureza das amostras ao separar aquelas proteínas que apresentaram carga 

final postitiva das demais negativas interagidas com a resina, nas condições experimentais 

utilizadas.           Diferentes 

autores utilizaram protocolos semelhantes na tentativa de isolar parcialmente diversas xilanases. 

Siqueira et al. (2010b) estudaram a purificação parcial do extrato de Aspergillus terreus, 

crescido no engaço da bananeira por sete dias. As frações do extrato bruto produzidas por 

ultrafiltração apresentaram atividades de holocelulases (celulases, xilanases e mananases) tanto 

no concentrado como no ultrafiltrado, sugerindo multiplicidade enzimática. O concentrado 

apresentou atividade de xilanase e endoglicanase após a cromatografia de filtração em gel 

Sephacryl (S-400). Em outra coluna de filtração, S-200, uma fração proteica apresentou três 

frações com atividade de xilanase.    Em outro estudo de Siqueira et al. 

(2010a), duas frações provenientes de uma cromatografia de gel filtração em resina S-400, a 

partir do concentrado do extrato bruto de engaço de bananeira, foram reunidas e aplicadas em 

duas colunas de cromatografia de troca iônica: CM-Sepharose e Q-Sepharose. Esse 

procedimento foi uma tentativa de melhorar o grau de purificação das holocelulases. As 

enzimas eluíram da coluna CM- Sepharose (pH= 5) antes do gradiente salino, mas apresentaram 

ligação à  coluna de Q-Sepharose (pH= 7), eluindo apenas após o início do gradiente salino.  
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Esses autores observaram, então, que as holocelulases de A. flavus, incluindo as xilanases, 

produzidas no engaço de bananeira e em cultivo submerso, tinham caráter catiônico semelhante 

ao observado também nesse presente trabalho.       

      De acordo com Moreira et al. (2008), avaliando atividades 

enzimáticas do extrato bruto e de frações obtidas por cromatografias de gel filtração em colunas 

Sephacryl S-400 e S-100, obteve-se uma multiplicidade de xilanases com atividades de 0,24 

(UI/ml) no farelo de trigo, 0,35 (UI/ml) no engaço da bananeira e 0,235 (UI/ml) no bagaço da 

cana.   Duarte et al. (2012) utilizaram duas estratégias de cromatografia, gel 

filtração e troca aniônica, para a purificação parcial de xilanases do fungo Aspergillus oryzae. 

Na cromatografia de troca aniônica, as frações obtidas também eluíram anteriormente ao 

gradiente salino em pH=7,0, corroborando com os resultados observados durante o  presente 

trabalho.            

 Realizaram-se também estudos da atividade xilanásica específica das frações cromatográficas. 

Conforme observado na Figura 55, a atividade xilanásica específica aumentou 

consideravelmente após os passos cromatográficos de gel filtração e troca iônica (CTI), sendo 

inicialmente 3x10-3 atv/ µg de proteína no liofilizado e 19,2 na fração proveniente da CTI.  Em 

um estudo realizado por Duarte et al., 2012, a atividade de xilanase diminuiu 18 vezes com a 

liofilização. Já de acordo com Siqueira et al. (2010a), a atividade de xilanase, produzidas pelo 

fungo A. flavus no engaço de bananeira, após uma cromatografia de gel filtração (S-400), teve 

uma perda de atividade de 47% em comparação com as atividades do extrato bruto. Esses 

autores sugerem que a queda da atividade enzimática é devida a presença de inibidores de 

xilanase que foram produzidos com a degradação dos materiais lignocelulósicos e podem ter 

sido concentrados durante o processo de liofilização.      

       Dois fatores são largamente descritos por 

interferirem nas atividades enzimáticas, o pH e a temperatura, por causarem a modificação da 

carga final da enzima ou uma desestruturação da estrutura tridimensional da molécula (Moreira 

et al., 2008). A atividade enzimática de xilanase das frações provenientes da cromatografia de 

troca aniônica foi investigada em diferentes pH e temperaturas (Fig. 56 e 57). Nos experimentos 

onde ocorreu a variação do pH da solução, os resultados demonstram que as xilanases 

parcialmente purificadas  apresentam uma melhor atividade em pH=4, com  uma atividade 

relevante a pH=5,0 e perdendo gradativamente essa atividade em pH=6, 7, 8 e 9, como também 
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em pH ácido, 3, nas condições experimentais utilizadas.      

  Goyal et al. (2008) estudaram o efeito do pH sobre a produção de xilanase de T. viride 

(S34), a 25 °C, utilizando  de palha de milho a 1% como fonte de carbono. De acordo com os 

resultados obtidos por esses autores a produção máxima ocorreu em um pH ácido (4,0), 

diminuindo com o aumento do pH, resultado esse que corrobora com os obtidos nesse trabalho 

de doutorado.           

 Resultados semelhantes foram obtidos em outro trabalho com um fungo denominado 

Penicillium oxalicum GZ-2. Esse extrato bruto enzimático, obtido da cultura submersa com de 

palha de trigo 2%, exibiu também atividade mais elevada de xilanase em pH= 4,0 e reteve mais 

do que 80% de atividade no intervalo entre os pH 3,0 e 5,0 (Liao et al., 2012). Em trabalho de 

Duarte et al. (2012) uma xilanase produzida pelo Aspergillus oryzae apresentou sua maior 

atividade enzimática em pH=6,0 e em trabalho desenvolvido por Kansoh & Nagieb (2004), uma 

xilanase de Streptomyces galbus apresentou atividade ótima em pH=6,5 e manteve-se estável no 

intervalo de pH 5,0-8,0, após incubação a 4 ° C durante 1 hora, com mais de 80% da sua 

atividade mantida. Terrasan et al. (2010) também avaliaram a produção de enzimas de xilanase 

por Penicillium janczewskii em diferentes pH na cultura submersa com grão de cerveja gasto 

(brewer’s spent grain) a 2% durante 7 dias a 25 ºC. Os maiores níveis (15,19 UI/ml) foram 

observados em pH 6,0 que foram estatisticamente maiores do que os observados em outros 

valores de pH.       Nesse trabalho, foram realizados 

também testes de ensaios enzimáticos com as frações contendo xilanases após a cromatografia 

de troca aniônica variando-se a temperatura de incubação. Nesses observou-se que a atividade 

de xilanase foi maior em temperatura de 50°C. Nesses experimentos, as frações apresentaram 

baixa atividade enzimática de xilanase após serem incubadas a 80°C, provavelmente as enzimas 

desnaturaram-se completamente, ou parcialmente, sendo esse valor muito inferior quando 

comparada com as temperaturas de 40 e 50°C. Esses dados indicam que as enzimas testadas 

parecem não ter termorresistência nessa temperatura. Com esses resultados, propõe-se que 

esses, pH=4,0 e 50°C, sejam os parâmetros ótimos dessas enzimas nas condições experimentais 

testadas. O complexo enzima-substrato também foi testado quanto a sua termorresistência e esse 

apresentou melhor atividade a 40°C, seguido de 50 e 30°C (Figura 58), apresentando uma queda 

brusca de atividade a 60 e 70°C e a perda quase total a 80°C.     

  Outros trabalhos de diferentes pesquisadores também investigaram os diversos 
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comportamentos enzimáticos variando-se a temperatura. Duarte et al. (2012), trabalhando com 

uma xilanase de baixa massa molecular (21.5 kDa) parcialmente purificada e caracterizada, 

obteve como resultado de temperatura ótima de atuação 50 ºC, conforme foi encontrado nesse 

trabalho. Em outro trabalho, uma enzima xilanase, produzida pelo fungo A. niger IBT-90 e 

cultivada no farelo de trigo, manteve a sua atividade na hidrólise da xilana birchwood na faixa 

de temperatura de 4-50°C, sendo que a temperatura ótima para a sua ação foi de 50°C 

(Romanowska et al., 2006), resultado esse que corrobora com o encontrado nesse trabalho para 

a temperatura na qual houve uma maior atividade enzimática. Outro trabalho no qual testou-se o 

extrato bruto de P. oxalicum GZ2 contendo xilanases apresentou uma temperatura ótima de  

50°C (Liao et al., 2012). Nesse trabalho, a atividade enzimática foi menor que 50% entre 20 e 

30ºC ou acima de 70ºC, mantendo-se estáveis a 50-55ºC. No entanto, essa atividade foi quase 

toda perdida em temperaturas acima de 65ºC. Complementarmente, Abdel-Sater & El-Said 

(2001) sugerem que os melhores resultados do efeito da temperatura para xilanases produzidas 

por algumas espécies de fungos filamentosos estão na faixa entre 40° e 60ºC. Em 2004, Kansoh 

& Nagieb, trabalhando com xilanases e mananases de Streptomyces galbus observaram que 

essas possuem uma atividade ótima em 40 e 50°C respectivamente. No entanto, ambas as 

enzimas obtiveram apreciáveis atividades acima de 60°C. Resultados semelhantes foram 

obtidos por Siqueira et al., 2010a, no qual a melhor atividade para xilanase do fungo A. flavus 

no substrato bagaço de cana foi na faixa de temperatura entre 50° e 60°C. No entanto, a 

atividade de xilanase no engaço de bananeira mostrou os melhores resultados em ampla faixa de 

temperatura, mantendo-se praticamente estável entre 40°-70°C na amostra de extrato bruto, 

enquanto essa atividade em frações provenientes de cromatografia de gel filtração (Sephacryl S-

400) foi entre 40° e 55°C.          

    De acordo com Kulkarni et al. (1999), a temperatura ótima para as 

xilanases de fontes bacterianas e fúngicas varia entre 40 e 60°C. Resultados completamente 

diferentes foram relatados para xilanases isolada do fungo termófilo Thermoacus aurantiacus, 

no qual a enzima mantem-se estável entre 40 e 85°C com seu nível ótimo atrelado a 80 °C. 

  Na tentativa de determinação da estrutura primária total ou parcial das xilanases 

presentes nesse substrato realizou-se clivagem da fração proveniente da cromatografia de troca 

aniônica com a enzima tripsina e a purificação desses fragmentos em cromatografia de fase 

reversa (Figura 59). Esse protocolo não se mostrou satisfatório acredita-se que pela baixíssima 
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quantidade de amostra recuperada após a cromatografia, impossibilitando as análises de 

sequência por degradação de Edman e espectrometria de massas.    Outra 

tentativa de visualização e determinação da massa molecular da xilanases foi feita após outra 

cromatografia de fase reversa, dessa vez, utilizando as frações provenientes da cromatografia de 

gel filtração (Figuras 60 A e B). Aqui obtivemos sucesso na visualização das espécimes 

moleculares, mas até o momento não conseguimos nenhum resultado em sequenciamento de 

novo dessas amostras.       Análises por espectrometria 

de massas após cromatografia de fase reversa foram realizadas. Observa-se na Figura do 

espectro de massas (Figura 61), a presença de espécimes moleculares de 6249,8; 9368,05; 

18696,7 e 18831,28 Da. Sugere-se que as relações m/z de 18696,7 e 18831,28 Da correspondem 

aos espécimes carregadas com uma carga positiva. Complementarmente, aquele que apresentou 

relação m/z de 9368,05 Da está carregado com duas cargas positivas e o de 6249,8 Da com três 

cargas positivas. Todavia, sugere-se que a presença de espécimes multi carregados seja 

característica da técnica de espectrometria de massas. Na fração analisada, observou-se também 

a presença de espécimes moleculares de relação m/z de 6198,89; 9296,31; 18559,0 Da (não 

mostradas).      Em estudo coordenado por Duarte et al. 

(2012), o sobrenadante da cultura de A. oryzae foi filtrado e fracionado por ultrafiltração, 

seguida de três passos de cromatografia, o que resultou no isolamento de uma solução 

homogênea de xilanase de baixo peso molecular (Xil-O1) com uma massa de 21,5 kDa, 

determinado pela eletroforese em gel de poliacrilamida na presença de dodecil sulfato de sódio 

(SDS-PAGE) co-polimerizado com 0,1% de xilana oat spelt.     

      Por serem decompositores, os fungos produzem celulases, 

ligninases, e hemicelulases que degradam uma multiplicidade de resíduos lignocelulósicos e 

residuos orgânicos, exercendo uma função vital no ciclo do carbono (Donini, 2006). Um 

complexo celulásico eficiente deve consistir em uma combinação de enzimas, contento endo e 

exocelulases, xilanase, β-glicosidase, pectinases, ligninases dentre outras, cuja avaliação está 

diretamente relacionada em função da composição do substrato submetido à hidrólise 

enzimática (Gusakov et al., 2007). A ação sincronizada das celulases, hemicelulases, pectinases 

e ligninases são vitais para a transformação de resíduos lignocelulósicos em biocombustíveis, 

através da hidrólise enzimática seguida da fermentação (Singhania et al., 2010). 

 



125 

 

 



126 

 

7. CONCLUSÕES  

 A utilização do substrato lignocelulósico da linhaça, como fonte de carbono para o cultivo 

submerso do Penicillium simplicissimum, é uma escolha ecologicamente correta, exequível e de 

baixo custo para a produção de xilanases. Além disso, correlaciona o desenvolvimento 

sustentável com a produção de biocombustíveis pois proporciona o aproveitamento extenso da 

planta (sem que haja o aumento da área plantada) tanto através do óleo (biodiesel) como do 

resíduo gerado por esse processo através do etanol de segunda geração. Outras aplicações 

biotecnológicas como a suplementação na ração animal e na indústria têxtil, dentre outros, 

também possibilita um acréscimo substancial do valor agregado desse substrato, possibilitando 

uma ampliação da utilização biotecnológica através da hidrólise enzimática fúngica, em especial 

do Penicillium simplicissimum no substrato da linhaça. 

 Concentrações menores que 1% de xilose devem ser testadas em outros micro-

organismos a fim de se inferir uma concentração indutora mínima já que 0,04% já foi suficiente 

para aumentar a atividade de xilanase do P. simplicissimum.    

 Celulose microcristalina e xilana foram os substratos que apresentaram os resultados mais 

expressivos da indução da produção de xilanase, sendo que a concentração de 0,5% de xilana 

mostrou a melhor atividade enzimática em ambos os fungos estudados.   

 As enzimas endoglicanase e pectinase foram as que mais tiveram suas atividades afetadas pela 

adição das fontes de nitrogênio deste estudo. Em ambos os fungos analisados como também nas 

duas fontes de carbono testadas (linhaça e pinhão-manso), a suplementação de (NH4)2SO4 e 

caseína propiciaram um aumento da atividade enzimática de pectinase e de endoglicanase 

respectivamente. Torna-se imprescindível, então, avaliar a influência da adição dessas fontes de 

nitrogênio por técnicas de biologia molecular na expressão das enzimas, possibilitando que esse 

conhecimento possa ser aplicado nas respectivas atividades enzimáticas de outros fungos 

utilizados biotecnologicamente. 

 Purificou-se parcialmente enzimas xilanases, utilizando cromatografias de gel filtração e 

troca aniônica. As frações após a última cromatografia apresentaram uma atividade de xilanase 

maior do que a apresentada pelo substrato liofilizado. A otimização dos processos de produção 

e purificação de xilanase do extrato bruto de P. simplicissimum torna-se ainda mais importante 

visto que a atividade xilanásica aumentou consideravelmente durante as etapas de purificação. 
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Diante disso, a determinação de parte da sequência primária das xilanases purificadas também 

será um passo importante.     

As xilanases parcialmente purificadas apresentam atividade ótima em pH=4 e 

temperatura de 50°C. O complexo enzima-substrato mostrou-se estável a 40°C.   

 As frações contendo xilanases após cromatografia de gel filtração seguida de fasse reversa, após 

análises por espectrometria de massas apresentam relação massa/carga de 18831, 26 Da. 
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