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RESUMO 

As enzimas são biocatalisadores que possuem uma vasta aplicabilidade na área industrial, 

pesquisa e farmacêutica. Porém, os custos de sua produção dificultam seu emprego, 

especialmente, na conversão de biomassa lignocelulósica em biorrefinarias. Assim, estratégias 

que possam aumentar a produtividade e diminuir o custo da produção de enzimas são 

necessárias. Uma das estratégias está na utilização de substratos provindos de resíduos 

agrícolas, florestais e agroindustriais em fermentação submersa. Contudo, quando se usa 

elevados teores de sólidos na fermentação, há problemas de transferências de massa por causa 

da mistura não uniforme. Para tal inconveniente, antes da fermentação, pode-se utilizar a 

liquefação enzimática (hidrólise parcial) de modo a tornar a suspensão de biomassa 

facilmente agitável. A partir desta suspensão podem ser gerados diversos produtos de origem 

microbiana, particularmente enzimas devido à incompleta despolimerização da fonte de 

carbono. Desse modo, o presente trabalho teve como objetivo avaliar a liquefação enzimática 

do farelo de trigo como recurso para produção de xilanases por Aspergillus niger A12 em 

fermentação submersa a altos teores de sólidos (20% m/v). A liquefação do farelo de trigo foi 

realizada por complexo enzimático celulolítico comercial a diferentes temperaturas            

(30-50 °C), pH (4,4-5,8), cargas enzimáticas (0,29-3,50 FPase/mL) e tempos de incubação (6-

24 h). Esta estratégia resultou em até cinco vezes mais atividade de xilanases perante 

atividade obtida em cultivo com farelo de trigo não liquefeito (controle), isto é, 31,7 contra 

6,1 UI/g de farelo de trigo, respectivamente e, cerca de quatro vezes menos concentração de 

proteínas totais com substrato liquefeito do que a obtida no controle. Portanto, este trabalho 

corroborou com a proposição do uso da liquefação enzimática de biomassa como método para 

produção de enzimas em cultivos a alto teor de sólidos. 
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ABSTRACT 

Enzymes are biocatalysts that have a wide applicability in the industrial, research and 

pharmaceutical areas. However, the costs of production hinder your use, especially in the 

conversion of lignocellulosic biomass to biorefineries. Thus, strategies to increase 

productivity and reduce the cost of enzyme production are needed. One of the strategies is the 

use of substrates from agricultural, forestry and agroindustrial residues in submerged 

fermentation. However, when using high solids contents in the fermentation, there are 

problems of mass transfer due to non-uniform mixing. For such a drawback, before 

fermentation, can be used enzymatic liquefaction (partial hydrolysis) to make a biomass 

suspension easily stirrable. From this suspension can be generated several microbial products, 

particularly enzymes due incomplete depolymerization of the carbon source. Thus, this study 

had as objective to evaluate the enzymatic liquefaction of wheat bran as a resource for the 

production of xylanases by Aspergillus niger A12 in submerged fermentation at high solids 

content (20% w/v). Liquefaction of wheat bran was carried out by commercial cellulolytic 

enzyme complex at different temperatures (30-50 °C), pH (4.4-5.8), enzymatic loads (0.29-

3.50 FPU/mL), and incubation time (6-24 h). This strategy resulted in up to five times more 

xylanases activity when compared to non-liquefied wheat bran (control), that is, 31.7 against 

6.1 IU/g of wheat bran, respectively, and around four times less concentration of total proteins 

with liquefied substrate than that obtained in the control. Therefore, this work corroborated 

with proposition of use enzymatic liquefaction of biomass as method for the production of 

enzymes in cultures with high solids content. 

 

 

Keywords: submerged fermentation, enzymatic liquefaction, wheat bran and xylanases. 
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1. INTRODUÇÃO 

Enzimas são de interesse devido sua origem natural, alta especificidade e sua 

vasta aplicabilidade. Estes biocatalisadores são importantes para conversões mais eficientes e 

menos agressivas, principalmente, no cenário atual na biotecnologia e biorrefinaria: que busca 

e aplica novas fontes de carbono e de energia renováveis. Os principais segmentos que os 

utilizam são: alimentos e bebidas, produtos de limpeza, produção de biocombustíveis, ração 

animal, pesquisa, diagnóstico e outros (SANT’ANNA JR, 2001). Por causa dessa demanda, 

ainda se busca estratégias para a redução dos custos na produção destes biocatalisadores bem 

como o aumento da produtividade (FARINAS, 2011). 

Para a produção de enzimas, utiliza-se de preferência a fermentação submersa 

(FSm), pelo fácil manuseio das condições operacionais em grande escala, do que a 

fermentação em estado sólido (FES). Na FSm, o crescimento do microrganismo geralmente 

ocorre em substrato dissolvido em excesso de água livre, havendo casos que o substrato pode 

estar suspenso na fase líquida. Já a FES ocorre em matriz sólida com pouca água livre 

(COLLA et al., 2010; GRAMINHA et al., 2008; PANDEY, 2003; PANDEY et al., 2008). 

Nas duas fermentações, o tipo de substrato de grande interesse nas últimas décadas é oriundo 

de material lignocelulósico, em especial, os subprodutos agroindustriais, agrícolas e florestais 

que são ricas fontes de carbono a baixo valor agregado. 

Para o uso eficiente dos constituintes desta biomassa renovável, pré-tratamentos 

são empregados para facilitar o acesso do microrganismo sobre o emaranhado lignocelulósico 

resistente formado pelas estruturas da celulose, hemicelulose e lignina. Os pré-tratamentos 

podem aumentar a digestão dos açúcares disponíveis, por meio da desorganização da estrutura 

cristalina da celulose e do aumento da porosidade na biomassa lignocelulósica 

(CAMASSOLA; DILLON, 2007). Os diferentes tipos de pré-tratamentos podem ainda ser 

combinados para melhoria das etapas posteriores do bioprocesso (por exemplo, hidrólise que 

pode ser por via ácida ou enzimática e, a fermentação). 

Dentro do escopo dos pré-tratamentos (físicos, químicos, físico-químicos e 

biológicos), o biológico sobressai-se pela brandura e menor potencial de liberar inibidores à 

fermentação (MOSIER et al., 2005; SUN; CHENG, 2002); no entanto, este requer um tempo 

elevado para despolimerização da biomassa (MOOD et al., 2013), pois depende do 

metabolismo e crescimento do microrganismo. Ainda assim, os microrganismos contribuíem 
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para a digestibilidade da biomassa com a secreção de enzimas para o ambiente que pode 

iniciar a hidrólise enzimática do material. 

Em suma a hidrólise da lignocelulose acontece em duas principais etapas: 

liquefação e sacarificação. A liquefação enzimática providencia o encurtamento das 

microfibrilas e redução da viscosidade, ou seja, hidrólise parcial; enquanto a sacarificação 

libera a maioria dos monômeros disponíveis na biomassa, a hidrólise completa (THYGESEN 

et al., 2011). 

Na literatura, embora a hidrólise enzimática seja bastante utilizada para obtenção 

de biocombustíveis, no intuito de se ter um meio de cultivo com maior concentração de 

açúcares fermentescíveis (MOSIER et al., 2005; PANDEY et al., 2011; SUN; CHENG, 2002; 

THOMAS; PARAMESWARAN; PANDEY, 2016; PERVEZ et al., 2014), ela também pode 

ser uma estratégia para produção de enzimas específicas com uso da hidrólise parcial. Isso 

uma vez que, a biomassa que sofre apenas liquefação enzimática possui fonte de carbono não 

totalmente despolimerizada. 

A liquefação enzimática pode ser realizada diretamente por microrganismos, tais 

como os fungos filamentosos dos gêneros Aspergillus sp. e Trichoderma sp., ótimos 

secretores de enzimas de alta estabilidade (HARRIS et al., 1997; POLIZELI et al., 2005; 

SHARMA; KUMAR, 2013), ou por complexos enzimáticos comerciais. Esta aplicação foi 

mencionada no trabalho de Cunha e coautores (2014), que desenvolveram uma liquefação 

enzimática do bagaço de cana-de-açúcar, pré-tratado por explosão a vapor, com Aspergillus 

niger em FES. 

Este fermentado (FES) foi o substrato para a consecutiva FSm a alto teor de 

sólidos em suspensão (23% m/v) com A. niger visando a produção de enzimas. A FSm com 

substrato liquefeito rendeu cerca de 15 vezes mais atividade da enzima endoglucanase (2,5 

UI/mL) do que a FES tradicional (0,17 UI/mL). Em Cunha e coautores (2014) avaliou-se, 

também, o efeito da FSm (23% m/v) do A. niger com bagaço de cana-de-açúcar liquefeito 

pela enzima comercial endoglucanase C (Genecor, EUA) sobre a atividade endoglucanásica. 

No caso deste fermentado a atividade foi 2,0 UI/mL. Logo, a fermentação com substrato 

liquefeito enzimaticamente quer por via microbiana (pré-tratamento biológico), quer com 

enzima comercial produziu atividade enzimática maior do que a FES tradicional. 
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Estes resultados podem ser similares com outros tipos de materiais 

lignocelulósicos. Uma biomassa de interesse em bioconversões é o farelo de trigo (FT), um 

subproduto abundante no Brasil pelo volume gerado em torno de 25% da indústria de 

moagem de grão de trigo (ABITRIGO, 2016) e, ainda subutilizado. O FT torna-se 

diferenciado por conter um teor relativamente elevado de proteínas 13,5-18,4% (DOBREV et 

al., 2007; DORNEZ et al., 2006; PALMAROLA-ADRADOS et al., 2005; RODRÍGUEZ-

ZÚÑIGA, 2010) e, principalmente, pela quantidade de lignina 4,9% (RODRÍGUEZ-

ZÚÑIGA, 2010), o que possibilita uma despolimerização mais fácil, além de ser rica fonte de 

carboidratos, gorduras e minerais (APPRICH et al., 2014; DOBREV et al., 2007; DORNEZ 

et al., 2006; PALMAROLA-ADRADOS et al., 2005; RODRÍGUEZ-ZÚÑIGA, 2010). 

Ademais, por causa do alto teor de xilana neste substrato (SUBRAMANYAN; PREMA, 

2002), as enzimas xilanases podem ser biossintetizadas em FT, pois é de conhecimento que, a 

ativação completa de transcrição do gene que codifica as xilanases é dependente da presença 

de xilana e hidratos de carbono derivados de hemicelulose (POLIZELI et al., 2005). 

Fundamentando-se nos dados positivos de Cunha e colaboradores (2014), esta 

estratégia sugeriu a investigação do uso da liquefação enzimática em outras matérias-primas, 

por exemplo farelo de trigo, como plataforma para produção de outros produtos em FSm, 

visto que não são frequentes os trabalhos nesta linha até o presente. 

1.1. OBJETIVO 

Este trabalho teve por objetivo avaliar a liquefação enzimática do farelo de trigo 

para produção de xilanases por Aspergillus niger A12 em fermentação submersa, a alto teor 

de sólidos. Esta estratégia de fermentação com o substrato farelo de trigo liquefeito via 

complexo celulolítico comercial visou o aumento da produção destas enzimas no processo 

fermentativo. 

Para tanto, as etapas ilustradas na Figura 1.1 foram executadas. Os estudos em 

“A” com as variações das condições na liquefação enzimática foram dependentes dos 

resultados do cultivo submerso. Em “A”, a liquefação foi estudada a diferentes temperaturas, 

pH, cargas enzimáticas e tempos de incubação observando-se a atividade xilanásica do 

sobrenadante no fermentado. Em “B” foram realizados a suplementação no meio de cultura 

com glicose para a verificação da repressão catabólica no cultivo submerso para produção de 

xilanases. 
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Figura 1. 1 - Etapas da pesquisa. 
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2. REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

Nesta seção apresenta-se uma revisão da literatura tratando da produção de 

enzimas e do uso de tratamentos para despolimerização da biomassa lignocelulósica 

destinada a processos fermentativos. 

2.1. PRODUÇÃO DE ENZIMAS 

2.1.1. Visão geral: bioprocessos e estratégias para o aumento da produtividade 

enzimática 

A literatura reporta larga produção de enzimas pelo bioprocesso fermentação no 

seu sentido mais amplo do que o metabólico, isto é, o cultivo controlado de microrganismos 

segundo Mitchell e colaboradores (2006). O cultivo pode ser realizado em algum substrato 

dissolvido em excesso de água livre, a FSm, ou em matriz sólida com pouca ou nenhuma água 

livre, a FES (PANDEY, 2003; PANDEY et al., 2008). Ambas fermentações têm suas 

limitações e vantagens (Tabela 2.1). O melhor processo em termos de custo para determinado 

bioproduto é ditado pela disponibilidade da infraestrutura, substratos e microrganismo, assim 

como os tratamentos de efluentes. Além do mais, as diferenças nas condições na FES e na 

FSm podem alterar a expressão de genes que podem afetar vários fenótipos, tais como o 

crescimento, desenvolvimento e a produção de enzimas (IWASHITA, 2002). Porém, cabe 

ressaltar que, em termos de processos industriais em grande escala a produção de enzimas é 

desenvolvida geralmente em FSm (POLIZELI et al., 2005). 

Técnicas para o aumento da produção enzimática e sua redução de custo são 

empregadas junto à fermentação. Na literatura, encontra-se a técnica da engenharia genética 

(OTTEN; QUAX, 2005), a otimização da composição do meio de cultura com o planejamento 

experimental (DOBREV et al., 2007; THOMAS; PARAMESWARAN; PANDEY, 2016; XU 

et al., 2008), uso de substratos de baixo valor agregado (GUIMARAES et al., 2013) e o uso 

de tratamentos nos substratos sólidos para processos fermentativos (CUNHA et al., 2014; 

DAS et al., 2013; MICHELIN et al., 2012). 
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Tabela 2. 1 – Vantagens (+) e desvantagens (-) da FSm e FES (COLLA et al., 2010; 
GRAMINHA et al., 2008; PANDEY, 2003). 

FSm FES 

 Microrganismos suspensos em 
nutrientes dissolvidos em meio líquido 

 Condições de crescimento de fungos 
filamentosos similares ao da natureza  

 Controle de temperatura e pH  Substratos naturais (resíduos agrícolas, 
agroindustriais) ou sintéticos 
(quimicamente definidos) 

 Difusão de nutrientes e troca de gases 
homogênea 

 Pouca geração de efluentes, e 
rendimento superior 

 Bons rendimentos com enzimas 
extracelulares 

 Simplicidade e menores equipamentos 

 Aeração difícil em meios com alta 
viscosidade 

 Baixo consumo de energia 

 Grandes volumes de efluentes  Alta produtividade volumétrica 

 Requer muito espaço para 
equipamentos 

 Controle e monitoramento de 
parâmetros do processo limitado 

 Alto custo com aeração e agitação  Umidade reduzida requer 
microrganismos específicos 

 Formação de espuma  Heterogeneidade do meio em termos 
de população microbiana e 
concentração de solutos 

Da engenharia genética vieram grandes avanços nas fermentações, pois os 

microrganismos recombinantes promoveram elevadas produções em condições industriais 

(GUDYNAITE-SAVITCH; WHITE, 2016). Pesquisadores e a indústria fazem uso das 

técnicas de mutação e da tecnologia do DNA recombinante em bactérias, fungos e leveduras, 

já que esses apresentam uma taxa de crescimento elevada, fácil manuseio e por a maioria ser 

geralmente reconhecida como segura (PANDEY et al., 2008). Para produção de enzimas, os 

fungos filamentosos são mais utilizados, pois estes produzem e secretam um amplo espectro 

de enzimas mais estáveis do que as oriundas de leveduras e bactérias (BAJPAI, 2014). 

Quando as enzimas são secretadas para o meio elimina-se a necessidade de rompimento 

celular, simplificando assim a purificação. Porém, ainda assim o custo com substratos é 

importante. 
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É de conhecimento que a adoção do substrato de baixo valor agregado, oriundos 

de biomassa lignocelulósica (os resíduos florestais, agroindustriais e agrícolas), reduz o custo 

em bioprocessos, a poluição ambiental e agrega valor as matérias-primas subutilizadas 

(CHOTEBORSKÁ et al., 2004; GUIMARAES et al., 2013; DE CASTRO; DE CASTRO, 

2012; BADHAN et al., 2007; ROJAS-REJÓN et al., 2011). Na literatura encontra-se um 

leque de aplicações destas biomassas renováveis na produção de bioetanol, ácidos orgânicos, 

proteínas, enzimas e outros, porém tem-se dado mais atenção para a produção de 

biocombustíveis (MADHAVAN et al., 2012; MATANO et al., 2012; SARKAR et al., 2012). 

No Brasil, isso se dá principalmente, devido ao grande volume da biomassa derivada de cana-

de-açúcar. Ademais, no Brasil há subprodutos da moagem do grão de trigo, resíduos do 

milho, do arroz, do café, algodão, feijão e outros (DIAS et al., 2012), que, como mencionado, 

podem ser utilizados como substratos para produção de enzimas e outros produtos da 

fermentação. 

Estratégias para se ter um meio-termo entre a FES e FSm podem ser 

implementadas quando se desenvolve uma FSm a altos teores de sólidos, aliando a alta 

produtividade volumétrica em FES com o fácil monitoramento de parâmetros na FSm. Esta 

estratégia torna-se promissora, principalmente, para produção de enzimas secretadas no meio, 

pois à medida que há o crescimento microbiano a viscosidade do substrato reduz-se pela 

despolimerização dos seus componentes lignocelulósicos, facilitando a homogeneidade do 

crescimento microbiano, como também dos produtos. Porém, a simples adoção destes 

substratos no meio de cultura não implica no aumento da produtividade, visto o emaranhado 

dos principais componentes da lignocelulose (celulose, hemicelulose e lignina), da natureza 

cristalina da celulose e das propriedades inibidoras da lignina. Desse modo, os pré-

tratamentos e/ou a hidrólise parcial (liquefação enzimática) podem atenuar essa resistência, 

possibilitando o uso de seus componentes mais simples pelos microrganismos de modo 

eficiente (MERINO; CHERRY, 2007; QI et al., 2011). 

2.2. LIQUEFAÇÃO ENZIMÁTICA 

Sabe-se que a hidrólise enzimática se dá em duas principais etapas: liquefação e 

sacarificação. A liquefação enzimática ocorre durante a fase que antecede a sacarificação 

(liberação de monômeros), na qual as enzimas degradam parcialmente a estrutura da biomassa 

lignocelulósica. Assim, há o encurtamento das microfibrilas, redução das interações 

intermoleculares entre as fibras (por pontes de hidrogênio e ligações de Van der Waals) e 
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redução da viscosidade, o que resulta numa suspensão de biomassa que pode ser facilmente 

agitada (SZIJARTO et al., 2011; THYGESEN et al., 2011). 

A liquefação enzimática pode ser realizada diretamente por microrganismos 

secretores de enzimas ou por complexos enzimáticos. Complexos enzimáticos para tal fim são 

compostos geralmente por celulases, endoglucanases, celobiohidrolases e β-glucosidases, 

responsáveis pela hidrólise da celulose e, xilanases que degradam a hemicelulose 

(THYGESEN et al., 2011; ZHANG et al., 2011). Os fornecedores comerciais desses 

complexos de maior visibilidade são a Novozymes e Daniso da Dinamarca, Genecor dos 

EUA, DMS da Holanda e a BASF da Alemanha (BINOD et al., 2008; BINOD et al., 2013). 

Devido à tendência para produção de biocombustíveis, a hidrólise dos materiais 

lignocelulósicos tem como finalidade tornar mais eficiente a conversão da celulose e 

hemicelulose em açúcares fermentescíveis. Os custos do processamento da biomassa não 

hidrolisada a elevada carga de sólido (mais que 15% m/m, SKOVGAARD et al., 2014) 

podem também serem reduzidos com a hidrólise. Com a hidrólise reduz-se o consumo de 

água, gastos com energia e de equipamentos requeridos para a movimentação do material 

lignocelulósico a elevada carga de sólido não hidrolisado. Assim, o uso da hidrólise a elevada 

carga de lignocelulose fornece maior concentração de monômeros para a fermentação e 

consecutivo aumento no rendimento para produção de biocombustíveis, salvo quando há 

inibição. 

A hidrólise completa pode gerar inibição do crescimento microbiano, quando ela 

ocorre liberando ácido acético pela hidrólise do grupo acetil na hemicelulose, furfural 

formado pela degradação das pentoses, hidroximetilfurfural formado pela degradação das 

hexoses e ácidos fenólicos (FITZPATRICK et al., 2010; MERINO; CHERRY, 2007; 

ROMANI et al., 2010). Estes inibidores são tóxicos para microrganismos mesmo em baixas 

concentrações e a presença deles em separado ou em conjunto pode também alterar o pH do 

meio e o metabolismo. Os inibidores podem danificar a estrutura celular, inibindo assim o 

crescimento celular, reduzindo as atividades enzimáticas por causarem danos ao DNA, 

inibindo a síntese de proteínas e, por fim, do produto desejado (JONSSON; ALRIKSSON; 

NILVEBRANT, 2013; PALMQVIST; HAHN-HAGERDAL, 2000). 

Para atenuar os efeitos dos inibidores derivados da lignocelulose, há a 

detoxificação física (por membrana e evaporação), química (neutralização, hidróxido de 
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cálcio, etc), e bioquímica (microbiana e enzimática), mas estes tratamentos elevam o custo do 

processo (CHANDEL; SILVA; SINGH, 2011; GUPTA et al., 2011). Por isso, pré-

tratamentos (Tabela 2.2) adequados ao material lignocelulósico, bem como uma hidrólise 

amena (liquefação enzimática) são de interesse. 

Tabela 2. 2 – Pré-tratamentos aplicados à biomassa lignocelulósica. 

Pré-tratamentos Referências 

 Físicos Moagem, trituração, ultrassom, micro-
ondas e radiação. 

(Silva et al., 2010) 

 Químicos Processos ácidos, alcalinos e líquidos 
iônicos. 

(Saha et al., 2005; Zhu et 

al., 2012) 

 Físico-químicos Auto-hidrólise e explosão com vapor. (Chen et al., 2010; Kaar et 

al., 1998; Michelin et al., 
2012) 

 Biológicos Fungos da podridão branca ou castanha.  (Keller et al., 2003) 

Dentre os pré-tratamentos, o biológico é mais brando em termos de valores de pH 

e temperatura, tem baixa toxicidade (ausência ou mínima geração de inibidores para a 

fermentação) e baixa corrosão em comparação com os pré-tratamentos via ácida (concentrado 

ou diluído) ou alcalina, além de requerer menos energia do que, por exemplo, o hidrotérmico 

(MOSIER et al., 2005; SUN; CHENG, 2002). Contudo, somente utilizá-lo para se obter a 

sacarificação pode exigir longos tempos de cultivo (MOOD et al., 2013) e consecutivo 

acréscimo nos gastos, mas este pré-tratamento aliado a outros antes da fermentação submersa, 

pode contribuir para a melhoria da produção enzimática. 

A liquefação, para produção de enzimas em fermentação com sólidos, não exige 

uma solubilização completa da celulose e hemicelulose, pois são os oligossacarídeos 

remanescentes que induzem o microrganismo a iniciar ou continuar a síntese das enzimas 

específicas para clivagem das ligações que os mantêm ainda estruturados. Portanto, quando se 

pretende aplicar a hidrólise enzimática de forma incompleta, ou seja, a liquefação, o objetivo 

não é obter substratos com excelentes conversões a monômeros; assim, a geração de 

inibidores é diminuída e a quantidade de enzimas necessárias é relativamente pequena. 

Entretanto, a deformação e escoamento da biomassa lignocelulósica são influenciados pelas 

propriedades físicas de cada tipo de lignocelulose, das enzimas empregadas e das condições 
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em que a hidrólise é conduzida (SKOVGAARD et al., 2014). Na Tabela 2.3 estão citados 

alguns trabalhos que utilizaram (ou não) biomassa pré-tratada para produção de enzimas. 

Tabela 2. 3 – Enzimas produzidas em processos fermentativos com agroresíduos pré-tratados 
como substrato. 

Enzimas Fonte de carbono Tratamento Microrganismo Referências 

Endoglucanases Bagaço de cana-
de-açúcar 

Biológico A. niger (Cunha et al., 
2014) 

Xilanases Palha e farelo de 
trigo 

Auto-hidrólise A. ochraceus (Michelin et al., 
2012) 

Xilanases Farelo de trigo Nenhum A. terricola (Michelin et al., 
2011) 

Xilanases Farelo de trigo Autoclavagem A. niger XY-1 (Xu et al., 2008) 

Xilanases Farelo de trigo e 
palha de arroz 

Alcalino A. fumigatus 
ABK9 

(Das et al., 
2013) 

Xilanases Bagaço de cana Hidrotérmico A. niger DR02 
(Robl et al., 
2015) 

Cunha e coautores (2014) avaliaram a produção de endoglucanase por A. niger em 

FSm a 23% (m/v) com bagaço de cana-de-açúcar (pré-tratado por explosão de vapor) 

liquefeito por enzima comercial endoglucanase C (Genecor, EUA) e pela combinação da 

liquefação microbiana em FES e enzima comercial (Figura 2.1). A liquefação microbiana do 

bagaço por FES com A. niger ocorreu por 12 h e completada com mais 36 h de liquefação 

com adição de enzima comercial (endoglucanase C) sob agitação. Já a liquefação do bagaço 

somente com enzima comercial foi realizada em batelada alimentada até atingir 30% (m/v) de 

teor de sólidos em 12 h de alimentação com mais 36 h de agitação. Depois, os dois bagaços 

liquefeitos seguiram para esterilização para servirem como substrato para FSm suplementada 

com meio nutriente. A FSm, a 32 °C por 72 h, com o bagaço liquefeito por FES e enzima 

comercial propiciou um aumento de cerca de 15 vezes em atividade de endoglucanase (2,5 

UI/mL); nas mesmas condições citadas de fermentação, a FSm com o bagaço liquefeito com 

enzima comercial aumentou em 12 vezes a produção de endoglucanase (2,0 UI/mL) quando 

foram comparados somente a FES tradicional (0,17 UI/mL), ou seja, sem o substrato 

liquefeito. 



22 

 

Figura 2. 1 - Produção de enzimas em FSm com substrato liquefeito (Cunha et al., 2014). 

 

Assim, o trabalho de Cunha e coautores (2014) mostrou que ao se utilizar 

materiais lignocelulósicos mais complexos e a alta carga de sólidos, a via de tratamento direto 

com enzimas pode exigir uma adequação no modo de alimentação na liquefação. Esta 

adequação na alimentação visa evitar a ineficiência da hidrólise pela alta concentração de 

sólidos em uma única batelada, que impede uma mistura eficiente pela alta viscosidade. Isto 

pode demandar maior tempo para a hidrólise total, como observado em Puri e colaboradores 

(2013), que desenvolveram o processo de hidrólise em duas fases para obter uma conversão 

global de 88% para produção de etanol. 

2.2.1.  Fatores que afetam a hidrólise enzimática da biomassa lignocelulósica 

Os principais fatores que influenciam a hidrólise enzimática completa são fatores 

relacionados ao substrato e as enzimas (MANSFIELD et al., 1999). A taxa e o grau de 

hidrólise são dependentes da eficiência das interações enzima-substrato, que por sua vez são 

influenciadas pelas propriedades físico-químicas do substrato, ou seja, da natureza da matéria-

prima e das condições de pré-tratamento em que esta foi submetida e assim da: 

a) cristalinidade: a parte cristalina pode ser hidrolisada mais rápido com a combinação de 

enzimas que atuem nas partes amorfas; 

b) grau de polimerização: que representa o número médio de meros (número de unidades 

estruturais repetidas) existentes numa molécula; 

LIQUEFAÇÃO

Biomassa 
lignocelulósica A. niger

Meio 
nutriente

FES

Liquefação com solução 
de enzimas comerciais

Agitação

FSm 23 % (m/v)Esterilização

A. niger
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c) teor de lignina: a lignina impede o acesso das enzimas à celulose e hemicelulose e a 

sua interação com as enzimas pode ser irreversível ( MOONEY et al., 1998); 

d)  tamanho das fibras, porosidade bem como a área superficial: maior área superficial 

significa mais locais de adsorção disponíveis por massa de substrato e, com a redução 

do tamanho de partícula, a área superficial específica aumenta, assim como o volume 

de poros acessíveis às enzimas. 

Fatores relacionados com a enzima podem ser, por exemplo, a perda gradativa da 

atividade enzimática no decorrer da hidrólise (inibição por produto final, inativação térmica 

ou pelo pH do meio) e a separação de componentes enzimáticos pela difusão em poros do 

substrato e a adsorção irreversível das enzimas (MANSFIELD et al., 1999). 

2.3. FARELO DE TRIGO 

O farelo de trigo (FT) consiste da cobertura mais externa do grão de trigo que 

inclui tecidos do pericarpo e tegumento (EVERS; MILLAR, 2002) (Figura 2.2). Este 

subproduto é proveniente da produção de farinha de trigo na indústria de moagem de grãos de 

trigo. 

Figura 2. 2 - Estrutura do grão de trigo. Disponível em: 
http://www.nabim.org.uk/wheat/wheat-structure  

 

http://www.nabim.org.uk/wheat/wheat-structure


24 

 

O FT é de grande interesse para bioprocessos pelas seguintes razões: 

a) pela quantidade gerada: cerca de 25% da produção da farinha de trigo, equivalente a 

2.606 mil toneladas em 2015 (ABITRIGO, 2016);  

b) é um subproduto e, assim, não necessita de espaço geográfico específico com 

agricultura;  

c) apresenta baixo valor agregado em relação a meios de cultura sintéticos (definidos 

quimicamente);  

d) é de grande heterogeneidade química sendo fonte rica de carboidratos, proteínas, 

gorduras e minerais (Tabela 2.4) (PRÜCKLER et al., 2014). 

O teor relativamente elevado de proteínas (até 18%), bem como a pequena 

quantidade de lignina (menor de 5%) são os principais diferenciadores do FT para a outras 

biomassas lignocelulósicas (Tabela 2.5) (APPRICH et al., 2014; JAVED et al., 2012), pois a 

lignina é de difícil solubilização e potencial geradora de inibidores para o crescimento 

microbiano (PANDEY et al., 2011). Apesar disso, o FT tem sido destinado basicamente à 

alimentação animal e humana (CHERUBINI, 2010; JAVED et al, 2012). 

Assim, o FT pode ser utilizado como um substrato para produção de biomassa 

(microrganismos), biocombustíveis e metabólitos diversos (APPRICH et al., 2014). No caso 

de produção de enzimas, o FT é empregado para induzir endoglucanase (CMCase), 

glicosidade, α-L-arabinofuranosidase, amilase, protease, α-galactosidade e outras (JAVED et 

al., 2011). A produção de xilanases em grande escala também é feita utilizando o FT como 

substrato por este ser um ótimo indutor devido ao seu elevado teor de xilana 

(SUBRAMANYAN; PREMA, 2002; DOBREV et al., 2007; DORNEZ et al., 2006; 

PALMAROLA-ADRADOS et al., 2005). 
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Tabela 2. 4 – Composição típica do farelo de trigo. Adaptado de Apprich et al. (2014). 

Componentes Quantidade (%) Referências 

Água 12,1 (Dobrev et al., 2007; Roberts et al., 
1985) 

Proteínas 13,5-18,4 (Dobrev et al., 2007; Dornez et al., 
2006; Palmarola-Adrados et al., 2005; 
Rodríguez-Zúñiga, 2010) 

Gordura 2,6-3,4 (Dobrev et al., 2007; Roberts et al., 
1985) 

Total de carboidratos 50,4-79,1 (Beaugrand et al.,2004; Dobrev et al., 
2007) 

Amido 24,9 (Dornez et al., 2006) 

Celulose 10,9 (Rodríguez-Zúñiga, 2010) 

Hemicelulose 28,9 (Rodríguez-Zúñiga, 2010) 

Arabinoxilanos 10,7-28,4 (Dobrev et al., 2007; Dornez et al., 
2006; Palmarola-Adrados et al., 2005) 

β-glucana 13,2 (Dobrev et al., 2007) 

Lignina 4,9 (Rodríguez-Zúñiga, 2010) 

Cinzas 2,7-6,1 (Dobrev et al., 2007; Dornez et al., 
2006; Roberts et al., 1985) 

Tabela 2. 5 - Percentual de lignina e proteínas em biomassas lignocelulósicas segundo 
Rodríguez-Zúñiga (2010). 

Biomassa lignocelulósica Lignina (%) Proteínas (%) 

Bagaço de cana-de-açúcar 21,7 1,52 

Casca de arroz 18,72 2,35 

Farelo de soja 9,78 43,22 

Farelo de trigo 4,89 17,61 
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2.4. ENZIMAS XILANOLÍTICAS 

2.4.1. Ação catalítica de xilanases 

A biomassa lignocelulósica é constituída predominantemente de polímeros de 

hidratos de carbono (celulose e hemicelulose) e um polímero aromático (lignina) (SAHA, 

2003) e sua despolimerização de modo enzimático requer um conjunto de diferentes enzimas. 

Deste conjunto, tem-se as xilanases que clivam as ligações entre os constituintes da 

hemicelulose (ZHU et al., 2006). Por causa desta ação, xilanases têm aplicações comerciais 

na fabricação de papel, ração animal, panificação, indústrias de suco e vinho, produção de 

xilitol e outros (POLIZELI et al., 2005). 

Referente à hidrólise, a hemicelulose é mais suscetível do que a celulose. A 

celulose, por ser um polímero linear construído por subunidades de D-glicose, associadas por 

ligações glicosídicas β-1,4, de cadeias longas interligadas por ligações de hidrogênio, tendo 

uma natureza cristalina e pouco amorfa, é muito recalcitrante à degradação (RAVEN et al., 

1999). Já a hemicelulose, formada de heteropolímeros de cadeia ramificada, é relativamente 

amorfa, constituída de carboidratos poliméricos, que incluem xiloglucana (heteropolímero de 

D-xilose e D-glicose), glucomanana (herteropolímero de D-glicose e D-manose), 

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

arabinogalactana (heteropolímero de D-galactose e arabinose) e xilana (homopolímero de β-

1,4-D-xilopiranose com diferentes grupos substituintes na cadeia lateral) (BAJPAI, 1997; 

FENGEL; WEGENER, 1984; POLIZELI et al., 2005; SAHA; BOTHAST, 1999; 

SHALLOM; SHOHAM, 2003). Essa estrutura amorfa torna a hemicelulose mais suscetível à 

hidrólise sob condições brandas, por causa da sua maior área superficial e facilidade de 

penetração das moléculas de água no interior das fibras (RAVEN et al., 1999). 

O modo e a extensão da clivagem enzimática da hemicelulose são influenciados 

pela quantidade e tipo de cadeias laterais, pois estas determinam a conformação física e a 

reatividade da cadeia principal (KULKARNI et al., 1999; MOTTA et al., 2013). Tal 

composição e teor dos componentes da hemicelulose diversificam-se conforme a fonte 

vegetal, a idade da planta, parte da planta, o tipo de solo e outros (PANDEY et al., 2011). 

Normalmente, o componente predominante da hemicelulose em biomassas agrícolas é a 

xilana, o segundo polissacarídeo mais abundante na natureza depois da celulose (SAHA, 

2003; ZHU et al., 2006). Dependendo das ramificações presentes, as xilanas podem ser 
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denominadas como arabinoxilanas, glucuronoxilanas, glucuronoarabinoxilanas ou 

homoxilanas. 

Em razão da heterogeneidade e natureza química complexa da hemicelulose, a sua 

despolimerização requer a ação de um amplo espectro de enzimas xilanases com 

especificidade catalítica e modos de ação diversificados, a fim de liberar unidades de xilose e 

xilo-oligossacarídeos da xilana (BAJPAI, 1997; POLIZELI et al., 2005; SAHA; BOTHAST, 

1999). 

Para liberar essas unidades, as xilanases atuam de modos diferentes de acordo 

com o tipo de ação (Figura 2.3). As mais importantes são as endo-1-4-β-D-xilanases, que 

clivam as ligações glicosídicas β-1-4 internas da cadeia principal da xilana, resultando em 

xilo-oligossacarídeos com diferentes comprimentos, e as exo-1,4-β-xilosidases, que 

hidrolisam xilo-oligômeros curtos em unidades de xilose individuais. 

Figura 2. 3 - Esquema das ações das enzimas xilanolíticas na estrutura do polímero xilana. 
Adaptação de Kirikyali e Connerton (2015). 

 

Ademais, há as enzimas acessórias que atuam nas desramificações como as α-L-

arabinofuranosidases, α-glucuronidases, α-galactosidades e outras (SHALLOM; SHOHAM, 
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2003). Esta etapa de desramificação inicia a hidrólise enzimática removendo os bloqueios 

para clivagem da cadeia principal de xilana. 

2.4.2. Regulação de enzimas por Aspergillus niger 

Na degradação de materiais lignocelulósicos, os fungos filamentosos são bem 

adequados, pois produzem e secretam um conjunto amplo de enzimas específicas, que são 

sintetizadas de acordo com a fonte de carbono (AMORE; GIACOBBE; FARACO, 2013), o 

microrganismo envolvido e as condições fisiológicas do meio. De modo geral, os fungos 

filamentosos produzem elevados títulos enzimáticos quando comparados aos obtidos a partir 

de bactérias e leveduras (POLIZELI et al., 2011).  

Dentre os fungos filamentosos mais utilizados na produção de celulases e 

hemicelulases têm-se os dos gêneros Trichoderma e Aspergillus (STRICKER, MARCH, 

GRAFF, 2008). Aspergillus sp. (A. niger, A. terreus, A. oryzae e A. awamori) é largamente 

utilizado na indústria (MEYER et al., 2011) por ter baixa toxicidade, sendo a maioria das 

espécies consideradas microrganismos GRAS (“generally regarded as safe”) (NASSER et al., 

2003). 

O Aspergillus sp. cresce naturalmente dentro e sobre substratos sólidos, de modo 

que sua reprodução se dá tanto com esporos assexuados quanto sexuados (exceto a espécie A. 

fumigatus, patógeno de seres humanos segundo Brookman e Denning, 2000) e as suas 

condições de crescimento também não são exigentes, pois podem degradar uma ampla 

variedade de substâncias orgânicas (KRIJGSHELD et al., 2013). O crescimento vegetativo se 

inicia pela germinação do esporo, formando hifas, que crescem de modo polar e apical 

(extremidade das células). A ramificação das hifas forma uma rede de micélio responsável 

pela aquisição dos nutrientes do meio (PRADE; TIMBERLAKE, 1993). 

No entanto, o metabolismo dos fungos filamentosos pode ser alterado, quando 

este é exposto a baixa quantidade de água (GERVAIS; MOLIN, 2003), causando a 

desnaturação de enzimas-chaves, levando assim ao desequilíbrio metabólico, o que pode 

alterar a taxa de crescimento e sua secreção de enzimas (PANDEY et al., 1999). Porém, o 

Aspergillus, em particular a espécie A. niger é resistente à baixa atividade de água (com limite 

para o crescimento de 0,88), cresce em amplas faixas de pH (1,4-9,8) e temperatura (6-47°C, 

com temperatura ótima de 35-37°C) (SCHUSTER et al., 2002). Logo, o A. niger é adequado 

para várias condições, principalmente, condições de cultivo em ambientes quente e úmidos. 



29 

 

Além das enzimas xilanases (HARRIS et al., 1997; MONTI et al., 2003), o A. 

niger produz pectinases, proteases, α-amilase, glucomilase, celulase, ácidos orgânicos e 

proteínas recombinantes (WARD et al., 2005). No entanto, há um grande gasto energético do 

fungo para a transcrição e regulação dos genes codificadores das enzimas. Dessa forma, o 

fungo passa a produzir enzimas para degradar o material polissacarídeo em condições de 

exaustão de nutrientes livres. 

Sabe-se que as enzimas são reguladas e induzidas na presença dos polímeros do 

substrato, mono e oligossacarídeos. A indução da via catabólica de pentoses nas espécies de 

Aspergillus ocorre na presença de D-xilose ou L-arabinose. A presença de D-xilose no meio 

ativa a transcrição de enzimas xilanolíticas pelo fator de transcrição XlnR, que regula a 

expressão de genes xlnB, xlnC e xlnD em Aspergillus sp. que codificam enzimas degradantes 

da xilana (endoxilanases B, endoxilase C e β-xilosidase) (STRICKER; MARCH; GRAFF, 

2008; VAN PEIJ et al., 1998). Contudo, a indução de enzimas é prejudicada com a presença 

de carboidratos prontamente metabolizáveis como é o caso da glicose e nitrogênio (por 

exemplo, amônia), beneficiando, assim, a sobrevivência do microrganismo sem elevados 

gastos metabólicos (WARD et al., 2005). Deve-se ressaltar que a regulação das enzimas 

xilanolíticas não é igual em todos os Aspergillus sp. (AMORE, GIACOBBE, FARACO, 

2013). 

A síntese de xilanases pode ser compreendida pelo esquema hipotético 

apresentado na Figura 2.4. De início, as xilanases constitutivas, que possuem baixa atividade, 

são expressas para degradarem os fragmentos de baixa massa molecular da xilana em 

xilobiose, xilotriose entre outros. Os xilo-oligossacarídeos são absorvidos pela célula com 

ajuda de permeases de β-xilósido, desencadeando a indução e expressão dos genes do sistema 

xilanolítico (KULKARNI et al., 1999). A β-xilosidase pode ser produzida constitutivamente 

e/ou indutivamente e converte xilobiose em xilose, uma fonte assimilável pelo 

microrganismo. Esta enzima pode ser mantida dentro do micélio do fungo filamentoso ou 

pode ser liberada no meio de crescimento (POLIZELI et al., 2005). 
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Figura 2. 4 - Esquema hipotético da regulação do complexo xilanolítico envolvendo 
endoxilanase e β-xilosidase. Adaptação de Polizeli et al. (2005). 

 

Na Figura 2.4 também está esquematizada a repressão catabólica, que reprimi a 

síntese enzimática, já que a biossíntese de xilanase ocorre na ausência de monômeros 

digeríveis (POLIZELI et al., 2005). 
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3. MATERIAIS E MÉTODOS 

3.1.  MATERIAIS 

3.1.1. Microrganismo 

A cepa produtora de xilanases utilizada foi a Aspergillus niger A12 da coleção da 

Embrapa Agroindústria de Alimentos (RJ, Brasil) mantida a -15°C. O armazenamento dos 

esporos de A. niger A12 se deu em microtubos do tipo Eppendorf de 1,5 mL com solução de 

glicerol a 20% v/v e NaCl a 0,1% m/v. A manipulação dos esporos fúngicos ocorreu sobre a 

superfície da câmara de fluxo laminar unidirecional vertical FUV 06 Veco (Brasil). 

3.1.2. Farelo de trigo 

O farelo de trigo (FT) fino, com granulometria de 150 – 1000 µm, foi cedido pela 

empresa Richard Saigh Indústria e Comércio S/A (São Caetano do Sul, SP, Brasil) e 

armazenado à -5°C. Este FT foi seco a 35 °C por 12 h antes da esterilização e das etapas de 

liquefação e fermentação. A amostra de FT utilizada não passou por fracionamento. 

3.1.3. Complexo enzimático comercial 

Para a hidrólise do FT utilizou-se o complexo enzimático Cellic CTec3 da 

Novozymes (Dinamarca), denominado neste trabalho como CC3, composto basicamente por 

celulases e hemicelulases (BIOENERGY NOVOZYMES, 2012). 

3.1.4. Composição do meio de cultura 

O meio nutriente utilizado para os cultivos foi uma adaptação do meio descrito 

por Mandels e Weber (1969). Este continha (g/L): (NH4)2SO4, 1,4; KH2PO4, 2,0; CaCl2, 0,3; 

MgSO4.7 H2O, 0,2; peptona de soja, 5,0; extrato de levedura, 2,0; ureia, 0,3; Tween 80, 1,0; 

FeSO4.7 H2O, 0,5; MnSO4.H2O, 0,16; ZnSO4, 0,14 e CoCl2, 0,2. A glicose foi acrescentada 

ao meio nutriente para uma concentração final de 30,0 g/L para o pré-cultivo (inóculo) e 10,0 

g/L para o cultivo. O meio foi esterilizado com a solução de glicose à parte em autoclave a 

121°C por 15 min em frasco de vidro. 
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3.2. MÉTODOS 

3.2.1. Preparação do inóculo 

3.2.1.1. Preparo da suspensão de esporos 

Os esporos em solução de glicerol (descrito no item 3.1.1) foram reativados em 

placas com meio ágar dextrose de batata (PDA) incubados por 72 h e a 32°C em estufa 

bacteriológica (Tecnal TE 392/1, Brasil) (Figura A.1, Apêndice). Após este período, uma 

suspensão de esporos foi obtida com adição de cerca de 10 mL da solução do surfactante de 

Tween-80 (0,3% v/v) e leve raspagem com auxílio de alça estéril. 

3.2.1.2. Determinação da concentração de esporos da suspensão e preparo do 

pré-cultivo 

A concentração de esporos em suspensão foi determinada a partir da alíquota 

desta suspensão diluída em água. A contagem de esporos foi realizada na câmara de Neubauer 

Improved (Alemanha) (Figura 3.1) nos cinco quadrados medianos (A,B,C,D e E) de lados de 

0,2 mm, área de 0,04 mm2 e 0,1 mm de profundidade, subdivididos em 16 quadrados. 

Figura 3. 1 - Modelo do quadriculado na câmera de Neubauer. Disponível em: 
http://www.celeromics.com/en/resources/Technical%20Notes/cells-chamber-

concentration.php   

 

O cálculo do volume da suspensão de esporos a ser acrescentado ao caldo 

fermentativo do pré-cultivo foi realizado pelo uso das seguintes equações: 

Csusp 
. Vsusp = Cesp 

. Vmeio                                                                                          Eq. 3. 1 

http://www.celeromics.com/en/resources/Technical%20Notes/cells-chamber-concentration.php
http://www.celeromics.com/en/resources/Technical%20Notes/cells-chamber-concentration.php
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3.2.3. Fermentação submersa a elevado teor de sólidos 

Aos frascos Erlenmeyer contendo o FT liquefeito, inoculou-se 5,0 ml dos esporos 

germinados de A. niger (pré-cultivo) e 11,7 ml de meio Mandels estéril. Nesta composição, o 

FT in natura inicialmente submetido à liquefação representou 20% (m/v) do volume final do 

cultivo de 50 mL considerando perda nula de líquido desde o início da hidrólise. O teor de 

sólidos na FSm adotado seguiu o apresentado por Cunha e coautores (2012). 

Os ensaios com o pH inicial da FSm ajustado foram corrigidos com HCl a 5 

mol/L estéril. O volume desta solução adicionado aos frascos foi mensurado com o uso de 

“frascos Erlenmeyer sacrifícios” (descartados ao se ter conhecimento do volume de solução 

de HCl adequado para o ajuste do pH igual a 5,0). Portanto, o volume de solução gasto nestes 

frascos foi a base para realização dos ajustes de pH nos demais ensaios. 

O cultivo ocorreu em shaker orbital com a incubação por 72 h, a 32°C e a 200 

rpm. Decorrido o tempo de incubação, o fermentado foi centrifugado (centrífuga Eppendorf 

5804 R, Alemanha) a 8.228 g por 10 min, a 4°C e o sobrenadante filtrado (papel filtro 

quantitativo faixa branca) para mensuração de sua concentração de proteínas totais e atividade 

xilanásica. 

Para fins de comparação com os resultados do cultivo com FT liquefeito a alto 

teor de sólidos, três tipos de cultivos controles foram realizados (Tabela 3.1): 

a) Cultivo controle (C): substituiu-se o FT liquefeito pela mistura de 10 g de FT seco (12 

h à 35 °C) com 23,3 mL de tampão citrato de sódio (0,05 mol/L a pH 4,8), todos 

estéreis. 

b) Cultivo controle sob agitação (CA): mesma composição do controle C, porém a 

mistura FT seco e tampão foi agitada em diferentes tempos em shaker a 200 rpm a 

50°C. 

c) Cultivo controle com enzima (CE): mesmos procedimento e composição do controle 

C, mas substituindo-se o tampão por 23,3 mL de solução do CC3 diluída em tampão 

citrato de sódio (0,05 mol/mL a pH 4,8, estéril), seguida de imediata esterilização em 

autoclave a 121 °C por 15 min. 
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Tabela 3. 1 - Cultivo submerso com controles da liquefação enzimática do FT. 

Insumos/ condições 
Controles 

Controle C Controle sob agitação CA Controle com enzima CE 

FT       

Tampão      

Solução CC3 em tampão     

Agitação (6, 18 e 24 h; 
200 rpm e a 50 °C) 

    

Liquefação a 0 h     

FSm (32 °C, 200 rpm por 72 h) 

Meio nutriente       

Inóculo A. niger       

Ao frasco Erlenmeyer contendo os controles, seguiu o mesmo procedimento 

realizado para a FSm com FT liquefeito, ou seja, inoculou-se 5,0 ml dos esporos germinados 

de A. niger e 11,7 ml de meio Mandels estéril. Todos os cultivos foram feitos em triplicata. 

3.2.4. Separação da fase líquida do FT liquefeito para determinação da 

concentração de açúcares redutores 

Após as liquefações com CC3, todo o conteúdo dos frascos foi centrifugado 

(8.228 g a 4°C por 10 min) e os tubos contendo sobrenadantes foram colocados em água 

fervente por 5 min para desnaturação das enzimas. Em seguida, o sobrenadante foi resfriado e 

filtrado (papel filtro quantitativo faixa branca). A concentração dos açúcares redutores foi 

determinada pelo método do DNS de Miller (1959) descrito no item 3.2.5.2. 

3.2.5. Métodos analíticos 

No sobrenadante proveniente da FSm determinou-se a concentração de proteínas 

totais pelo método de Bradford (1976), a concentração de açúcares redutores (AR) pelo 

método do DNS (Miller, 1959), a atividade xilanásica pela adaptação do método descrito por 

Bailey et al. (1992) e a atividade celulolítica pelo método de Ghose (1987). 

 



37 

 

3.2.5.1. Determinação da concentração de proteínas totais 

A concentração de proteínas totais foi determinada pelo método de Bradford 

(1976) que se baseia na ligação do corante azul brilhante Coomassie G-250 as proteínas. As 

amostras diluídas (100,0 µL) em tampão acetato de sódio (0,2 mol/L e pH 5,0) foram 

misturadas a 1,0 mL do reagente Bradford (preparado em laboratório, segundo Bradford, 1976 

em Anexo) em tubos 1,5 mL. Após 10 min de reação, a mistura foi transferida para cubetas de 

2,0 mL e a sua absorbância medida a 595 nm (A595) em espectrofotômetro Beckman DU 640 

(Beckman Intruments, EUA). A concentração proteica foi estimada pela interpolação da curva 

padrão construída a partir de concentrações conhecidas de soluções de albumina de soro 

bovino (BSA). 

3.2.5.2. Determinação da concentração de açúcares redutores (AR) 

A concentração de açúcares redutores foi determinada pelo método do DNS 

(MILLER, 1959) que está embasado na redução do ácido 3,5-dinitrosalicílico (DNS) em 

ácido 3-amino-5-nitrosalicílico por conta da ação de AR em condições alcalinas a cerca de 

100 °C. Esse composto aromático absorve a luz, sendo possível assim, estabelecer uma 

relação direta entre a medida colorimétrica e a quantidade de açúcares redutores presente 

(GONÇALVES, 2010). Para isso, em tubos de ensaio misturou-se 250 µL do reagente DNS 

com 250 µL da mistura reacional contendo os açúcares liberados por ação enzimática. Depois 

da devida homogeneização, estes tubos seguiram para reação em água fervente por 5 min e 

foram resfriados em banho de gelo para findar a reação de redução. Aos tubos resfriados 

foram adicionados 3,25 mL de água deionizada e estes foram homogeneizados. Esta solução 

diluída teve sua absorção a 540 nm (A540) medida. A concentração de AR foi estimada pela 

interpolação da curva padrão analítica construída a partir de concentrações conhecidas de 

soluções de glicose. 

3.2.5.3. Determinação da atividade xilanásica 

A determinação da atividade de xilanases foi realizada pelo método descrito por 

Bailey et al. (1992) com adaptação no tempo de reação e concentração do substrato. O 

método apoia-se na reação da liberação de açúcares redutores do substrato xilana. A reação 

ocorreu em tubos de ensaio a 50°C em banho termostático (Tecnal TE-2000, Brasil), durante 

30 min, com 2,0 mL de solução de substrato 2% (m/v) de xilana (xilana de beechwood, 

X4252 Sigma, EUA) e 200 µL de amostra. Com o tempo reacional transcorrido, uma alíquota 

de 250 µL da mistura reacional foi retirada dos tubos e acrescentada a tubos contendo 250 µL 

do reagente DNS procedendo como descrito no item 3.2.5.2. 
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O controle da reação foi realizado com 2,0 mL de solução de xilana 2% (m/v) 

mantidos a 50 °C por 30 min, que foram misturados a 200 µL das amostras durante 5 s; desta 

mistura, 250 µL foram transferidos para tubos com 250 µL do reagente DNS, seguindo para 

reação de redução como descrito no item 3.2.5.2. 

Uma unidade de atividade enzimática (UI) é definida como a quantidade de 

enzima capaz de liberar 1 μmol de açúcares redutores por minuto nas condições deste ensaio. 

A atividade total foi calculada multiplicando as unidades (μmol/ min) pelo volume total de 

extrato enzimático e, a atividade por grama de FT seco (UI/g de FT) foi calculada dividindo a 

atividade total pela massa de FT utilizada na liquefação. 

3.2.5.4. Determinação da atividade celulolítica 

A carga enzimática do CC3 foi determinada a partir da mensuração da atividade 

total celulolítica do complexo CC3 pelo método de Ghose (1987). Uma massa de 50 mg de 

papel filtro Whatman n° 1 foi utilizado como substrato para liberação durante 60 min a 50 °C 

de 2,0 mg de glicose por 0,5 mL de solução CC3. Com o tempo reacional transcorrido, uma 

alíquota de 250 µL da mistura reacional foi retirada dos tubos e acrescentada a tubos contendo 

250 µL do reagente DNS procedendo como descrito no item 3.2.5.2. Em que uma unidade 

FPase equivale a 2,0 mg de glicose liberados por minuto sob as condições do ensaio, obtendo 

assim uma atividade de cerca de 171,0 FPase/mL do complexo CC3. 

3.2.6. Análise estatística 

A comparação dos resultados numéricos da atividade enzimática obtida nas 

fermentações com FT liquefeito sob variações dos valores de pH, da carga enzimática e do 

tempo de liquefação foi realizada pelo teste de comparação de médias de Tukey, com nível de 

confiança de 95%. O software Minitab versão 16.2.1 foi utilizado para tal. 
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4. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

Nesta seção são apresentados os resultados obtidos com o uso do substrato 

liquefeito enzimaticamente em fermentação submersa de A. niger a alto teor de sólidos. Para 

tanto, analisou-se o perfil da produção de xilanases na fermentação com farelo de trigo 

liquefeito em diferentes condições (pH, temperatura, tempo de liquefação e carga enzimática) 

e o efeito da suplementação de glicose ao meio de cultura na fermentação com FT liquefeito. 

Os primeiros estudos visaram determinar parâmetros básicos da fermentação com 

FT liquefeito e da liquefação enzimática do FT. Referente à FSm, investigou-se a cinética de 

produção de xilanases e, quanto à liquefação enzimática do FT, os parâmetros básicos 

investigados foram a temperatura e o pH. Os estudos iniciais com a liquefação possibilitaram 

gerar um substrato liquefeito que aumentou a atividade de xilanases pelo fungo A. niger em 

FSm quando comparada à atividade obtida com FSm com substrato não liquefeito. 

Os estudos foram realizados utilizando como estratégia a análise de um parâmetro 

de cada vez (método OFAT, “one factor at a time”). 

4.1. CINÉTICA DA PRODUÇÃO DE XILANASES EM FSM COM FT LIQUEFEITO 

O estudo cinético da produção de xilanases foi realizado para se determinar o 

tempo de cultivo para os estudos seguintes. A cinética de produção de xilanases (Figura 4.1) 

foi realizada somente com uma condição de FT liquefeito. Pela Figura 4.1, pode-se notar que 

houve uma produção xilanásica crescente até 72 h de incubação, de 3,3 ± 1,2 a 30,4 ± 3,1 UI/ 

g de FT. No tempo de cultivo de 96 h, notou-se uma produção enzimática de 24,6 ± 2,8 UI/g 

de FT. 

Supõe-se com este resultado que no início da FSm a presença de açúcares 

consumíveis provinda da liquefação reprimiu a produção de xilanases nas primeiras 48 h de 

tempo de cultivo (geralmente induzida durante o crescimento fúngico, KULKARNI et al., 

1999). Em 96 h de cultivo houve uma leve redução da produção de xilanases (não 

significativa) quando comparada a obtida em 72 h. Quando há redução de bioprodutos no 

cultivo, possivelmente, deve-se pela redução de nutrientes bem como a formação de 

metabólitos que inibem o crescimento fúngico e a secreção de enzimas (FEROZA; BEGUM; 

HOSSAIN, 1998). No caso de enzimas, pode haver a desnaturação/inativação. 
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Além disso, Ward e colaboradores (2005) apontam o aumento do teor de 

biomassa (microrganismo) com o cultivo a tal ponto, que isto passa a limitar os processos de 

transferência de massa no sistema, com um possível aumento da viscosidade da mistura do 

cultivo; isto faz com que a produção de proteínas (dentre elas, enzimas) desejada alcance um 

ápice e depois decresça. 

Figura 4. 1 - Cinética da produção de xilanases em FSm de A. niger com FT liquefeito. 
Liquefação: 30% (m/m); pH 4,8 e CC3 a 1,20 FPase/mL; 6 h a 50°C e a 200 rpm. Barras 

representam desvio padrão. 

 

Considerando o alto teor de sólidos (> 15% m/v) adotado no cultivo submerso no 

presente trabalho, a comparação dos resultados obtidos foi estendida às fermentações em 

estado sólido. Rodriguez-Zuñiga (2010) obteve uma produção de xilanases por A. niger em 

FES com farelo de trigo similar ao obtido neste presente trabalho (34 UI/g). No entanto, a 

semelhança de rendimentos entre a FES em Rodriguez-Zuñiga (2010) e a FSm com FT 

liquefeito pôde ser observada somente no tempo de 72 h, uma vez que o contrário ocorreu 

com os outros tempos analisados de 24 e 48 h; nestes tempos de cultivo em Rodriguez-Zuñiga 

(2010) a atividade xilanásica foi superior à obtida neste trabalho nos mesmos tempos (24 h, 

cerca de 15 UI/g; em 48 h cerca de 25 UI/g). 

Isto pode ser explicado devido à reprodução do ambiente natural na FES de 

crescimento fúngico, ou seja, a junção de suporte físico e recurso de nutrientes segundo 
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Pandey (2003) e, por o substrato “in natura”, possivelmente, não conter uma considerada 

quantidade de açúcares metabolizáveis livres de início, o oposto ao início da FSm com FT 

liquefeito o que tarda a síntese de enzimas pelo fungo. Além do mais, sabe-se que o cultivo é 

influenciado por muitos fatores, tais como o tipo de microrganismo, de substrato, das 

condições operacionais físicas (temperatura), físico-químicas (pH) e bioquímicas (idade e 

tamanho do inóculo), bem como o tipo de fermentação (PANDEY, 2003). 

Para a metodologia empregada neste trabalho (uso de substrato liquefeito na 

fermentação), percebeu-se que a produção de xilanases esteve dependente do tempo de 

cultivo, uma vez que o fungo secreta enzimas em ambiente escasso de nutrientes livres. Em 

outros trabalhos tem-se para produção de xilanases tempos semelhantes (ou não), como no 

estudo de Jin e coautores (2012) que o tempo de cultivo foi de 48 h em FES por A. niger com 

substrato palha de trigo e sabugo de milho; em Delabona e colaboradores (2012) o pico de 

atividade xilanásica foi em 48 h seguida de 72 h em FES de A. fumigatus com fonte de 

carbono farelo de trigo e, Pal e Khanum (2010) utilizaram farelo de trigo e de soja em FES de 

A. niger obtendo maior atividade após 6 dias (144 h) de incubação. 

Assim, diante dos resultados expostos na Figura 4.1, a FSm a 20% (m/v), a 32°C e 

a 200 rpm com 72 h de cultivo foi a adotada para os ensaios seguintes, não só pela produção 

de xilanases obtida, mas também pelo menor tempo (72 h contra 96 h) em que esta produção 

ocorreu, uma vez que, no âmbito industrial, a redução de tempo de processo aumenta a 

produtividade bem como proporciona uma redução de custos. 

4.2. INFLUÊNCIA DA TEMPERATURA DA LIQUEFAÇÃO DO FT NA PRODUÇÃO 

DE XILANASES 

O estudo referente à temperatura de liquefação do FT foi realizado em três 

temperaturas, 30, 40 e 50 °C (Figura 4.2). Notou-se neste estudo um aumento, em torno de 

duas vezes, da atividade xilanásica à medida que a temperatura de liquefação aumentou de 30 

para 50 °C.  
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Ao confrontar estes resultados com o ensaio “controle C” (FSm com 10 g de FT 

seco à 32 °C por 12 h, 11,7 mL de meio nutriente e 5 mL do inóculo de A. niger), constatou-

se uma superioridade na produção de xilanases de todas as temperaturas testadas sobre este 

ensaio, principalmente, com a produção obtida à 50 °C que resultou em 30,4 contra 6,2 UI/g 

de FT do controle, ou seja, cerca de cinco vezes mais atividade xilanásica. 

Figura 4. 2 - Efeito da temperatura na liquefação enzimática do substrato FT sobre a atividade 
xilanásica ( ) e proteínas totais ( ) produzidas em FSm por A. niger. Liquefação: 30% 
(m/m); pH 4,8; 6 h; CC3 a 1,20 FPase/mL. Controle C ( ). Barras representam desvio 

padrão. 

 

Quanto à concentração de proteínas totais (Figura 4.2), houve um leve decréscimo 

com o aumento da temperatura sem variação significativa. Ao contrário do que ocorreu com a 

produção de xilanases, a produção proteica em todos os testes foi inferior ao controle, com 

uma diferença máxima de cerca de quatro vezes obtida na condição a 50 °C (1,1 contra 4,0 

mg/g de FT do controle C). 

A temperatura de liquefação que proporcionou maior atividade xilanásica 

coincidiu com a temperatura ótima de conversão do complexo enzimático CC3, fato previsto, 

pois a faixa ótima varia de 50-55 °C segundo relato da Bioenergy Novozymes (2012). 

Possivelmente, a 50 °C houve uma maior liberação de indutores de xilanases durante as 6 h de 

liquefação do que nas demais temperaturas estudadas. No entanto, temperaturas maiores do 

que 50 °C não foram avaliadas neste trabalho. 
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4.3. INFLUÊNCIA DO pH DA LIQUEFAÇÃO DO FT NA PRODUÇÃO DE 

XILANASES 

Sabe-se que os principais fatores que afetam a atividade enzimática são a 

temperatura, o pH, a força iônica e as concentrações de substratos (BISSWANGER, 2014). 

Por ora, os fatores testados foram a temperatura (Figura 4.2) e o pH (Figura 4.3 e 4.4), visto 

que a concentração de substrato e enzimas, bem como a força iônica não foram alteradas. 

A atividade xilanásica na FSm foi realizada com FT liquefeito a vários valores de 

pH (pH de 4,4-5,8). Quando o parâmentro pH na liquefação foi alterado, pôde-se notar um 

comportamento diferente da produção de xilanases com e sem o ajuste de pH na FSm (Figura 

4.3 e 4.4, respectivamente).  

Os ensaios com ajuste do pH inicial da FSm para 5,0 foram corrigidos com 

solução de HCl 5,0 mol/L (Figura 4.4), com o intuito de acrescentar a mínima quantidade de 

líquido para não haver alteração no teor de sólidos na FSm (20% m/v). Este valor de pH 

adotado está em torno do pH do meio nutriente utilizado na FSm (meio adaptado do descrito 

em Mandels e Weber, 1969). Com este estudo, percebeu-se um perfil de atividades 

xilanásicas próximas, contudo a maior atividade obtida foi a pH de liquefação a 4,8 (34,4 UI/g 

de FT). Entretanto, estatisticamente, a variação de atividades obtidas não foi significativa pelo 

teste de Tukey. Já a diferença das concentrações de proteínas foram significativas com relação 

ao controle e outros ensaios. 

Para a avaliação sem ajuste do pH inicial para FSm o teste de Tukey apontou 

diferença não significativa entre as atividades xilanásicas obtidas nas condições de pH (5,2, 

5,4 e 4,8) e a pH (4,4 e 5,8) e que o resultado da atividade no controle C foi 

significativamente diferente da liquefação conduzida a pH (4,4-5,8). Quanto às concentrações 

de proteínas, todos os resultados foram iguais, exceto o controle C. 
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Figura 4. 3 - Efeito do pH na liquefação enzimática do substrato FT sobre a atividade 
xilanásica ( ) e proteínas totais ( ) produzidas em FSm por A. niger sem ajuste de pH. 

Liquefação: 30% (m/m); 50 °C; 6 h; CC3 a 1,20 FPase/mL. Controle C ( ). Barras 
representam desvio padrão. Letras gregas iguais representam valores estatisticamente 

semelhantes, de acordo com o teste de Tukey, p < 0,05. 

 

Figura 4. 4 - Efeito do pH na liquefação enzimática do substrato FT sobre a atividade 
xilanásica ( ) e proteínas totais ( ) produzidas em FSm (com pH inicial ajustado para 5,0) 
por A. niger. Liquefação: 30% (m/m); 50 °C; 6 h; CC3 a 1,20 FPase/mL. Controle C ( ). 

Barras representam desvio padrão. Letras gregas iguais representam valores estatisticamente 
semelhantes, de acordo com o teste de Tukey, p < 0,05. 
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Para os ensaios sem ajuste de pH para a FSm (Figura 4.3), o melhor desempenho 

das xilanases foi quando as enzimas contidas no CC3 ambientaram em seu pH ótimo de ação 

na liquefação. Na liquefação houve a ação do complexo enzimático CC3, que segundo a 

Bioenergy Novozymes (2012), tem como pH ótimo entre 4,75 e 5,25 para bioconversões de 

18% de teor de sólidos de palha de trigo pré-tratada. Esta faixa de pH refletiu nas melhores 

atividades xilanásicas obtidas com a variação de pH na liquefação sem ajuste de pH para 

FSm. 

Para os ensaios com o pH da FSm ajustado (Figura 4.4), têm-se o mesmo pH 

inicial de cultivo, isto é, somente o efeito da liquefação do FT foi contabilizado, já que as 

enzimas secretadas no meio da FSm tiveram o mesmo pH para a hidrólise e o crescimento 

fúngico. Somente a variação de pH na liquefação nas condições de FSm com pH ajustado, 

adotadas neste trabalho, não foram significativas para alterar a produção de xilanases em 

cultivo. 

Em Jin e coautores (2012) investigou-se o efeito do pH na estabilidade da 

atividade de xilanases do cultivo em palha de trigo e sabugo de milho por FES de A. niger. Os 

resultados indicaram que a atividade enzimática em condições ácidas foi maior do que em 

condições alcalinas, obtendo pico de atividade em pH 5,0. 

Por fim, para tentar compreender a baixa concentração de proteínas totais no final 

da FSm com FT liquefeito, acompanhou-se o total de proteínas presentes no sobrenadante da 

FSm em diferentes tempos de cultivo (Figura 4.5). 

Notou-se um decréscimo na quantidade de proteínas totais à medida que o tempo 

de cultivo aumentou, mantendo-se constante de 72 a 96 h de cultivo, tempo máximos 

estudados. A concentração relativamente alta de proteínas nas primeiras 24 h de cultivo, 

possivelmente, deve-se pela composição do substrato em questão: farelo de trigo, rico em 

proteínas de 13,5-18,4% em 100 g de FT (Dobrev et al., 2007; Dornez et al., 2006; 

Palmarola-Adrados et al., 2005; Rodríguez-Zúñiga, 2010). 
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Figura 4. 5 – Concentração de proteínas totais em diferentes tempos de FSm com FT 
liquefeito. Liquefação: 30% (m/m); pH 4,8 e CC3 a 1,20 FPase/mL; 6 h a 50°C e a 200 rpm. 

Barras representam desvio padrão. 

 

Assim, estes resultados de perfil proteico versus tempo de cultivo mostraram que 

houve uma redução de proteínas com o crescimento fúngico. Este crescimento fúngico é mais 

propício em substratos menos complexos e recalcitrantes, visto uma menor heterogeneidade 

de enzimas requerida para a clivagem das ligações, que mantém os componentes estruturados. 

De fato, Moreira e coautores (2012) relataram que a diversidade de enzimas sintetizadas pelo 

microrganismo é induzida proporcionalmente pela complexidade do substrato lignocelulósico. 

Logo, a maior concentração de proteínas totais no ensaio controle, com FT não 

liquefeito, frente às FSm com FT liquefeito (Figura 4.2, 4.3 e 4.4) pode ser explicada pela 

complexidade e composição do substrato, no qual o microrganismo é exposto. 

Na literatura, encontram-se também alguns estudos que fizeram uso do tratamento 

biológico da biomassa para promover o aumento da produção enzimática (Cunha et al., 2014; 

Cunha et al., 2012; Florencio et al., 2016; Michelin et al., 2012). Florencio e colaboradores 

(2016) e Cunha e colaboradores (2012) empregaram um tipo de cultivo microbiano, com A. 

niger em bagaço de cana-de-açúcar (pré-tratado por explosão a vapor), denominado processo 

de fermentação sequencial (FS), que consiste da transferência da massa de um cultivo em 

estado sólido para uma fermentação submersa. Neste processo, a liquefação microbiana 
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inicia-se na FES com a síntese e secreção de enzimas pelo fungo. Esta estratégia, nas duas 

pesquisas (Cunha et al., 2012; Florencio et al., 2016), resultou no aumento da produção 

enzimática e atividades específicas relativamente altas tanto em celulases quanto em 

hemicelulases. Em Florencio e colaboradores (2016) relatou-se 3,4 vezes mais atividade 

xilanásica em termos volumétricos do que a FSm convencional (sem liquefação microbiana 

em FES) com A. niger. Em Cunha e colaboradores (2012) um resultado similar foi obtido em 

biorreator de coluna de bolha, porém a atividade de endoglucanase foi cerca de 3 vezes mais 

alta que em FSm convencional por A. niger no mesmo biorreator. 

Michelin e colaboradores (2012) também estudaram a produção das enzimas 

xilanases por A. ochraceus usando como substrato a combinação do farelo de trigo, o licor 

hemicelulósico derivado da auto-hidrólise da palha de trigo e meio nutriente. Esta 

combinação, em 72 h de cultivo, resultou numa atividade total em torno de 550 UI (em 1 L de 

volume trabalhado durante a fermentação em biorreator de capacidade de 2 L). Esta atividade 

foi superior às atividades resultantes dos cultivos somente com o licor de palha de trigo ou 

com farelo de trigo ou com xilana de madeira de bétula (birchwood xylan). Ao analisar os 

resultados desse estudo tomando como referência a atividade xilanásica obtida pelo cultivo 

com xilana de madeira de bétula (substrato custoso), pôde-se notar que o cultivo com a 

combinação farelo de trigo e licor rendeu 54% mais atividade, o com farelo de trigo foi 28% 

maior e o somente com licor da auto-hidrólise de palha de trigo rendeu 20% mais atividade do 

que o cultivo com xilana. 

Isto apoia a ideia que um substrato possuindo fase líquida com xilo-oligassarídeos 

aliado à fase sólida estimula mais a síntese de enzimas pelo fungo, devido a melhor interação 

entre as células fúngicas e o substrato para promover a indução. Nos cultivos do presente 

trabalho ambas as fases compunham o substrato, isto é, FT liquefeito. A liquefação do FT a 

elevado teor de sólidos resultou num substrato composto de fase líquida com xilo-

oligossacarídeos e fase sólida com matérial lignocelulósico ainda não despolimerizado 

(Figura A. 2). 

A fase líquida com oligossacarídeos também foi utilizada por Robl e coautores 

(2015) que adotaram como substrato na FSm uma solução aquosa 50% (v/v) de licor derivado 

do pré-tratamento hidrotérmico do bagaço de cana-de-açúcar, rico em xilose e xilo-

oligossacarídeos (10 e 5 g/L, respectivamente) para produção de xilanases por A. niger DR02. 

Obteve-se nesse estudo a máxima atividade 229,3 UI/mL em 144 h de cultivo em biorreator. 
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Neste trabalho também foi verificado o consumo da fonte de carbono durante o cultivo, 

constatando que a exaustão das fontes de carbono foi associada à produção de xilanases. 

Por fim, os resultados do presente trabalho estão de acordo com o trabalho já 

mencionado de Cunha e colaboradores (2014), ratificando que a liquefação enzimática do 

material lignocelulósico proporciona um aumento na produção de enzimas em FSm quando 

comparada as fermentações sem a liquefação do substrato. 

4.4. INFLUÊNCIA DA CARGA ENZIMÁTICA E TEMPO DA LIQUEFAÇÃO DO FT 

NA PRODUÇÃO DE XILANASES 

De posse dos resultados anteriores a respeito dos parâmetros temperatura e pH, os 

estudos da variação da carga enzimática e tempo de liquefação foram executados a valores 

fixos de temperatura a 50 °C e pH 4,8 (Figura 4.3), sem ajuste do pH para FSm. A variação de 

carga enzimática do complexo CC3 foi 0,29, 1,20 e 3,50 FPase/ml e o tempo de liquefação 

variou de zero a 24 h. 

A Figura 4.6 agrupa tanto as atividades de xilanases dos ensaios de fermentação 

com FT liquefeito quanto as atividades obtidas com os controles. Houve três tipos de 

controles (descritos no item 3.2.3) em que o FT liquefeito foi substituído por: FT não 

liquefeito (controle, C), mistura de FT e tampão agitada a 50 °C (controle sob agitação, CA) e 

o controle com enzimas (CE), em que a mistura do complexo enzimático CC3 com FT foi 

seguida de imediata esterilização sem incubação. O controle com enzimas está ilustrado nos 

tempos de 0 h de liquefação nas três cargas enzimáticas (0,29, 1,20 e 3,50 FPase/mL). 

Os ensaios controle e controle com enzimas (0 h de liquefação a 0,29, 1,20 e 3,50 

FPase/mL) tiveram produções de xilanases equivalentes e, cerca de 5 a 6 vezes menores que 

os ensaios com FT liquefeito a 6, 18 e 24 h. Resultado semelhante ocorreu com a produção de 

xilanases no controle sob agitação, cujo aumento de 6 a 24 h de incubação foi cerca de 1,7 

vezes, porém a maior atividade obtida foi de 9,4 UI/ g de FT em 24 h. Obteve-se resultados de 

atividade xilanásica entre todos os controles sem diferença significativa de acordo com o teste 

de Tukey. 
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Figura 4. 6 – Efeito da carga enzimática e o tempo na liquefação do substrato FT sobre a 
atividade xilanásica (a) e proteínas totais (b) produzidas em FSm por A. niger. Liquefação: 

30% (m/m); 50 °C; pH 4,8; 0, 6, 18 e 24 h; CC3 a 0,29 FPase/mL ( ), 1,20 FPase/mL ( ) e 
3,50 FPase/mL ( ). Controle sob agitação, CA ( ) e Controle, C ( ). Barras representam 
desvio padrão. Letras gregas iguais representam valores estatisticamente semelhantes, de 

acordo com o teste de Tukey, p < 0,05. 
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Percebeu-se também um aumento da produção de xilanases por volta de 1,5 vezes 

nos tempos de 6 e 18 h com o aumento das cargas enzimáticas de 0,29 a 3,50 FPase/mL 

(Figura 4.6a). Para o tempo de 24 h, nas três cargas enzimáticas empregadas, a variação de 

carga enzimática não foi significativa para a atividade xilanásica. 

Pelo teste de Tukey não houve diferença significativa (Figura 4.6a) com cargas 

enzimáticas e tempos, (0,29 FPase/mL a 6,18 e 24 h), (1,20 FPase/mL a 6,18 e 24 h e 3,50 

FPase/mL a 6, 18 e 24 h). 

A Figura 4.6b somente reproduziu o perfil de proteínas totais detectado nos 

ensaios já relatados. Entretanto, o fermentado resultante do controle com enzimas (0 h de 

liquefação a 0,29, 1,20 e 3,50 FPase/mL) apresentou concentrações de proteínas totais 

semelhantes ao perfil das demais condições sob liquefação enzimática (carga enzimática 0,29, 

1,20 e 3,50 FPase/mL a 6, 18 e 24 h); apesar da atividade xilanásica deste fermentado (CE) ter 

sido inferior a estas mesmas condições citadas. Os resultados do fermentado do controle sob 

agitação foram similares ao controle com enzimas. 

A redução da concentração final de proteínas totais no controle com enzimas e 

controle sob agitação pode indicar que houve um maior crescimento fúngico, confirmando 

que a liquefação (CE e a solubilização do FT sob ação do tampão, CA) age na liberação de 

oligossacarídeos e visualmente no melhor escoamento da biomassa lignocelulósica no cultivo, 

principalmente em fermentações a alto teor de sólidos, retardando, também visualmente, a 

conidiação. A conidiação é comum no desenvolvimento assexuado de espécies de Aspergillus 

em que um grande número de esporos assexuais é produzido em órgãos multicelulares 

chamados conidióforos (ADAMS et al., 1998). Ela também é considerada como uma resposta 

às condições ambientais que limitam o crescimento vegetativo, como a escassez de nitrogênio 

ou de açúcares (BRODERICK; GREENSHIELDS, 1981). 

Referente ainda à concentração de proteína totais baixa, além da explicação já 

mencionada sobre o consumo das proteínas contidas no FT pelo fungo, autores apontam a 

digestão proteolítica como causa da redução do rendimento de proteínas secretadas a partir de 

fungos filamentosos (CHAVEZ et al., 2002; SEGURA et al., 1998; SUNG et al., 1995). Isto 

pode ser possível, uma vez que espécies do Aspergillus secretam para o ambiente proteases 

ácidas, proteases alcalinas, serina-proteases e cisteína-proteases (PEL et al., 2007). Florencio 

e colaboradores (2016), que além da avaliação da produção enzimática, também identificaram 
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o perfil de atividades proteicas secretadas por análise proteômica do processo de fermentação 

sequencial por A. niger A12 com o bagaço de cana-de-açúcar. A fermentação sequencial foi 

realizada com a liquefação do substrato em FES seguida de FSm. Constatou-se que das 

enzimas produzidas, cerca de 9% foram proteases, mas em contrapartida o dobro foi de 

hemicelulases incluindo as xilanases. Assim, apesar de ter havido produção de proteases, a 

sua interferência no rendimento de outras enzimas não foi capaz de alterar o resultado 

positivo com a FS. 

Por fim, para melhor compreensão destes resultados (Figura 4.6a), a liberação de 

açúcares redutores referentes aos sobrenadantes resultantes da liquefação do FT a tempos e 

cargas enzimáticas diferentes, bem como os liberados somente com o FT sob agitação (200 

rpm) a 50°C em diferentes tempos está apresentada na Figura 4.7. 

Figura 4. 7 - Cinética da liquefação enzimática do FT. Liquefação enzimática: 30% (m/m),  
50 °C; pH 4,8; CC3 a 0,29 ( ), 1,20 ( ) e 3,50 FPase/mL ( ). Controle sob agitação,CA( ). 

Barras representam desvio padrão. 

 

A concentração de açúcares aumentou para todas as cargas enzimáticas com o 

tempo de liquefação e a variação da concentração de açúcares foi cerca de 1,8 a 2,0 vezes da 

carga enzimática 0,29 a 3,50 FPase/mL. A máxima liberação de açúcares ocorreu com a carga 

enzimática 3,50 FPase/mL, em torno de 75 mg/mL, em tempos de 18 e 24 h. Já a 

concentração de açúcares redutores solubilizados em CA aumentou em torno de 2 vezes de 6 

h de incubação para os tempos de 18 e 24 h, em 24 h obteve-se cerca de 19,6 mg/mL. 
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Este estudo da cinética enzimática mostrou a concentração de monômeros 

solubilizados e metabolizáveis para o início da FSm. O perfil cinético repercutiu no perfil da 

produção de xilanases (Figura 4.6a), uma vez que, o comportamento da produção de xilanases 

foi crescente à medida que o FT foi liquefeito a cargas maiores. 

Contudo, a concentração de açúcar redutor equivalente em tempos de liquefação 

de 18 e 24 h com a carga 3,50 FPase/mL permite afirmar que o tempo de 24 h não é efetivo 

para aumentar a produção de xilanases. 

4.5. EFEITO DA SUPLEMENTAÇÃO DE GLICOSE AO MEIO NUTRIENTE NA FSM 

O meio nutriente utilizado neste trabalho contém sais minerais, fontes de 

nitrogênio, glicose, além do substrato indutor, FT. Contudo, o crescimento de um 

microrganismo numa fonte rica em glicose reprime a síntese de enzimas requeridas para 

despolimerizar fontes de carbono alternativas metabolizáveis, como o caso da xilana 

(KULKARNI et al., 1999), consecutivamente reprimindo a produção de xilanases. Assim, 

para verificação da repressão catabólica pela presença de glicose no meio de cultura, foram 

efetuadas FSm a diferentes concentrações de glicose (Figura 4.8). A concentração de glicose 

somente foi alterada no meio adaptado descrito em Mandels e Weber (1969). 

Figura 4. 8 – Efeito de diferentes concentrações de glicose na composição do meio nutriente 
adaptado do descrito por Mandels e Weber (1969) na FSm por A. niger sobre a produção de 
xilanases ( ) e proteínas totais ( ) com FT liquefeito. Liquefação enzimática: 30% (m/m), 6 

h, 50 °C, pH 4,8 e CC3 a 1,20 FPase/mL. Barras representam desvio padrão. 
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Verificou-se que para a concentração de até 15,0 g/L de glicose adicionada ao 

meio nutriente não houve influência alguma na atividade xilanásica em FSm com tempo de 

cultivo de 72 h. A glicose disponível no início da FSm provinda da liquefação do FT e da 

composição do meio nutriente adaptado do descrito por Mandels e Weber (1969) pode ter 

sido consumida pela cultura microbiana rapidamente. 

Além da glicose, a suplementação da fonte de nitrogênio no meio nutriente para 

FSm é importante para produção enzimática. Rodriguez-Zuñiga (2010) apontou a deficiência 

de nitrogênio do farelo de trigo na produção de celulases por A. niger em fermentação em 

estado sólido a 50% de umidade quando comparado a outras fontes de carbono como o farelo 

de soja. 

Contudo, ao se tratar do metabolismo do nitrogênio em espécies de Aspergillus, as 

fontes de nitrogênio secundárias são bem reguladas em vias metabólicas (WARD et al., 

2005), uma vez que, estas espécies utilizam muitos compostos contendo nitrogênio como 

única fonte de nitrogênio, tais como: amônia, nitrato, nitrito, purinas, amidas, aminoácidos, 

glutamina e glutamato (MARZLUF et al., 1997). 
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5. CONCLUSÕES E SUGESTÕES 

5.1. CONCLUSÕES 

Neste trabalho avaliou-se a liquefação enzimática do farelo de trigo como 

estratégia para o aumento da produção de xilanases por A. niger em fermentação submersa. 

No geral, os resultados evidenciaram que o uso do farelo de trigo liquefeito como substrato 

pode ser uma alternativa para a produção de xilanases em FSm a alto teor de sólidos, visto 

que, a atividade xilanásica específica obtida foi elevada. A atividade foi até cinco vezes maior 

do que a atividade obtida em cultivo com farelo de trigo não liquefeito, ou seja 31,7 contra 6,1 

UI/g de FT do controle C. 

O uso de elevada carga de sólidos isento de qualquer tipo de tratamento acarreta 

aumento nos gastos do processo que necessitam de agitação para a movimentação da mistura. 

Conhecida esta problemática, a liquefação enzimática possibilita uma mistura mais fluida. 

Neste estudo, a liquefação enzimática da elevada carga de sólidos em períodos curtos (6 h) foi 

suficiente para promover um farelo de trigo liquefeito com um misto de fase sólida umedecida 

e fase líquida rica em monômeros metabolizáveis pelo fungo A. niger, fases importantes como 

indutores e substrato, promovendo assim uma contribuição aos estudos de fermentações com 

materiais lignocelulósicos a elevado teor de sólidos. 

Essa estratégia de cultivo pode viabilizar o processo de fermentação: com 

indutores específicos; maior fluidez nos reatores convencionais; um ciclo fechado no caso do 

produto ‘enzima’ ser utilizado na liquefação do material lignocelulósico, possibilidade esta de 

grande relevância na redução dos custos, pois o uso de complexos celulolíticos comerciais 

seria secundário. Outro ponto de observância é a elevada atividade específica alcançada com 

esta metodologia, de modo empírico, induz-se que as etapas posteriores de recuperação e 

purificação da enzima contida no fermentado seriam facilitadas e, consecutivamente, menos 

dispendiosas. 

Apesar deste trabalho ter implicações significativas, suas limitações abrange a 

estabilidade do produto obtido, estudos em grande escala, o aprofundamento da liquefação 

enzimática bem como otimização do processo como todo (liquefação e fermentação). 
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5.2. SUGESTÕES 

Recomenda-se para a complementaridade deste trabalho: 

a) Avaliação da atividade de outras enzimas produzidas no sistema de fermentação 

adotado neste trabalho para verificação da atividade expecífica de xilanases, bem 

como outros produtos de valor; 

b)  Extração das enzimas adsorvidas na parte sólida do fermentado; 

c) Emprego de outros tipos de biomassa lignocelulósica na fermentação; 

d) Mensurar o curso da liquefação enzimática a alto teor de sólidos, por exemplo, com a 

medição da redução do tamanho da partícula. 

e) Utilização do extrato enzimático bruto obtido na fermentação para a liquefação do 

material lignocelulósico na etapa inical. 
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APÊNDICE 

Figura A. 1 - Esporos de A. niger em PDA após 72 h de incubação à 32 °C. 

 

Figura A. 2 - Transformação do farelo de trigo em diferentes tempos de liquefação 
enzimática. (a) FT “in natura”. Tempos de liquefação: (b) 0 h, (c) 6 h, (d) 18 h, (e) 24 h. 

Liquefação: 30% (m/m) com 1,20 FPase/mL, a 50 °C e a 200 rpm. 

 

(a) (b)

(c) (d) (e)
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Figura A. 3 - FSm por A. niger em escala de bancada com FT liquefeito. 

 

 

Figura A. 4 - Sobrenadante da FSm. 

 

 



67 
 

ANEXO 

A – PREPARO DO REAGENTE DE BRADFORD 

a) Dissolver 0,1 g de Coomassie Brilliant Blue G-250 em 50 mL de etanol 95%; 

b) Adicionar a esta solução 100 mL de ácido fosfórico 85 % sob agitação; 

c) Agitar a solução por 2 h e completar o volume para 1 L com água deionizada; 

d) Deixar sob agitação por no mínimo 6 h em recipiente protegido da luz; 

e) Após este período, filtra-se o reagente com papel de filtro para filtração rápida. Deixa-

se o filtrato em repouso na geladeira por 24 h antes de utilizá-lo. 

 

 

 


