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RESUMO 

A indústria do couro é considerada como uma das mais poluentes por utilizar produtos 

tóxicos, além de gerar grandes quantidades de resíduos durante as etapas de curtição. 

Algumas estratégias têm sido tomadas para reduzir os impactos ambientais como, a 

substituição de produtos químicos por proteases na etapa de depilação. Os fungos 

filamentosos são excelentes produtores de protease e, se destacam na indústria pela sua 

diversidade metabólica e alta produção de enzimas extracelular.  O objetivo desse estudo foi 

analisar e comparar a produção, purificação e características bioquímicas de proteases 

produzidas pelos fungos filamentosos Aspergillus terreus 31(saprofítico) e A. terreus CM6 

(endofítico), e avaliar a capacidade depilatória das proteases no couro bovino. Apesar dos 

fungos serem da mesma espécie, houve diferença na produção e na caracterização bioquímica 

das enzimas. A máxima produção protease extracelular ocorreu após 72 horas de fermentação, 

sob agitação constante (110 rpm), em meio líquido Khanna para ambos os fungos.  A melhor 

fonte indutora foi 1% de farelo de trigo e 0.5 % farelo de trigo+ 0.5 % de pena de galinha, pH 

inicial do meio cultura de 6.0 e 6.5 para os fungos A. terreus 31 e A. terreus CM6, 

respectivamente. Os métodos cromatográficos em coluna de troca iônica DEAE-

dimetilcelulose e em coluna de gel filtração Sephadex G-75 foram empregados para a semi-

purificação das enzimas de ambos os fungos. A enzima de A. terreus 31 apresentou 

temperatura ótima de atividade à 50 ºC, e manteve 75.27 % da atividade residual após 60 min 

de encubação, enquanto que a protease  de  A. terreus CM6 apresentou atividade ótima à 55ºC, 

e manteve 51,27 % da atividade residual depois de 60 minutos de incubação à 55 ºC. O íon 

FeSO4 aumentou em 109.92 % e 415.84 % a atividade enzimática para as enzimas de  A. 

terreus 31 e A. terreus CM6, respectivamente.   As proteases tiveram máxima atividade em pH 

6.5, e mantiveram estabilidade do pH 6.5 a 7.0 (A. terreus 31) e do pH 5.5 a 6.5 (A. terreus 

CM6). As proteases foram classificadas como serino protease devido à forte inibição por 

PMSF, e mostraram ser estáveis a diversos solventes orgânicos (metanol, isopropanol, 

acetona, butanol, acetonitrila e DMSO) e surfactantes (tween 60, PEG, triton X 100 e CTAB). 

Ambas as proteases tiveram sucesso na depilação do couro cru utilizando extrato bruto após 

48h de encubação, com 300 U enzima. As proteases produzidas fungos A. terreus 31 e A. 

terreus CM6 apresentam potencial para serem aplicadas na indústria do processamento do 

couro devidos às suas características bioquímicas e por serem produzidas em resíduos 

agroindustriais de baixo custo.  
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Palavras-chave: Aspergillus terreus, peptidases, resíduos agroindustriais, atividade 

depilatória do couro.   
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ABSTRACT 

The leather industry is considered as one of the most polluting to use toxic products, and 

generate large amounts of waste during the stages of tanning. Some strategies have been taken 

to reduce environmental impacts such as the replacement of chemicals by proteases in the 

removal step. Filamentous fungi are producers of protease and stand out in the industry for its 

high metabolic diversity and extracellular enzyme production. The aim of this study was to 

analyze and compare the production, purification and biochemical characteristics of proteases 

produced by filamentous fungi Aspergillus terreus 31 (saprophytic) and A. terreus CM6 

(endophytic), and evaluate the depilatory ability of proteases in cowhide. Although fungi are 

of the same species, there were differences in production and biochemical characterization of 

enzymes. The maximum extracellular protease production occurred after 72 hours of 

fermentation under stirred conditions in liquid medium Khanna both fungi. The inducer 

source was 1% wheat bran and 0.5% wheat bran + 0.5% chicken feather, initial pH optimum 

of 6.0 and 6.5 for the fungi A. terreus 31 and A. terreus CM6, respectively. Chromatographic 

methods of ion exchange column DEAE-dimethylcellulose and column gel filtration 

Sephadex G-75 were effective for semi-purification of protease A. terreus 31, think during the 

biochemical characterization showed optimum activity at 50 ° C, and held 75.27% of the 

residual activity after 60 min of incubation. Since the fungus A. terreus CM6 has optimal 

activity at 55 ° C, and kept 51.27% residual activity after 60 minutes incubation at 55 ° C. The 

FeSO4 ion increased by 109.92% and 415.84% enzyme activity for the enzymes of the fungi 

A. terreus 31 and A. terreus CM6, respectively. Proteases had maximum activity at pH 6.5, and 

maintained stability of pH 6.5 to 7.0 (A. terreus 31) and pH 5.5 to 6.5 (A. terreus CM6). 

Proteases are classified as serine protease due to the strong inhibition by PMSF, and shown to 

be stable to various organic solvents (methanol, isopropanol, acetone, butanol, acetonitrile and 

DMSO) and surfactants (Tween 60, PEG, Triton X-100, and CTAB). Both proteases have 

succeeded in shaving rawhide using crude extract after 48 hours of incubation with 300 U 

enzyme. The extracellular protease production by fungi A. terreus 31 and A. terreus CM6 can 

potentially be applied in the industrial leather processing to be efficient and cheap to use agro 

waste, and its biochemical characteristics.  

 

Keywords: Aspergillus terreus peptidase, agro-industrial waste, depilatory activity leather.  
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1. INTRODUÇÃO 

 

1.1 Proteases  

As proteases ou peptidases (EC 3.4.21-24 e 99) são enzimas que se caracterizam por 

hidrolisar ligações peptídicas (CO-NH), degradando proteínas, resultando em peptídios ou 

aminoácidos livres. São classificadas como hidrolases peptídicas e constituem uma grande 

família de enzimas. Podem ser divididas em dois grupos principais, as endo e exopeptidases. 

As exopeptidases agem clivando as ligações peptídicas próximas às regiões de amino ou 

carboxi-terminal e são denominadas como amino ou carboxipeptidases. Já as endopeptidases 

são caracterizadas pela sua hidrólise preferencial por ligações peptídicas nas regiões interiores 

da proteína.  

Essa família de enzima é classificada também de acordo com o intervalo de pH no 

qual tem atividade mais elevada. São chamadas de ácidas as proteases com maior atividade 

em pH 2.0 a 6.0, proteases neutras em pH 6.0 a 8.0, e proteases alcalinas apresentam alta 

atividade em pH 8.0 a 13.0 (Rao et al., 1998; Souza et al., 2015). 

Também são classificados pelo mecanismo de catálise, como: serino protease, 

aspártico protease, cisteíno protease, metaloprotease. As serino proteases possuem em seu 

sítio ativo o grupo serina. São geralmente ativas em pH neutro e alcalino, com atividade ótima 

do pH 7.0 a 11.0. Dentro do grupo das serino protease destacam-se quimiotripsina, tripsina e 

elastase. Aspártico protease, também são conhecidas como proteases ácidas, são produzidas 

por plantas, animais, protozoários, bactérias e fungos. As aspártico protease geralmente são 

endopeptidases e apresentam resíduos de ácido aspártico no seu sítio ativo. Para a atividade de 

uma cisteíno protease deve haver no seu sítio catalítico os três aminoácidos: cisteína, histidina 

e asparagina. A enzima mais conhecida desse grupo é a papaína. Já as metaloproteases 

apresentam maior diversidade e são caracterizadas pela necessidade de íons metálicos 

bivalentes para exercer atividade catalítica (Souza et al., 2015; Mandujano-González et al., 

2016; Verma et al., 2016) 

Peptidases podem ser produzidas por plantas, animais e microrganismos. As proteases 

estão envolvidas em vários aspectos fisiológicos e no desenvolvimento dos seres vivos, tais 

como degradação de proteínas defeituosas, iniciação da morte celular, modificação pós-

traducional de proteínas, processo inflamatório e coagulação do sangue (Souza et al., 2015).  

Dentre as proteases de origem animal podemos destacar a tripsina e a pepsina, que são 

enzimas digestivas responsáveis pela digestão de proteínas no intestino e estômago. Das 
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proteases produzidas por plantas, as mais conhecidas são a papaína e a bromelina. A papaína é 

extraída do látex de Carica papaya, e a bromelina é extraída da haste e do suco de abacaxi. 

Ambas a muito tempo tem sido utilizada comercialmente no amaciamento de carne. Os 

microrganismos, diferentes dos animais e plantas, são cosmopolitas, produzem enzimas em 

ampla escala e são capazes de produzir uma grande variedade de proteases de forma 

intracelular e extracelular (Veloorvalappil et al., 2013). Em fungos especificamente, as 

proteases exercem o importante papel de formação e germinação dos esporos (Mandujano-

González et al., 2016). 

A protease intracelular exerce importante papel em processos metabólicos e celulares, 

tais como maturação de enzimas e hormônios e a manutenção do banco de proteínas. A 

função de proteases extracelulares é hidrolisar proteínas grandes em menores para absorção 

(Rao et al., 1998).   

  

1.2 Fungos filamentosos 

 

Os fungos filamentosos possuem células unidas pela extremidade formando o filamento 

ou hifa, que é a unidade básica vegetativa. São organismos heterotróficos, ou seja, realizam 

digestão externa na obtenção da fonte energética. Colonizam de forma abrangente o ambiente 

e são caracterizados de acordo com seu modo de vida. Quando se nutrem de matéria orgânica 

morta recebem o nome de fungos saprofíticos (Yike, 2011). Quando habitando tecidos 

saudáveis das plantas acima do solo sem provocar sinal de infecção visível são chamados de 

fungos endofíticos. As hifas dos fungos endofíticos ficam alojadas nos espaços intra e 

intercelulares das partes aéreas das plantas como nas bainhas de folhas e dentro das cascas. 

Sua capacidade de penetrar e colonizar as plantas hospedeiras estão relacionados com a 

produção de enzimas como amilases, lipases e proteases (Corrêa et al., 2014).  

 Devido a sua característica heterotrófica os fungos filamentosos possuem a 

capacidade de produzir extracelularmente diferentes tipos de enzimas. Ganham destaque 

como microrganismos de uso industrial por serem capazes de crescer em substratos de baixo 

custo e de fácil remoção celular quando comparado com bactérias. Das enzimas produzidas 

por fungos podemos destacar glucoamilase, celulase, lipase, lacase, catalase e protease. 

Entretanto, da diversidade de fungos filamentosos encontrados na natureza, poucas espécies 

são exploradas comercialmente como fonte produtora de enzima. O gênero Aspergillus 
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domina o mercado mundial com representantes das espécies A. niger e A. oryzae (Zaferanloo 

et al., 2014; Souza et al., 2015; Kovačec et al., 2016; Mandujano-González et al., 2016). 

O gênero Aspergillus pertence ao Filo Ascomycota, Ordem Euratiales, Familia 

Trichocomaceae. Esse gênero representa o grupo de fungos filamentosos com maior 

diversidade dentro dos ascomicetos. Podem habitar solo, matéria orgânica em decomposição, 

e algumas espécies são parasíticas de plantas, animais e seres humanos. Suas colônias 

geralmente possue coloração verde, marrom, amarelo, bege, branca ou combinação destas 

cores. As espécies mais conhecidas são Aspergillus niger, A. flavus, A. oryzae, A. nidulans, A. 

fumigatus e A. terreus (Pereira et al., 2008; Budak et al., 2014). 

Fungos do gênero Aspergillus possuem muitos representantes saprofíticos, e são 

conhecidos por serem microrganismos de diversidade catabólica e anabólica, característica 

aplicada na indústria. Exemplo da utilidade do gênero é a espécie A. oryzae que é usada na 

fermentação da soja e do arroz para posterior utilização nos produtos tradicionais asiáticos, 

como saquê e molho de soja (Ropars et al., 2012). 

O gênero Aspergillus é conhecido como produtor de protease, mas podemos citar 

também outros gêneros como Penicillium, Rhizopus, Mucor, Humicola, Thermoascus, 

Thermomyces (Souza et al., 2015). Dentro de Aspergillus espécies como A. candidus, A. 

flavus, A. fumigatus, A. melleus, A. niger. A. oryzae, A. sojae e A. sydowi são encontrados na 

literatura como maiores produtoras de protease (Veloorvalappil et al., 2013). 

 

1.3 Condições para produção enzimática 

 

O crescimento contínuo do mercado de enzimas industriais é dependente da 

identificação e caracterização de novas enzimas a partir de fontes naturais e da modificação 

destas enzimas para melhorar o desempenho e o alto nível de expressão enzimática. A 

produção de protease ocorre em um tempo relativamente curto e está sendo melhorada 

significativamente pela utilização de fungos, bactérias e microrganismos geneticamente 

modificados. Apesar da enzima já ser conhecida e comercializada de diversas maneiras, ainda 

é necessário o desenvolvimento de melhores técnicas de produção e novas aplicações destas 

enzimas em áreas inexploradas (Souza et al., 2015). 

A produção de enzimas em larga escala geralmente ocorre sob fermentação submersa, 

onde os fungos são crescidos num sistema líquido. Deste modo, pode-se controlar fatores 
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como pH, temperatura e aeração, além de recuperar facilmente a enzima produzida 

extracelularmente (Mandujano-González et al., 2016).  

Independentemente do método de cultivo ou o organismo a ser utilizado, existe a 

necessidade do estudo para otimização da produção de enzimas. Cada organismo possui sua 

condição especial para expressão enzimática, e a otimização da composição do meio de 

cultura contribui para diminuir os custos e aumentar a produção das enzimas de interesse 

industrial (Corrêa et al., 2014).  

A produção enzimática além de eficiente precisa ter baixo custo para ser aplicada 

industrialmente. Uma maneira de reduzir os custos da produção é a utilização de resíduos 

agroindustriais. Os resíduos são baratos e podem ter um bom potencial como substrato para a 

produção de diferentes produtos como enzimas comerciais produzidas por microrganismos. 

Os resíduos agroindustriais são de grande variedade e tipos, e muitas vezes são considerados 

um problema ao serem descartados pelas indústrias. A fonte de carbono para o processo de 

produção enzimática pode ser fornecida direta ou indiretamente por esses resíduos. Com a 

crescente preocupação no uso e gerenciamento de recursos e resíduos, não somente pelas 

organizações não governamentais como ONGs, mas também pelas grandes e pequenas 

empresas, pode-se desenvolver melhor relação entre custo-eficácia usando resíduos 

agroindustriais baratos disponíveis como resíduos de erva-mate, bagaço de cana, farelo de 

arroz e farelo de trigo (Mukhtar e Haq, 2013; Harangozó e Zilahy, 2015). Muitos estudos da 

produção de protease por fungos filamentos tem obtido sucesso com o uso de resíduos 

agroindustriais (Souza et al., 2015). 

 

1.4 Aplicação Econômica das Proteases 

 

Buscando encontrar soluções sustentáveis, as enzimas tem sido utilizadas 

industrialmente por terem rápida ação, agirem em condições suaves (como temperatura, pH e 

condições atmosféricas), e serem específicas e biodegradáveis (Adrio e Demain, 2014). 

Enzimas como proteases, carboidrases (amilases, celulases e xilanases), lipases e fitases 

lideram a produção e comercialização mundial. São aplicadas em três segmentos de mercado: 

enzimas técnicas (aplicadas em produtos de limpeza, têxtil, couros, álcool como combustível 

e papel); enzimas para alimentos e bebidas; e enzimas para a ração animal (Souza et al., 

2015). Mas a liderança está com as proteases, que representam 60 % do total de enzimas 
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comercializadas em todo o mundo sendo sua maior aplicação na indústria de detergentes, 

laticínio e couro (Cherry e Fidantsef, 2003; Souza et al., 2015). 

 

1.4.1 Proteases aplicadas na indústria de detergentes 

 

O maior destaque da aplicação de proteases está na fabricação de detergentes, sendo 

um dos componentes essenciais empregados na remoção de resíduos de alimentos, sangue e 

secreções corporais, além de compor reagentes de lavagem de lentes de contato e dentaduras. 

Seu papel é hidrolisar moléculas grandes de proteína associadas a manchas difíceis. Para tal 

aplicação, é necessário que a protease seja estável em pH alcalino, altas temperaturas e ter sua 

ação em uma ampla variedade de substratos proteicos. Frequentemente é combinada com 

outras enzimas como amilase, celulase e lipase (Rao et al., 1998; Khan, 2013; Veloorvalappil 

et al., 2013). 

 

1.4.2 Proteases aplicadas na indústria alimentícia 

 

Na produção de queijos, as proteases são usadas na coagulação do leite através da 

hidrólise de ligações peptídicas. Entre as proteases utilizadas neste processo destaca-se a 

quimosina, sendo a protease preferida devido à alta especificidade pela k-caseína (Rao et al., 

1998).  

Na panificação, enzimas proteolíticas podem ser empregadas como aditivos no 

preparo de massas, como por exemplo, proteases de Aspergillus oryzae cuja ação sobre o 

glúten da farinha de trigo afeta a elasticidade e a textura, além de contribuir para redução do 

tempo de mistura da massa e no custo de produção (Souza et al., 2015). 

 

1.4.3 Proteases aplicadas em ração animal 

 

Proteína é o componente principal de rações animais, mas nem todas as proteínas são 

metabolizadas, liberando no ambiente grandes quantidades de compostos nitrogenados através 

do estrume. As proteases podem ser adicionadas na fabricação da ração a fim de melhorar a 

digestibilidade, garantindo uma melhor nutrição além de diminuir a emissão de N20 e amônia 

no ambiente (Jegannathan e Nielsen, 2013).   
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1.4.4 Proteases aplicadas na indústria farmacêutica  

 

As proteases na indústria farmacêutica e cosmética tem aplicação na eliminação de 

queratina na acne ou psoríase, eliminação de calos e degradação humana de pele 

queratinizada e preparação de vacina para terapia dermatofitose. Pode também remover e 

regenerar a cicatriz do epitélio e acelerar o processo de cicatrização (Souza et al., 2015).  

 

1.4.5 Proteases no curtimento do couro 

 

 A indústria de curtume é vasta em todo o mundo, e países como Turquia, China, Índia, 

Paquistão e Brasil ganham destaque na produção mundial (Lofrano et al., 2013). 

Considerando o comércio global de couro, estima-se que esse setor movimente 70 bilhões de 

dólares anualmente. Mas apesar da influência econômica, o curtimento do couro possui uma 

imagem negativa devido aos impactos ambientais gerados pelo uso de produtos químicos 

perigosos como cromo, taninos sintéticos, óleos, resinas, detergentes e a eliminação 

descuidada de resíduos sólidos. Muitos são os processos utilizados na fabricação do couro 

para que um produto cru perecível se torne durável. O processo de depilação convencional do 

couro com o uso de sulfato de sódio resulta em consequências desfavoráveis ambientais, 

como 84 % da demanda bioquímica de oxigênio (BOD), 75 % e 92 % de sólidos suspensos, 

bem como, prejuízos na eficácia de tratamento dos afluentes. Atualmente, tem se aplicado 

duas estratégias para minimizar o impacto negativo da atividade de processamento do couro, 

relacionadas com a substituição de produtos químicos nocivos por produtos menos agressivos, 

e o tratamento das águas residuais (Dixit et al., 2015).  

 Proteases alcalinas podem desempenhar um papel vital no tratamento do couro por 

substituir produtos químicos perigosos envolvidos no processo da fase depilatória e 

curtimento (Souza et al., 2015). Além da depilação, as proteases podem ser utilizadas na 

abertura da matriz da fibra do couro e melhorar a difusão de taninos vegetais. Assim ocorre 

maior absorção de taninos vegetais, melhoria da qualidade do couro e redução da poluição em 

virtude da menor quantidade de produto empregado (Kanth et al., 2009; Gladstone 

Christopher et al., 2014).  
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1.4.6. Processo de fabricação do couro e possível aplicação da protease 

 

Muitas são as técnicas utilizadas no curtimento do couro, mas de forma geral, pode ser 

dividido em quatro etapas: cura, fase preparatória, curtimento e descamação. O processo 

geralmente ocorre dentro de tambores que giram em seu próprio eixo para proporcionar 

contato uniforme dos reagentes com o couro (Morera et al., 2007). 

1- Cura: a pele crua é conservada com a aplicação de sal para evitar a degradação por 

microrganismos. 

2- Fase preparatória: pelos são aparados. Remoção física do excesso de músculo e 

gordura aderente à pele. Dentro dessa fase ocorre: 

Imersão: a pele é hidratada para a recuperação da água perdida durante a cura e, 

possibilitar a abertura das estruturas das fibras; 

Calagem: é realizada a remoção dos pelos com cal (10 a 20 % de cal) e sulfeto de 

sódio (2 a 5 %); 

Desencalagem: por meio de sucessivas lavagens ocorre a remoção do cal e 

posterior adição de sais de amônio para neutralizar o pH; 

Depilação: aplicação de hidróxido de cálcio;  

Desengorduramento: uso de solventes orgânicos e surfactantes para a remoção do 

excesso de tecido adiposo; 

3- Curtimento: é a conversão do couro cru ou pele em um material estável, flexível, sem 

putrefação. No início deste processo o pH 3.0 e no final o pH é aumentado. O 

curtimento do couro é feito com a reação entre a pele e o sal trivalente de cromo. O 

couro é imergido em bicarbonato de sódio ou ácido sulfúrico para o branqueamento e 

remoção de taninos da superfície da pele. Após a descoloração, ocorre o curtimento 

vegetal (duração de até 3 semanas) para a coloração do couro. São adicionados taninos 

sintéticos, óleos e resinas para tornar o couro mais macio. 

4- Descamação/ decapagem: Nesta etapa ocorre o desbaste, recurtimento e lubrificação 

do couro. Há o aumento da acidez para permitir a penetração de taninos e cromo na 

pele. Nesta fase ocorre novamente a hidratação, depilação, re-cromagem, 

neutralização do pH, re-curtimento (a pele é tratada com sais de cromo, substâncias 

vegetais, aldeídos e óleos), tingimento, engorduramento, clareamento, secagem, 

condicionamento, polimento. 
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Finalmente, ocorre o acabamento que aumenta a resistência da cor de manchas e 

arranhões, ocorre o alisamento e esticamento do couro, secagem, condicionamento, polimento 

e revestimento. O revestimento da superfície que inclui a lubrificação, escovação, cobertura, 

impregnação e polimento.  

Dentro da fase preparatória e descamação, uma maneira alternativa a depilação e ao 

desengorduramento é a aplicação de proteases e lipases. As lipases podem substituir o uso de 

solventes orgânicos, já que são capazes de degradar triglicerídeos em glicerol e ácidos graxos. 

As proteases podem substituir o uso de sulfeto de sódio e o cal durante o processo de 

depilação. (Lofrano et al., 2013; Dixit et al., 2015; Kanagaraj et al., 2015).  
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2.  OBJETIVO GERAL  

 

Analisar e comparar o padrão de produção, purificação e características bioquímicas 

de proteases produzidas por Aspergillus terreus 31 (endofítico) e Aspergillus terreus CM6 

(saprofítico) visando a aplicação biotecnológica das enzimas no processamento do couro. 

 

2.1 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 

i) Avaliar diferentes parâmetros da fermentação submersa na produção de 

protease tais como: fonte de carbono, fonte de nitrogênio, pH inicial do meio 

de cultura, estado fermentativo (estacionário e agitado) e tempo de 

crescimento; 

ii) Purificar e caracterizar bioquimicamente as proteases extracelulares quanto ao 

efeito de: temperatura, pH, estabilidade a temperatura e pH,  íons, solventes 

orgânicos, surfactantes e inibidores  

iii) Avaliar a capacidade depilatória do couro cru utilizando proteases 

extracelulares.  
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3. MATERIAIS E MÉTODOS  

 

3.1 Isolamento, identificação e manutenção dos microrganismos 

Para os experimentos foram utilizados duas cepas de fungos da espécie Aspergillus 

terreus. O fungo Aspergillus terreus CM6 (saprofítico) foi isolado de folhas em decomposição 

de Brachiara brizantha (Hochst) Stap na base experimental da Embrapa Gado de Corte em 

Campo Grande, MS. O fungo A. terreus 31 (endofítico) foi isolado de folhas de Memora 

peregrina (Miers) Sandwith (Bignoniaceae), uma espécie nativa do Cerrado de Mato Grosso 

do Sul. Os fungos foram identificados morfologicamente pela Prof.ª Dr.
a
 Cristina Maria Mota 

responsável pela Micoteca da Universidade de Recife – URM (PE, Brazil) e depositados na 

Micoteca da Universidade Federal de Mato Grosso do Sul (CCBS). Os fungos são mantidos 

em tubos de ensaio contendo meio sólido de Ágar Dextrose Batata (BDA, Oxoid, UK) à 30
o
C 

por 5-7 dias e posteriormente conservados a 4
o
C, podendo ser utilizadas por até 30 dias de 

estocagem.  

 

 

3.2 Cultura monospórica e obtenção dos conídios  

Para a obtenção de colônias monospóricas seguiu-se a metodologia de Mello (2011), 

onde foram realizadas diluições de esporos em solução de NaCl (0,085 %) até a concentração 

inferior a 9,5 x 10
6
 células/mL. Posteriormente, inoculou-se a solução em meio BDA. A partir 

de uma única colônia formada, foi realizado novo repique em meio BDA. Desse novo repique 

obteve-se então a colônia mãe do qual partiram os repiques subsequentes.  

Os conídios obtidos a partir das colônias monospóricas foram colhidos por uma 

suspensão aquosa, acrescentando-se 25 mL de água destilada estéril no tubo e raspando-se a 

superfície da cultura com um pipeta. O volume de 1 ml dessa suspensão contendo 

aproximadamente 10
8
 conídios foram utilizados para inóculo no meio líquido.  
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3.3 Fluxograma de atividades desenvolvidas 

 

A figura 1 representa o fluxograma das etapas realizadas para produção, purificação e 

caracterização bioquímica das proteases produzidas neste trabalho. 

 

Figura 1. Fluxograma das etapas de fermentação, purificação e caracterização bioquímica das 

proteases produzidas por Aspergillus terreus 31 e Aspergillus terreus CM6. 

 

3.4 Meio de cultura e condições de crescimento 

 A produção das proteases pelos fungos A. terreus 31 e A. terreus CM6 foi realizada em 

meio líquido Khanna (Khanna et al., 1995) cuja composição está descrita abaixo:  

NH4NO3 (2%); KH2PO4 (1,3%); MgSO4. 7 H2O (0,36 %); KCl (0,0098%); ZnSO4. 

H2O (0,007%); MnSO4. H2O (0,013%); Fe2(SO4)3. 6 H20 (0,0066%); CuSO4. 5 H2O 

(0,0062%), Extrato de Levedura (0,1%), água destilada q.sp 100 mL. Após o preparo o meio 

foi autoclavado à 121°C por 20 minutos.  

Os fungos foram inoculados em suspensão de 25 mL de água utilizando 10
8
 conídios e 

transferidos para o meio líquido, conforme descrito no item 3.2. Após o crescimento, o 

material fermentado foi filtrado em papel filtro o sobrenadante utilizado como fonte de 

enzima extracelular. 

Vários parâmetros influenciam a produção de enzimas durante a fermentação em 

estado líquido, assim avaliamos as melhores condições na produção de protease em relação a 
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fonte de carbono, fonte de nitrogênio, pH inicial do meio de cultura, tempo de crescimento e 

estado fermentativo (agitado e estacionário).  

Para os testes de fonte de carbono, fonte de nitrogênio e pH inicial do meio de cultura, 

os fungos crescerem em frascos de Erlenmeyer de 125 mL contendo 25 mL do meio líquido 

Khanna (Khanna et al., 1995), sob condição agitada (110 rpm), durante 72 horas à 30 ºC. 

O primeiro parâmetro avaliado foi à utilização de fonte de carbono alternativa 

originada de resíduos agroindustriais, como farelo de trigo e pena de galinha. Os fungos 

foram crescidos em meio líquido Khanna com 1% de farelo de trigo, 1% de farelo de pena de 

galinha ou a mistura de 0,5% de farelo de trigo + 0,5% de farelo de pena de galinha 

(Farelo/Pena). A pena de galinha foi previamente lavada, autoclavada e triturada, para assim 

aumentar a superfície de contato com o micélio fúngico.  

Após a padronização da melhor fonte de carbono, foi avaliada a suplementação com 

fontes orgânicas e inorgânicas de nitrogênio. Foram adicionados ao meio de cultura 1% de 

Peptona, Albumina, (NH4)2SO4 ou NaNO3. Em seguida, avaliou-se a influência do pH inicial 

do meio de cultura, no qual os fungos foram crescidos em meio líquido Khanna com 

pHvariando de 4.0 a 8.5 (com acréscimo de 0.5).  

 Finalmente, para a otimização do tempo de crescimento e estado fermentativo os 

fungos cresceram em frascos Erlenmeyer de 500 mL contendo 100 mL do meio líquido 

Khanna, por um período de 24 a 144 horas sob condição agitada (em mesa agitadora orbital, 

110 rpm) e sob condição estática (em estufa), a temperatura de 30 ºC. Em intervalos de 24 

horas retirou-se alíquotas de 2 mL que foram centrifugadas durante 15 minutos a 8.000 gx, 

para separação do micélio. Foi necessário quadruplicar o volume de meio líquido neste 

experimento para a retirada das alíquotas devido ao crescimento da massa micelial ser 

excedente ao volume de 25 mL quando ultrapassada às 72 horas. O sobrenadante foi utilizado 

nas dosagens de ensaio enzimático e quantificação de proteínas.  

Os resultados foram expressos em U/mL. Entretanto, os resultados para o influência 

do pH inicial do meio de cultura foram apresentados em atividade relativa, onde o pH com 

maior indução na produção enzimática foi considerado como 100%. Para cada parâmetro 

fermentativo foram realizados três testes independentes, e os valores representaram à média e 

desvio padrão.  
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3.5 Determinação da atividade proteolítica. 

A atividade da protease foi determinada utilizando-se caseína como substrato, 

conforme a metodologia descrita por SARATH et al (1996). A mistura da reação foi composta 

por tampão fosfato de sódio monobásico 50 mM pH 6.5, solução de caseína 1% e100 μL 

enzima devidamente diluída. A temperatura de incubação inicialmente foi de 35 °C, e foi 

alterada para 50 ºC e 55 ºC para as proteases dos fungos Aspergillus terreus 31 e A. terreus CM6 

respectivamente após estabelecer a temperatura ótima da enzima. O tempo da reação foi 

contabilizado e a atividade proteolítica mensurada em unidade de atividade em função do 

tempo de reação. A reação foi interrompida pela adição de ácido tricloroacético (TCA) 10%. 

Os tubos foram centrifugados por 15 minutos a 10.000 xg, e o sobrenadante utilizado para 

leitura em espectrofotômetro em 280nm. A atividade proteolítica foi expressa em unidade por 

mL (U/mL), definida como a quantidade de enzima necessária para promover a liberação de 1 

μmol de Try/min nas condições de ensaio. O valor de atividade específica foi obtido 

calculando a razão entre atividade enzimática (U/mL) e proteínas totais (mg de proteína/mL). 

 

3.6 Quantificação de proteínas 

 

A quantificação de proteínas foi realizada segundo o método de Lowry et al. (1951), 

utilizando-se albumina bovina sérica como padrão. A concentração de proteína foi definida 

em mg de proteína/mL 

 

3.7 Purificação de protease extracelular 

Os fungos Aspergillus terreus 31 foi cultivado em 1 L de meio líquido Khanna, e o 

fungo A. terreus CM6 em 500 mL de meio líquido Khanna, sob as condições ótimas de 

produção da enzima. Os extratos enzimáticos obtidos foram utilizados para dar 

prosseguimento aos estudos de purificação e caracterização bioquímica.  

O sobrenadante do cultivo, considerado como extrato bruto produzido por cada fungo 

foi submetido as mesmas etapas de purificação, onde primeiramente foram exaustivamente 

dialisados contra água e liofilizados. O material liofilizado foi ressuspenso em 6 mL de 

tampão fosfato de sódio 50 mM pH 7.0 e aplicado em coluna de troca iônica DEAE-celulose 

(Dietilaminoetil celulose) (1.5 x 5 cm), pré-equilibrada com o mesmo tampão e eluída com 

gradiente de 0-1 M de NaCl. Frações de 2 mL foram coletadas por tubo, sendo estas 
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submetidas a leitura de proteína a 280 nm e atividade proteolítica. Os tubos com pico de 

atividade enzimática foram reunidos, dialisados exaustivamente contra água e liofilizados. A 

amostra liofilizada foi diluída em 2 mL de tampão fosfato de sódio 100 mM, pH 7.0 com 

acréscimo de 100 mM de NaCl e aplicada em coluna Sephadex G-75 (3.5 x 65cm), 

equilibrada com o mesmo tampão da amostra. A eluição foi feita coletando-se frações de 2 

mL por tubo. Os tubos foram dosados quanto a atividade de protease e proteína, e aqueles que 

apresentaram maior atividade enzimática foram reunidos, dialisados e liofilizados. A amostra 

após coluna Sephadex G-75 liofilizado foi resuspendida em 2 mL de água deionizada e 

utilizada para análise do grau de pureza em gel de poliacrilamida (SDS-PAGE) e 

caracterização enzimática. 

 

3.8. Eletroforese em gel de poliacrilamida em condição desnaturante (SDS-PAGE) 

As alíquotas com amostras de proteína resultante de cada etapa do processo de 

purificação, foram analisadas por eletroforese sob condição desnaturante em gel SDS-PAGE 

(Laemmli, 1970). Foram utilizadas géis em placa (9.5 x 8.0cm) na concentração de 10 % de 

acrilamida. As amostras foram diluídas em tampão de amostra (β-mercaptoetanol, azul de 

bromofenol, SDS, glicerol e H2O), aquecidas por 5 minutos a 96 ºC e submetidas a 

eletroforese. Utilizou-se uma corrente de 70 mA/placa e uma voltagem constante de 120 V. 

Após o procedimento, os géis foram retirados da placa e a revelação de proteínas foi feita com 

Coomassie Brilhante Blue R-250 (Sigma) ou Coomassie Brilliant Blue G (Sigma- Aldrich). 

 

3.9. Caracterização Bioquímica das Proteases Semi-purificadas 

3.9.1 Influência da temperatura e termoestabilidade na atividade enzimática 

A influência da temperatura na atividade das proteases foi investigada em 

temperaturas de 30 a 70 ˚C, com variação de 5 ˚C. A estabilidade térmica foi determinada 

incubando as enzimas diluídas em água nas temperaturas de 45 a 50 ˚C (com variação de 5 

˚C), em tempos de 15, 30, 45 e 60 minutos. Posteriormente, a atividade residual das enzimas 

foi dosada conforme descrito no item 3.5. Os resultados foram expressos em atividade 

relativa, sendo o controle (100 %) a temperatura com maior valor de atividade enzimática.  
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3.9.2 Influência do pH e estabilidade da enzima ao pH 

A determinação do pH ótimo para a atividade proteolítica foi realizada na temperatura 

ótima da atividade enzimática, com a variação de diferentes valores de pH utilizando-se os 

tampões McIlvaine (pH 3.5 ao 8.0; incremento de 0.5) e Ácido 3-[cyclohexilamino]-1-

propano sulfônico (CAPS) (pH 9.5, 10.0, 11.0, 11.5, concentração de 100 mM). Os resultados 

foram expressos em atividade relativa, considerando o pH 6.5 como 100 %. 

A estabilidade de pH foi estudada com incubação da enzima por 1 hora a 4 ˚C em pH 

5.5, 6.0, 6.5, 7.0 e 7.5, seguido da dosagem residual da atividade enzimática segundo a 

metodologia estabelecida. Os resultados foram expressos em atividade relativa, considerando 

o maior valor de atividade enzimática como o 100 %. 

 

3.9.3 Efeito de íons na atividade enzimática 

 A influência de íons na atividade de protease foi investigada nas condições de ensaio 

(descrito no item 3.5) na concentração final de 5 mM. Os resultados foram expressos em 

atividade relativa, sendo o controle (100 %) sem adição de íons. 

 

3.9.4. Efeito de solventes orgânicos na atividade enzimática 

Para efeito de solventes orgânicos a enzima foi incubada em concentração de 1:1 com 

os solventes: Metanol, Isopropanol, Acetona, Butanol, Sulfóxido de Dimetilo (DMSO) 

previamente diluídos em concentração de 20 %. A incubação foi realizada em temperatura 

ambiente, durante 10 minutos. Posteriormente, dosou-se a atividade residual de acordo com as 

condições de ensaio descrito no item 3.5. Os resultados foram expressos em atividade relativa, 

sendo o controle (100 %) sem adição de solvente. 

 

3.9.5. Efeito de surfactantes na atividade enzimática 

O efeito de surfactantes na atividade proteolítica foi analisado com a presença de 

Tween 60, Polietileno glicol (PEG), Triton X 100, Dodecil Sulfato de Sódio (SDS), 1,4 

Diotritol (DTT) e Bromido Centrimônio (CTAB). Todos os surfactantes foram previamente 

diluídos a 20 %. A enzima foi incubada com concentração de 1:1 dos surfactantes durante 1 
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hora a temperatura ambiente. Posteriormente a atividade residual foi dosada conforme 

descrito no item 3.5. Os resultados foram expressos em atividade relativa, sendo o controle 

(100 %) sem adição de solvente. 

 

3.9.6. Efeito de inibidores de protease na atividade enzimática 

O efeito de inibidores na atividade enzimática foi avaliado utilizando-se os seguintes 

compostos: Fluoreto de Fenilmetilsulfonila (PMSF), Etilenodiaminotetraacetato Dissódico 

(EDTA), Pepstatina e β-Mercaptoetanol. A enzima foi incubada durante 10 minutos em 

temperatura ambiente com os inibidores em concentração de 10 mM. Posteriormente, dosou-

se a atividade residual de acordo com as condições de ensaio descrito no item 3.5. Os 

resultados foram expressos em atividade relativa, sendo o controle (100 %) sem adição de 

inibidores.  

 

3.10. Atividade depilatória e avaliação visual do couro tratado 

Pedaços de couro bovino foram utilizados para o experimento de depilação. 

Primeiramente, as amostras passaram por um processo de descarne seguido por processo de 

desengorduramento. As peles foram lavadas em água corrente e cortadas em pedaços de 

aproximadamente 5 cm
2 

para o experimento de depilação.  

 A atividade depilatória foi avaliada de acordo com a metodologia adaptada de Rai e 

Mukherjee (2010) e Pandeeti et al. (2011). Os pedaços de couro cru bovino foram 

submergidos em 10mL de tampão fosfato de sódio 50mM, pH 6.5 com 100 ou 300 unidades 

de protease bruta dos fungos Aspergillus terreus 31 e A. terreus CM6. O couro foi incubado a 

30˚C, em tempos de 24 e 48 horas, sob agitação (50 rpm). Foi considerado como controle o 

pedaço de couro sem a adição de unidade de enzima. Para a avalição da atividade depilatória, 

após o tempo de incubação, os pelos foram gentilmente puxados com o auxílio de uma pinça.  

As peles foram analisadas quanto a 2 aspectos principais, comparadas ao controle: 

1. Presença ou ausência de áreas depiladas; 

2. Desprendimento ou não de pelos quando submetidos à ação mecânica com uma pinça.   
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4. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

4.1 Otimização dos processos fermentativos para a produção de protease extracelular. 

A expressão de inúmeras enzimas produzidas por fungos é regulada em resposta aos 

sinais do ambiente (Yike, 2011). A produção enzimática dentro do gênero Aspergillus é 

altamente dependente da fonte de nitrogênio e carbono (Fleißner e Dersch, 2010). A protease, 

especificamente, a também apresenta esta dependência na sua produção, , assim como por, 

fatores físicos, como aeração, pH e tempo de crescimento (Souza et al., 2015). Mesmo que os 

fungos sejam semelhantes, alterações do rendimento da produção de protease podem ser 

causadas pela diferença genética (Oyeleke et al., 2010). Sendo assim, avaliar esses fatores 

pode garantir uma maior produtividade enzimática, diminuir tempo e os custos de produção.  

Iniciamos a otimização do meio de cultura avaliando a influência da fonte de carbono 

na produção de protease extracelular, condição capaz de aumentar significativamente os 

níveis de enzima produzida (Hernández-Domínguez et al., 2014). Foram avaliados como 

fonte de carbono os resíduos de origem agroindustrial, a fim de reduzir custos de produção 

além de ser uma alternativa no aproveitamento de resíduos. Os fungos foram crescidos com 

1% de farelo de trigo, 1 % de pena de galinha ou a mistura 0.5 % de farelo de trigo + 0.5 % de 

pena de galinha. Na figura 2 é possível observar que o perfil de produção enzimática entre os 

dois fungos é semelhante. A melhor produção de protease ocorreu com 1 % de farelo de trigo 

(11.48 U/mL) para o fungo Aspergillus terreus 31 (Figura 2A), seguido da mistura de pena de 

galinha + farelo de trigo (10.11 U/mL). Já para o fungo A. terreus CM6 (Figura 2B) a maior 

produção enzimática foi com mistura de 0.5 % de farelo de pena de galinha + 0.5 % de farelo 

de trigo (9.88 U/mL), seguido de farelo de trigo (9.50 U/mL). 

A agroindústria produz resíduos muitas vezes descartados que podem conter fontes 

importantes de nutrientes. No aproveitamento de resíduos agroindústriais em processo 

biotecnológicos são geradas quantidades insignificantes de poluentes, e a utilização de 

microrganismos no manejo de resíduos representa baixo consumo energético se comparado 

com aterro sanitário e incineração. Devido a versatilidade dos microrganismos, diferentes 

tipos de produtos podem ser obtidos dependendo do método utilizado e a natureza dos 

resíduos a serem processados. Resíduos produzidos pela agroindústria podem ser fontes 

alternativas para o crescimento microbiano, para a produção de biomassa ou de enzimas de 
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interesse biotecnológico como proteases, que foram produzidas em farelo de trigo e pena de 

galinha (Haruta et al., 2005; Vandamme, 2009).   

Devido aos valores de atividade de protease serem próximos quando comparado com 

farelo de trigo e a mistura farelo de trigo e pena de galinha, atribui-se que o farelo de trigo 

seja o responsável pela alta produção enzimática. 

 Dentre os resíduos agroindustriais, o farelo de trigo é produzido em todo o mundo em 

grandes quantidades como um importante subproduto da indústria de cereais, e se destaca 

como a fonte de carbono indutora na produção de protease e outras enzimas (Souza et al., 

2015). Das enzimas produzidas utilizando farelo de trigo como indutor, podemos citar a β-

1,4-glucosidase produzidas por Aspergillus niger NRRL (Abdella et al.), xilanase e celulase 

por A. fumigatus ABK9 (Das et al., 2013), lacase e xilanase por A. niveus RP05 (Nogueira et 

al., 2015), amilase por Aspergillus 6V4 (Celestino et al., 2014) e protease por A. oryzae 

(Oyeleke et al., 2010). Além disso, o farelo de trigo pode ser frequentemente usado como 

substrato para diversos processos biotecnológicos como na produção de massa alimentícia 

funcional (Pasqualone et al., 2016), produção de bioetanol (Cripwell et al., 2015) e na 

produção de xilooligossacarídeos industriais (Wang e Lu, 2013).   

O farelo de trigo possui aproximadamente 18 % de proteína e 62 % de carboidratos. 

Tem tamanho de partícula que pode variar de 1.5 a 3 mm, o que garante uma maior superfície 

de contato e permite maior distribuição de nutrientes (Zanphorlin et al., 2010). Tais 

características podem ter sido essenciais para a indução das proteases extracelulares pelos 

fungos A. terreus 31 e A. terreus CM6. 

 Visando a produção de protease extracelular para a depilação do couro, utilizamos 

penas de galinhas como fonte de carbono para induzir a produção de queratinases. Apesar das 

penas das aves serem compostas essencialmente por 90 % de queratina, e pobre em nutrientes, 

foi capaz de induzir a produção de protease extracelular pelos fungos A. terreus 31 e A. terreus 

CM6. Resultados semelhantes foram encontrados no trabalho de (Rodrigues Marcondes et al., 

2008), onde diversos fungos inclusive do gênero Aspergillus, cresceram usando apenas pena 

de galinha como fonte de carbono e nitrogênio. 

 Queratinas são proteínas fibrosas, insolúveis em água, resistentes a ácidos fracos, 

alcalinos e solventes orgânicos. Devido a numerosas ligações dissulfeto em sua estrutura e o 

arranjo em folha β, as penas são difíceis de serem hidrolisadas por proteases comuns como 



   

33 
 

tripsina ou pepsina. No entanto, organismos capazes de utilizar a queratina como fonte de 

carbono e nitrogênio são capazes de produzir queratinases (Gibson et al., 2013).  

  Todo resíduos de queratina provenientes das penas disponível da indústria de 

processamento de aves, pode ter um destino ambientalmente amigável. Exemplos dessa 

aplicação está como fonte de aminoácido na nutrição animal ou como fonte indutora de 

produção de proteases (Bertsch e Coello, 2005; Rodrigues Marcondes et al., 2008). A 

produção de protease extracelular pelos fungos A. terreus 31 e A. terreus CM6 utilizando pena 

de galinha como fonte de carbono pode contribuir para o melhor aproveitamento desses 

subprodutos da agroindústria.  
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Figura 2. Influência da fonte de carbono na produção de protease extracelular. (A) 

Aspergillus terreus 31 (B) Aspergillus terreus CM6. Condições: Os fungos cresceram em meio 

líquido Khanna, a 30 ºC, durante 72 sob condição agitada (110 rpm) com 1% de farelo de 

trigo; 1% de pena de galinha; ou 0.5% de farelo de trigo + 0.5% de pena de galinha 

(Farelo/Pena).

Farelo de trigo Pena galinha Farelo/Pena
0

2

4

6

8

10

12

A
ti
v
id

a
d
e
 p

ro
te

a
s
e
 (

U
/m

L
)

Fonte de Carbono

A

Farelo de trigo Pena galinha Farelo/Pena
0

2

4

6

8

10

12

A
ti
v
id

a
d
e
 p

ro
te

s
e
 (

U
/m

L
)

Fonte de Carbono

B



   

35 
 

 A fonte de nitrogênio afeta o crescimento celular e a formação do produto em 

microrganismos. Sua origem e concentração podem induzir ou reprimir a produção 

enzimática (Wang et al., 2005). Embora as fontes de nitrogênio complexas sejam 

normalmente utilizadas para a produção de protease, as exigências da suplementação são 

específicas de acordo com cada organismo (Souza et al., 2015). Sendo assim, para o teste de 

influência de fontes de nitrogênio, os fungos foram crescidos com a adição de 1 % de fontes 

orgânicas e inorgânicas de nitrogênio. 

Os resultados da tabela 1 mostram que a adição de fonte de nitrogênio ao meio de 

cultura reduziu a produção de protease extracelular para ambos os fungos testados. A fonte de 

nitrogênio (NH4)2SO4 reduziu em 27.59 % a produção de protease extracelular para os fungos 

A. terreus 31, e 46.43 %, para o fungo A. terreus CM6. As fontes orgânicas de nitrogênio, 

peptona e albumina inibiram em maior porcentagem a produção para A. terreus CM6 (89.1 %), 

e A. terreus 31 (90.7 %) respectivamente. 

Níveis elevados de produtos finais, tais como aminoácidos, amônia e fontes 

metabolizáveis de carbono podem reprimir a produção de protease (Souza et al., 2015). Os 

resultados sugerem que as fontes de nitrogênio presente no meio de cultura e na fonte de 

carbono são adequadas para a produção de protease extracelular, e a suplementação tenha 

causado repressão metabólica. Com as fontes de carbono, e as soluções de sais presentes no 

meio Khanna em concentrações apropriada sem a necessidade de suplementação, podemos 

garantir produção de protease pelos fungos A. terreus CM6 e A. terreus 31sem o aumento do 

custo durante o processo. 

Tabela 1. Influência de fontes de nitrogênio na produção de protease extracelular. 

 Aspergillus terreus 31 Aspergillus terreus CM6 

 Atividade Relativa (%) Atividade Relativa (%) 

Controle 100 (± 0.21) 100 (± 0.04) 

Peptona 18.94 (± 1.11) 10.90 (± 0.37) 

Albumina 9.30 (± 0.17) 24.59 (± 0.18) 

(NH4)2SO4 72.41 (± 1.20) 53.57 (± 0.33) 

NaNO3 58.51 (± 0.81) 38,97 (± 0.18) 

Condições: os fungos cresceram em meio líquido Khanna, a 30 ºC, durante 72 sob condição 

agitada (110 rpm) com 1 % de fonte de nitrogênio e 1 % da melhor fonte de carbono para 

cada fungo. Controle: sem a suplementação de fonte de nitrogênio. 
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O pH inicial do meio de cultura é capaz de afetar a função da membrana celular, 

morfologia da célula, solubilidade de sais, absorção de nutrientes e a biossíntese de produtos, 

e consequentemente a produção de protease. Mesmo dentro da espécie ou até mesmo de 

isolados fúngicos é possível encontrar diferenças de crescimento em diferentes pHs (Hung e 

Trappe, 1983; Fang e Zhong, 2002). Com o intuito de avaliar a influência do pH inicial, os 

fungos foram crescidos em meio líquido Khanna com pH variando de 4.0 a 8.5 (com 

acréscimo de 0.5). 

Na figura 3 (A e B), podemos observar que os fungos são capazes de produzir protease 

extracelular em uma faixa extensa de pH. Para o fungo A. terreus 31 há tendência de produção 

de protease em pHs mais ácidos do que o fungo A. terreus CM6. Na figura 3A foram 

observados três picos de produção enzimática para A. terreus 31, com máxima produção em 

pH 6.0, pH 7.5, obtendo o terceiro pico em pH 4.5. Já na figura 3B observamos que para o 

fungo A. terreus CM6 a produção de protease ocorreu na faixa de pH 5.5 a 6.5, com maior 

produção em pH 6.5, seguido do pH 6.0 e pH 5.5. 

Altas produções enzimáticas em diferentes pHs sugerem que os fungos A. terreus 31 e 

A. terreus CM6 apresentam plasticidade fenotípica e consequentemente diversidade molecular, 

podendo ser evidência para a capacidade de produção de diferentes tipos de proteases e de 

outras enzimas. Na literatura podemos encontrar exemplo semelhante, onde o fungo 

Alternaria alternata que mostrou habilidade de produção de protease numa faixa de pH 3.0 ao 

9.0, indicando que diferentes condições são adequadas para a produção de protease 

(Zaferanloo et al., 2014). Os resultados também sugerem a habilidade em produzir diferentes 

tipos de proteases, já que a produção de enzima é regulada pelo pH do ambiente, e o tipo de 

protease é relacionada  ao pH do meio de cultura (Maccheroni Jr et al., 2004).   
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Figura 3. Influência do pH inicial do meio na produção de protease extracelular. (A) 

Aspergillus terreus 31 (B) Aspergillus terreus CM6. Condições: os fungos cresceram em meio 

líquido Khanna; variando o pH de 4.0 a 8.5 (com incremento de 0.5); 1% da melhor fonte de 

carbono para cada fungo, a 30 ºC, durante de 72 horas, sob condição agitada (110 rpm).   
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Para a otimização do tempo de crescimento e estado fermentativo, os fungos 

cresceram por um período de 24 a 144 horas sob condição agitada (em mesa agitadora orbital, 

110 rpm) e sob condição estática (em estufa). Na figura 4 (A e B), podemos observar que a 

influência do tempo e a condição do crescimento para a produção de protease foi semelhante 

para ambos os fungos. O pico de atividade enzimática foi observado em 72 horas de 

crescimento sob condição agitada para A. terreus 31 (Figura 4A) e A. terreus CM6 (Figura 4B), 

com valores de 20.63 U/mL e 19.41 U/mL respectivamente, e após esse período houve um 

declínio na produção enzimática. Podemos destacar que sob condição agitada a produção de 

protease extracelular é superior em comparação com a condição estática. A maior produção 

sob condição agitada pode ser atribuída a transferência de calor e a dispersão de oxigênio de 

forma homogênea com os componentes do meio de cultura (Cui et al., 1998).  

Os fungos A. terreus 31 e A. terreus CM6 foram capazes de produzir protease em menor 

tempo que o fungo A. terreus (Niyonzima e More, 2013), que obteve máxima enzimática após 

120 horas de crescimento. O tempo de 72 horas foi ótimo também para a produção de 

protease por Aspergillus oryzae (Sandhya et al., 2005), A. oryzae LBA01 (De Castro e Sato, 

2014) e por Chryseobacterium taeanense TK U001 (Wang et al., 2008), entretanto, 

Chryseobacterium taeanense TK U001 (14 U/mL) teve produção inferior em comparação 

com A. terreus 31 e A. terreus CM6.   
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Figura 4. Influência do tempo e condição de crescimento na produção de protease 

extracelular. (A) Aspergillus terreus 31 (B) Aspergillus terreus CM6. Condições: os fungos 

cresceram em meio líquido Khanna, 1 % da melhor fonte de carbono para cada fungo, a 30ºC, 

durante de 24 a 144 horas, sob condição (■) agitada (110 rpm) e (●) estática. 
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4.2. Purificação das proteases extracelular 

Para o processo de purificação o fungo Aspergillus terreus 31 foi cultivado em 1L de 

meio líquido Khanna, com 1 % de farelo de trigo como fonte de carbono, enquanto o fungo A. 

terreus CM6 foi cultivado em 500 mL de meio líquido Khanna, com 0.5 % de farelo de trigo + 

0.5 % de pena de galinha. O crescimento ocorreu durante 72h, a 30 ºC sob condição agitada 

(110 rpm). Após o tempo de crescimento, os extratos enzimáticos obtidos foram utilizados 

para dar prosseguimento as etapas de purificação. O resumo das etapas de purificação da 

protease extracelular produzida pelos fungos A. terreus 31 e A. terreus CM6 estão apresentados 

nas tabelas 2 e 3, respectivamente. 

Alguns processos cromatográficos foram empregados na tentativa de purificar as 

proteases dos fungos estudados. As proteases de ambos os fungos não aderiram a coluna a 

coluna de troca iônica DEAE-dimetilcelulose, sendo eluída nos primeiros tubos coletados. 

Subsequentemente, a fração de amostra foi aplicada em coluna de gel filtração Sephadex G-

75, que é capaz de separar proteínas de acordo com o seu peso molecular. 

A purificação da protease do fungo A. terreus 31 obteve 6.42 % de rendimento e foi 

purificada 2.29. Já protease A. terreus CM6 teve rendimento de 1.19 % foi purificada 0.75.  
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Tabela 2. Purificação protease extracelular de Aspergillus terreus 31 

Etapas 

Purificação 

Proteínas 

Totais 

Atividade 

Total 

Atividade 

Específica 
Purificação Rendimento 

(mg) (U) (U/mg) (fold) (%) 

Extrato Bruto 811.03 84.843 104.61 1 100 

 DEAE 143.26 16.053 112.05 1.07 18.92 

Sephadex G-75 22.75 5.443.2 239.24 2.29 6.42 

A atividade da protease foi estimada a 50 ˚C em tampão fosfato de sódio 0.05M, pH 6.5, 

tempo de incubação de 10 minutos.  

 

Tabela 3. Purificação protease extracelular de Aspergillus terreus CM6 

Etapas 

Purificação 

Proteínas 

Totais 

Atividade 

Total 

Atividade 

Específica 
Purificação Rendimento 

(mg) (U) (U/mg) (fold) (%) 

Extrato Bruto 430.76 23.631 54.85 1 100 

 DEAE 23.31 1.247.8 53.53 0.97 5.28 

Sephadex G-75 6.80 282.43 41.53 0.75 1.19 

A atividade da protease foi estimada a 55˚C em tampão fosfato de sódio 0.05M, pH 6.5, 

tempo de incubação de 10 minutos.  

 

O padrão de purificação das proteases dos fungos A. terreus 31 e A. terreus CM6 foram 

determinados em gel SDS-PAGE. Como demonstrado figura 5, os procedimentos 

cromatográficos empregados foram eficientes na purificação da protease produzida pelo 

fungo A. terreus 31. O peso molecular estimado para essa protease é de aproximadamente 

90kDa. De forma geral, as proteases exibem baixo o peso molecular. Serino protease 

geralmente possuem 18 a 35 KDa, aspártico proteases tem de 30 a 45 KDa, e metaloproteases 

possuem de 48 a 60 KDa (Rao et al., 1998). Mas assim como a protease produzida por A. 

terreus 31, as proteases de Aspergillus fumigatus TK U 003, tiveram peso molecular superior a 

média descrita na literatura, com 124 KDa e 115 KDa (Wang et al., 2005). Na figura 6 
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podemos observar que o método de purificação não foi tão eficiente para A. terreus CM6. O 

padrão da amostra semi-purificada apresenta alguns contaminantes não sendo possível estimar 

o peso molecular da enzima. Após os processos cromatográficos as proteases de A. terreus 31 

e A. terreus CM6 foram caracterizados bioquimicamente. 

 

 

 

   

 

 

 

 

    

 

 

 

 

Figura 5. Análise de protease extracelular de A. terreus 31 em gel SDS-PAGE – 10 %. 

Canaleta (A)Marcado de peso molecular (Sigma-Aldrich C4861): Miosina (220 kDa), β-

Galactosidase (110 kDa), Fosforilase B (60 kDa), Albumina serum bovina (45 kDa) e 

Anidrase Carbônica (30kDa), (B) Extrato bruto, (C) Amostra pós coluna DEAE-celulose, (D) 

Amostra pós coluna Sephadex G-75. Colocação com Coomassie Coloidal (Sigma Aldrich).  
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Figura 6. Análise de protease extracelular de A. terreus CM6 em gel SDS-PAGE – 10%. 

Canaleta (A)Marcado de peso molecular (Sigma-Aldrich C4861): Miosina (220 kDa), β-

Galactosidase (110 kDa), Fosforilase B (60 kDa), Albumina serum bovina (45 kDa) e 

Anidrase Carbônica (30kDa), (B) Extrato bruto, (C) Amostra pós coluna DEAE-celulose, 

(D) Amostra pós coluna Sephadex G-75. Colocação com Coomassie Brillhante Blue R-250. 
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4.3. Caracterização Bioquímica das proteases semi-purificadas 

4.3.1 Influência da temperatura e estabilidade térmica nas atividades enzimáticas 

Para que seja possível o uso industrial, é necessário a caracterização bioquímica da 

enzima. Condições como temperatura, pH e íons, estabilidade a surfactante e solventes 

orgânicos podem determinar o sucesso da aplicação a protease na indústria em determinados 

processos (De Castro e Sato, 2014). 

 Enzimas aplicadas na industrial precisam atuar em temperaturas maiores ou menores 

do que o normal dependendo dos requisitos do processo em que estão envolvidos (Peterson et 

al., 2009). Especificamente para o uso industrial em detergentes ou para o processamento do 

couro, a protease precisa ter atividade e estabilidade em temperaturas mais elevadas (Rao et 

al., 1998). Portanto, avaliamos a influência da temperatura na atividade das proteases em 

temperaturas de 30 a 70 ºC. Os resultados mostram que as proteases possuem temperaturas de 

atividade máxima semelhante (Figura 7A e B). Verifica-se que o pico de atividade ocorreu em 

temperaturas de 50 ⁰C para A. terreus 31 (Figura 7A), e de 55 ⁰C para A. terreus CM6 (Figura 

7B). Tal diferença de temperatura ótima entre os dois fungos pode ser atribuído ao modo de 

vida, já que o fungo A. terreus 31 é endofítico e o fungo A. terreus CM6 é saprofítico. Os fungos 

saprofíticos do gênero Aspergillus são capazes de produzir o mais amplo espectro de proteínas 

e hidrolases que podem ser úteis na hidrólise completa de substratos orgânicos, o que sugere 

uma maior versatilidade bioquímica, que pode ser atribuída à produção de enzimas mais 

termoestáveis em comparação com fungos endofíticos. Tal versatilidade pode não resultar na 

adaptação espécifica, mas sim refletir na habilidade em explorar recursos temporariamente 

disponíveis (Leger et al., 1997). De forma geral, dentro do gênero Aspergillus as proteases 

produzidas apresentam temperatura ótima de atividade de 30 a 45 ºC (Souza et al., 2015). O 

fungo A. terreus CM6 apresentou ótima atividade em temperatura superior a outros fungos 

saprofíticos como Aspergillus parasiticus e Aspergillus niger, que tiveram máxima atividade 

de protease em 50 e 45 ºC, repectivamente (Devi et al., 2008; Anitha e Palanivelu, 2013). Os 

Fungos termófilos apresentam como característica o crescimento em temperaturas de 40 a 70 

ºC, e consequentemente produção de enzimas termotolerantes. Exemplo seria o fungo 

termófilo Myceliophthora sp. que cresce a 45 ºC e teve máxima atividade em 50 ºC. Apesar 

dos fungos estudados serem mesófilos, com crescimento de 25 a 40 ºC, foram capazes de 

produzir enzimas extracelulares consistentes com dados comunicados para enzimas 

extracelulares de fungos termófilos (Zanphorlin et al., 2010).  
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Figura 7. Influência da temperatura sobre a atividade enzimática de protease 

extracelular. (A) Aspergillus terreus 31 (B) Aspergillus terreus CM6. Condições: a atividade de 

protease foi investigada com a incubação das enzimas em diferentes temperaturas durante 10 

minutos. Controle (100 %) temperatura com maior atividade enzimática.  
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Para avaliar a estabilidade térmica, as enzimas purificadas foram incubadas a 

temperaturas de 45, 50 e 55 ˚C, durante 15, 30, 45 e 60 minutos. A atividade residual foi 

dosada em condições ótimas da enzima. A protease produzida por A. terreus 31 (Figura 8A) 

quando exposta a 45 ˚C não apresentou redução de atividade mesmo após 60 minutos de 

incubação, e sob 50 ˚C manteve atividade média de 75.27 % nos intervalos de tempo 

avaliados. Já para o fungo A. terreus CM6 (Figura 8B) as proteases se mostraram menos 

estáveis as temperaturas, com queda de na atividade residual 55.81 %, mantendo uma média 

de 52.46 % da atividade nos tempos de 30, 45 e 60 minutos. As proteases produzidas por 

ambos os fungos mostraram ser mais resistentes a temperaturas quando comparado com a 

protease de Aspergillus niger I1, que perdeu toda atividade relativa residual sob 50 e 60 ºC 

após 30 minutos de incubação (Siala et al., 2009).  
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Figura 8. Estabilidade térmica sobre a atividade enzimática de protease extracelular. (A) 

Aspergillus terreus 31 (B) Aspergillus terreus CM6. A estabilidade a temperatura foi 

determinada com a incubação das enzimas semi-purificadas em temperaturas de (■) 45 ºC, (●) 

50 ºC e (▲) 55 ºC por até 60 minutos. A atividade foi mensurada em atividade residual de 

acordo com as condições de ensaio. A enzima sem aquecimento foi considerada como 

controle (100 %). 
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4.3.2 Influência do pH e estabilidade ao pH nas atividades enzimáticas 

Atividades do processamento de couro submete a pele ou couro a uma ampla gama de 

alterações de pH (Sreeram e Ramasami, 2003). Logo, determinamos o pH ótimo de atividade 

proteolítica variando o pH do tampão de reação. Os resultados apresentados na Figura 9 (A e 

B), mostram que as enzimas são sensíveis a pequenas oscilações de pH, apresentando alta 

atividade em pH 6.5 para A. terreus 31 (Figura 9A) e A. terreus CM6 (Figura 9B). Na literatura, 

o pH ótimo para atividade de protease dentro do gênero Aspergillus está entre pH 6.5 a 7.5 

(Souza et al., 2015).  
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Figura 9. Influência do pH sobre a atividade enzimática de protease extracelular. (A) 

Aspergillus terreus 31 (B) Aspergillus terreus CM6. Condições: A atividade da protease foi 

estimada a 50 ºC para A. terreus 31 e 55º C para A. terreus CM6 em tampões McIlvaine (pH 3.5 

ao 8.0, incremento de 0.5) e CAPS (pH 9.5, 10.0, 11.0, 11.5, concentração de 100 mM). 
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Para o teste de influência da estabilidade do pH sobre a atividade enzimática, 

consideramos o pH 6.5 como o controle (100 %). Podemos observar na figura 10 (A e B) que 

as proteases dos fungos apresentaram estabilidade ao pH praticamente oposto, sendo que para 

A. terreus 31 (Figura 10A) a maior estabilidade ocorreu em pH 6.5 a 7.0, para A. terreus CM6 

(Figura 10B) foi em pH 5.5 a 6.5.  

A protease do fungo A. terreus 31 (Figura 10A) mostrou maior estabilidade em pH 7.5, 

mantendo 84.81 % da atividade. Entretanto, em pH 5.5 e 6.5 houve queda na atividade 

enzimática de 36.96 % e 20.3 % respectivamente. Já a protease do fungo A. terreus CM6 

(Figura 10B) manteve-se estável do pH 5.5 ao pH 7.0, perdendo apenas 19.12 % da atividade 

em pH 7.0, seguido de uma queda de 34.23 % na atividade em pH 7.5.  
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Figura 10. Influência da estabilidade ao pH sobre a atividade enzimática de protease 

extracelular. (A) Aspergillus terreus 31 (B) Aspergillus terreus CM6. Condições: As enzimas 

foram pré-incubadas durante 1h a 4 ºC em pH 5.5, 6.0, 7.0 e 7.5, seguida de dosagem residual. 

O pH com maior atividade enzimática foi considerado como controle (100 %).  
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4.3.3 Efeito de íons metálicos e EDTA nas atividades enzimáticas 

Os íons metálicos podem exercer efeito variável sobre a atividade das proteases 

fúngicas, e podem ter papel de cofatores para a atividade enzimática (Hsiao et al., 2014). 

Algumas proteases como as proteases alcalinas, precisam de íons bivalentes como Ca
2+

, Mg
2+

 

e Mn
2 

(Kumar e Takagi, 1999). Para o efeito de íons sobre a atividade proteolítica, as 

proteases foram incubadas com diferentes íos em concentração de 5mM. Na tabela 4 podemos 

observar que as proteases foram estáveis a maioria dos íons testados. O íon FeSO4 destacou-se 

como ativador enzimático, aumentando em 109.92 % e 415.84 % a atividade de protease dos 

fungos A. terreus 31 e A. terreus CM6 respectivamente. Já o íon FeCl2 foi capaz de inibir 98.6 % 

da atividade enzimática de A. terreus CM6, sendo capaz de zerar atividade da protease de A. 

terreus 31quando comparado com o controle. Apesar dos íons FeSO4 e FeCl2 apresentarem Fe, 

foram capazes de induzir efeito antagônico na atividade proteolítica. Resultado semelhante foi 

encontrado com o fungo Rhizopus chinesis, onde a protease foi ativada por FeSO4 e inibida 

por Fe2(SO4)3 (Fukumoto et al., 1967). Em alguns estudos a atividade catalítica foi inibida 

pela presença de Hg
2+ 

(Kumar e Takagi, 1999), e os resultados presentes também demonstram 

inibição 88.61 % para protease de A. terreus 31 e 94.06 % para A. terreus CM6. O íon MgSO4 

foi capaz de aumentar em 6.11 % a atividade da enzima de A. terreus CM6 em relação ao 

controle e inibir 6.95 % para A. terreus 31. Proteases de Aspergillus parasiticus também 

apresentou aumento de atividade com o íon Mg (5mM) e redução com Cu
2+ 

(5mM) (Anitha e 

Palanivelu, 2013). As enzimas foram fracamente inibidas pelo agente quelante EDTA, que em 

relação ao controle teve queda de apenas 13.74 % a atividade da protease de A. terreus 31, e 

15.26 % a atividade de A. terreus CM6, sugerindo que a atividade proteolítica não seja cofator 

dependente.  
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Tabela 4. Efeito de vários íons na atividade da protease extracelular purificada. 

Íons 

(5 mM) 

Atividade Relativa (%) 

A. terreus 31 A. terreus CM6 

Controle 100  100 

CoCl2 72.09 (±0.6) 88.12 (±2.5) 

EDTA 86.26 (±0.6) 84.74 (±2.6) 

AgNO3 80.91 (±0.6) 77.89 (±0.9) 

CuSO4 72.01 (±0.5) 34.90 (±0.3) 

FeCl2 0.00 (±0.0) 1.40 (±0.2) 

CaCl2 31.00 (±0.8) 88.78 (±0.5) 

ZnCl2 81.94 (±0.6) 83.91 (±1.0) 

HgCl2 11.39 (±0.8) 5.94 (±1.5) 

AlCl3 62.92 (±0.3) 80.86 (±0.6) 

MgSO4 93.05 (±0.8) 106.11 (±1.0) 

FeSO4 209.92 (±1.4) 515.84 (±0.5) 

BaCl2 99.05 (±1.7) 86.96 (±0.9) 

KCl 99.64 (±1.4) 82.01 (±0.0) 

(NH3)Cl 90.12 (±1.5) 87.95 (±1.9) 

Condições: A atividade da protease foi determinada por incubação da enzima purificada na 

presença de vários íons em pH 6.5; 50 ⁰C para A. terreus 31 e, em 55⁰C para A. terreus CM6. 
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4.3.4 Efeito de solventes orgânicos nas atividades enzimáticas 

A utilização de enzimas em sistema de solventes orgânicos apresenta vantagens como 

aumento da solubilidade com substratos hidrofóbicos e eliminação da contaminação 

microbiana. Entretanto, a atividade catalítica da enzima pode ser prejudicada ou até mesmo 

inativada. Cada enzima apresenta estabilidade única aos solventes orgânicos, já que a sua 

estabilidade é influenciada pela estrutura conformacional (Doukyu e Ogino, 2010). Sendo 

assim, avaliamos a estabilidade enzimática, onde as proteases foram incubadas em vários 

solventes orgânicos. A tabela 5 mostra que as protease dos fungos A. terreus 31 e A. terreus 

CM6 mantiveram atividade proteolítica mesmo na presença de metanol, isopropanol, acetona, 

butanol, acetonitrila e DMSO. A protease dos fungos A. terreus 31 na presença de isopropanol 

apresentou aumento de 28.59 % na atividade enzimática em relação ao controle, já a protease 

de A. terreus 6 na presença de acetonitrila teve aumento de 12.39 %. A estabilidade aos 

solventes orgânicos geralmente é atribuída as ligações dissulfeto localizado na superfície da 

molécula (Doukyu e Ogino, 2010). As proteases dos fungos A. terreus 31 e A. terreus CM6 

mostraram ter maior estabilidade quando comparada com a protease da bactéria 

Chryseobacterium taeanense TKU00 (Wang et al., 2008) que foi inibida por etanol, butanol e 

isopropanol, e também a protease do fungo Myceliophthora sp. que perdeu atividade 

enzimática com adição de acetona e butanol (Zanphorlin et al, 2011).  

Tabela 5. Efeito de solventes orgânicos na atividade da protease extracelular purificada. 

Solventes orgânicos Atividade relativa (%) 

A. terreus 31 A. terreus CM6 

Controle 100 (± 2.62) 100 (±2.57) 

Metanol 117.78 (± 1.19) 104.82 (± 0.95) 

Isopropanol 128.59 (± 2.70) 99.83 (± 1.14) 

Acetona 104.57 (± 3.51) 100.34 (± 3.72) 

Butanol 112.99 (± 1.43) 107.40 (± 3.82) 

Acetonitrila 102.91 (±2.29) 112.39 (±2.38) 

DMSO 116.22 (±0.68) 103.27 (±1.33) 

Condições: As proteases purificadas foram incubadas em temperatura ambiente na presença 

dos solventes orgânicos a 20 % (v/v). O (C) Controle (sem adição de solvente) foi 

considerado 100 %, e dosagem da atividade residual em pH 6.5; 50 ⁰C para A. terreus 31 e, em 

55 ⁰C para A. terreus CM6.  
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4.3.5 Efeito de surfactantes nas atividades enzimáticas  

A atividade enzimática deve ser resistente à ação de surfactantes para a aplicação na 

depilação do couro (Kanagaraj et al., 2015). O estudo da interferência de surfactantes na 

atividade proteolítica foi realizado com a incubação das enzimas purificadas em temperatura 

ambiente durante 1 hora com diferentes surfactantes. Na tabela 6 podemos observar as 

proteases dos fungos A. terreus 31 e A. terreus CM6 foram resistentes a ação dos surfactantes, 

mantendo atividade residual igual ou superior ao controle. Aumento da atividade enzimática 

pelos surfactantes pode ser atribuída à pela melhor acessibilidade com o substrato. Podemos 

destacar que o DTT foi capaz de aumentar a atividade enzimática em 5.29 % e 14.34 % para 

A. terreus 31 e A. terreus CM6, respectivamente. O DTT é um agente redutor, e o aumento da 

atividade pode ser explicado pela redução das ligações dissulfeto, permitindo maior 

acessibilidade do substrato com o sítio ativo. Apenas os surfactantes CTAB e SDS foram 

capazes de apresentar efeito denaturante para ambas as protease. O CTAB inibiu 10.53 % a 

atividade da protease de A. terreus 31 e 3,21% para A. terreus CM6, Já o SDS inibiu 26.71 % da 

atividade de A. terreus 31 e causou inibição completa da atividade de A. terreus CM6. O SDS é 

um surfactante aniônico da classe dos organossufatos e, o CTAB é um forte surfactante 

catiônio quaternário a base de amina, ambos com forte efeito denaturante. Resultados 

semelhantes foram encontrados com protease queratinolítica de Aspergilllus parasiticus que 

em presença de DTT a 5 e 10mM teve atividade aumentada, e  em SDS e CTAB a 0.5 % 

houve efeito inibir a atividade proteolítica  (Anitha e Palanivelu, 2013).  Assim como as 

proteases FI e FII de Chryseobacterium taeanense TK U 001, que em concentração de 2% de 

surfactante também apresentaram atividade da atividade residual de 100 % (FI) e 121 % (FII) 

em Triton X 100, e 42 % (FI) e 0% (FII) da atividade residual em SDS (Wang et al., 2008).  
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Tabela 6. Efeito de surfactantes na atividade da protease extracelular purificada.  

 

 

 

 

 

 

 

Condições: As proteases purificadas foram  incubadas em temperatura ambiente na presença 

dos surfactantes a 1 % (v/v). O controle (sem adição de surfactante) foi considerado 100 %, e 

dosagem da atividade residual em pH 6,5; 50 ⁰C para A. terreus 31 e, em 55 ⁰C para A. terreus. 

CM6. 

 

4.3.6 Efeito de inibidores nas atividades enzimáticas 

O efeito de vários inibidores na atividade proteolítica foi examinado e está listado na 

tabela 7. Os resultados demonstram que a maior redução da atividade proteolítica foi 

ocasionada por PMSF (10 mM) nas proteases produzidas por A. terreus 31 e A. terreus CM6, 

sugerindo que as proteases pertencem a classe de serino protease. O uso de PMFS como 

inibidor sintético de serino protease tem sido aceito em estudos bioquímicos para a 

investigação do modo de ação enzimático (Fahrney e Gold, 1963). As proteases mostraram 

ser resistentes a ação de EDTA, pepstatina A e β- mercaptoetanol. Sugerindo que não seja 

uma metaloprotease, aspártico protease nem cisteíno protease. O EDTA é um agente quelante 

que inibi a ação de metaloprotease, a pepstatina A, inibia a ação de aspártico proteases por se 

ligarem irreversivelmente ao aspartato do sítio ativo, e o β- mercaptoetanol, que é um forte 

agente redutor irreversível que reduz as ligações dissulfeto da enzima (Sabotič e Kos, 2012). 

 

 

 

Surfactantes Atividade relativa (%) 

A. terreus 31 A. terreus CM6 

Controle 100 (± 2.10) 100 (±2.50) 

Tween 60 97.68 (± 0.33) 109.83 (± 0.41) 

PEG 98.27 (± 0.26) 113.84 (± 0.82) 

Triton X 100 101.84 (± 0.67) 100.70 (± 0.49) 

SDS 73.29 (± 1.52) 0 

DTT 105.29 (±0.55) 114.34 (± 1.91) 

CTAB 89.77 (±3.51) 96.78 (±0.95) 
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Tabela 7. Efeito de inibidores de protease na atividade da protease extracelular purificada. 

Inibidores de protease 

(10mM) 

Atividade relativa (%) 

A. terreus 31 A. terreus CM6 

Controle 100 100 

PMSF 21,47 (± 1.05) 13,94 (± 3.8) 

EDTA 94,48 (± 1.40) 91,77 (± 2.0) 

Pepstatina 93,66 (± 1.45) 96,20 (± 2.9) 

β-mercaptoetanol 97,14 (± 1.75) 99,84 (± 1.50) 

Condições: A atividade da protease foi determinada por incubação da enzima purificada na 

presença de vários de inibidores de protease (10 mM), sendo o controle (100 %) sem a adição 

de inibidores. Dosagem da atividade residual em pH 6.5, 50 ⁰C para A. terreus 31 e, em 55 ⁰C 

para A. terreus CM6.  
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4.4 Atividade depilatória e avaliação visual do couro tratado 

O processo de depilação enzimática do couro pode ser uma importante alternativa aos 

métodos químicos no presente cenário onde busca-se a redução dos níveis de toxidade e 

rejeito de resíduos nos afluentes (Sivasubramanian et al., 2008). Entretanto, nem todas as 

proteases podem ser utilizadas no processo de depilação por estar associada a atividade de 

degradação do colágeno, danificando o tecido (Zambare et al., 2007). Na depilação do couro, 

a protease age com os componentes da pele, como proteínas de colágeno, queratina e 

glicoproteínas. Durante o processo de depilação, a raiz do pelo é atacada pela ação 

proteolítica seletiva da enzima. A capacidade de depilação enzimática está em romper o 

número de ligações peptídicas que rodeiam a membrana basal do bulbo capilar, que consiste 

principalmente de proteoglicanos (Senthilvelan et al., 2012).  

Fatores como a quantidade de enzima e, o tempo de incubação são importantes no 

processo de depilação (Senthilvelan et al., 2012). Com o intuído então de avaliar a eficiência 

da atividade depilatória das proteases produzidas por A. terreus 31 e A. terreus CM6, o extrato 

bruto foi aplicado no couro cru e incubado durante 24 horas com 100 ou 300 U de enzima, e 

48 horas com 300 U de enzima. Na figura 12 podemos observar que a protease de A. terreus 

31 após 24 horas com 100 U de enzima (Figura 11B) foi eficiente na depilação do couro, 

obtendo completa depilação após 48 horas com 300 U de enzima (Figura 11D). Para a 

protease de A. terreus CM6 após 48 horas com 300 U (Figura 11D) de enzima houve depilação 

eficiente do couro.  

A maior parte das proteases queratínolíticas pertencem a serino e metaloprotease (Gibson 

et al., 2013), o que justifica ao fato das proteases dos fungos A. terreus 31 e A. terreus CM6 

serem capazes de depilar o couro cru, além de serem inibidas por PMSF confirma que 

pertencem a classe de serino protease. 

A depilação enzimática pode ser tão eficiente como o método tradicional(Senthilvelan et 

al., 2012). Os resultados obtidos indicam que as enzimas brutas dos fungos podem ser 

aplicadas no processamento do couro em substituinte aos compostos químicos. Resultados 

semelhantes foram encontrados com o uso do extrato bruto de Pseudomonas aeruginosa A2 

elastase, onde houve depilação a 30 ºC, após 24 horas de incubação em couro bovino 

(Ghorbel-Bellaaj et al., 2012), com a incubação de proteases alcalinas durante 24 horas houve 

fácil remoção dos pelos com o auxílio de uma pinça (Abraham et al., 2014). Tais resultados 

podem contribuir para a futura aplicação de proteases durante o processo de depilação, e 
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assim, contribui para a diminuição de níveis de nitrogênio e sulfetos descartados no ambiente 

(Dettmer et al., 2013). 

Figura 11. Atividade depilatória de couro bovino cru. (A) Controle: sem enzima; (B) 100 

enzima/24h incubação; (C) 300 U enzima/ 24h incubação e (D) 300 U enzima/ 48h incubação. 

Condições: Os pedaços de pele cru foram incubados com tampão fosfato de sódio 50 mM, pH 6.5, 

30˚C, sob agitação (50 rpm) e enzimas. 
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CONCLUSÃO 

O trabalho foi importante para a otimização dos processos fermentativos dos fungos 

Aspergillus terreus 31 e A. terreus CM6 para uma produção eficiente e econômica das proteases 

extracelulares. A redução do custo de produção foi atribuída a capacidade dos fungos em 

produzir protease extracelular em meio líquido Khanna com resíduos agroindustriais como 

fontes de carbono. As fontes indutoras foram 1% de farelo de trigo para A. terreus 31 e 0.5 % 

farelo de trigo + 0.5 % de pena de galinha para A. terreus CM6. O pH inicial ótimo foi de 6.0 e 

6.5 para A. terreus 31 e A. terreus CM6, respectivamente, e a máxima produção ocorreu após 72 

horas de fermentação sob agitação constante (110 rpm). O método de purificação foi eficiente 

para a protease de A. terreus 31, necessitando da aplicação de outros métodos cromatográficos 

para a purificação de A. terreus CM6. As proteases extracelulares apesar de serem produzidas 

por fungos da mesma espécie mostraram diferenças nas características bioquímicas. Devido a 

inibição por PMSF, as proteases foram classificadas como serino protease, e apresentaram pH 

6.5 como ótimo para atividade enzimática. A estabilidade ocorreu em pH 6.5 - 7.0 para A. 

terreus 31, e pH 5.5 – 6.5 para A. terreus CM6, havendo ativação da atividade proteolítica com a 

adição do íon FeSO4. As enzimastiveram atividade ótima em temperaturas de 50 ºC (A. 

terreus 31) e 55 ºC (A. terreus CM6), e foram resistentes a diversos solventes orgânicos 

(metanol, isopropanol, acetona, butanol, acetonitrila e DMSO) e surfactantes  (tween 60, 

PEG, triton X 100 e CTAB).  Os fungos A. terreus 31 e A. terreus CM6 foram capazes de 

produzir proteases com característica bioquímica e, mostram capacidade depilatória sem 

assistência química. Assim, podendo ser potencialmente úteis na indústria do couro, e uma 

possíveis alternativa a redução da poluição ambiental. O extrato bruto diretamente aplicado 

sobre o couro parece ser uma técnica de baixo custo no processo de depilação, contudo são 

necessários mais estudos a fim de melhorar a utilização desse sistema proteolítico na indústria 

do couro e sua aplicação.   
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