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RESUMO 

 

Xilanases (EC 3.2.1.8) são glicosidases que catalisam a hidrólise da xilana, um dos 

principais polissacarídeos estruturais das células vegetais e o segundo 

polissacarídeo mais abundante na natureza. Fungos filamentosos, principalmente do 

gênero Aspergillus, são eficientes produtores de enzimas xilanolíticas. Xilanases têm 

sido extensivamente estudadas devido às suas potenciais aplicações, tais como, nas 

indústrias de alimentos, rações e papel. Apesar das diversas aplicações industriais, 

o alto custo, a instabilidade e a difícil separação do meio reacional, faz com que o 

uso comercial das enzimas permaneça limitado. A imobilização das enzimas em 

alginato de cálcio, um suporte barato, acessível e de fácil manipulação é uma opção 

na superação desses obstáculos. O objetivo desse trabalho foi purificar e 

caracterizar uma endo-xilanase produzida por Aspergillus japonicus e a imobilização 

da enzima em alginato. Entre os 5 fungos testados, A. japonicus mostrou alta 

produção de xilanase (105,3 U/ml) em meio líquido e purificação  de 38,9 vezes com 

83,3% de rendimento. A enzima com peso de 32 kDa (SDS-PAGE), confirmada por 

MALDI-TOF, apresentou identidade significante com duas endo-xilanases de 

Aspergillus aculeatus. O pH e a temperatura ótima para atividade da enzima antes e 

após a purificação foi 5,0 e 55 °C, respectivamente. Quanto a estabilidade ao pH, a 

enzima bruta foi estável no intervalo de 4-8, enquanto a purificada no intervalo de pH 

5-8. A termoestabilidade se deu de 40-50 °C para enzima bruta e 40 e 45 °C para 

purificada, apresentando meia vida de 120 minutos a 50 °C. O íon Mn2+ ativou a 

enzima purificada em concentração de 1 mM (35  %) e 5 mM (20 %) e o íon Cu2+ 

inibiu a atividade xilanolítica (57 %). A enzima foi classificada como endo-xilanase 

por cromatografia em camada delgada de sílica, e mostrou potencial na produção de 

xilo-oligossacarídeos. A imobilização da xilanase em alginato de cálcio apresentou 

atividade máxima da enzima com 2 % de alginato de sódio e 0,1 M CaCl2. A xilanase 

imobilizada mostrou cerca de 50 % de atividade residual no segundo ciclo de 

reação, mantendo mais de 23 % da atividade residual depois de cinco ciclos. O uso 

de endo-xilanases imobilizadas pode ser uma alternativa na aplicação dessas 

enzimas no ramo industrial. 

Palavras-chave: Aspergillus. Encapsulamento. Complexo xilanolítico. 
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ABSTRACT 

 

Xylanase (EC 3.2.1.8) are glycosidases which catalyze the hydrolysis of xylan, a 

major structural polysaccharides of plant cells, and the second most abundant 

polysaccharide in nature. Filamentous fungi, especially Aspergillus, are efficient 

producers of xylan-degrading enzymes. Xylanases have been extensively studied 

due to their potential applications, such as in the food, feed and paper industry. 

Despite the many industrial applications, the high cost, instability and difficult 

separation from the reaction medium, make the commercial use of enzymes to 

remain limited. The immobilization of enzymes in calcium alginate, a cheap, 

accessible and easy to handle support is an option in overcoming these obstacles. 

The aim of this study was to purify and characterize an endo-xylanase produced by 

Aspergillus japonicus and the enzyme immobilization in alginate. Among the 5 tested 

fungi, A. japonicus showed high xylanase production (105.3 U/ml) in liquid medium 

and showed a purification of 38.9 fold with 83.3% yield. The enzyme with weight 32 

kDa (SDS-PAGE), confirmed by MALDI-TOF, showed significant identity with two 

endo-xylanases of Aspergillus aculeatus. The pH and optimum temperature for 

enzyme activity before and after purification was 5.0 and at 55 ° C respectively. 

Regarding the pH stability, the crude enzyme was stable in the range of 4-8, while 

purified in pH 5-8 range. The thermostability was found at 40-50 ° C with crude 

enzyme and at 40 and 45 ° C for purified, with a half life of 120 minutes at 50 ° C. 

The Mn2+ ion activated the purified enzyme at concentration of 1 mM (35 %) and 5 

mM (20 %) and the Cu2+ inhibited the xylanolytic activity (57 %). The enzyme was 

classified as endo-xylanase by thin layer chromatography on silica and showed 

potential for the production of xylooligosaccharides. The xylanase entrapment in 

calcium alginate showed maximum enzyme activity with 2 % sodium alginate and 0.1 

M CaCl2. Immobilized xylanase showed about 50 % residual activity in the second 

reaction cycle, maintaining more than 23 % residual activity after five cycles. The use 

of endo-xylanases immobilized can be an alternative in the application of these 

enzymes in the industrial market. 

Keywords: Aspergillus. Entrapment. Xylanolytic complex. 



6 
 

 

LISTA DE ILUSTRAÇÕES 

 

Figura 1 - Sítios de hidrólise das enzimas do complexo xilanolítico  ....................  2 

Figura 2 - Eletroforese em gel de poliacrilamida da xilanase purificada de A. 

japonicus  .............................................................................................................  25 

Figura 3 - Espectrometria de massas MALDI-TOF da fração cromatográfica após 

troca iônica em CM-celulose ....................................... ........................................  26 

Figura 4 - Espectro de massas dos peptídeos trípticos da xilanase de A. japonicus 

....................................................................................................... .......................  27 

Figura 5 - Alinhamento das sequências de duas xilanases da família GH10 de A. 

aculeatus e a sequência da xilanase de A. japonicus ......................... ................  28 

Figura 6 - Espectrometria de massas MALDI-TOF com ISD para análise de 

fragmentos da xilanase de A. japonicus .................... ..........................................  29 

Figura 7 - Influência do pH na atividade xilanolítica  ............................................  31 

Figura 8 - Influência da temperatura na atividade xilanolítica  .............................  32 

Figura 9 - Efeito da variação de pH na estabilidade da xilanase de A. japonicus   34 

Figura 10 - Efeito da temperatura na estabilidade da xilanase ............................  35 

Figura 11 - Análise por CCD dos produtos de hidrólise da xilanase produzida por A. 

japonicus  .............................................................................................................  38 

Figura 12 - Efeito da concentração de alginato na atividade da xilanase imobilizada 

 .............................................................................................................................  39 

Figura 13 - Efeito de diferentes concentrações de CaCl2 na imobilização enzimática

 .............................................................................................................................  40 

Figura 14 - Reuso da xilanase de A. japonicus imobilizada em alginato  .............  41   



7 
 

 

LISTA DE TABELAS 

 

Tabela 1 - Produção xilanolítica em condição submersa  ....................................  23 

Tabela 2 - Purificação da xilanase extracelular de A. japonicus ..........................  24 

Tabela 3 - Efeito de íons na atividade da xilanase de A. japonicus  .....................  37 

  



8 
 

 

Lista de Abreviaturas e Siglas 

 

AS     Ácido sinapínico  

ATF   Ácido trifluoroacético 

a.u.   Unidade arbitrária 

BDA    Ágar Dextrose Batata  

CREA   Enzima repressora do catabolismo A 

CM-celulose  Carboximetil-celulose 

Da   Daltons 

DEAE   Dietilaminoetil 

DAN     1,5-diaminonaftaleno 

DNS   Ácido-3,5-dinitrosalicílico 

DTT    Ditiotreitol 

kDa    Quilodaltons 

kV    Quilovolts 

ISD   Ionização na fonte 

IUBMB  União Internacional de Bioquímica e Biologia Molecular 

PAGE   Eletroforese em Gel de Poliacrilamida 

pI   Ponto isoelétrico 

SDS   Dodecil sulfato de sódio 

superDHB Ácido 2,5-dihidroxibenzóico + Ácido 2 hidróxi-5-

metoxibenzóico 

ATF   Ácido trifluoroacético  



9 
 

 

CCD    Cromatografia em camada delgada 

U   Unidade de enzima 

XOS   Xilo-oligossacarídeos 

  



10 
 

 

SUMÁRIO 

 

1 INTRODUÇÃO  

1.1 Xilana ............................................................................................................. 1 

1.2 Complexo Xilanolítico .................................................................................. 2 

1.2.1 Xilanase. ................................................................................................. 3 

         1.2.1.1  Sistema de Classificação ................................................................... 3 

        1.2.1.2  Regulação da Síntese de Xilanase ..................................................... 4 

1.3 Organismos Produtores de Xilanase .......................................................... 5 

1.3.1 Fungos Filamentosos ............................................................................ 5 

         1.3.1.1 Aspergillus (Aspergill).......................................................................... 6 

1.4 Aplicação das Xilanases .............................................................................. 7 

1.4.1 Fabricação de Alimentos e Bebidas .................................................... 7 

1.4.2 Aplicações Química e Farmacêutica .................................................... 8 

1.4.3 Polpa e Papel ......................................................................................... 9 

1.4.4 Ração Animal ....................................................................................... 10 

1.5 Dificuldades no uso de Enzimas............................................................... 10 

1.6 Imobilização Enzimática ............................................................................ 11 

1.6.1 Imobilização por Aprisionamento ...................................................... 11 

1.6.2 Suportes ............................................................................................... 12 

 

2 OBJETIVO GERAL  

2.1 Objetivos Específicos: ............................................................................... 14 

 

3 MATERIAL E MÉTODOS  

3.1 Manutenção dos Microrganismos ............................................................ 15 

3.2 Fermentação Submersa ............................................................................. 15 



11 
 

 

3.3 Ensaio Enzimático e Proteico ................................................................... 15 

3.4 Purificação da Xilanase de A. japonicus .................................................. 16 

3.5 Eletroforese em Gel de Poliacrilamida em Condição Desnaturante 

(SDS- PAGE) e Não Desnaturante (PAGE 4.3) ................................................... 16 

3.6 Espectrometria de Massas MALDI-TOF ................................................... 17 

3.6.1 Ionização da Fração Cromatográfica ................................................. 17 

3.6.2 Excisão da Banda e Digestão com Tripsina ...................................... 18 

3.6.3 Ionização dos Peptídeos Obtidos Após Digestão com Tripsina ..... 19 

3.7 Efeito do pH e da Temperatura na Atividade e Estabilidade da Enzima 20 

3.8 Efeito de Íons na Atividade Enzimática .................................................... 20 

3.9 Cromatografia em Camada Delgada (CCD) .............................................. 20 

3.10 Imobilização Enzimática ............................................................................ 21 

3.10.1 Otimização das Concentrações de Alginato de Sódio e Cloreto de 

Cálcio para a Imobilização da Xilanase .......................................................... 21 

3.10.2 Imobilização da Xilanase de A. japonicus ......................................... 21 

3.10.3 Reuso da Xilanase Imobilizada ........................................................... 21 

 

4 RESULTADOS e DISCUSSÃO  

4.1 Produção de Xilanase em Meio Líquido ................................................... 23 

4.2 Purificação da Xilanase Extracelular Produzida por A. japonicus......... 23 

4.3 Eletroforese em Gel de Poliacrilamida ..................................................... 24 

4.4 Espectrometria de Massas ........................................................................ 25 

4.5 Influência do pH e da Temperatura na Atividade da Xilanase ................ 30 

4.6 Estabilidade ao pH e à Temperatura da Xilanase Purificada .................. 33 

4.7 Efeito de Íons Metálicos na Atividade da Xilanase Purificada ............. 366 

4.8 CCD .................................................................... Erro! Indicador não definido. 

4.9 Imobilização da Enzima em Alginato de Cálcio ..................................... 388 



12 
 

 

4.9.1 Otimização de Alginato de Sódio e Cloreto de Cálcio para a 

Imobilização da Enzima .................................................................................... 39 

4.9.2 Reuso da xilanase imobilizada ........................................................... 40 

 

5 CONCLUSÃO           

 

 REFERÊNCIAS BIBLIOGRÁFICAS ................................................................. 43 

       

 ANEXO .............................................................................................................. 53

           

 

 



1 
 

 

1 INTRODUÇÃO 

 

1.1  Xilana 

 

A xilana é um dos principais polissacarídeos estruturais das células vegetais e 

o segundo polissacarídeo mais abundante na natureza depois da celulose. É 

constituinte principal da hemicelulose, que corresponde de 20-30 % da biomassa 

vegetal (Subramaniyan e Prema, 2002). 

Possui ampla distribuição em tecidos e células, está presente em algas 

marinhas e em várias espécies de plantas, sendo encontrada em angiospermas, 

gimnospermas e plantas anuais (Collins et al., 2005).   

É tipicamente localizada na parede celular secundária, onde interage via 

ligações covalentes e não-covalentes com a lignina e a celulose. Na interface entre 

esses dois polissacarídeos, a xilana é responsável por manter a coesão das fibras e 

a integridade da parede celular vegetal (Motta et al., 2013). Quando componente da 

parede primária, é encontrada em células em crescimento, sementes e bulbos, onde 

exerce função de reserva (Bajpai, 2014). 

A cadeia principal da xilana de plantas é principalmente constituída por 

resíduos de D-xilanopiranose unidos por ligações β(1→4), podendo apresentar 

variável grau de polimerização da cadeia e de ramificações dependendo da espécie 

vegetal e do tipo celular (Beliën et al., 2006). 

Baseado nos substituintes da cadeia, as xilanas podem ser categorizadas 

como homoxilanas lineares (resíduos xilanosil), arabinoxilanas (α-L-

arabinofuranosil), glicuronoxilanas (ácido α-D-glicurônico) e glicuronoarabinoxilanas 

(ácido α-D-glicurônico e α-L-arabinose). O tipo da cadeia determinará a solubilidade, 

conformação física e a reatividade da molécula de xilana com os outros 

componentes da hemicelulose (Motta et al., 2013).  

As fontes potenciais de xilana incluem os resíduos produzidos por culturas 

agrícolas como sorgo, cana-de-açúcar e milho, bem como produtos florestais e 

resíduos de plantas folhosas e resinosas (Bajpai, 2014). Grande quantidade desses 

resíduos é produzida em todo o globo, desse modo, para evitar seu acúmulo no 

ambiente e consequente poluição ambiental, a conversão dessa matéria-prima em 

produtos de alto valor agregado como biocombustíveis, reagentes químicos, ração 
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animal ou mesmo na produção de enzimas, se torna algo extremamente necessário 

(Polizeli e Rai, 2013). 

A hidrólise enzimática é o método mais viável, conveniente e benéfico ao 

meio ambiente para a degradação da biomassa, resultando em alto rendimento de 

açúcar (Chandel et al., 2012). Levando em conta a heterogeneidade e natureza 

química complexa da xilana, a clivagem completa requer a ação de um complexo 

enzimático com diversas especificidades e modos de ação (Beg et al., 2001). 

 

1.2  Complexo Xilanolítico 

 

O complexo xilanolítico, responsável pela hidrólise da xilana, é composto por 

diversas enzimas que trabalham de forma sinérgica, entre elas α-D-glicuronidases, 

α-L-arabinofuranosidases, acetil-xilana esterases, ácido ferúlico esterases e ácido p-

cumárico esterases que são responsáveis pela liberação de grupos laterais 

específicos da cadeia, e as β-1,4-xilanases e β-xilosidases que são enzimas chave 

na hidrólise da xilana, promovendo a degradação da cadeia polissacarídica principal 

(Figura 1) (Subramaniyan e Prema, 2002; Aragon, 2013). 

 

 

 
Figura 1: Sítios de hidrólise das enzimas do complexo xilanolítico (modificada de 
Collins et al., 2005). 

  

endo-1,4-β-xilanase 
α-D-glicuronidase 

acetil xilana 

esterase 

α-L-arabinofuranosidase 

ácido p-cumárico ou 

ácido ferúlico esterase 

β-D-xilosidase 

β-xilose 



3 
 

 

1.2.1 Xilanase 

 

As xilanases foram relatadas pela primeira vez em 1955, originalmente 

denominadas pentosanases, e em 1961 foram reconhecidas pela União 

Internacional de Bioquímica e Biologia Molecular (IUBMB) (Collins et al., 2005). 

Classificadas pelo código EC 3.2.1.8 e pelo nome endo-1,4-β-xilanase, são 

reconhecidas também por: endo-(1→4)-β-xilana-4-xilanohidrolase; endo-1,4-

xilanase; xilanase; β-1,4-xilanase; endo-β-1,4-xilanase; endo-1,4-β-D-xilanase; 1,4-

β-xilana xilanohidrolase; β-xilanase; β-1,4-xilana xilanohidrolase e β-D-xilanase 

(http://www.enzyme-database.org/query.php?name=xylanase). São responsáveis 

pela hidrólise das ligações β 1→4 internas da cadeia de xilana, formando xilo-

oligossacarídeos (XOS) como produto final. Juntamente com as β-xilosidases estão 

envolvidas na produção de xilose, que é fonte primária de carbono para o 

metabolismo celular de diversos organismos (Aragon, 2013). Os pontos de hidrólise 

escolhidos pelas xilanases não são aleatórios, vão depender da natureza da 

molécula do substrato, como o comprimento da cadeia, o grau de ramificação, e a 

presença de substituintes (Beg et al., 2001; Bajpai, 2014). 

 

1.2.1.1 Sistema de Classificação 

 

A classificação proposta por Wong et al. (1988) baseada nas propriedades 

físico-químicas da enzima, dividem as xilanases em dois grupos: as enzimas 

básicas, com massa molar < 30 kDa e pI básico e as enzimas ácidas, com massa 

molar > 30 kDa e pI ácido. Porém, descobertas de novas xilanases mostraram que 

cerca de 30 % dessas enzimas não podem ser classificadas dessa forma (Collins et 

al., 2005).  

Uma nova classificação, mais atualizada das enzimas, está disponível no 

servidor CAZy (http://www.cazy.org/Glycoside-Hydrolases.html). Nessa classificação 

as endo-1,4-xilanases pertencem à classe de enzimas glicosil hidrolases (GH), 

enzimas que hidrolisam ligações glicosídicas entre dois ou mais hidratos de carbono. 

Nesse arranjo, as enzimas são agrupadas em famílias de acordo com a sequência 

de aminoácidos de sua estrutura primária, o que reflete a similaridade dos 

dobramentos proteicos e mecanismos de ação. Atualmente existem 135 famílias no  

http://www.cazy.org/Glycoside-Hydrolases.html
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banco de dados, sendo as endo-xilanases pertencentes, principalmente, às famílias 

10 e 11 (Beliën et al., 2006; Pollet et al., 2010; Kocabaş et al., 2015).  

As endo-xilanases da Família 10 são enzimas de alto peso molecular que 

possuem um domínio catalítico que pode ser acompanhado por um domínio de 

ligação a carboidratos, comumente específico para a celulose. Duas porções de 

glutamato agem como resíduos catalíticos da reação enzimática, que procede 

através de um mecanismo de duplo deslocamento (Beliën et al., 2006). As enzimas 

dessa família são capazes de atacar as ligações glicosídicas próximas a pontos de 

ramificação em direção a extremidade não redutora e requerem 2 resíduos 

xilanopiranose não substituídos entre as ramificações para promover a hidrólise da 

ligação glicosídica (Bajpai, 2014). 

A Família 11 das endo-xilanases contêm enzimas de baixo peso molecular 

que podem ainda, ser divididas em dois sub-grupos com base em seus pontos 

isoelétricos: as com pI alcalino e as com pI ácido. Considera-se que, devido às suas 

dimensões relativamente pequenas, essas endo-xilanases possam passar através 

dos poros da rede de hemicelulose tornando a hidrólise da xilana mais eficiente 

(Juturu e Wu, 2012). Em consonância com endo-xilanases da Família 10 das Glicosil 

Hidrolases (GH10), dois glutamatos estão implicados na hidrólise enzimática com 

retenção da configuração anomérica através de um mecanismo de duplo 

deslocamento. No entanto, necessitam de 3 resíduos xilanopiranosil consecutivos 

entre as ramificações para que a hidrólise aconteça (Bajpai, 2014). Essas enzimas 

são então, geralmente mais seletivas e liberam oligossacarídeos maiores, uma vez 

que os substituintes representam maior obstáculo à sua atividade (Beliën et al., 

2006). 

 

1.2.1.2 Regulação da Síntese de Xilanase 

 

Em geral, a indução da xilanase é um fenômeno complexo e o nível da 

resposta varia de organismo para organismo, bem como os agentes indutores ou 

repressores, que podem muitas vezes funcionar como indutor para alguns 

organismos enquanto para outros, atuar como repressor (Kulkarni et al., 1999).  

Mas, acredita-se, que as xilanases sejam, em menor quantidade, produzidas 

constitutivamente pelas células e liberadas para o meio extracelular. Os produtos da 
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hidrólise da xilana, como xilose, xilobiose, xilotreose, quando dentro das células 

funcionam como fonte de energia e carbono, sustentando o crescimento celular. As 

xiloses têm o papel de indução direta da síntese de xilanases, uma vez que passam 

facilmente pela membrana celular e então induzem a síntese de xilanase. Os xilo-

oligômeros de maior peso molecular podem estar envolvidos de duas formas com a 

indução: passando diretamente pela membrana celular, e subsequentemente, 

degradados por β-xilosidases internas em xilose, ou sendo degradados a xilose por 

transportadores de membrana com papel exo-β-1,4 semelhantes a β-xilosidases 

(Subramaniyan e Prema, 2002; Collins et al., 2005). Além dos XOS, estudos ainda 

isolaram ativadores transcricionais XlnR e Aox-lnR que estariam envolvidos na 

síntese das xilanases (Beliën et al., 2006).   

A inibição da síntese de xilanase é feita pelos produtos da quebra da xilana 

(quando em grande quantidade), pela proteína CREA (enzima repressora do 

catabolismo A), que tem um papel importante na repressão do catabolismo, através 

da ligação á sequências específicas do promotor dos genes alvo, inibindo sua 

transcrição e/ou modulando a expressão dos indutores, e por glicose, que age 

aumentando a afinidade de proteínas repressoras pelo DNA (Rizzatti et al., 2008). 

 

1.3  Organismos Produtores de Xilanase 

 

As xilanases podem ser produzidas por diversos organismos, como bactérias, 

leveduras, insetos, fungos filamentosos, algas marinhas, protozoários, crustáceos, 

caracóis e plantas terrestres (Polizeli et al., 2005). No entanto, xilanases fúngicas 

possuem propriedades especiais como ampla adaptabilidade ao pH, boa 

estabilidade térmica, resistência a proteólise e alta atividade específica (Qiu et al., 

2016), que somadas ao alto nível de expressão enzimática e a fácil obtenção da 

enzima livre no meio de cultura, transformam os fungos em fontes principais de 

xilanase comercial (Silva et al., 2015). 

 

1.3.1 Fungos Filamentosos 

 

Os fungos são os principais decompositores da biosfera. A decomposição 

quebra a matéria orgânica incorporada nos organismos, libera dióxido de carbono na 



6 
 

 

atmosfera e retorna ao solo os compostos nitrogenados e outras substâncias, para 

serem reutilizadas por plantas e animais. Como excelentes decompositores, os 

fungos produzem grande quantidade de enzimas para a quebra das moléculas 

orgânicas, o que os torna agentes importantes nas áreas médica e industrial (Raven 

et al., 2007). Além disso, são fontes importantes de vários compostos 

economicamente significantes, incluindo peptídeos, vitaminas, ácidos orgânicos, 

antibióticos, e outras substâncias de relevância para a indústria farmacêutica, 

alimentícia, química e biotecnológica (Chambergo e Valencia, 2016). 

Entre os fungos filamentosos os principais produtores de xilanase são do 

gênero Aspergillus e Trichoderma (Pal e Khanum, 2011; Kumar et al., 2016; Shankar 

et al., 2016). 

 

1.3.1.1 Aspergillus (Aspergilli) 

 

O gênero Aspergillus representa anamorfos pertencentes à família 

Trichocomaceae, ordem Eurotiales, subclasse Eurotiomicetidae, classe 

Eurotiomicetes e ao filo Ascomicota. Possuem conidióforo simples, que é 

usualmente asseptado terminando em uma vesícula com fiálides inserida e conídios 

em cadeia. Algumas espécies de Aspergillus possuem reprodução sexuada 

apresentando telemorfos A fase sexuada é caracterizada pela produção de 

cleistotécios (minúsculos corpos de frutificação) fechados de forma arredondada. 

(Klich, 2002; Chalfoun e Batista, 2003).  

Este grupo taxonômico engloba organismos cujas características são de alta 

importância patológica, agrícola, industrial, farmacêutica, científica, e cultural. 

Podem ser encontrados em diversas partes do planeta, degradando substratos 

naturais e produzidos pelo homem. A primeira exploração humana conhecida de 

Aspergillus para fins oficialmente benéficos foi na transformação do arroz, soja e 

outros alimentos vegetais. Provavelmente a “domesticação” de Aspergillus para a 

produção de alimentos originou-se na China cerca de 2000 anos atrás (Goldman e 

Osmani, 2007). 

Em função da alta produção enzimática, capacidade de degradar uma ampla 

gama de polissacarídeos, ter boa capacidade de fermentação e níveis elevados de 

secreção de proteínas, têm sido aplicados em indústrias, como a de alimentação 
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humana e animal, papel e celulose, biocombustíveis, plásticos biodegradáveis, e as 

indústrias têxteis, e como hospedeiros para a expressão de proteínas heterólogas 

(Culleton et al., 2013).  

Por seu grande potencial na degradação da biomassa vegetal e das diversas 

aplicações industriais, tem se tornado o grupo mais amplamente estudado. Com 

potencial na produção de enzimas, especificamente xilanases, são relatados 

Aspergillus niveus (Damásio et al., 2011), Aspergillus niger (Khonzue et al., 2011; 

Pal e Khanum, 2011), Aspergillus flavus (De Alencar Guimaraes et al., 2013; Silva et 

al., 2015), Aspergillus terreus (Sorgatto et al., 2012; De Souza Moreira et al., 2013), 

Aspergillus caespitosus (Sandrim et al., 2005), Aspergillus ochraceus (Michelin et al., 

2010; Michelin et al., 2014), Aspergillus terricola (Michelin et al., 2010) e Aspergillus 

japonicus (Wakiyama et al., 2010; Facchini et al., 2011).  

 

1.4  Aplicação das Xilanases 

 

A Xilanase começou a ser utilizada na década de 1980, inicialmente na 

preparação de alimentos para animais e mais tarde para as indústrias alimentícias, 

têxteis e de papel (Harris e Ramalingam, 2010). O desenvolvimento da biotecnologia 

abriu caminho para o uso de xilanases em aplicações de amplo espectro. Movimenta 

aproximadamente 200 milhões de dólares no mercado mundial (Driss et al., 2014) e 

são aplicadas nas indústrias de alimentos e bebidas, de polpa e celulose, na 

sacarificação da xilana a xilose, na produção de compostos químicos, no tratamento 

enzimático de ração para animais, como aditivos alimentares e no tratamento de 

tecidos (Juturu e Wu, 2012). O uso de xilanases nesses processos, ainda permite 

que sejam usados menos produtos químicos, em condições menos severas e com 

reações colaterais menos perturbadoras, tornando a utilização de xilanases benéfica 

para a sociedade e para o meio ambiente (Sá-Pereira et al., 2003). 

 

1.4.1 Fabricação de Alimentos e Bebidas 

 

Na fabricação de pães as xilanases quebram a hemicelulose da farinha de 

trigo, ajudando na redistribuição de água, deixando a massa mais macia e mais fácil 

para amassar. Durante o processo de panificação, elas atrasam a formação do 
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miolo, permitindo maior crescimento da massa. Melhoram a viscosidade da massa 

promovendo a separação do glúten da farinha de trigo, através da hidrólise da 

arabinoxilana. E ainda desempenham papel importante na manutenção da vida útil 

do pão (Bajpai, 2014; Chandrasekaran, 2015). A adição da xilanase de Chaetomium 

sp. na massa do pão aumentou cerca de 25 % o volume do pão cozido no vapor e 

diminuiu em torno de 8,9-24,2 % a firmeza da massa (Jiang et al., 2010). As enzimas 

xilanolíticas de Thermoascus aurantiacus promoveram aumento de 22 % no volume 

e redução de 25 % na firmeza da massa (Oliveira et al., 2014). 

Na indústria de sucos e vinhos as xilanases compõem uma boa parte do 

mercado de enzimas (Polizeli et al., 2005). Em conjunto com celulases, pectinases e 

amilases, melhoram o rendimento do suco por meio da liquefação das frutas e 

vegetais; estabilização da polpa do fruto; aumento da recuperação dos aromas, 

óleos essenciais, vitaminas, sais minerais, corantes alimentares e pigmentos, 

redução da viscosidade e hidrólise de substâncias que impedem a limpeza física ou 

química do sumo, ou que podem causar turvação no concentrado (Harris e 

Ramalingam, 2010; Pal e Khanum, 2011).  

Durante a fabricação da cerveja, a parede celular da cevada é hidrolisada 

liberando longas cadeias de arabinoxilanas, que aumentam a viscosidade da cerveja 

tornando-a “lamacenta” (Bajpai, 2014). A adição de xilanase na fermentação da 

cerveja promoveu aumento na taxa de filtração (37,2 %) e redução na viscosidade 

(14,5 %) da mistura (Wang et al., 2016). Esse efeito é alcançado pela hidrólise das 

arabinoxilanas em oligossacarídeos menores que melhoram o aspecto da cerveja 

(Østergaard e Olsen, 2011). Para uso nas indústrias alimentares as xilanases 

precisam ter alta estabilidade e atividade ótima em pH ácido (Polizeli et al., 2005). 

 

1.4.2 Aplicações Química e Farmacêutica 

 

As xilanases são por vezes adicionadas em combinação com um complexo 

de enzimas (hemicelulases, proteases, entre outras) como um suplemento dietético 

para tratar má digestão, mas ainda poucos medicamentos podem ser encontrados 

com esta formulação. Produtos hidrolíticos da xilana, como resíduos D-xilopiranosil, 

podem ser convertidos em combustíveis líquidos (etanol), solventes e adoçantes 

artificiais de baixas calorias (Polizeli et al., 2005). 
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As xilanases catalisam a hidrólise de substratos que liberam XOS com efeito 

pré-biótico quando consumido como parte da dieta. Os XOS são hidrolisados, mas 

não absorvidos pelo trato gastrointestinal, atuando ali como estimulantes seletivos 

do crescimento de bactérias benéficas ao hospedeiro, promovendo ainda redução 

no colesterol do sangue (Driss et al., 2014), prevenção contra a proliferação de 

bactérias patogênicas e melhorando a absorção de minerais (Damásio et al., 2011). 

Adicionalmente, XOS são valiosos adoçantes alimentares com atividade pré-biótica, 

não carcinogênica e anticoagulante (Rashad et al., 2016). Embora a principal fonte 

de XOS ainda seja a hidrólise ácida, diversas pesquisas têm sido feitas com a 

intenção de encontrar xilanases com esse potencial (Yan et al., 2009; Teng et al., 

2010; Damásio et al., 2011; Qing e Wyman, 2011; Aragon et al., 2013; Bian et al., 

2013; Driss et al., 2014; Zheng et al., 2014; Rashad et al., 2016). 

 

1.4.3 Polpa e Papel 

 

Na indústria de papel a principal aplicação das xilanases é no branqueamento 

da polpa de celulose. Apesar de muitos países ainda usarem o processamento 

químico em vez da hidrólise enzimática na manufatura do papel, esse processo 

possui desvantagens como: elevado custo inicial, emissão de gases com cheiro 

forte, baixo rendimento (40-50 %), custo elevado e a grande quantidade de 

reagentes poluentes usados (Polizeli et al., 2005). 

As xilanases são utilizadas na remoção da camada de xilana complexada 

com a lignina dentro das fibras da polpa, facilitando a liberação da lignina e 

melhorando o efeito do branqueamento químico, e consequentemente, diminuindo 

significativamente a quantidade de cloro usado de 10 a 50 % (Kumar et al., 2016). A 

adição de xilanases no pré-tratamento da polpa de celulose aumentou (11 %) a 

remoção do ácido hexenurônico por lacases durante o cozimento alcalino. A 

remoção desse composto, que torna a polpa amarela, levou ao aumento de 6 % no 

brilho em comparação com o tratamento sem xilanase (Valls et al., 2010).  

As xilanases empregadas na indústria de papel não necessitam ser 

purificadas, mas precisam ser ativas em altas temperaturas e pH alcalino, e devem 

ser livres de celulases, a fim de preservar as fibras de celulose (Yeasmin et al., 

2011). Muitos estudos reportam a eficiência das xilanases na deslignificação da 
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polpa de celulose, aumento do brilho e na manutenção da viscosidade da polpa 

quando usadas no pré-tratamento e biobranqueamento (Sandrim et al., 2005; Betini 

et al., 2009; De Alencar Guimaraes et al., 2013; Guimarães et al., 2013; Fortkamp e 

Knob, 2014; Silva et al., 2015). 

 

1.4.4 Ração Animal 

 

As xilanases usadas como aditivos na ração animal, juntamente com diversas 

enzimas, promovem a quebra de arabinoxilanas dos ingredientes da ração, 

reduzindo a viscosidade da matéria-prima. As arabinoxilanas presentes nas paredes 

celulares de grãos, na forma solúvel, podem elevar a viscosidade da alimentação 

ingerida, o que interfere com a mobilidade e a absorção de outros componentes 

(Polizeli et al., 2005). Agindo na redução da viscosidade e na permeabilidade da 

parede celular intestinal, a adição de xilanases na dieta de frangos de corte à base 

de trigo, juntamente com fitases, melhorou a digestibilidade íleal de aminoácidos, a 

utilização dos nutrientes e a eficiência alimentar (5,2 %) (Selle et al., 2009). O uso na 

dieta de aves domésticas melhorou o ganho de peso e a digestibilidade do centeio 

(Motta et al., 2013) e a suplementação em dietas a base de trigo e milho melhorou a 

digestibilidade e a taxa de crescimento em porcos (Ndou et al., 2015). 

Em suínos e aves jovens, que produzem enzimas endógenas em quantidades 

menores do que quando adultos, a suplementação alimentar com enzimas exógenas 

melhora o desempenho alimentar e promove redução na produção de alguns 

resíduos indesejáveis (fósforo, azoto, cobre e zinco) nos excrementos, reduzindo a 

contaminação do meio ambiente (Polizeli et al., 2005). 

 

1.5 Dificuldades no uso de Enzimas 

 

Apesar dos diversos benefícios e de suas inúmeras aplicações industriais, o 

uso de enzimas com aplicação comercial permanece limitado por diversos fatores, 

tais como o alto custo das enzimas, sua instabilidade e pouca quantidade disponível. 

O fato de serem solúveis no meio aquoso também é um agravante, já que torna 

difícil e cara a sua recuperação no final do processo catalítico (Sarrouh et al., 2012). 

A fim de aumentar a utilização das enzimas como biocatalisadores industriais é 
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obrigatório obter enzimas com estabilidades operacionais melhoradas (Asgher et al., 

2014). A capacidade de reutilização também torna a aplicação dessas enzimas 

economicamente mais vantajosa (Datta et al., 2013). 

 

1.6 Imobilização Enzimática 

 

O termo "enzimas imobilizadas" refere-se a enzimas fisicamente confinadas 

ou localizadas em uma determinada região definida do espaço, com retenção da sua 

atividade catalítica, e que pode ser repetida e continuamente utilizada (Aragon, 

2013). A técnica foi apresentada em 1916 por Nelson e Griffin, que imobilizaram 

uma invertase em carvão ativado, mas o reconhecimento desse método como 

potencial para a imobilização de biocatalisadores úteis e reutilizáveis só foi 

reconhecido 40 anos depois (Cao, 2005).  

As principais vantagens da imobilização são: a possibilidade de reutilizar a 

enzima, a capacidade de parar a reação rapidamente pela remoção da enzima do 

meio reacional, a estabilização da enzima por meio do confinamento, e a ausência 

de contaminação do produto pela enzima (Bajpai, 2014). Contudo, durante o 

processo de imobilização, deve-se atentar para questões como: mudanças 

conformacionais que possam inativar a enzima; perda da atividade catalítica e 

perdas maciças de enzima por meio da lixiviação; efeitos difusionais, em decorrência 

de limitações do acesso do substrato à enzima; e o custo da imobilização, que deve 

ser compensado pela vida útil do biocatalisador (Alcântara, 2013). Dessa forma, o 

sucesso da imobilização vai depender principalmente do método de imobilização e 

do suporte escolhido. 

 

1.6.1  Imobilização por Aprisionamento 

 

Entre as diversas técnicas de imobilização enzimáticas, o aprisionamento é 

uma técnica bastante utilizada por ser de fácil preparação e baixo custo, e por 

formar derivados estáveis (Sarrouh et al., 2012). Essa técnica consiste no 

encarceramento de enzimas em um suporte ou no interior de fibras, que permite que 

o substrato e os produtos passem através da matriz, mas que a enzima seja retida. 

Tipicamente, o encapsulamento pode melhorar a estabilidade mecânica e minimizar 
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a lixiviação da enzima sem promover a interação da enzima com o suporte (Cantone 

et al., 2013).  

A geleificação de polímeros polianiônicos e policatiônicos por adição de íons 

multivalentes é um método simples e comum utilizado no aprisionamento. Entre as 

desvantagens estão: a possibilidade de fuga da enzima através dos poros da matriz, 

a baixa capacidade de carregamento e o desgaste do suporte durante o uso. Além 

disso, a relação de tamanho da partícula imobilizada para o tamanho do poro do 

suporte é um fator importante a ser considerado (Mohamad et al., 2015).  

 

1.6.2 Suportes 

 

Além de ser acessível, uma matriz ideal deve abranger características como 

inércia, força física, estabilidade, regenerabilidade, capacidade de aumentar a 

especificidade/atividade enzimática e reduzir a inibição pelo produto, a adsorção não 

específica e a contaminação microbiana (Datta et al., 2013). Nesse sentido, várias 

matrizes são testadas no aprisionamento de enzimas como: alginato, colágeno, 

poliacrilamida, gelatina, borracha de silicone e poliuretano. Alginatos, no entanto, 

são os polímeros mais frequentemente usados, pois promovem branda geleificação 

e não são tóxicos (Mohamad et al., 2015). Além disso, promovem um ambiente 

aquoso relativamente inerte dentro da matriz, permitem um processo de 

encapsulamento em temperatura ambiente e livre de solventes orgânicos, e por ser 

um gel poroso, promove grande difusão de macromoléculas (Gombotz e Wee, 

2012). 

O alginato de sódio é um biopolímero, extraído de algas marrons, composto 

por resíduos de ácido β-D-manurônico e α-L-gulurônico ligados por ligações 1,4, que 

em presença de íons bivalentes produz uma estrutura insolúvel gelatinosa, capaz de 

tolerar altas temperaturas e ser biocompatível com a maioria das enzimas (Bibi et al., 

2015). As “pérolas” de alginato podem ser formadas pelo gotejamento de uma 

solução de alginato contendo a enzima em uma solução de íon bivalente como Ca2+, 

Sr2+, ou Ba2+. A geleificação e o entrecruzamento dos polímeros são principalmente 

alcançados pela troca do íon sódio do ácido gulurônico com o cátion bivalente 

(Gombotz e Wee, 2012).  
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Testes de imobilização de uma lacase em alginato usando diferentes íons 

bivalentes (Zn2+, Cu2+ e Ca2+) mostrou que entre os íons testados o cobre conferiu 

melhor estabilidade a enzima em relação ao pH. Enquanto a temperatura ótima (55 

°C) foi conseguida com o cálcio e o aumento da termoestabilidade foi promovido por 

zinco e cobre. A enzima imobilizada em cobre foi utilizada na remoção de corantes 

sintéticos durante 2 ciclos de reação (Phetsom et al., 2009). Alginato de cálcio foi 

usado como matriz para a imobilização de celulase (Viet et al., 2013), lipase (Kumar 

et al., 2014), protease (Raghu e Rajeshwara, 2015), L-aminoácido oxidase (Singh et 

al., 2012) e endo-xilanase (Bibi et al., 2015) com alta eficiência catalítica (37-83 %) e 

capacidade de reuso em torno de 3-8 ciclos.  

O alginato também tem sido usado com sucesso na imobilização como 

pérolas de xantana-alginato e gel de poliacrilamida-alginato (Datta et al., 2013). A 

imobilização de uma solução multienzimática (alfa-amilase, glucoamilase e celulase) 

em pérolas de alginato de cálcio-argila apresentou alta eficiência (97 %) e 

rendimento de imobilização (52,14 %) e possibilitou o uso da enzima por 7 ciclos, 

mantendo 51,77 % da atividade no último uso (Rahim et al., 2013). 
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2 OBJETIVO GERAL 

 

Purificar e Caracterizar uma endo-xilanase produzida por Aspergillus 

japonicus e imobilização da enzima em alginato. 

 

 

2.1 Objetivos Específicos: 

 

 Testar a produção e purificação da xilanase utilizando 5 linhagens de 

fungos filamentosos (Aspergillus japonicus, Aspergillus flavus, Aspergillus niger, 

Aspergillus terreus43 e Aspergillus terreus31); 

 Selecionar o melhor fungo filamentoso para a caracterização 

bioquímica (pH e temperatura ótima, estabilidade à temperatura e pH, efeito de íons, 

etc.); 

 Caracterização molecular da xilanase purificada (Espectrometria de 

massas MALDI-TOF); 

 Testar as melhores concentrações de Alginato de Sódio e Cloreto de 

Cálcio para a imobilização enzimática; 

 Capacidade de reuso da enzima imobilizada. 
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3 MATERIAL E MÉTODOS 

 

3.1 Manutenção dos Microrganismos  

 

Os fungos filamentosos, A. flavus, A. niger, A. japonicus, A. terreus31 e A. 

terreus43, isolados na região de Mato Grosso do Sul foram mantidos em tubos de 

ensaio contendo meio ágar dextrose batata (BDA) inclinado. Estes microrganismos 

foram identificados pela MSc Clarice Rossatto Marchetti (responsável pela Micoteca 

de Campo Grande/MS) de acordo com as características morfológicas em parceria 

com a Universidade Federal de Pernambuco, especialmente da Drª. Cristina Maria 

de Souza Motta, responsável pela Micoteca URM da Universidade Federal de 

Pernambuco. Para a manutenção das cepas foram feitos repiques em meio BDA 

inclinado, mantidos em estufa a 30 ºC por um período de 5-7 dias e, posteriormente, 

armazenados até o momento de uso. 

 

3.2 Fermentação Submersa 

 

Para crescimento e indução da produção da enzima extracelular foi feita a 

suspensão dos esporos em água destilada e o inóculo em meio líquido modificado 

segundo Rizzatti et al. (2001): NH4H2PO4 (1 %); KH2PO4 (0,3 %); MgSO4.7H2O (0,24 

%); Extrato de levedura (0,45 %); Peptona (0,02 %); H2O q.s.p.100 mL, e farelo de 

trigo (1 %) como fonte de carbono. Após o crescimento, a 30 °C, sob agitação (110 

rpm) durante 120 h, o meio de cultura foi filtrado a vácuo usando papel filtro 

(Whatman no 1), e o filtrado foi usado como fonte da enzima extracelular.  

 

3.3 Ensaio Enzimático e Proteico  

 

A atividade xilanolítica foi determinada pela incubação da enzima com 1 % 

(p/v) de xilana de birchwood (Sigma-Aldrich, USA) em tampão citrato-fosfato 

(McIlvaine, 1921). A intervalos regulares a reação foi interrompida com ácido-3,5-

dinitrosalicílico (DNS) e o açúcar redutor liberado foi quantificado (Miller, 1959), 
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usando xilose como açúcar padrão. A unidade de enzima (U) foi definida como 

sendo a quantidade de enzima necessária para liberar um micromol de xilose por 

minuto (μmoles/min), nas condições de ensaio.  

Para a determinação da atividade da enzima imobilizada, as pérolas contendo 

a enzima imobilizada foram misturadas com tampão citrato-fosfato (2,5 mL) 

contendo 1 % (p/v) de xilana de birchwood sendo incubadas por 1 h a 55 ºC. Nos 

tempos de 30 e 60 min, alíquotas de 1 mL do meio de reação foram retiradas e 

adicionadas a uma solução de DNS (1:1), os passos seguintes foram seguidos 

conforme o protocolo mencionado para a enzima livre. 

 A dosagem de proteína total foi feita a partir do método de Lowry (1951), 

usando soroalbumina bovina como padrão.  

A Atividade específica foi definida em Unidades por miligrama de proteína 

(U/mg).  

 

3.4 Purificação da Xilanase de A. japonicus 

 

O filtrado da cultura (300 mL) contendo a enzima extracelular de A. japonicus 

foi dialisado contra água, “overnight” em geladeira, e então purificado por 

cromatografia de troca iônica, utilizando uma coluna CM-celulose (Carboximetil-

celulose) (Sigma) de 2,0 x 6,0 cm. A amostra foi pré-equilibrada em tampão acetato 

de sódio 500 mM pH 4,5 e a coluna em tampão acetato de sódio 50 mM pH 4,5. 

Para eluir as proteínas adsorvidas na resina foram aplicados 300 mL de gradiente de 

NaCl (0-1 M). As amostras foram coletadas, dialisadas contra água e dosadas a 

atividade enzimática e proteica.  

 

3.5 Eletroforese em Gel de Poliacrilamida em Condição Desnaturante (SDS- 

PAGE) e Não Desnaturante (PAGE 4.3) 

 

A eletroforese em gel de poliacrilamida em condição desnaturante (SDS-

PAGE) foi feita segundo a metodologia de Laemmli (1970), em concentração de 12 

%. A amostra concentrada por evaporação á vácuo (Eppendorf™ Vacufuge™ 

Concentrator), contendo 17 µg de proteína, foi ressuspendida diretamente em 30 µL 

de tampão de amostra. Após a corrida o gel foi retirado da placa e a revelação das 
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proteínas foi feita com Kit corante de prata (Sigma-Aldrich PROTSIL1-1KT). Os 

marcadores moleculares utilizados foram: Miosina (220 kDa), β-Galactosidase (110 

kDa), Fosforilase B (60 kDa), Albumina serum bovina (45 kDa) e Anidrase Carbônica 

(30kDa) (Sigma-Aldrich C4861). 

Em condição não desnaturante, a eletroforese em gel de poliacrilamida foi 

feita em concentração de 6 %. A amostra concentrada (como descrito acima), 

contendo 30 µg foi ressuspendida no mesmo tampão de corrida com pH 4,5. A 

corrida foi realizada com inversão da polaridade da fonte e a revelação foi feita com 

Azul de Coomassie Brilhante R 250. 

 

3.6 Espectrometria de Massas MALDI-TOF 

 

Os experimentos de espectrometria de massas MALDI-TOF foram realizados 

com o equipamento: Autoflex III Smartbeam (Bruker Daltonics) do Laboratório de 

Proteômica e Espectrometria de Massas em Saúde Animal da Embrapa Gado de 

Corte, em Campo Grande/MS, sob coordenação do Dr. Newton Valério Verbisck. 

O processamento dos espectros, com suavização, subtração da linha de base 

e geração das listas de massas, foi feito no programa FlexAnalysis v.3.3 (Bruker 

Daltonics). 

A análise das massas dos peptídeos trípticos foi submetida ao software 

MASCOT, com auxílio do programa computacional Biotools v.3.1 (Bruker Daltonics), 

as massas adquiridas com a ionização na fonte (ISD) foram analisadas por BLASTP 

(http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi?PAGE=Proteins) e as sequências de 

aminoácidos foram comparadas pelo programa Clustel Omega 

(http://www.uniprot.org/align).  

 

3.6.1 Ionização da Fração Cromatográfica 

 

A fração cromatográfica foi concentrada com acetona 1:1 e ponteiras Zip-Tip 

C18 (Millipore) contendo 0,6 µL de resina. Para a concentração utilizando Zip-Tip 

C18, as amostras liofilizadas foram resuspensas em água Milli-Q contendo ácido 

trifluoracético (ATF) 0,1 % (v/v), tendo sido acrescentado isotiocianato de guanidina 

(1 M de concentração final). A microcoluna foi ativada com 10 µL de acetonitrila 100 
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% e equilibrada após duas passagens com 10 µL de ATF 0,1 %. A adsorção da 

amostra foi feita por aspiração (dez vezes) em volume máximo, com posterior 

lavagem da resina (três vezes) com 10 µL de ATF 0,1 %. Para a eluição das 

proteínas foram utilizados 5 µL de uma solução de acetonitrila 50 % em água Milli-Q 

contendo ATF 0,1 % (v/v), aspirando e dispensado o mesmo volume diversas vezes. 

A amostra contendo as proteínas foi então submetida a análise por espectrometria 

de massas MALDI-TOF. 

As matrizes para MALDI utilizadas foram a superDHB, mistura de ácido 2,5-

dihidróxibenzóico e ácido 2-hidróxi-5-metóxibenzóico (9:1) (50 mg/mL), o ácido 

sinapínico (SA) (10 mg/mL) e o composto 1,5-diaminonaftaleno (DAN) (20 mg/mL), 

todas provenientes da Sigma-Aldrich. Para uso, as matrizes foram dissolvidas no 

solvente acetonitrila 50 % em água Milli-Q contendo ATF 0,1 % (v/v). Após misturar 

com a matriz na proporção 1:1 (v/v) ou 2:1 (v/v) no caso de DAN, foram aplicados 2 

µL por poço da placa, com secagem ao ar e subsequente ionização e análise por 

MALDI-TOF. Os espectros de massas foram adquiridos com feixe pulsado de laser, 

após 1000 a 2000 disparos. Para a aquisição em modo linear empregaram-se as 

voltagens primária da fonte de 20 kV, secundária da fonte de 18,4 kV e lentes de 8,7 

kV. Os calibrantes utilizados foram do conjunto MSCAL1 (Sigma-Aldrich), que 

contém padrões de massa desde 757,3 até 66.430 Da.  

 

3.6.2 Excisão da Banda e Digestão com Tripsina  

 

Após separação eletroforética em gel de acrilamida (SDS-PAGE) a porção do 

gel contendo a banda de interesse foi recortada e picada em pedaços de 

aproximadamente 1 mm3 com lâmina estéril. Os pedaços de gel foram 

completamente descorados com solução de acetonitrila 50 % em bicarbonato de 

amônio 50 mM (v/v), com incubação a temperatura ambiente durante 15 min, 

agitação em vórtex a cada 5 min e troca da solução descorante ao final. As lavagens 

para retirada do corante foram repetidas até completa descoloração dos pedaços de 

gel. Após descarte da solução descorante, os pedaços de gel foram desidratados 

com acetonitrila 100 %, com agitação vertical durante 5 min e secos ao ar. Esse 

processo foi repetido após a redução das pontes dissulfeto dos resíduos cisteína das 

proteínas. Para essa etapa foram adicionados 30 µL de solução de ditiotreitol (DTT) 
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10 mM em bicarbonato de amônio 100 mM, com incubação durante 30 min, sob 

agitação a temperatura ambiente. A solução foi removida e adicionaram-se 30 µL de 

iodoacetamida 50 mM em bicarbonato de amônio 100 mM, com incubação no 

escuro durante 30 min sob agitação a temperatura ambiente, para alquilação dos 

resíduos de cisteína reduzidos na etapa anterior. Após lavagem com bicarbonato de 

amônio 100 mM, os pedaços de gel foram novamente desidratados com acetonitrila 

100 %, conforme descrito acima. Os pedaços de gel foram reidratados, em presença 

da enzima tripsina, durante 1 hora em banho de gelo (~ 4 °C). Após absorção da 

enzima pelos pedaços de gel, a solução remanescente foi retirada e substituída por 

30 µL de bicarbonato de amônio 50 mM, com incubação a 37 °C durante 16 h. Após 

centrifugação breve a 12000 g durante 30 segundos, os peptídos foram extraídos do 

gel remanescente com 50 µL de solução contendo acetonitrila 60 % e ATF 1 % em 

água Milli-Q (v/v), com agitação breve em vórtex e incubação a temperatura 

ambiente durante 10 min em agitação vertical. Os peptídeos trípticos foram extraídos 

novamente dos pedaços de gel, com repetição do processo. Todo o volume 

contendo os peptídeos digeridos por tripsina foi congelado a -70 °C e concentrado 

por liofilização em concentrador a vácuo Centrivap (Labconco). Os peptídeos 

liofilizados foram resuspendidos em 50 µL de água Milli-Q, congelados e liofilizados 

novamente antes da análise por MALDI-TOF. 

 

3.6.3 Ionização dos Peptídeos Obtidos Após Digestão com Tripsina  

 

Os peptídeos trípticos liofilizados, provenientes da digestão com tripsina, 

foram resuspendidos com 5 µL de solução de acetonitrila 50 % e ATF 0,1 % em 

água Milli-Q (v/v). A matriz para ionização utilizada foi o ácido alfa-ciano-4-

hidróxicinâmico (10 mg/mL) (Sigma) em solvente acetonitrila 70 % e ATF 0,1 % em 

água MilliQ (v/v). Após misturar com a matriz na proporção 1:1 (v/v), foram aplicados 

2 µL por poço da placa, com secagem ao ar e subsequente ionização e análise por 

MALDI-TOF. Os espectros de massas foram adquiridos com feixe pulsado de laser, 

após 2000 disparos. Para a ionização em modo refletor empregaram-se as 

voltagens primária da fonte de 25 kV, secundária da fonte de 22,4 kV, lentes de 8,5 

kV, primária do refletor de 26,5 kV e secundária do refletor de 13,46 kV. O calibrante 

utilizado foi o conjunto de peptídeos de soroalbumina bovina após digestão com 
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tripsina (Bruker Daltonics), que contém padrões de massa desde 927,493 a 

2045,028 Da. 

 

3.7 Efeito do pH e da Temperatura na Atividade e Estabilidade da Enzima  

 

O pH ótimo foi determinado incubando a enzima (bruta e purificada) a 55 °C 

usando tampão citrato-fosfato, com variação de pH de 3,0 a 8,0. A temperatura 

ótima foi avaliada incubando a mistura de reação em diferentes temperaturas, de 40 

a 80 °C, em tampão de pH 5,0. 

A estabilidade térmica foi determinada incubando a enzima nas temperaturas 

40, 45, 50 e 55 °C, com tampão citrato-fosfato pH 5,0 por diferentes intervalos de 

tempo (0 a 4 horas); a atividade residual foi mensurada como descrito no item 3.3. A 

estabilidade ao pH, foi avaliada pela atividade residual depois de incubar a enzima 

em tampão citrato-fosfato com pH no intervalo de 3,0 a 8,0, com 0,5 unidades de 

intervalo de 4 a 24 h. 

  

3.8 Efeito de Íons na Atividade Enzimática 

 

A atividade residual da xilanase purificada foi avaliada na presença dos íons 

Ba2+, Ca2+, Cu2+, Co2+, Fe3+, K2+, Mg2+, Mn2+, NH4+ e Zn2+ nas concentrações de 1 e 

5 mM, nas condições estabelecidas no item 3.3. 

 

3.9 Cromatografia em Camada Delgada (CCD)  

 

Os produtos da hidrólise da xilana de birchwood (Sigma) foram analisados por 

CCD em sílica. A xilanase purificada foi adicionada a uma solução de 1 % de xilana 

em tampão citrato-fosfato (pH 5,0) incubado a 55 ºC, os produtos de hidrólise foram 

analisados em 30 e 60 min de reação. O sistema de solvente foi constituído de 

acetato de etila/ácido acético/ácido fórmico/água (9:3:1:4) por volume. A 

cromatografia foi revelada com orcinol 0,2 % em ácido sulfúrico/metanol (1:9), 

seguido de incubação em estufa a 110 °C até o aparecimento das bandas. Como 

padrão foi usado xilose (5 mg/ml). 
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3.10 Imobilização Enzimática  

 

3.10.1 Otimização das Concentrações de Alginato de Sódio e Cloreto de Cálcio 

para a Imobilização da Xilanase 

 

Diferentes concentrações de alginato de sódio 0,5 - 4,0 % (p/v), variação de 

0,5] foram testadas para a formação de pérolas com maior retenção da atividade 

enzimática. A formação das pérolas foi induzida por 0,1 M de uma solução aquosa 

de CaCl2.  

O efeito da concentração de CaCl2 foi testado em presença de 2 % de 

alginato de sódio e com concentrações de CaCl2 variando de 0,1 - 3,0 M (p/v). 

 

3.10.2 Imobilização da Xilanase de A. japonicus 

 

A enzima purificada (10,47 U/mL) foi imobilizada utilizando uma solução de 2 

% de alginato de sódio na proporção de (1:1). A mistura foi gotejada, com o auxílio 

de uma seringa, em uma solução de 0,1 M de cloreto de cálcio sob agitação 

promovida por agitador magnético. Em seguida, as pérolas formadas foram 

mantidas por 2 h sob agitação constante. Após esse período as pérolas foram 

filtradas a vácuo em papel filtro, lavadas com tampão acetato de sódio 50 mM (pH 

5,0) para a remoção do remanescente de enzima não imobilizado e deixadas em 

temperatura ambiente por 15 min. As pérolas foram então estocadas em geladeira 

até o momento de uso. 

 

3.10.3 Reuso da Xilanase Imobilizada 

 

Para o teste de capacidade de reutilização da enzima imobilizada em Ca-

alginato, as pérolas foram usadas diversas vezes na reação de hidrólise da xilana. 

Cada reação teve duração de 30 min a 55 °C. Ao fim de cada ciclo as pérolas foram 

filtradas e o filtrado foi utilizado para determinação do açúcar redutor. As pérolas 

recuperadas foram lavadas com água destilada e estocadas em geladeira até o 

próximo uso. Para o ciclo seguinte a atividade enzimática foi medida através de um 
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novo meio reacional, conforme item 3.3. A atividade das pérolas no primeiro ciclo foi 

definida como 100 %. 
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4 RESULTADOS e DISCUSSÃO 

 

4.1 Produção de Xilanase em Meio Líquido 

 

Após o crescimento dos fungos e quantificação da produção enzimática em 

meio líquido, a maior produção xilanolítica foi observada em A. flavus e A. japonicus 

(tabela 1). 

 

 

Tabela 1: Produção xilanolítica em condição submersa. 
 
 

FUNGO  U/ml 

A. flavus 106,4 

A. japonicus 105,3 

A. niger 78,9 

A. terreus31 75,1 

A. terreus43 39,6 

 
Fungos crescidos em meio líquido, durante 120 h, sob agitação a 30 °C, usando farelo de 
trigo como fonte de carbono. A atividade enzimática foi feita de acordo com item 3.3. 

 

 

4.2 Purificação da Xilanase Extracelular Produzida por A. japonicus 

 

A purificação de xilanases é necessária para estudos bioquímicos e 

moleculares detalhados e para a determinação da sequência primária e estruturas 

tridimensionais das proteínas. Muitas aplicações industriais também exigem um alto 

nível de pureza. Uma purificação bem sucedida proporciona alto rendimento da 

enzima desejada com máxima atividade catalítica e alto índice de pureza usando o 

menor número de passos de purificação. Xilanases microbianas são purificadas, 

principalmente, por métodos de cromatografia, com 2 ou 5 passos e com 

rendimentos de 0,2 a 78 % (Subramaniyan e Prema, 2002; Sá-Pereira et al., 2003; 

Said e Pietro, 2004; Bajpai, 2014). 

Resultados preliminares obtidos em nosso laboratório demonstraram que A. 

japonicus teve melhor purificação e rendimento quando comparado com os outros 
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fungos filamentosos. A xilanase de A. japonicus apresentou rendimento de 83,3 e 

purificação de 38,9 vezes após coluna de troca iônica (CM-celulose) (tabela 2). 

 

 

    Tabela 2: Purificação da xilanase extracelular de A. japonicus. 

 

Purificação V (mL) 

Unidade 

total 

Proteína 

(mg) AE % P 

Controle 300 2700,0 234,0 11,5 100 1 

CM-Celulose 300 2250,0 5,0 448,8 83,3 38,9 

      AE: atividade específica (U/mg); % : rendimento; P: índice de purificação. 

 

 

Diversas xilanases produzidas por fungos do gênero Aspergillus foram 

purificadas: xilanase de Aspergillus fumigatus MA28 usando sulfato de amônio e 

CM-celulose, com rendimento de 8,8 % e purificação de 38,5 vezes (Bajaj e Abbass, 

2011); de A. niger DFR-5 usando Sephadex G-100 e DEAE-Celulose, com 

rendimento de 38,9 % e de purificação de 36,97 vezes (Pal e Khanum, 2011), de A. 

terreus usando ultrafiltração (sistema Amicon), Sephadex G-50 e DEAE-Sephacel, 

com 74,7 % de rendimento e 6,2 de purificação (De Souza Moreira et al., 2013) e 

uma xilanase de A. terreus usando apenas um passo de CM-celulose, como o 

encontrado nesse trabalho, com 45 vezes de purificação e 67 % de rendimento 

(Sorgatto et al, 2012)  

Tendo como base os resultados da purificação, os experimentos seguintes 

foram conduzidos utilizando a enzima produzida pelo fungo A. japonicus. 

 

4.3 Eletroforese em Gel de Poliacrilamida 

 

A enzima purificada apareceu com uma única banda em SDS-PAGE corada 

com prata (Kit Sigma) e, em PAGE corada com Azul de Comassie (Figura 2), 

evidenciando o grau de purificação da amostra testada. A banda encontrada foi 

referente a uma proteína de aproximadamente 32 kDa. 
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Figura 2: Eletroforese em gel de poliacrilamida da xilanase purificada de A. japonicus. (A); 
PAGE 4.3 (6 %) com 30 µg da proteína (B) SDS-PAGE (12 %) com 17 µg da proteína  

 

 

Xilanases produzidas por microrganismos aparecem na literatura tendo uma 

massa molecular dentro de um faixa de 11 a 85 kDa (Mander et al., 2014). 

Massas semelhantes foram encontradas para a xilanase de Aspergillus usamii 

(32,7 kDa) (Wang et al., 2011), Aspergillus ochraceus (32 kDa) (Michelin et al., 

2014), Aspergillus niger DFR-5 (32 kDa) (Pal e Khanum, 2011), Aspergillus awamori 

(32,87 kDa) (Teixeira et al., 2010), Aspergillus versicolor (32 kDa) (Carmona et al., 

2005) e Aspergillus niveus (31 kDa) (Damásio et al., 2011). 

 

4.4 Espectrometria de Massas 

 

Das técnicas analíticas existentes a espectrometria de massas é uma das 

mais precisas (Cunha et al., 2006). A análise do espectro de massas MALDI-TOF, 

corrobora o encontrado no gel de poliacrilamida, revelando uma massa de 32,6 kDa 

(Figura 3). 

  

A B 
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Figura 3: Espectrometria de massas MALDI-TOF da fração cromatográfica após troca iônica 
em CM-celulose. A ionização foi feita com a matriz superDHB e intensidade de laser entre 
50 e 55 %. Os espectros foram adquiridos na faixa de massas entre 830 e 50000 Da, com o 
modo linear positivo e calibração externa. O gráfico expressa as razões de massa/carga 
(m/z) e as intensidades (a.u. - unidade arbitrária) dos íons, tendo sido detectado um íon de 
m/z=32639,6, na forma monocarregada (M+H)+ e com dupla carga positiva (M+2H)+2. 

 

 

A análise do espectro de massas dos peptídeos trípticos foi realizada para 

confirmar a identificação proteica da enzima purificada. A banda única encontrada 

no gel SDS-PAGE foi excisada manualmente, descorada e tratada a partir do 

protocolo de digestão tríptica em gel. O espectro de massas dos peptídeos trípticos 

foram então visualizado e analisado com MASCOT em banco de dados de proteínas 

(Matrix Science). A análise do espectro de massas da digestão com tripsina da 

banda encontrada em SDS-PAGE (Figura 4) frente ao banco de dados, revelou 

identidade significante com apenas duas sequências, sendo estas duas xilanases de 

Aspergillus aculeatus. 

As duas sequências identificadas na análise de mapas trípticos pertenciam à 

família GH10, sendo ambas endo-xilanases. A sequência depositada no banco 

                          (M+2H)
2+

 

  (M+H)
+
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UniProtKB/Swiss-Prot, com o acesso O59859.1, teve cobertura de 71 %, enquanto 

que para a do banco GenBank, com o acesso ALI87002.1, a cobertura foi de 60 %, 

indicando altos níveis de similaridade com as sequências obtidas a partir da xilanase 

purificada de A. japonicus, sugerindo que esta enzima seja classificada como GH10. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
 
Figura 4: Espectro de massas dos peptídeos trípticos da xilanase de A. japonicus. A banda 
foi excisada do gel, digerida com tripsina de pâncreas de porco e os peptídeos analisados 
por espectrometria de massas MALDI-TOF. A lista de massas e intensidades dos íons 
desse espectro foi submetida ao banco de dados MASCOT, com auxílio do programa 
computacional Biotools v.3.1 (Bruker Daltonics). 

 

 

Ao alinharmos a sequência de aminoácidos da proteína de A. japonicus, 

encontrada nesse estudo, e as duas sequências relatadas acima (acesso O59859.1 

e ALI87002.1) (figura 5), observamos grande similaridade dessas enzimas na 

sequência de aminoácidos da cadeia da proteína e na sequência do domínio 

catalítico, que é indicado como pertencente a enzimas da família GH10, o que 

reforça a hipótese de que a enzima de A. japonicus pertença a essa família. 
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Figura 5: Alinhamento das sequências de duas xilanases da família GH10 de A. aculeatus e 
a sequência da xilanase de A. japonicus. Sequências analisadas pelo programa Clustel 
Omega. Letras minúsculas: peptídeo sinal; Letras maiúsculas sublinhadas: protopeptídeo; 
Área sombreada: domínio da família GH10; Retângulos ligados: ponte dissulfeto; Os 
asteriscos mostram os aminoácidos similares entre as três sequências.  

 

 

Vale ressaltar ainda, que a sequência de aminoácidos referente a regiões de 

peptídeo sinal, protopeptídeo e região entre pontes dissulfeto das duas sequências 

do banco de dados não encontraram similaridade com sequências da xilanase desse 

trabalho. No entanto, sabe-se que os fungos filamentosos podem produzir uma 

multiplicidade de xilanases (Rizzatti et al., 2004) que podem diferir por modificações 

pós-traducionais como clivagem proteolítica e glicosilação, pela presença de peptidio 

sinal ou mesmo proteólise parcial. Sendo essa multiplicidade, provavelmente uma 

resposta adaptativa dos microrganismos para otimizar os processos de 

biodegradação do material lignocelulósico (Paës et al., 2012). 

O sequenciamento parcial da região amino-terminal da xilanase purificada 

rendeu uma sequência, FHDKYTJNKNAKXXAXXQADF, de 21 aminoácidos, com 

erro de 0,5 Da (Figura 6). 
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Figura 6: Espectrometria de massas MALDI-TOF com ISD para análise de fragmentos da 
xilanase de A. japonicus. A ionização foi feita com a matriz superDHB e laser de intensidade 
entre 80 e 95 %, com aquisição de 3000 espectros na faixa de massas entre 1400 e 4800 
Da.   

 

 

A análise por BLASTP frente aos bancos de dados disponíveis revelou 63 % 

de identidade com a sequência DQYTINKNAKTPAIIQADF das mesmas xilanases de 

A. aculeatus (acessos O59859.1 e ALI87002.1) identificadas na análise de peptídeos 

trípticos. As 18 sequências de maior similaridade encontradas são de xilanases de 

diferentes fungos, principalmente do gênero Aspergillus, e seu alinhamento com a 

sequência da xilanase de A. japonicus (em estudo) indica que o trecho 

DQYTINKNAKTPAIIQADF é conservado. Devido à resolução do espectro obtido 

(Figura 6) ser menor do que a necessária para distinguir os resíduos glutamina (Q) 

ou lisina (K), não é possível afirmar que o 4º resíduo da sequência da xilanase de A. 

japonicus identificado como K seja de fato uma substituição do resíduo Q, que é 

observada nessa posição em todas as sequências de xilanases aqui analisadas. Já 

os resíduos de isoleucina (I) e leucina (L) não podem ser distinguidos pela 

fragmentação obtida no experimento realizado, assim o 7º resíduo está indicado pela 

letra J. Por sua vez, as massas de 198,42 e 225,94, correspondem a dipeptídeos 
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grafados com X por não terem sido identificados. No entanto, o valor de massa 

198,42 é bastante próximo ao do dipeptídeo treonina (T) com prolina (P) (massa 

198,22), enquanto que a massa 225,94 poderia corresponder ao dipeptídeo I com I 

(massa 226,32), o que, sendo verdadeiro, aumentaria a similaridade da sequência 

DKYTJNKNAKXXAXXQADF da proteína de A. japonicus com o mesmo trecho das 

xilanases para 89 % (17 em 19 resíduos). 

Na literatura encontramos que o fungo A. aculeatus é um parente próximo do 

A. japonicus, sendo, muitas vezes, considerado uma variedade de A. japonicus 

(Hamari et al., 1997). A distinção entre as espécies é dificultada por possuírem 

similaridades morfológicas, incluindo a coloração (preto), e por apresentarem 

elevado grau de polimorfismo do DNA mitocondrial (Pařenicová et al., 2001). A partir 

da premissa que genes envolvidos na produção de xilanases podem refletir relações 

filogenéticas de táxons intimamente relacionados (Degefu, 2004), talvez seja esse, 

mais um motivo pelo qual a xilanase de A. japonicus tenha sido tão similar ás duas 

xilanases de A. aculeatus.  

 

4.5 Influência do pH e da Temperatura na Atividade da Xilanase 

 

O pH ótimo para a hidrólise da xilana é de, aproximadamente, 5,0 para a 

maioria das xilanases fúngicas, apesar de serem geralmente estáveis a um pH de 

3,0 a 8,0 (Subramaniyan e Prema, 2002). No teste de influência ao pH na atividade 

xilanolítica da enzima de A. japonicus, encontramos que o pH ótimo de atividade 

obtido antes e após a purificação foi 5,0 (Figura 7). 
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Figura 7: Influência do pH na atividade xilanolítica. Atividade enzimática avaliada em 
intervalos de pH variando de 3,0 a 8,0, conforme item 3.3. [A] Enzima bruta, [B] purificada. 

 

 

A enzima bruta apresentou pequena queda de atividade conforme o aumento 

gradual do pH após a atividade máxima, sendo mais elevada em pH 8,0 (68 %). Já a 

xilanase purificada, apresentou atividade nos pHs superiores a 4,0 e inferiores a 7,5. 

Várias xilanases também são encontradas na literatura apresentando pH ótimo entre 

4,5 e 6,5 (Da Costa et al., 2016; Damásio et al., 2011; Gomes et al., 2016; Kocabaş 

et al., 2015; Silva et al., 2015; Wakiyama et al., 2010).   

Em relação à temperatura, a enzima purificada apresentou um platô de 

atividade ótima a 50-60 °C, com queda brusca a 65 °C (22 %) (Figura 8B). De forma 
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semelhante, a enzima bruta apresentou pico de atividade em 55 °C, com variação na 

atividade de aproximadamente 5 % em 60 °C e 15 % a 50 °C em relação à 

temperatura ótima. A 65 °C apresentou 61 % de atividade (Figura 8A). 

 

 

 

Figura 8: Influência da temperatura na atividade xilanolítica. A dosagem enzimática foi 
realizada com variação de 40 a 80 oC, conforme item 3.3. [A] Enzima bruta; [B] Enzima 
purificada. 
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Grande parte das xilanases fúngicas apresenta temperatura ótima a 50 ºC 

(Subramaniyan e Prema, 2002; Nagar et al., 2011; Nawel et al., 2011; De Souza 

Moreira et al., 2013; Comlekcioglu et al., 2014; Fortkamp e Knob, 2014; Silva et al., 

2015). No entanto, platôs de temperatura ótima 50-55 °C também foram encontradas 

para duas xilanases de Aspergillus caespitosus purificadas por Sandrim et al. (2005). 

 

4.6 Estabilidade ao pH e à Temperatura da Xilanase Purificada 

 

A estabilidade ao pH foi avaliada durante um período de até 24 h, em pHs de 

3,0 a 8,0. O extrato bruto se mostrou estável em todos os pHs testados, exceto em 

pH 3,0 (Figura 9A). Em pH 3,0 a enzima perdeu 20 % da atividade na primeira hora 

de ensaio chegando a uma queda de 60 % em aproximadamente 4 h. 

A enzima purificada também apresentou grande estabilidade a variação de 

pHs, mantendo 70-80 % da atividade inicial em uma 1 h de experimento, no intervalo 

de pH de 5,0-8,0, e manteve a atividade enzimática praticamente inalterada até as 

24 h de ensaio. Em pH 3,0 e 4,0, a enzima apresentou uma queda de 75 e 60 % da 

atividade após 4h de incubação, respectivamente (Figura 9B). 

Estudos mostram que a maioria dos extratos brutos de xilanases fúngicas são 

estáveis em um amplo intervalo de pHs. Fang et al. (2007) sugere que essa 

estabilidade seria promovida por outra proteína extracelular, que associada à 

xilanase funcionaria como protetora contra a desnaturação pelo efeito do pH. No 

entanto, é possível observar que existe grande semelhança na estabilidade ao pH 

da enzima purificada e da enzima bruta neste trabalho. 

Na literatura observa-se que as xilanases são bastante resistentes à variação 

do pH. A Xilanase de A. flavus não apresentou alteração na atividade no intervalo de 

pH 3,0-8,0 durante 1h de ensaio (Silva et al., 2015), Caldicellulosiruptor bescii foi 

estável no intervalo de pH 4,0-12,0 (An et al., 2015). Já a enzima de Streptomyces 

sp. CS624 manteve mais de 70 % da atividade com variação no pH de 5,0-10,0 

(Mander et al., 2014) enquanto a de A. japonicus reteve 80 % da atividade na faixa 

de pH 2,0-9,0 durante 3 h de incubação (Wakiyama et al., 2010). 
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Figura 9: Efeito da variação de pH na estabilidade da xilanase de A. japonicus O teste de 
estabilidade foi conduzido durante um período de até 24 h. Atividade enzimática avaliada 
conforme item 3.3. [A] Enzima bruta; [B] Enzima purificada. (■) pH 3,0; (●) pH 4,0; (▲) pH 

5,0; (▼) pH 6,0; (♦) pH 7,0; (◄) pH 8,0. 

 

 

 

Nos testes de termoestabilidade, a enzima bruta se mostrou estável nas 

temperaturas de 40, 45 e 50 °C, em todo o período de incubação. A 55 °C, a enzima 

apresentou meia vida de aproximadamente 20 min (Figura 10A). Já a xilanase 

purificada, em 40 e 45 °C foi estável durante 240 min (4 h) do teste, apresentando 

meia-vida a 50 e 55 °C de 120 (2 h) e 60 min (1 h), respectivamente (Figura 10B).  
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Figura 10: Efeito da temperatura na estabilidade da xilanase. A enzima foi incubada nas 
temperaturas de 40 a 55 °C e alíquotas foram retiradas nos tempos indicados para a 
dosagem de atividade enzimática conforme o item 3.3. [A] Enzima Bruta e [B] Purificada; (■) 
40 °C; (●) 45 °C; (▲) 50 °C; (▼) 55 °C. 

 

 

Os resultados relatados para xilanase (xyl 1) purificada de A. ochraceus foram 

semelhantes ao que encontramos para enzima bruta nesse trabalho, estável a 55 °C 

por 20 min (Michelin et al., 2014) Resultados inferiores ao da enzima bruta foram 

encontrados para a xilanase bruta de A. flavus, apresentando meia vida de 50 min a 

50 °C e de aproximadamente 15 min a 55 °C (Silva et al., 2015). Inferior ao 

encontrado para a xilanase purificada deste trabalho, Facchini et al. (2011) relata 
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uma xilanase purificada de A. japonicus termotolerante apenas nas temperaturas de 

30-40 °C com retenção de 99 % da atividade por 2 h.  

  

4.7 Efeito de Íons Metálicos na Atividade da Xilanase Purificada 

 

De acordo com Guengerich (2016), cerca de 40 % das enzimas 

cristalografadas possuem metais como parte da sua estrutura. A interação desses 

metais com resíduos de aminoácidos presente no seu sítio ativo das enzimas podem 

aumentar ou diminuir a atividade catalítica. 

A maioria dos íons metálicos, em concentração de 1 mM, apresentou 

pequena influência na atividade da enzima. No entanto, o íon Mn2+ mostrou, 

aproximadamente 35 % e 23 % de ativação enzimática nas concentrações 1 e 5 

mM, respectivamente (Tabela 3). Já o íon Cu2+ inibiu fortemente a atividade 

enzimática na concentração de 5 mM (57 %). 

 Em estudos com Penicillium sclerotium (Knob e Carmona, 2010), Aspergillus 

versicolor (Carmona et al., 2005), Aspergillus giganteus (Fialho e Carmona, 2004) e 

A. terreus (Sorgatto et al., 2012), o íon Cu2+ também inibiu a atividade da enzima. 

Esse íon tem conhecido efeito na auto-oxidação de cisteínas, o que leva à formação 

de pontes de dissulfeto intramoleculares e intermoleculares. O efeito inibitório do 

Cu2+ pode ser explicado pela presença de um grupo sulfidril no centro catalítico das 

enzimas (Fortkamp e Knob, 2014). 

Semelhante ao encontrado nesse trabalho, a xilanase produzida por Jonesia 

denitrificans não sofreu grande influência pelos íons testados, sendo apenas 

fracamente ativada (10 %) pelo íon Mn2+ (Nawel et al., 2011). Este mesmo autor 

supõe que esse íon interaja com resíduos de aminoácido do sítio ativo, promovendo 

uma alteração na conformação que resulta em uma maior atividade enzimática. 

Ativação por Mn2+ também foi reportado para a xilanase de Humicola isolens 

expressa em Pichia pastoris (30 %) (Du et al., 2013) e para três xilanases purificadas 

de A. ochraceus, xyl 1 e xyl 2, em concentração de 5 mM de Mn2+ apresentaram 

aumento de 61 e 78 % na atividade, respectivamente, e xyl 3, com 1 mM apresentou 

56 % de ativação (Michelin et al., 2014). 
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Tabela 3: Efeito de íons na atividade da xilanase de A. japonicus. 

 

 
Atividade Relativa (%) 

1 mM 5 mM 

Controle 100,0 ± 0,012 100,0 ± 0,060 

NH4Cl 106,0 ± 4,921 90,8 ± 1,152 

CuSO4 92,3 ± 2,093 43,1 ± 4.230 

MgSO4 104,2 ± 0,106 77,3 ± 7,191 

FeSO4 99,6 ± 3,450 81,8 ± 7,035 

KCl 99,8 ± 5,126 83,0 ± 1,937 

CaCl2 103,0 ± 3,867 83,3 ± 1,730 

CoCl2 105,6 ± 0,523 70,0 ± 7,785 

ZnCl2 116,3 ± 1,361 86,8 ± 1,084 

MnCl2 134,5 ± 0,417 122,7 ± 3,288 

BaCl2 109,0 ± 1,463 90,2 ± 2,701 

               Controle: sem adição de íons. 

 

 

4.8 CCD 

 

Os produtos resultantes da quebra da xilana de birchwood pela xilanase 

purificada foram analisados por CCD (Figura 11). Os produtos obtidos a partir da 

hidrólise da xilanase foram XOS de vários comprimentos. Dessa forma, a enzima 

exibiu atividade de β-1,4-endo-xilanase e sugere bom potencial na produção de 

XOS. Uma xilanase de A. japonicus relatada por Wakiyama et al. (2010) apresentou 

o mesmo padrão de hidrólise encontrado para a xilanase dessa pesquisa, liberou 

XOS de vários comprimentos, principalmente, xilobiose e xilotriose e em menor 

quantidade xilose, sendo esta última, provavelmente, produto da clivagem da 

xilotriose, que libera xilobiose e xilose. 
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Figura 11: Análise por CCD dos produtos de hidrólise da xilanase produzida por A. 
japonicus. Padrão: xilose 5 mg/mL; A enzima foi incubada com 1 % de xilana e nos tempos 
0’ (zero), 30’ e 60’ (min), alíquotas foram retiradas e os produtos foram analisados em CCD. 

 
 
 

XOS, especialmente xilobiose, estimulam o crescimento de bifidobactérias 

intestinais (Du et al., 2013) que são associadas a diversos benefícios à saúde como, 

redução do colesterol no sangue, redução de riscos de câncer no cólon e aumento 

na absorção de minerais. A produção enzimática de XOS é uma estratégia 

alternativa promissora comparada com o uso de processos químicos, devido à fácil 

produção desses compostos, de forma altamente pura e com o mínimo de produtos 

indesejáveis (Rashad et al., 2016). 

 

4.9 Imobilização da Enzima em Alginato de Cálcio 

 

Com a finalidade de melhorar as características catalíticas e possibilitar o 

reuso, a enzima foi imobilizada utilizando alginato. 
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4.9.1 Otimização de Alginato de Sódio e Cloreto de Cálcio para a Imobilização 

da Enzima 

 

Diferentes concentrações de alginato foram testadas, sendo a concentração 

de 2,0 % a que promoveu maior atividade (Figura 12). 

Diferentes trabalhos relatam que a faixa de concentração de alginato de sódio 

entre 2,0 e 3,0 % foi adequado para a imobilização de enzimas como, xilanases (Pal 

et al., 2006; Khandeparker e Numan, 2008), lacase (Phetson et al., 2009) e 

celulases (Viet et al., 2013; Andriani et al., 2012).  

Bibi et al. (2015) propõem que baixas concentrações de alginato de sódio 

produzam pérolas frágeis com poros grandes, e isso pode provocar o 

extravasamento da enzima para o meio externo às pérolas, enquanto altas 

concentrações podem levar a baixa penetração de grandes moléculas de substrato 

no interior das pérolas, impedindo a formação do produto. 
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Figura 12: Efeito da concentração de alginato na atividade da xilanase imobilizada. A 
concentração de alginato variou de 0,5-4,0 % (p/v) em 0,1 M de CaCl2. Os testes foram 
realizados em triplicata com média e desvio padrão. 

 

 

Diferentes concentrações de cloreto de cálcio também foram testadas a fim 

de conseguir pérolas mais estáveis e capazes de reter alta atividade enzimática. Na 

figura 13 é possível observar que a maior atividade foi alcançada com 0,1 M de 

cloreto de cálcio e concentrações superiores promoveram a diminuição na atividade 
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enzimática. Para a imobilização da xilanase de Geobacillus stearothermophilus a 

concentração ótima para a imobilização foi 0,4 M de CaCl2 (Bibi et al., 2015). Para a 

lacase de Lentinus polychrous Lev. a concentração de 0,05 M foi a que promoveu 

melhor porcentagem de imobilização e atividade enzimática (Phetsom et al., 2009) e 

para a protease de Myceliophthora sp. foi 0,08 M (Zanphorlin et al., 2010). 
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Figura 13: Efeito de diferentes concentrações de CaCl2 na imobilização enzimática. Foram 
usadas concentrações variando de 0,1-3,0 % (p/v) de cloreto de cálcio para a formação das 
pérolas, usando 2 % de alginato de sódio contendo a xilanase purificada. As dosagens 
foram feitas segundo item 3.3. 

 

 

4.9.2 Reuso da xilanase imobilizada 

 

A capacidade de reuso da enzima imobilizada é um critério muito importante 

para testar a sua aplicabilidade na indústria e uma excelente vantagem do processo 

de imobilização. A xilanase imobilizada em alginato de cálcio foi reutilizada por 5 

ciclos. A enzima manteve mais de 50 % da atividade enzimática nos dois primeiros 

ciclos e aproximadamente 23 % de atividade residual nos ciclos posteriores (Figura 

14).  

Na literatura encontramos diversas enzimas imobilizadas em alginato de 

cálcio com diferentes capacidades de reuso: 7 ciclos foram possíveis para protease 

de Myceliophthora sp, mantendo mais de 50 % da sua atividade (Zanphorlin et al., 

2010), e para a amilase de Bacillus circulans GRS 313, com retenção de 85 % da 

atividade no último ciclo (Dey et al., 2003); a reutilização por 3 vezes foi promovida 



41 
 

 

pela imobilização de uma protease (35 %) isolada de Bacillus subtilis KIBGE-HAS 

(Anwar et al., 2009) e uma lipase (56 %) de Penicillium chrysogenum SNP5 (Kumar 

et al., 2014).   
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Figura 14: Reuso da xilanase de A. japonicus imobilizada em alginato. Condições de 
imobilização: 0,1 M CaCl2 e 2 % de alginato. A dosagem da atividade enzimática foi 
realizada segundo item 3.3. 

 

 

Neste estudo, a redução da atividade enzimática a cada ciclo de reação pode 

ter sido influenciada pelos passos de lavagem entre os sucessivos ciclos de reação, 

que podem ter permitido a lixiviação da enzima do interior das pérolas, resultando na 

diminuição da atividade (Bibi et al., 2015). Outro fator que pode ter influenciado foi o 

uso do tampão citrato-fosfato na reação de hidrólise, já que segundo Gombotz e 

Wee (2012), a utilização de um quelante, como por exemplo, o citrato e o fosfato, 

promoveria a remoção dos íons cálcio levando a degradação do gel de alginato, uma 

vez que a ligação cruzada no gel diminui. Isso promoveria o vazamento da enzima 

retida e a solubilização de polímeros do alginato de elevado peso molecular.  
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5 CONCLUSÃO 

 

Dos 5 fungos testados, a enzima produzida por A. japonicus se destacou, pois 

além de alto rendimento, também alcançou uma eficiente purificação. O processo de 

purificação foi obtido através de um único passo de cromatografia, reduzindo assim 

o custo e o tempo para obtenção da enzima pura. A análise dos peptídeos trípticos e 

da sequência amino-terminal sugerem fortemente que a xilanase de A. japonicus é 

um novo membro da família 10 das glicosil hidrolases. E juntamente com os 

resultados de hidrólise, vimos que a xilanase de A. japonicus é uma endo-xilanase. 

A partir da caracterização bioquímica da enzima, observamos que a enzima bruta e 

a purificada se comportam de maneira distinta, apresentado, porém, valores 

semelhantes de pH e temperatura ótima e estabilidade em pH básico e temperatura 

de 40 °C e 45 °C. Além disso, a imobilização da xilanase purificada em alginato de 

cálcio, que é reconhecido como um método rápido, não tóxico, barato e versátil para 

a imobilização de enzimas, permitiu a recuperação e a reutilização da enzima, 

mostrando que essa é uma alternativa para a utilização de endo-xilanases na 

indústria de biotecnologia. Testes futuros utilizando outro tampão na reação ou 

mesmo experimentos com outros íons podem vir a melhorar as características da 

imobilização da xilanase de A. japonicus em alginato.  
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