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RESUMO GERAL 

 
O presente estudo teve como objetivo produzir e caracterizar enzimas xilanolíticas e  
xilo-oligossacarídeos (XOs) obtidos a partir de substratos agroindustriais. Para tal, a tese foi 
dividida em cinco artigos. No primeiro artigo, três cepas de Aureobasidium pullulans foram 
avaliadas quanto a produção conjunta de xilanase, β-xilosidase e XOs em cultivo submerso, 
utilizando xilana de madeira de faia como substrato. Além disso, o uso de substratos 
agroindustriais com e sem pré-tratamento alcalino foi avaliado na produção de xilanase. A 
maior produção de xilanase foi alcançada pela cepa A. pullulans CCT 1261 (74,9 U/mL), 
apresentando também baixa secreção de β-xilosidase (0,10 U/mL), além de XOs (1,68 mg/mL) 
formados majoritariamente por xilobiose e xilotriose. O farelo de arroz não tratado apresentou 
alta quantidade de hemicelulose (29,6%) e baixo teor de lignina (12,2%), o que resultou em alta 
produção de xilanase (11,7 U/mL) quando utilizado como substrato. No segundo artigo, foi 
realizada através de uma sequência de planejamento a maximização da produção de xilanase 
por A. pullulans CCT 1261 utilizando farelo de arroz como substrato. A máxima produção da 
enzima (82,2 U/mL) foi alcançada com 3,6 g/L de (NH4)2SO4, 1,5 g/L de extrato de levedura e 
61,9 g/L de farelo de arroz em pH 7,0 e 28 °C. O terceiro artigo compreendeu a caracterização 
da enzima xilanase de A. pullulans CCT 1261 na forma bruta e purificada por precipitação 
fracionada com (NH4)2SO4 (0-30%/30-60%), bem como sua aplicação na hidrólise da xilana de 
faia para produção de XOs. A precipitação permitiu a purificação da xilanase em 6,8 vezes e 
recuperação enzimática de 69,4%. As xilanases bruta e purificada apresentaram temperatura e 
pH ótimos de 50 °C e 4,5, respectivamente, e maior estabilidade à 40 °C dentro da faixa 
avaliada. Ainda, a enzima bruta apresentou menor valor da constante de Michaelis-Menten 
(25 mg/mL) para substrato xilana de faia quando comparado à enzima purificada (50 mg/mL). 
Os teores de XOs totais (7,7 mg/mL e 7,9 mg/mL) e as conversões de xilana em XOs (25,7% e 
26,5%) não apresentaram diferença significativa (p>0,05) pela aplicação das enzimas bruta e 
purificada na hidrólise enzimática. Ainda, os hidrolisados foram compostos por xilobiose 
(50,9% e 53,8%), xilotriose (30,9% e 32,8%) e XOs de maior grau de polimerização (GP) (4,3% 
e 3,7%). No quarto artigo, foi estudada a maximização da produção de XOs pela variação das 
condições de hidrólise de xilana de faia utilizando o extrato bruto de xilanase de A. pullulans 
CCT 1261. Altas concentrações de XOs totais (10,1 mg/mL) e de XOs de baixo GP  
(9,7 mg/mL), além de alto percentual de XOs (99,1%) no hidrolisado, foram obtidas a 6% (m/v) 
de xilana de faia, 260 U/g de xilanase bruta, pH 6,0, 180 rpm (agitação orbital), 40 °C em 24 h. 
No quinto artigo, os XOs obtidos por hidrólise enzimática de xilana de faia (XFH) e de casca 
de arroz (XAH) foram caracterizados em termos de teor e composição de XOs, enquanto que 
XFH, XAH e XOs obtidos em cultivo submerso contendo xilana de faia (XFB) foram 
caracterizados quanto à atividade antioxidante e atividade antibacteriana contra Escherichia 
coli, Pseudomonas fluorescens e Lactobacillus fructivorans. Os maiores teores de XOs foram 
observados em XFH (10,3 mg/mL) e XAH (2,0 mg/mL), os quais apresentaram maior conteúdo 
de xilobiose e xilotriose em relação ao XFB. A maior atividade antioxidante foi observada por 
XFB, seguido de XAH e XFH. Os hidrolisados não apresentaram atividade antibacteriana 
contra as cepas testadas, sendo necessário estudos futuros frente à outras cepas bacterianas.  
 
 
Palavras-chave: Biomassa lignocelulósica. Cultivo microbiano. Hidrólise enzimática. 
Xilanases. Xilo-oligômeros. Atividade antioxidante.  
 

 
 
 



25 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



26 
 

GENERAL ABSTRACT 

 
PRODUCTION AND CHARACTERIZATION OF XYLANOLYTIC ENZYMES AND 

XYLOOLIGOSACCHARIDES OBTAINED BY AGRICULTURAL SUBSTRATES 

 
The aim of this study was to produce and characterize xylanolytic enzymes and xylooligosaccharides 
(XOs) obtained by agricultural substrates. To achieve this goal, the thesis was divided into five articles. In 
the first article, the production of xylanolytic enzymes and XOs by three Aureobasidium pullulans strains 
was evaluated during submerged cultivation, as well as the use of untreated and alkali pretreated 
agricultural substrates for xylanase production. The CCT 1261 strain showed the highest xylanase activity 
(74.9 U/mL), low β-xylosidase production (0.10 U/mL) and XOs (1.68 mg/mL) comprised by xylobiose 
and xylotriose. Untreated rice bran showed the highest amount of hemicellulose (29.6%) and a low lignin 
content (12.2%), which implied in high xylanase activity (11.7 U/mL) when used as substrate. In the 
second article, the xylanase production by A. pullulans CCT 1261 was maximized using rice bran as xylan 
source. Maximum xylanase production (82.2 U/mL) was obtained using 3.6 g/L of (NH4)2SO4, 1.5 g/L of 
yeast extract and 61.9 g/L of rice bran at initial pH 7.0 and 28 °C. The third article comprised the 
characterization of the crude and purified xylanase of A. pullulans CCT 1261, and its application in the 
hydrolysis of beechwood xylan to produce XOs. The fractional precipitation with (NH4)2SO4                          
(0-30%/30-60%) allowed the xylanase purification in 6.8-fold, enzymatic recovery of 69.4% and decrease 
in the activity of other enzymes (β-xylosidase, α-L-arabinofuranosidases, β-glucosidases and total 
cellulases) present in the original extract. Crude and purified xylanase showed optimum temperature and 
pH of 50 °C and 4.5, respectively, and higher stability at 40 °C within the evaluated range. Crude xylanase 
showed a lower Michaelis-Menten constant (25 mg/mL) for beechwood xylan in comparison to the 
purified enzyme (50 mg/mL). The total XOs levels (7.7 mg/mL and 7.9 mg/mL) and the conversions of 
xylan to XOs (25.7% and 26.5%) not showed significant difference (p>0.05) by the application of crude 
and purified extracts in the enzymatic hydrolysis. Besides that, the hydrolysates were composed by 
xylobiose (50.9% and 53.8%), xylotriose (30.9% and 32.8%) and XOs with a higher degree of 
polymerization (DP) (4.3% and 3.7%). In the fourth article, the XOs production was maximized by 
studying the hydrolysis conditions of beechwood xylan using a crude xylanase extract of A. pullulans CCT 
1261. The high concentrations of total XOs (10.1 mg/mL) and XOs with low DP (9.7 mg/mL), as well as 
the high percentage of XOs (99.1%) in the hydrolysate, were obtained at 6% (w/v) beechwood xylan,  
260 U/g of crude xylanase, pH 6.0, 180 rpm (orbital shaking), 40 ° C and 24 h. In the fifth article, the XOs 
obtained by enzymatic hydrolysis of beechwood xylan (BXH) and of rice husk xylan (RXH) were 
characterized in terms of XOs content and composition; BXH, RXH and XOs obtained in submerged 
cultivation containing beechwood xylan (BXB) where evaluated for antioxidant activity and antibacterial 
activity against the Escherichia coli, Pseudomonas fluorescens and Lactobacillus fructivorans strains. The 
highest contents of XOs were observed for BXH (10.3 mg/mL) and RXH (2.0 mg/mL), which were  
comprised mainly of xylobiose and xylotriose in opposition to BXB. The highest antioxidant activity was 
observed by BXB, followed by RXH and BXH. The hydrolysates did not exhibit antibacterial activity 
against the three strains evaluated, however, future should be carried out with other bacterial species.  
 
Keywords: Lignocellulosic biomass. Microbial cultivation. Enzymatic hydrolysis. Xylanases. 
Xylooligomers. Antioxidant activity.  
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1 INTRODUÇÃO GERAL 

 

A biomassa lignocelulósica é a matéria-prima renovável mais abundante e disponível na 

natureza (BHOWMICK; SARMAH; SEN, 2018; JÖNSSON; MARTÍN, 2016), sendo composta 

principalmente por celulose (30-50%), hemicelulose (20-30%) e lignina (10-25%) fortemente associadas 

entre si (ISIKGOR; BECER, 2015; KUMAR; SHARMA, 2017). Anualmente, quantidades consideráveis 

desta biomassa são descartadas na natureza ou eliminadas por queima (SARKAR et al., 2012; TAHA et 

al., 2016), causando impacto ambiental. No entanto, substratos lignocelulósicos podem ser utilizados de 

modo mais racional na obtenção de biocombustíveis (ALTHURI; GUJJALA; BANERJEE, 2017), filmes 

biodegradáveis (PEREIRA et al., 2017), fibras (OLIVEIRA et al., 2017), açúcares fermentescíveis 

(ABAIDE et al., 2019a), prebióticos (AMORIM; SILVÉRIO; RODRIGUES, 2019), compostos 

químicos (VARANASI et al., 2013) e enzimas fibrolíticas (SALOMÃO et al., 2019).   

Substratos agroindustriais como bagaço de cana, sabugo de milho, palha, casca e farelo de 

cereais, possuem a fração hemicelulósica composta principalmente por xilana, heteropolissacarídeo 

formando por monômeros de xilose unidos por ligações glicosídicas β-1,4, além de ramificações contendo 

arabinose, galactose, manose, glicose e ácidos urônicos. A complexidade estrutural da xilana requer que 

enzimas com distintas especificidades e modos de ação atuem na sua desconstrução (GOWDHAMAN; 

PONNUSAMI, 2015; GULLÓN et al., 2010). Dentre as enzimas xilanolíticas atuantes na cadeia da 

xilana, duas merecem destaque: a endo-1,4-β-xilanase (CE 3.2.1.8) e a β-xilosidase (CE 3.2.1.37). As 

xilanases estão envolvidas na quebra das ligações β-1,4 e liberação de xilo-oligossacarídeos (XOs) e 

eventual xilose, enquanto as β-xilosidases atuam na extremidade não redutora da xilobiose ou de outros 

XOs, resultando em xilose (BIELY; SINGH; PUCHART, 2016; SHALLOM; SHOHAM, 2003).  

As xilanases têm sido extensivamente estudadas devido às suas aplicações promissoras na 

indústria de papel e celulose (ADHYARU et al., 2017), ração animal (GHAYOUR-NAJAFABADI et 

al., 2018), têxtil (ATY et al., 2018) e biocombustíveis (ASTOLFI et al., 2019). Na indústria de alimentos, 

as xilanases são importantes no melhoramento de processos e de características tecnológicas e/ou 

nutricionais, sendo aplicadas na extração e clarificação de suco de frutas (SHAHRESTANI et al., 2016), 

na elaboração de pães e biscoitos (LI et al., 2013; PASSARINHO et al., 2019), na extração de óleo 

(MARASABESSY et al., 2011) e na despolimerização de biomassa rica em xilana para produção de XOs 

(ANTOV; ĐORĐEVIĆ, 2017; MAZLAN et al., 2019). 

As xilanases são produzidas principalmente por fungos filamentosos (MARTINS et al., 

2018) e bactérias (KALLEL et al., 2016), os quais secretam concomitantemente celulases (ANG et al., 

2013) e β-xilosidases (TERRASAN et al., 2013) no meio extracelular, fato este inconveniente para 

algumas aplicações industriais (por exemplo, no branqueamento de papel e na obtenção de oligômeros, 
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respectivamente). Por outro lado, diversas leveduras são capazes de secretar xilanases livres de celulases 

(BANKEEREE et al., 2016) e baixas quantidades de β-xilosidases (GAUTÉRIO et al., 2018; OTERO et 

al., 2015), tornando-as promissoras para aplicação na produção de XOs. A levedura Aureobasidium 

pullulans tem sido reconhecida como potencial produtora de xilanases (MANITCHOTPISIT et al., 2009; 

YEGIN et al., 2017) com baixa atividade de  β-xilosidase (CHRISTOV et al., 1997), até quando substratos 

agroindustriais são utilizados no meio de cultivo (BANKEEREE et al., 2016; YEGIN, 2016; YEGIN et 

al., 2017) em substituição à xilana comercial.   

Os XOs são oligômeros não digeríveis formados por unidades de xilose conectadas por 

ligações β-1,4 (FREITAS; CARMONA; BRIENZO, 2019). A estrutura dos XOs pode apresentar entre 2 

a 10 monômeros de xilose (IUPAC, 1982), bem como grupamentos laterais ligados à cadeia principal, os 

quais são responsáveis pela existência de oligômeros ramificados (AACHARY; PRAPULLA, 2011). A 

principal propriedade dos XOs está relacionada ao seu efeito prebiótico e consequente promoção do 

crescimento de bactérias benéficas ao intestino humano (CHAPLA; PANDIT; SHAH, 2012), podendo 

ser aplicados na formulação de adoçantes de baixa caloria (XIAO et al., 2013) e em alimentos com 

alegação funcional (BRASIL, 1999; ESFA, 2018). Os XOs são atóxicos e não carcinogênicos (SINGH; 

BANERJEE; ARORA, 2015), e em baixas doses diárias (1,4 a 2,8 g/d) (FINEGOLD et al., 2014) são 

capazes de desempenhar atividades biológicas como melhorias no metabolismo lipídico (GUERREIRO; 

OLIVA-TELES; ENES, 2015), estimulação à resposta imune (SUN et al., 2013), ação antioxidante 

(ZHOU et al., 2018), anti-inflamatória (HANSEN et al., 2013) e antimicrobiana (YU et al., 2015).  

Diferentes processos de obtenção de XOs podem resultar em oligômeros com distintas 

estruturas e graus de polimerização (GP) (AMORIM et al., 2018; SINGH et al., 2018), refletindo 

diretamente em suas propriedades biológicas (SINGH; BANERJEE; ARORA, 2015). A auto-hidrólise 

(SUREK; BUYUKKILECI, 2017), a hidrólise química (AKPINAR; ERDOGAN; BOSTANCI, 2009), 

a hidrólise enzimática (GUIDO; SILVEIRA; KALIL, 2019), o cultivo microbiano (AMORIM; 

SILVÉRIO; RODRIGUES, 2019), ou a combinação destas, são algumas das estratégias aplicadas na 

produção de XOs. Dentre estas, a hidrólise enzimática se destaca devido à especificidade das enzimas, não 

formação de produtos secundários tóxicos e/ou indesejáveis, operação em condições brandas de reação e 

baixa liberação de monossacarídeos (AACHARY; PRAPULLA, 2011; CHAPLA; PANDIT; SHAH, 

2012). Diversos substratos agroindustriais têm sido explorados como fonte de xilana para a produção de 

XOs (ANTOV; ĐORĐEVIĆ, 2017; KALLEL et al., 2015a; LIU et al., 2018; MAZLAN et al., 2019), o 

que além de reduzir os custos de processo, explora o aspecto único destes oligômeros em serem obtidos a 

partir da biomassa lignocelulósica (MONIZ et al., 2016). 

A produção de XOs por hidrólise enzimática requer a extração da xilana contida na porção 

hemicelulósica da biomassa vegetal (JÖNSSON; MARTÍN, 2016), o que acrescenta mais uma etapa ao 
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processo e encarece os custos de produção. Por outro lado, o uso da biomassa lignocelulósica por micro-

organismos têm demostrado notável potencial para produção de XOs, principalmente devido à 

simplicidade do processo (AMORIM et al., 2019a). Poucos são os relatos na literatura que exploram a 

produção de XOs em cultivos microbianos, onde a obtenção conjunta de oligômeros e enzimas 

xilanolíticas no meio fermentado (GAUTÉRIO et al., 2018; MENEZES; ROSSI; AYUB, 2017; 

PEREIRA et al., 2018), ou a otimização das condições de cultivo para a recuperação de XOs propriamente 

dita (AMORIM; SILVÉRIO; RODRIGUES, 2019), são mencionadas. 

Com base no exposto, a presente tese visa preencher algumas lacunas na literatura frente à 

produção de enzimas xilanolíticas por leveduras utilizando substratos agroindustriais como fonte de xilana. 

A aplicação adequada das xilanases na obtenção de XOs por hidrólise enzimática requer o conhecimento 

das suas propriedades bioquímicas e termoestabilidade, as quais também são exploradas neste trabalho. A 

tese também aborda a obtenção de XOs por diferentes estratégias e como estas podem impactar as 

propriedades estruturais (composição e GP) e biológicas dos oligômeros, em especial na atividade 

antioxidante e antimicrobiana.  
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2 OBJETIVOS 

2.1 OBJETIVO GERAL 

 

Produzir enzimas xilanolíticas e xilo-oligossacarídeos (XOs) a partir de substratos 

agroindustriais, e caracterizá-los a fim de conhecer suas propriedades para futuras aplicações.  

 

2.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 

• Avaliar a produção conjunta de enzimas xilanolíticas e XOs, por três cepas de A. pullulans 

– CCT 7521, CCT 4154 e CCT 1261 –, em cultivo submerso utilizando xilana de madeira 

de faia como substrato;  

• Avaliar a influência de pré-tratamento de substratos agroindustriais na produção de 

xilanases por A. pullulans;  

• Maximizar a produção de xilanases por A. pullulans em cultivo submerso utilizando 

substrato agroindustrial como fonte de xilana; 

• Purificar xilanases por precipitação fracionada com (NH4)2SO4 e caracterizar a enzima 

bruta e purificada quanto às suas propriedades bioquímicas e termoestabilidade; 

• Avaliar a aplicação de xilanase de A. pullulans, na sua forma bruta e purificada, na 

produção de XOs a partir de xilana de madeira de faia; 

• Maximizar a produção de XOs em meio reacional contendo xilanase bruta de A. pullulans 

e xilana de madeira de faia; 

• Caracterizar os hidrolisados contendo XOs – em termos de teor e composição de XOs, 

atividades antioxidante e antibacteriana – obtidos por diferentes estratégias de produção. 
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3 REVISÃO DA LITERATURA 

3.1 BIOMASSA LIGNOCELULÓSICA 

3.1.1 Considerações gerais 

 

O termo genérico “lignocelulose” é utilizado para descrever a biomassa oriunda de 

plantas, a qual é considerada a matéria-prima renovável mais abundante e amplamente 

distribuída na natureza que abrange os materiais oriundos da agroindústria, culturas energéticas 

(cultivadas para produção de biocombustíveis, tais como capim-elefante), resíduos urbanos e 

florestais (JÖNSSON; MARTÍN, 2016). A biomassa lignocelulósica é composta por três 

polímeros associados entre si através de ligações covalentes ou não covalentes – celulose (30-

50%), hemicelulose (20-30%) e lignina (10-25%) –, e em menor quantidade por pectina, 

proteínas, lipídios, cinzas e sais minerais (MAMMAN et al., 2008; SUN et al., 2016), conforme 

exemplifica a Figura 1.  

 

Figura 1 – Representação da estrutura da biomassa lignocelulósica. 

 
Fonte: Adaptado de Isikgor e Becer (2015).  

 

A celulose consiste num polissacarídeo linear composto por monômeros de glicose 

unidos por ligações glicosídicas β-1,4 com grau de polimerização (GP) variando entre centenas 

a mais de dez mil unidades, conforme a origem da biomassa (KLEMM et al., 2005). Cada 

unidade monomérica contém três carbonos ligados a grupos hidroxílicos (OH), os quais são 
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responsáveis por estabelecer ligações de hidrogênio intermoleculares (intra e intercadeias de 

celulose), formando agregados de cadeias paralelas chamados de microfibrilas. Estes 

agregados, por sua vez, resultam em regiões desordenadas (amorfas) e ordenadas (cristalinas), 

esta última responsável pela rigidez e caráter recalcitrante da celulose (HORN et al., 2012; 

TRACHE et al., 2016). 

A hemicelulose possui menor GP em relação à celulose (entre 80 e 200 unidades) 

(PENG; SHE, 2014) e é composta por pentoses (D-xilose, L-arabinose), hexoses (D-manose, 

D-glicose, D-galactose) e ácidos urônicos (4-O-metil-D-glicurônico, D-glicurônico e D-

galacturônico). Em menor quantidade, outros açúcares como L-ramnose e L-fucose também 

compõem a estrutura da hemicelulose, enquanto os grupos hidroxílicos podem ser parcialmente 

substituídos por grupos acetila (GÍRIO et al., 2010). A hemicelulose se encontra ligada com 

outros componentes da parede celular através de ligações covalentes, ligações de hidrogênio e 

por interações iônicas e hidrofóbicas (PENG et al., 2012; SUN et al., 2000). 

As hemiceluloses mais relevantes são as xilanas e as glicomananas (GÍRIO et al., 

2010). A xilana constitui cerca de 20 a 30% da biomassa de madeira dura e de plantas herbáceas, 

e em alguns tecidos de cereais e gramíneas, o seu teor pode representar até 50%. As xilanas 

estão disponíveis em grandes quantidades em madeira dura, resíduos florestais, urbanos e da 

agricultura, enquanto as glicomananas são os principais componentes da madeira mole (GÍRIO 

et al., 2010). A cadeia principal da xilana é semelhante à da celulose, porém ao invés de  

D-glicose é composta basicamente por unidades de D-xilose unidas por ligações β-1,4. Com 

base nos grupamentos laterais ligados à cadeia principal, as xilanas são classificadas como 

arabinoxilanas, glicuroxilanas e glicuronoarabinoxilanas. Em geral, as glicuroxilanas e as 

glicuronoarabinoxilanas estão presentes em madeiras duras e materiais não lenhosos, 

respectivamente, enquanto as arabinoxilanas compõem a parede celular de gramíneas. 

Homopolímeros de xilose, conhecidos como homoxilanas, somente ocorrem em algas marinhas 

(GÍRIO et al., 2010; PENG; SHE, 2014; ZABED et al., 2016). 

A lignina, um dos mais recalcitrantes para biodegradação dentre os polímeros 

naturais, compreende cerca de 15% de toda biomassa terrestre. Estruturalmente, a lignina é um 

polímero hidrofóbico, amorfo e heterogêneo, formado pela polimerização de três componentes 

fenólicos (álcool coniferílico, álcool sinapílico e álcool cumárico) em unidades de hidroxifenil, 

guaiacil e siringil. Estas unidades, por sua vez, estão conectadas por ligações cruzadas incluindo 

β-O-4, α-O-4 e β–β. A lignina confere rigidez estrutural à planta, impermeabilidade e proteção 

contra o ataque de patógenos, estresse oxidativo e degradação enzimática de polissacarídeos 

estruturais (MA et al., 2016; VANHOLME et al., 2010). 
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A composição da biomassa lignocelulósica depende tanto da sua origem (madeira 

dura, madeira mole, gramínea, substrato agroindustrial) quanto dos componentes individuais 

de um mesmo organismo (caule, galhos, raízes, cascas, semente) (ANWAR; GULFRAZ; 

IRSHAD, 2014; PENG et al., 2012), conforme mostra a Tabela 1.  

   

Tabela 1 – Composição química de biomassas lignocelulósicas.  

 Composição (%)       Referência 

Fonte Celulose Hemicelulose Lignina  

Bagaço de cana 35,2 24,5 22,2 REZENDE et al. (2011) 

Sabugo de milho 43,5 37,9 16,5 GUO et al. (2016) 

Casca de arroz 34,0 28,0 18,0 GUPTA et al. (2016) 

Casca de aveia 35,0 28,2 4,0 GOMEZ-TOVAR et al. (2012) 

Casca de soja 35,4 17,2 2,3 YOO et al. (2011) 

Engaço de uva 30,3 21,0 17,4 PROZIL et al. (2012) 

Farelo de arroz 27,3 26,9 12,2 GAUTÉRIO et al. (2018) 

Farelo de trigo 31,4 20,3 22,3 CANTERO et al. (2015) 

Pergaminho de café 46,1 27,8 34,2 
BEKALO; REINHARDT, 

(2010) 

Película prateada de 

café 
23,7 16,7 28,6 

BALLESTEROS; TEIXEIRA; 

MUSSATTO (2014) 

Gramínea 

(Switchgrass) 
32,2 26,0 18,4 AYOUB et al. (2013) 

Madeira (Spruce) 42,5 22,9 27,9 ISIKGOR; BECER (2015) 

Madeira (Eucalipto) 54,1 18,4 21,5 ISIKGOR; BECER (2015) 

 

 Em geral, a madeira mole apresenta os teores mais elevados de lignina e maior 

quantidade de manose na molécula da hemicelulose, em relação à madeira dura, gramíneas e 

substratos agroindustriais. A madeira dura apresenta hemicelulose mais heterogênea (isto é, 

contendo xilana, manose, glicose e ramnose na cadeia principal) em relação às gramíneas e 

substratos agroindustriais, que possuem hemicelulose composta majoritariamente por xilose 

(MATHEWS; PAWLAK; GRUNDEN, 2015; SEIDL; GOULART, 2016).  

 A biomassa lignocelulósica é uma das matérias-primas mais promissoras a ser 

utilizada como recurso natural e renovável na obtenção de produtos de alto valor agregado como 

bioetanol (SKIBA et al., 2017), biodiesel (PATEL et al., 2015), biogás (LATTIEFF, 2016), 
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fibras (OLIVEIRA et al., 2017), filmes biodegradáveis (PEREIRA et al., 2017), açúcares 

fermentescíveis (ABAIDE et al., 2019a; SUBHEDAR; RAY; GOGATE, 2018), prebióticos 

(AMORIM; SILVÉRIO; RODRIGUES, 2019), químicos (VARANASI et al., 2013) e enzimas 

fibrolíticas (PEREIRA et al., 2018; SALOMÃO et al., 2019). 

 

3.1.2 Substratos lignocelulósicos agroindustriais 

 

 Os subprodutos são materiais resultantes de um processo específico cujo principal objetivo 

não é a sua produção (BRASIL, 2018a), isto é, são obtidos incidentalmente ou como resíduos a partir da 

matéria-prima processada. Anualmente, grandes quantidades de subprodutos e resíduos vegetais são 

geradas a partir da atividade agrícola e processamento de produtos agrícolas (BHOWMICK; SARMAH; 

SEN, 2018; VAN DYK et al., 2013). Estes materiais incluem bagaço de cana, sabugo de milho, palhas, 

farelos e cascas de cereais (trigo, arroz, aveia, centeio), entre outros, e normalmente são descartados 

inadequadamente na natureza ou eliminados por queima (ANWAR; GULFRAZ; IRSHAD, 2014; 

TAHA et al., 2016).  

 Devido à sua composição lignocelulósica aliada à presença de outros compostos bioativos, 

os substratos agroindustriais podem ser utilizados na obtenção de produtos de maior valor agregado 

(IQBAL; KYAZZE; KESHAVARZ, 2013), o que não apenas diminui o desperdício e impacto ambiental, 

como também proporciona rendimento adicional aos agricultores, promove a geração de empregos e 

implementação de novas tecnologias (CHAPLA; PANDIT; SHAH, 2012). Segundo Palumbo, 

Avellaneda e Lacasta (2015), as vantagens do uso destes substratos industrialmente incluem: são 

anualmente renováveis; são facilmente acessíveis; e não competem no uso de terra fértil com a produção 

de alimentos. Adicionalmente, o uso sustentável e inteligente de subprodutos da agroindústria fortalece o 

desenvolvimento da economia circular (cujo elemento principal é o reciclo), fazendo com que o conceito 

de “resíduo” desapareça (LIGUORI; FARACO, 2016). 

 No Brasil, alguns dos substratos oriundos do processamento ou beneficiamento de produtos 

agrícolas incluem as cascas de soja, aveia, e ainda, a casca e o farelo de arroz, o pergaminho de café e o 

engaço de uva. A casca de soja é um subproduto do processamento do respectivo grão para a obtenção de 

óleo e farelo, e que corresponde entre 5 a 8% do total de grãos produzidos (MIELENZ; BARDSLEY; 

WYMAN, 2009). A casca de aveia é oriunda do processamento do respectivo cereal e equivale a 25 a 

30% do seu peso (CHAUD et al., 2012). A casca e o farelo de arroz são geradas no beneficiamento do 

grão, e correspondem a 23% e 10%, respectivamente, do seu peso (ABAIDE et al., 2019b). O pergaminho 

consiste na camada fina que envolve o grão do café (endocarpo) (MUSSATTO et al., 2011), sendo 

removido durante o processamento do fruto por via seca, antes da etapa de torrefação (BEKALO; 
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REINHARDT, 2010; MURTHY; MADHAVA NAIDU, 2012). Já o engaço corresponde ao esqueleto 

responsável pela sustentação das uvas em forma de cacho, sendo o principal resíduo sólido gerado no 

processo de vinificação (2 a 8% do material processado) (PANOUILLÉ et al., 2007; PING et al., 2011).  

 Conforme o último relatório do Departamento de Agricultura dos Estados Unidos (USDA), 

de 10 de janeiro de 2020, a produção mundial de arroz e soja deverá ser de 496 e 338 milhões de t, 

respectivamente, para a safra de 2019/2020 (USDA, 2019). De acordo com a Companhia Nacional do 

Abastecimento (CONAB), o Brasil está entre os dez países que mais produzem estas culturas, com uma 

estimativa de 10,6 e 122,2 milhões de t arroz e soja, nesta ordem, para safra de 2019/2020. A região Sul 

se destaca na produção de arroz e soja, especialmente o estado do Rio Grande do Sul, o qual produziu até 

o momento 7,4 e 18,6 milhões de t, respectivamente, na safra de 2019/2020, representando 69,8% e 15,2% 

da produção nacional destas culturas (CONAB, 2020). Segundo o Instituto Brasileiro de Geografia e 

Estatística (IBGE), o Brasil também é considerado um dos maiores produtores mundiais de café, cuja 

produção foi de 3 milhões de t na safra 2019. O Rio Grande do Sul destaca-se, ainda, na produção de uva 

e aveia, contribuindo com 46% e 72%  da safra nacional  (IBGE, 2019). 

 Com base nos dados nacionais de produção mencionados, a quantidade de cascas de aveia e 

soja, casca e farelo de arroz, pergaminho de café e engaço de uva gerada durante o processamento das suas 

respectivas matérias-primas corresponde a valores próximos a 13 milhões de t por ano. Pensando no 

melhor aproveitamento destes materiais, inúmeras aplicações na área de bioprocessos já foram estudadas, 

em especial na produção de enzimas xilanolíticas e celulolíticas (ASTOLFI et al., 2019; CERDA et al., 

2017; GAUTÉRIO et al., 2018; MENEZES; ROSSI; AYUB, 2017), na obtenção de açúcares 

fermentescíveis (ABAIDE et al., 2019a; YOO et al., 2011) e xilo-oligossacarídeos (XOs) (KIRAN; 

AKPINAR; BAKIR, 2013; RIVAS et al., 2013), e na produção de biocombustíveis (CORTIVO et al., 

2018; EGÜÉS et al., 2013; WU et al., 2018b). Contudo, o maior desafio no uso destes substratos está 

relacionado à resistência da parede celular vegetal, causada pela complexidade da fração lignocelulósica. 

Por esta razão, os substratos podem ser submetidos à pré-tratamentos que permitem a separação eficaz de 

cada fração e o aumento da acessibilidade aos componentes individuais (KUMAR; SHARMA, 2017). 

 

3.1.3 Pré-tratamento de substratos agroindustriais  

 

 Os pré-tratamentos envolvem métodos físicos (moagem, irradiação gama, micro-ondas, 

ultrassom) (AMINI; HARITOS; TANKSALE, 2018; LEITE et al., 2016; YIN; WANG, 2016), físico-

químicos (auto-hidrólise, extrusão, CO2 supercrítico, explosão a vapor) (BONFIGLIO et al., 2019; 

ERTAS et al., 2014; WANG et al., 2020; YOO et al., 2011; ZHAO et al., 2019), químicos (solução ácida 

ou alcalina, líquidos iônicos, métodos oxidativos) (ALAYOUBI et al., 2020; MENEGOL et al., 2016; 
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RABELO et al., 2014), biológicos (culturas fúngicas específicas) (XIE et al., 2017), ou a combinação 

destes processos. Cada pré-tratamento tem um efeito específico nas frações de celulose, hemicelulose e 

lignina, e sua escolha dependerá das características do substrato e do seu uso final,  dos custos operacionais 

e do impacto ambiental causado pela estratégia adotada (BHUTTO et al., 2017).  

 A finalidade comum em aplicar pré-tratamentos aos substratos agroindustriais consiste em 

modificar a área superficial da biomassa e abrir a sua estrutura (ISIKGOR; BECER, 2015). Em especial 

na área de bioprocessos, onde muitas vezes as frações de interesse são a hemicelulose e a celulose, o pré-

tratamento atua na degradação da lignina, tornando as demais frações acessíveis aos processos posteriores 

de hidrólise enzimática e cultivo microbiano (BHATIA et al., 2020; KUMAR; SHARMA, 2017). Ainda, 

o pré-tratamento ideal deve preservar os componentes de interesse e evitar a formação de produtos tóxicos 

que possam inibir a ação de enzimas hidrolíticas e micro-organismos (AGBOR et al., 2011). Dentre os 

pré-tratamentos aplicados aos substratos agroindustriais, o uso bem sucedido do tratamento alcalino, isto 

é, uso de hidróxido de sódio ou cálcio, amônia, etc., é mencionado em diversos estudos (BANDIKARI; 

POONDLA; OBULAM, 2014; GOYAL et al., 2008; SINDHU et al., 2017), principalmente pela baixa 

formação de inibidores, operação em condições moderadas de temperatura e pressão, e remoção seletiva 

da lignina sem degradar os demais carboidratos (KIM; LEE; KIM, 2016; SUN et al., 2016). 

 O tratamento alcalino promove o inchamento da biomassa vegetal, levando ao aumento da 

porosidade e área superficial interna, diminuição do GP de cada componente e redução da cristalinidade 

da celulose. Álcalis como o hidróxido de sódio atuam na clivagem das ligações éter e éster entre a lignina 

e a hemicelulose, o que promove a solubilização da lignina e exposição dos demais carboidratos presentes 

na biomassa (AGBOR et al., 2011; SUN et al., 2016). Durante o tratamento alcalino com NaOH, o 

reagente é dissociado em íons hidróxido (OH-) e sódio (Na+), fazendo com que a taxa da hidrólise aumente 

conforme o aumento da concentração do álcali (KIM; LEE; KIM, 2016). De modo geral, o tratamento 

alcalino é mais efetivo em certos tipos de materiais como, por exemplo, substratos agroindustriais, uma 

vez que estes não possuem teores elevados de lignina, não sendo necessário o uso de concentrações 

elevadas do reagente. No entanto, materiais como a madeira mole necessitam de condições mais severas 

de pré-tratamento, tornando-o mais próximo a um processo de cozimento em condições alcalinas 

(GALBE; ZACCHI, 2012). O pré-tratamento de substratos agroindustriais, em especial aqueles que 

utilizam NaOH em baixas concentrações, têm colaborado na produção de enzimas como xilanases quando 

biomassas pré-tratadas são utilizadas como substrato no meio de cultivo (BANDIKARI; POONDLA; 

OBULAM, 2014; GAUTÉRIO et al., 2018).  
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3.2 ENZIMAS XILANOLÍTICAS 

 
 A estrutura da hemicelulose (xilana) é quimicamente complexa e sua completa degradação 

requer a atuação de um sistema múltiplo de enzimas específicas com distintos modos de ação (KUMAR; 

DANGI; SHUKLA, 2018). As enzimas que compõem o sistema xilanolítico são as endo-β-1,4-xilanase 

(C.E. 3.2.1.8), β-xilosidase (C.E. 3.2.1.37), e enzimas auxiliares como α-arabinofuranosidases (C.E. 

3.2.1.55), β-glicuronidases (C.E.3.1.1.139), acetil xilana esterase (C.E.3.1.1.72), ρ-coumaroil (C.E. 

3.1.1.73) e feruloil esterase (C.E.3.1.1.73) (ALOKIKA; SINGH, 2019; ZABED et al., 2016).  

 As enzimas xilanolíticas podem ser divididas em dois grupos principais: aquelas que atuam 

sobre o esqueleto de xilose, e as que atuam na remoção dos grupamentos laterais. Conforme a Figura 2, as 

xilanases estão envolvidas diretamente na quebra das ligações glicosídicas β-1,4 da cadeia principal da 

xilana, liberando os XOs com baixo ou alto GP e eventual xilose, dependendo da família na qual a enzima 

pertence e região de atuação no esqueleto polissacarídeo (BIELY; SINGH; PUCHART, 2016); enquanto 

as β-xilosidases atuam na extremidade não redutora da xilobiose ou de outros XOs, liberando xilose 

(SHALLOM; SHOHAM, 2003). As enzimas auxiliares atuam na remoção dos substituintes laterais da 

cadeia de xilana (ALOKIKA; SINGH, 2019; COLLINS; GERDAY; FELLER, 2005). 

 

Figura 2– Estrutura esquemática da xilana e os sítios de ataque das enzimas xilanolíticas: (1) 
endoβ-1,4-xilanases (2) α-L-arabinofuranosidases (3) glicuronidase (4) feruloil e p-coumaroil 

esterases (5) acetil xilana esterase. 
 

 
Fonte: Chávez, Bull e Eyzaguirre (2006). 

 

3.2.1 Xilanases 

 

As xilanases são cientificamente conhecidas como endo-β-1,4-xilanase e vários 

sinônimos são utilizados para descrevê-las, tais como β-xilanases, β-1,4-xilanases, 

endoxilanases  e β-1,4-xilana hidrolases (KUMAR; DANGI; SHUKLA, 2018). Estas enzimas 
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são classificadas em seis famílias de glicosil-hidrolases (GH) – GH5, GH7, GH8, GH10, GH11 

e GH43 – as quais se diferem quando às propriedades físico-químicas, estrutura, modo de ação 

e especificidade. Duas famílias principais merecem destaque: GH10 e GH11. As xilanases da 

família GH10 não são totalmente específicas para as xilanas, podendo atuar sobre outros 

substratos, tais como aril-celobiosídeos e alguns celo-oligossacarídeos. Os membros desta 

família possuem massa molar acima de 30 kDa e ponto isoelétrico ácido. Já a família GH11 

consiste em xilanases “verdadeiras”, específicas para substratos contendo xilose e/ou longas 

cadeias de XOs, e os produtos de sua ação podem ser hidrolisados pelas enzimas da família 

GH10. Os membros da família GH11 possuem massa molar abaixo de 30 kDa e ponto 

isoelétrico básico (COLLINS; GERDAY; FELLER, 2005). 

Devido ao seu menor tamanho, as xilanases da família GH11 conseguem acessar 

mais facilmente a cadeia da xilana na matriz lignocelulósica, hidrolisando-a mais 

eficientemente quando comparado com às xilanases GH10 (JUTURU; WU, 2012). No entanto, 

outros estudos demonstram que as xilanases GH10 são mais efetivas na hidrólise de biomassa 

lignocelulósica pré-tratada quando atuam sinergicamente com celulases (HU; SADDLER, 

2018). O modo de ação das xilanases GH10 e GH11 em glicuroxilanas também se difere e está 

relacionado à aceitação e reconhecimento dos resíduos laterais de ácido metil glicurônico 

(MeGlcA) na formação dos complexos enzima-substrato (BIELY; SINGH; PUCHART, 2016), 

conforme mostra a Figura 3.  
 

Figura 3 – Modos de ação das xilanases das famílias GH10 e GH11 em glicuroxilanas. 
 

 
Fonte: Adaptado de Biely, Singh e Puchart (2016). 

 

Com exceção da extremidade redutora, as xilanases GH10 requerem dois resíduos 

de xilose consecutivos não substituídos para atuar na cadeia principal de xilana, e são capazes 

de clivar a ligação glicosídica adjacente ao resíduo de xilose substituído por MeGlcA. Por outro 

lado, as xilanases GH11 requerem três resíduos de xilose não substituídos na cadeia polimérica, 

clivando apenas a ligação β-1,4 que antecede o resíduo de xilose contendo MeGlcA. Devido à 

isto, as xilanases GH10 geram mais xilose e XOs de menor GP comparado às xilanases GH11 

(BIELY; SINGH; PUCHART, 2016). De modo semelhante, as xilanases GH10 são capazes de 
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clivar a ligação β-1,4 próximas à xilose substituída por resíduos de arabinose, enquanto as 

xilanases GH11 hidrolisam mais eficientemente as regiões não substituídas na cadeia de 

arabinoxilanas (KUMAR; MARÍN-NAVARRO; SHUKLA, 2016).  

 As xilanases têm atraído interesse em pesquisas científicas devido ao seu amplo 

espectro de aplicação industrial. Essas enzimas têm sido utilizadas na indústria de papel e 

celulose, mais especificamente no branqueamento da polpa em substituição aos compostos 

clorados tóxicos (ex. ClO2, Cl2, hipoclorito) (ADHYARU et al., 2017; BORUAH et al., 2016); 

na indústria de tecidos em etapas como desengomagem, biopurga (bioscouring) e biopolimento 

das fibras têxteis (ATY et al., 2018; BATTAN et al., 2012); e na conversão de biomassa 

lignocelulósica em açúcares fermentescíveis e, consequentemente, na produção de 

biocombustíveis (ASTOLFI et al., 2019; BOONCHUAY et al., 2018; ALMEIDA et al., 2014; 

YANG et al., 2015b). 

 Na indústria de alimentos, as xilanases apresentam importante papel no 

melhoramento de processos e de característica tecnológicas e/ou nutricionais, tais como: 

extração e clarificação de suco de frutas (ADIGUZEL et al., 2019; SILVA et al., 2019; 

SHAHRESTANI et al., 2016); extração de óleo a partir de plantas (MARASABESSY et al., 

2011); fabricação de pães (LIU et al., 2017; PASSARINHO et al., 2019; YEGIN; ALTINEL; 

TULUK, 2018) e biscoitos (LI et al., 2013), atuando na modificação das propriedades 

reológicas da massa; e formulação de rações animais (GHAYOUR-NAJAFABADI et al., 2018; 

VANDEPLAS et al., 2010), aumentando a sua digestibilidade e valor nutricional. Além disso, 

as xilanases têm sido extensivamente estudadas para produção de XOs por hidrólise enzimática 

de substratos agroindustriais (ANTOV; ĐORĐEVIĆ, 2017; BIAN et al., 2013; LIU et al., 2018; 

MAZLAN et al., 2019; NIETO-DOMÍNGUEZ et al., 2017; REDDY; KRISHNAN, 2016; 

SUKRI; MIMI SAKINAH, 2018), a qual é considerada a principal via de obtenção destes 

prebióticos comerciais.  

 

3.2.2 Xilanases microbianas 

 

 As xilanases são de natureza generalizada e podem ser encontradas em bactérias, 

fungos, algas, protozoários, crustáceos, insetos e sementes de plantas (RAJAGOPALAN; 

SHANMUGAVELU; YANG, 2017; SUNNA; ANTRANIKIAN, 1997). No entanto, o interesse 

em xilanases microbianas tem aumentando devido à capacidade destes organismos em produzir 

altas quantidades da enzima em relação às fontes vegetais e animais, além de serem cultivados 

sob processos controlados e possíveis de sofrerem manipulação genética (UDAY et al., 2016). 
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Em relação às xilanases microbianas, a produção a partir de bactérias (IRFAN et al., 2016; 

KALLEL et al., 2016) e fungos filamentosos (BORUAH et al., 2016; CARVALHO et al., 2017; 

MARTINS et al., 2018) é extensivamente estudada em comparação às de leveduras 

(ANDRADE et al., 2015; DING; LI; HU, 2018; GAUTÉRIO et al., 2018; OTERO et al., 2015), 

e pode ser realizada em cultivo em estado sólido (DIAS et al., 2017) ou submerso (KHUSRO 

et al., 2016). Além disso, as xilanases podem ser intra (menos frequente) (PÉREZ-

RODRÍGUEZ et al., 2019) ou extracelulares (BEDADE et al., 2017), sendo produzidas por 

micro-organismos selvagem (MENEZES; ROSSI; AYUB, 2017) ou cepas microbianas 

recombinantes (CAYETANO-CRUZ et al., 2016; CHANG et al., 2017).  

 Fungos dos gêneros Aspergillus (ADHYARU et al., 2016), Trichoderma 

(AJIJOLAKEWU et al., 2017), Thermomyces (KUMAR; CHHABRA; SHUKLA, 2017), 

Penicillium (BORUAH et al., 2016) e Fusarium (ALMEIDA et al., 2014), bem como algumas 

espécies termófilas (GOLUGURI et al., 2016; ZHAO et al., 2013), têm sido reportados como 

produtores de xilanases. Os gêneros Aspergillus e Trichoderma são utilizados na produção 

comercial de xilanase e estudados com maior frequência quanto à produção desta, onde espécies 

como Aspergillus tubingensis (ADHYARU; BHATT; MODI, 2015), Aspergillus fumigatus 

(ANG et al., 2013), Aspergillus terreus (KAUSHIK; MALIK, 2016), Trichoderma stromaticum 

(CARVALHO et al., 2017), Trichoderma reesei (ASTOLFI et al., 2019), Trichoderma viride 

(IRFAN; NADEEM; SYED, 2014), entre outras, se mostraram potencialmente produtoras da 

enzima até quando substratos agroindustriais foram utilizados no meio de cultivo.   

 A produção de xilanases bacterianas tem sido mencionada com frequência para os 

gêneros Bacillus e Streptomyces, incluindo as espécies Bacillus sp. (IRFAN et al., 2016; 

PANWAR; SRIVASTAVA; KAPOOR, 2014), Bacillus mojavensis (KALLEL et al., 2016), 

Bacillus mojavensis (KHUSRO et al., 2016), Bacillus pumilus (KAUR; BHARDWAJ; 

SHARMA, 2016), Streptomyces sp. (ADIGÜZEL; TUNÇER, 2016; KUMAR et al., 2012; 

ROSMINE et al., 2017), Streptomyces thermocarboxydus (CHI et al., 2013), Streptomyces 

thermovulgaris (BOONCHUAY et al., 2016), Streptomyces violaceoruber (KHURANA et al., 

2007) e Streptomyces griseorubens (WU et al., 2018a). Além disso, estudos envolvendo a 

secreção de xilanases pelos gêneros Geobacillus (BIBI et al., 2014), Paenibacillus (LIU et al., 

2018), Acetobacter e Cellulomonas (ANTHONY et al., 2016), também são mencionados na 

literatura científica. 

 Fungos filamentosos apresentam a desvantagem de secretarem grandes quantidades 

de xilanases em conjunto com celulases (ANG et al., 2013; REIS et al., 2013) e  

β-xilosidases (TERRASAN et al., 2013) no meio extracelular, o que pode ser inconveniente em 
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algumas aplicações industriais. Por outro lado, diversas leveduras são capazes de secretar 

xilanases livres de celulases (BANKEEREE et al., 2016; OTERO et al., 2015) e  quantidades 

baixas de β-xilosidases (CHRISTOV et al., 1997; GAUTÉRIO et al., 2018; OTERO et al., 

2015), tornando-se promissoras para aplicação na indústria de papel e celulose e na produção 

de XOs. Outra vantagem na utilização de leveduras está relacionada ao seu rápido crescimento 

e capacidade de suportar a presença de inibidores (CAVKA; J�NSSON, 2014). Estudos 

mostram que leveduras associadas à decomposição de madeira nos ecossistemas da Mata 

Atlântica (MORAIS et al., 2013) ou à outros materiais lignocelulósicos (LARA et al., 2014), 

são capazes de secretar xilanases. Além disso, espécies como Pichia stipits (DING; LI; HU, 

2018; YANG et al., 2011), Cryptococcus flavescens (ANDRADE et al., 2015), Cryptococcus 

laurentii (OTERO et al., 2015), Cryptococcus flavus (PARACHIN et al., 2009), Pseudozyma 

hubeiensis (ADSUL; BASTAWDE; GOKHALE, 2009) e Aureobasidium pullulans (YEGIN et 

al., 2017) são mencionadas como produtoras de xilanases. 

 

3.2.3 Xilanases de Aureobasidium pullulans 

  
 Aureobasidium pullulans é um fungo tipo levedura classificado como ascomiceto, da classe 

Dothideales e subclasse Dothideaceae (GOSTINČAR et al., 2014). Com base na sua morfologia, 

fisiologia nutricional e metabólitos produzidos, três principais subespécies de A. pullulans são 

mencionadas na literatura científica: A. pullulans var. pullulans, A. pullulans var. aubasidani Yurlova e A. 

pullulans var. melanogenum (HOOG; YURLOVA, 1994). Além disso, outras duas subespécies de A. 

pullulans foram identificadas por Zalar et al. (2008) na região Ártica: A. pullulans var. subglaciale e A. 

pullulans var. namibiae. A presença de A. pullulans está associada a diversos habitats terrestres e aquáticos 

em ambientes tropicais, temperados e polares (GAUR et al., 2010).  

 Devido à sua característica polimórfica, A. pullulans apresenta morfologia distinta conforme 

o seu ciclo de vida, isto é, varia de formas unicelulares (isto é, pequenas células elípticas típicas de levedura, 

blastosporos e clamidósporos) até filamentos alongados contendo septos e ramificações (CAMPBELL et 

al., 2004; RAMOS; GARCÍA-ACHA, 1975). As colônias de A. pullulans podem apresentam coloração 

amarela, creme, rosa e marrom claro, tornando-se oliváceas ou negras devido a produção de 

clamidósporos na fase final de crescimento (CHI et al., 2009), sendo também caracterizado pela produção 

de um pigmento escuro semelhante à melanina (HOOG; YURLOVA, 1994; LI et al., 2009). A síntese 

deste pigmento nem sempre é desejável e é estimulada sob condições desfavoráveis para o crescimento 

do micro-organismo (DESHPANDE; RALE; LYNCH, 1992).  
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 O micro-organismo A. pullulans é reconhecido principalmente pela produção do 

polissacarídeo pululana (AN et al., 2017; CHOUDHURY; BHATTACHARYYA; PRASAD, 2012; 

SUGUMARAN et al., 2013; TERÁN HILARES et al., 2017; WU et al., 2016), que possui certificação 

GRAS (Generally Recognized as Safe) (GRN 99, FDA, 2002), sendo também utilizado na produção de 

oligômeros como fruto-oligossacarídeos (CASTRO et al., 2017; DOMINGUEZ et al., 2012) e feruloil 

oligossacarídeos (YU; GU, 2014). Adicionalmente, diversos estudos mencionam a produção de enzimas 

por A. pullulans como lacases (LEATHERS et al., 2013), lipases (LEATHERS et al., 2013), glicosidases 

(LEITE et al., 2008), amilases (LI et al., 2007a), esterases (LEMES et al., 2019) e xilanases 

(BANKEEREE et al., 2016; GAUTÉRIO et al., 2018). 

 Estudos envolvendo a produção de enzimas xilanolíticas por diferentes cepas de  A. pullulans 

são mencionados na literatura, seja utilizando xilana comercial (YEGIN, 2017a) ou substratos 

agroindustriais (BANKEEREE et al., 2016; NASR et al., 2013; YEGIN, 2016; YEGIN et al., 2017) no 

meio de cultivo. Os primeiros relatos de xilanases de A. pullulans mencionam a produção da enzima 

(atividade entre 47 a 373 U/mL) por espécies isoladas de regiões tropicais e conhecidas como “variantes 

de cor”, utilizando xilana de aveia como substrato (LEATHERS, 1986).  Posteriormente, outros estudos 

demonstraram que a produção de xilanases por A. pullulans é induzida por xilose e xilana 

(DOBBERSTEIN; EMEIS, 1989), e que a enzima pode ser produzida quando substratos agroindustriais 

(ex. farelo de trigo, palha e casca de arroz) são utilizados (KARNI; DEOPURKAR; RALE, 1993). Cepas 

de A. pullulans também foram mencionadas como produtoras de xilanases livres de celulases 

(LEATHERS, 1986) e com baixa produção de β-xilosidase (CHRISTOV et al., 1997). Além disso, a 

purificação de xilanases de A. pullulans após a produção em cultivo submerso (OHTA et al., 2001; 

TANAKA; MUGURUMA; OHTA, 2006), a especificidade enzimática a diferentes substratos 

(CHRISTOV et al., 1999), caracterização (MYBURGH; PRIOR; KILIAN, 1991) e a aplicação da enzima 

na hidrólise de xilana (CHRISTOV et al., 1997) também são relatados na literatura científica. 

 Estudos taxonômicos de A. pullulans demonstram que a produção de xilanase varia 

conforme a espécie, principalmente entre as cepas “variantes de cor” e as tipicamente pigmentadas 

(MANITCHOTPISIT et al., 2009). Yegin (2017a) avaliou a secreção de xilanase por três cepas de  

A. pullulans – DMS 2404, NRRL Y-2311-1 e NRRL Y12, 974 – e otimizou a produção da enzima 

utilizando xilana comercial como substrato. A cepa Y-2311-1 se mostrou a maior produtora da xilanase, 

alcançando a atividade máxima de 252,8 U/mL após a definição das condições adequadas de cultivo. 

Posteriormente, Yegin et al. (2017) substituíram a xilana comercial por substratos agroindustriais na 

produção de xilanase por A. pullulans Y-2311-1. O uso de farelo de trigo como fonte de carbono se 

mostrou o substrato mais promissor para a produção da enzima, alcançando a atividade enzimática de  

67,4 U/mL. A partir da definição das melhores condições de cultivo, a atividade de xilanase aumentou 



48 
 

para 85,2 U/mL. Em outro estudo realizado por Yegin (2016), a produção de xilanase por A. pullulans  

Y-2311-1 utilizando haste de alcachofra como substrato alcançou o valor máximo de 66,5 U/mL, seis 

vezes superior ao obtido nas condições iniciais de cultivo (10,5 U/mL).  

 Após o isolamento da cepa A. pullulans SN090 a partir de Capsicum annum, Nasr et al. 

(2013) avaliaram a produção de xilanase utilizando xilana comercial e substratos agroindustriais (farelo de 

trigo e de arroz, bagaço de cana) como fontes de carbono. A atividade enzimática de xilanase alcançou o 

valor máximo de 2,73 U/mL, o qual foi similar quando farelo de trigo foi usado em substituição à xilana. 

Bankeeree et al. (2016) otimizaram a produção de xilanase por A. pullulans CBS 125684 utilizando 

sabugo de milho como substrato, e alcançaram o valor máximo de 8,7 U/mL, resultado este 2,1 vezes 

superior à atividade obtida nas condições iniciais de cultivo. 

 

3.2.4 Aspectos de produção de xilanases microbianas 

 

 A síntese de xilanases por bactérias e fungos é induzida pela presença de xilana no 

meio de cultivo, onde fragmentos de baixa massa molar do polissacarídeo desempenham um 

papel chave na regulação gênica e expressão da enzima. Estes fragmentos, que incluem xilose, 

xilobiose e demais XOs, são liberados a partir da clivagem da xilana pela ação de pequenas 

quantidades de xilanases constitutivas. Após a sua liberação, os fragmentos entram em contato 

com o mecanismo regulador da célula microbiana, induzindo a secreção de xilanases 

extracelulares. As enzimas secretadas, por sua vez, irão hidrolisar a xilana em novos 

fragmentos, os quais serão transportados facilmente para o interior da célula e novamente 

estimular o processo de indução. Este mecanismo de indução, todavia, é influenciado não 

apenas pela fonte de carbono presente no meio, mas também pela disponibilidade de 

precursores da síntese proteica (KULKARNI; SHENDYE; RAO, 1999; UDAY et al., 2016). 

 Na produção de xilanases microbianas, a seleção da cepa selvagem é um dos 

critérios mais importantes, pois espera-se que o micro-organismo seja capaz de secretar a 

enzima com alta atividade, além de não produzir toxinas ou outros produtos indesejáveis. Os 

principais desafios relacionados ao uso de cepas selvagens incluem a disponibilidade de 

linhagens microbianas potencialmente produtoras de xilanases, além da ampla aplicação do 

biocatalisador produzido em processos industriais ou em larga escala (UDAY et al., 2016). 

Além disso, parâmetros físicos como pH, temperatura, agitação/aeração, volume do inóculo, 

tempo de incubação e concentração de nutrientes (fonte de carbono, nitrogênio, elementos 

traços, vitaminas), aliado à umidade, atividade de água e tamanho de partícula do substrato, 

influenciam o crescimento microbiano e produção de xilanases (WALIA et al., 2017).  
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 O tipo de cultivo (estado sólido ou submerso) também influencia no crescimento 

microbiano e produção de xilanases, e sua escolha depende do tipo de micro-organismo 

utilizado (BHARDWAJ; KUMAR; VERMA, 2019). Frequentemente, a produção de xilanases 

por bactérias e leveduras é realizada em cultivo submerso (CS), enquanto fungos filamentos 

são cultivados em estado sólido (CES). O CES apresenta vantagens na produção de enzimas 

como alta produtividade volumétrica, baixo custo operacional e de capital de investimento 

(WALIA et al., 2017); no entanto, o CES é dificilmente adotado na produção em larga escala 

devido à incapacidade de padronizar processos e à reprodutibilidade limitada dos resultados 

(RAVINDRAN; JAISWAL, 2016). Já a produção de xilanases por CS apresenta vantagens 

como melhor controle das condições de cultivo, fácil separação da biomassa do meio líquido, 

mistura apropriada dos componentes do meio (devido à alta quantidade de água livre), aeração 

uniforme e possibilidade de aumento para escala industrial (BAGEWADI; MULLA; 

NINNEKAR, 2018). Ainda, a estratégia de CS é responsável por 90% da xilanase total 

produzida mundialmente (UDAY et al., 2016).  

 Um dos principais obstáculo na aplicação industrial de xilanases microbianas é o 

seu alto custo de produção, o qual está relacionado principalmente à fonte de carbono. A xilana 

pura apresenta custo elevado, não sendo possível o seu fornecimento a nível industrial para 

produção em massa da enzima (KALLEL et al., 2016). Assim, substratos agroindustriais ricos 

em xilana podem ser utilizados como fonte de carbono para o crescimento microbiano e 

consequente produção de xilanases (MARTINS et al., 2018). Com base nisso, estudos têm sido 

realizados substituindo a xilana comercial por resíduos ou subprodutos agrícolas no meio de 

cultivo, conforme exemplifica a Tabela 2. Substratos como farelo de trigo, sabugo de milho, 

dreche cervejeira, broto de malte, farelo de aveia, haste de alcachofra, polpa de beterraba, 

semente de azeitona, haste de algodão e casca de avelã, na concentração de 1% (m/v), foram 

utilizados na produção de xilanases por A. pullulans Y-2311-1, cuja atividade enzimática variou 

entre 0,51 a 67,4 U/mL (YEGIN et al., 2017). Em estudo realizado por Bankeeree et al. (2014), 

xilanases foram produzidas por A. pullulans CBS 135684 em meio contendo 1% (m/v) de germe 

de trigo, farelo de trigo ou sabugo de milho como fonte de xilana. A produção da enzima variou 

entre 2,6 a 4,1 U/mL conforme o substrato utilizado.  

 Considerando que a composição do meio e as condições de cultivo influenciam a 

secreção de xilanases por micro-organismos (WALIA et al., 2017), a otimização destes fatores 

é essencial para que se atinja a máxima produção enzimática, permitindo também minimizar os 

custos energéticos de produção e a quantidade de nutrientes não utilizados pela espécie 

microbiana (UDAY et al., 2016). A maximização da produção de xilanases pode ser atingida 
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através de planejamentos experimentais em sequência, os quais permitem avaliar a influência 

de diversos parâmetros simultaneamente utilizando número limitado de experimentos 

(BAGEWADI; MULLA; NINNEKAR, 2018; DESAI; IYER, 2017).  

 

Tabela 2 – Produção de xilanases microbianas em cultivo submerso utilizando substratos 
agroindustriais como fonte de xilana.  

Micro-organismo Substrato  Atividade (U/mL) Referência 

Aspergillus flavus 
Casca de 

maracujá 
61,2 

MARTINS et al. 

(2018) 

Aspergillus 

foetidus 
Resíduo de soja 13,9 CUNHA et al. (2018) 

Aspergillus niger Sabugo de milho 110,4 
DESAI; IYER 

(2017) 

Aureobasidium 

pullulans 

Haste de 

alcachofra 
66,5 YEGIN (2016) 

Aureobasidium 

pullulans 
Sabugo de milho 10,1 

BANKEEREE et al. 

(2016) 

Bacillus 

mojavensis 
Farelo de trigo 41,9 KALLEL et al. 

(2016) 

Bacillus subtilis e 

Kluyveromyces 

marxianus 

Cascas de avelã 49,1 
YARDIMCI; 

CEKMECELIOGLU  

(2018) 

Cryptococcus 

flavescens 
Bagaço de cana 8,3 

ANDRADE et al. 

(2015) 

Fusarium 

verticillioides 
Palha de milho 114 

ALMEIDA et al. 

(2014) 

Penicillium sp. Farelo de arroz 21,8 BAJAJ; SHARMA; 

SHARMA (2011) 

Streptomyces sp. Palha de trigo 505,1 
KUMAR et al. 

(2012) 

Thermomyces 

lanuginosus 
Farelo de trigo  119,9 

KUMAR; 

CHHABRA; 

SHUKLA (2017) 

Thielaviopsis 

basicola 
Palha de arroz 59,6 RANI et al. (2014) 
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 Diferentes abordagens estatísticas (Delineamento Composto Central, Box-

Behnken, Plackett-Burman, entre outros) têm sido empregadas com sucesso na maximização 

da produção de xilanase (ANDRADE et al., 2015; ANTHONY et al., 2016; CUNHA et al., 

2018; DESAI; IYER, 2017; KALLEL et al., 2016; KHURANA et al., 2007; KUMAR et al., 

2012; LEE, 2018; LONG et al., 2017; MARTINS et al., 2018; SHARMA; BAJAJ, 2018; 

YARDIMCI; CEKMECELIOGLU, 2018; YEGIN, 2016), principalmente quando substratos 

agrícolas são utilizados no meio de cultivo.  

 

3.2.5 Purificação de xilanases microbianas 

 

 Conforme a aplicação final das xilanases, etapas de purificação são necessárias para 

obtenção de extratos enzimáticos mais puros. Para tal, técnicas como cromatografia de troca 

iônica, ultrafiltração, sistema aquoso bifásico e precipitação salina têm sido utilizadas na 

purificação de xilanases microbianas (BHARDWAJ et al., 2019; KOCABAŞ; GÜDER; 

ÖZBEN, 2015). Dentre estas, a precipitação com sal é extensivamente empregada isoladamente 

(ARCHANA; AMIT; DHARM, 2017) ou na primeira etapa (CHEN et al., 2019; DING; LI; 

HU, 2018) de purificação parcial de xilanases.  

A precipitação pela adição de sais neutros é um dos métodos mais utilizados no 

fracionamento de proteínas de origem microbiana. A adição de sais em altas concentrações – 

também chamado de salting out – reduz a disponibilidade de água ao redor da proteína, devido 

à hidratação dos íons adicionados. Por consequência, ocorre a exposição dos resíduos 

hidrofóbicos da proteína, o que aumenta a interação entre estes e resulta na formação de 

agregados proteicos (precipitados). Os sais empregados podem estabilizar as proteínas contra a 

desnaturação, proteólise ou contaminação bacteriana, sendo empregado com maior frequência 

o citrato de sódio, sulfato de sódio e sulfato de amônio (ROE, 2001; SCHMIDELL et al., 2001). 

As vantagens da precipitação como método de concentração e purificação de proteínas incluem 

a facilidade de operação em grande escala, o uso de processo contínuo e de equipamentos 

relativamente simples, e a grande variedade de agentes precipitantes que podem ser aplicados 

(PESSOA-JR; KILIKIAN, 2005; ROE, 2001). 

 O sal mais utilizado na precipitação de xilanases é o sulfato de amônio ((NH4)2SO4) 

(ARCHANA; AMIT; DHARM, 2017; BHARDWAJ et al., 2019; DING; LI; HU, 2018; 

GOLUGURI et al., 2016; PAL; KHANUM, 2011), sendo este aplicado na faixa entre 20 a 90% 

de saturação em único (WU et al., 2018a; ZHANG et al., 2012) ou em dois estágios (CHAPLA; 

PANDIT; SHAH, 2012; CHEN et al., 2019). No caso da precipitação direta, a saturação 



52 
 

empregada compreende os valores entre 50 a 80% (BHARDWAJ et al., 2019; NINAWE; 

KAPOOR; KUHAD, 2008; SEEMAKRAM et al., 2016; ZHANG et al., 2012); enquanto na 

precipitação fracionada, as saturações nas faixas de 20-60% (DING; LI; HU, 2018), 30-60% 

(GOLUGURI et al., 2016), 30-65% (PAL; KHANUM, 2011), 40-60% (CHEN et al., 2019), 

30-70% (CHAPLA; PANDIT; SHAH, 2012) e 50-80% (BANKEEREE et al., 2014) já foram 

utilizadas na purificação de xilanases.  

 Com relação à purificação de xilanases de leveduras, Ding, Li e Hu (2018) 

utilizaram a precipitação fracionada com (NH4)2SO4 (20-60%) na purificação de xilanase de P. 

stipitis, possibilitando a purificação da  enzima em 11,7 vezes e recuperação de 88,2%. Na 

obtenção de xilanases purificadas de A. pullulans, Bankeeree et al. (2014) empregaram 

(NH4)2SO4 como agente precipitante (50-80%), e alcançaram  fator de purificação (FP) e 

recuperação enzimática (REC) de 1,8 vezes e 50,3%, respectivamente. Andrade (2014) utilizou 

a precipitação direta com (NH4)2SO4 (70%) na purificação de xilanases de C. flavescens, 

obtendo FP e REC iguais a 7,5 vezes e 42,2%, respectivamente.  

  

3.2.6 Caracterização de xilanases microbianas 

 

 A aplicação eficiente de xilanases brutas ou purificadas requer o conhecimento das 

suas propriedades bioquímicas e termodinâmicas, em especial seu pH e temperatura ótimos de 

atuação, especificidade pelo substrato e estabilidade térmica, os quais são fundamentais para o 

entendimento do comportamento enzimático e determinação das condições adequadas de 

trabalho (ATY et al., 2018; ASTOLFI et al., 2019). Em geral, as xilanases fúngicas e 

bacterianas apresentam temperatura ótima entre 45 e 60 °C (ADIGÜZEL; TUNÇER, 2016; 

AJIJOLAKEWU et al., 2017; ASTOLFI et al., 2019; SILVA; TERRASAN; CARMONA, 

2015; KAUSHIK; MALIK, 2016; LIU et al., 2018), exceto para algumas espécies termofílicas 

cujo o ótimo é observado entre 70 e 80 °C (ANAND; KUMAR; SATYANARAYANA, 2013; 

BANKEEREE et al., 2014; LOPES et al., 2011; MAALEJ et al., 2009).  

 Além disso, xilanases de fungos filamentosos e leveduras apresentam atividade 

ótima em pH ácido (entre 4 e 6) (ARCHANA; AMIT; DHARM, 2017; BEDADE et al., 2017; 

LIAO et al., 2012; YEGIN, 2016), enquanto xilanases de bactérias se mostram mais ativas em 

valores de pH neutro ao alcalino (BAJAJ; MANHAS, 2012; KAUR; BHARDWAJ; SHARMA, 

2016; PRADEEP et al., 2013). A Tabela 3 apresenta as propriedades bioquímicas de xilanases 

produzidas por diversas espécies microbianas. 
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Tabela 3 – Propriedades bioquímicas de xilanases de diferentes espécies microbianas. 

Micro-organismo 
Extrato de 

xilanase 

T ótima 

(°C) 

pH 

ótimo 

Km* 

(mg/mL) 
Referência 

Aspergillus sp Bruto 60 4,8 1,92 DAS; RAY (2016) 

Aureobasidium 

pullulans 
Purificado 50 4,0 19,41 YEGIN (2017b) 

Bacillus sp. Purificado 55 6,0 < 0,12 
PANWAR; 

SRIVASTAVA 

(2014) 

Cryptococcus 

flavescens 
Bruto 80 4,8 1,372 LOPES et al. (2011) 

Penicillium 

roquefortie 
Bruto 60 3,0 84,11 

SOUZA et al. 

(2018) 

Paenibacillus 

barengoltzii 
Purificado 60 6,5 2,01 LIU et al. (2018) 

Picha stipitis Purificado 50 6,0 4,51 
DING; LI; HU 

(2018) 

Rhynchophorus 

ferrugineus 
Purificado 40 5,5 11,81 

MOHAMED et al. 

(2018) 

Streptomyces sp. Purificado 60 6 2,42 ADIGÜZEL; 

TUNÇER (2016) 

Thielaviopsis 

basicola 
Purificado 60 5,5 1,42 

GOLUGURI et al. 

(2016) 

Trichoderma 

inhamatum 
Purificado 50 5,5 10,72 

SILVA; 

TERRASAN; 

CARMONA (2015) 

Trichoderma 

longibrachiatum 
Purificado 60 5,0 202  ATY et al. (2018) 

Trichoderma 

stromaticum 
Purificado 59,5 4,7 9,51 CARVALHO et al. 

(2017) 
1Substrato xilana de madeira de faia; 2Substrato xilana de madeira de bétula. 

  

 Xilanases de mesmo gênero microbiano se diferem quanto à afinidade por 

determinado substrato (por exemplo, xilana de madeira de faia ou de bétula) (ATY et al., 2018; 
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SILVA; TERRASAN; CARMONA, 2015; KNOB et al., 2013; SOUZA et al., 2018). Além 

disso, a mesma xilanase pode apresentar afinidades distintas conforme o substrato de reação 

(BHARDWAJ et al., 2019; CHEN et al., 2019; GHOSH; SUTRADHAR; BAISHYA, 2019; 

SHENG et al., 2014). A literatura menciona que a cinética das reações catalisadas por xilanases 

seguem o modelo proposto por Michaelis-Menten (CAYETANO-CRUZ et al., 2016; SILVA; 

TERRASAN; CARMONA, 2015; MOHAMED et al., 2018), onde os parâmetros cinéticos Km 

(constante de Michaelis-Menten) e Vmax (velocidade máxima de reação) são utilizados para 

compreender a afinidade da enzima por xilanas de diferentes origens.  

 A desnaturação térmica de enzimas envolve a perda das suas estruturas secundária, 

terciária e quaternária (caso presente) sem a quebra de ligações covalentes (DANIEL; DINES; 

PETACH, 1996). A termoestabilidade compreende a estabilidade térmica e cinética de enzimas, 

e consiste na capacidade destas em resistir ao desdobramento de sua estrutura na ausência de 

substrato (USTOK; TARI; HARSA, 2010). Enquanto a estabilidade termodinâmica está 

associada à resistência ao desdobramento reversível da estrutura proteica, a estabilidade cinética 

está relacionada a resistência à desnaturação irreversível (POLIZZI et al., 2007). O 

conhecimento dos parâmetros termodinâmicos (Ed, ∆G*, ∆H* e ∆S*) e cinéticos (kd, t1/2, D e z) 

de desnaturação térmica permitem a compreensão da relação entre a estabilidade da enzima e 

sua estrutura (SANT’ANNA et al., 2010), bem como do provável mecanismo de desnaturação, 

o qual é de grande importância em processos enzimáticos (YEGIN; GOKSUNGUR; 

FERNANDEZ-LAHORE, 2012) que utilizam altas temperaturas.  

 A termoestabilidade de xilanases depende de várias forças moleculares como 

ligações de hidrogênio, interações eletrostáticas e hidrofóbicas, pontes dissulfeto, entre outras, 

as quais podem promover uma estrutura conformacional proteica com maior eficiência de 

empacotamento, menor entropia do desdobramento, liberação da tensão conformacional e 

estabilidade das α-hélices (BAJAJ; MANHAS, 2012). Xilanases podem apresentar valores de 

entalpia (∆H*) positivos ou negativos, indicando que o processo de inativação enzimática é 

endo ou exotérmico, respectivamente, à pressão constante (PAL; KHANUM, 2011); do mesmo 

modo, valores negativos de entropia (∆S*) demonstram a ocorrência do desdobramento da 

proteína em estrutura mais desordenada (BANKEEREE et al., 2014; ROBLEDO et al., 2014), 

enquanto valores positivos indicam a agregação entre as cadeias proteicas (YEGIN, 2017b).  

 O aumento na energia livre de Gibbs – ∆G*, a qual mede a espontaneidade do 

processo de desnaturação enzimática – conforme a temperatura sugere maior estabilidade 

térmica à enzima (ATY et al., 2018; ZHOU et al., 2015). Por outro lado, a diminuição do ∆G* 

demonstra que a enzima é sensível à desnaturação com a elevação da temperatura (ANDRADE, 
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2014). Valores negativos de ΔG indicam que o processo de desnaturação é exergônico, isto é, 

energeticamente favorável e com liberação de energia (LOPES; VALERI; PESSOA-JÚNIOR, 

2013), enquanto valores positivos sugerem que o processo é endergônico e de menor 

espontaneidade (PAL; KHANUM, 2011).   

 Os principais parâmetros cinéticos de estabilidade térmica compreendem a 

constante de desnaturação térmica (kd) e meia vida (t1/2), cujo valores costumam variar 

consideravelmente entre as xilanases microbianas. A t1/2 – tempo em que a atividade enzimática 

atinge 50% do seu valor inicial – diminui conforme a elevação de temperatura, o que reflete no 

aumento nos valores de kd (ATY et al., 2018; BANKEEREE et al., 2014; FANG et al., 2007; 

ROBLEDO et al., 2014; YEGIN, 2017b). Algumas xilanases microbianas apresentam 

diminuição brusca da t1/2 quando submetidas ao pequeno incremento de temperatura 

(ANDRADE, 2014), enquanto outras se mostram menos sensíveis e demonstram queda menos 

acentuada na t1/2 (PAL; KHANUM, 2011).  

 Para fins industriais, a desnaturação térmica de enzimas é comumente expressa em 

termos de valor D (tempo de redução decimal) e z (intervalo de temperatura requerido para 

reduzir o valor D em um ciclo logarítmico). Assim como a t1/2, os valores de D diminuem com 

o incremento da temperatura (PAL; KHANUM, 2011). Adicionalmente, valores baixos de z 

estão associados à sensibilidade da enzima ao incremento da temperatura (BARRETT; 

GRANDISON; LEWIS, 1999).  

 

3.3 XILO-OLIGOSSACARÍDEOS 

3.3.1 Estrutura e propriedades biológicas 

 
Os XOs são oligossacarídeos contendo entre duas a dez unidades de xilose unidas por 

ligações β-1,4 (IUPAC, 1982) (Figura 4). Estes oligômeros são produzidos a partir da hidrólise da xilana, 

principal polissacarídeo presente na fração hemicelulósica da parede vegetal (GÍRIO et al., 2010). 

Conforme o grau de substituição da xilana, os XOs podem apresentar em sua estrutura grupamentos 

laterais como α-D-glicopiranosil ácido urônico ou seu derivado, grupos acetila e resíduos de 

arabinofuranosil, os quais são responsáveis pela existência de XOs ramificados (AACHARY; 

PRAPULLA, 2011). Os XOs estão presentes em brotos de bambu, frutas, vegetais e mel, mas não em 

quantidades suficientes para exibir efeito prebiótico (SAMANTA et al., 2015), o que justifica a 

necessidade de sua produção em escala industrial (AMORIM et al., 2019a).  

 Os XOs são atóxicos e não carcinogênicos (SINGH; BANERJEE; ARORA, 2015), e 

estudos têm demonstrado que estes são capazes de exercer seus efeitos benéficos mesmo em baixas doses 
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diárias (isto é, dose mínima entre 1,4 a 2,8 g/d) (FINEGOLD et al., 2014). Além disso, os XOs possuem 

certificação GRAS (Generally Recognized as Safe) para uso em alimentos (GRN 458, FDA, 2013), sabor 

doce (SAMANTA et al., 2015), preço competitivo em relação a outros prebióticos (AMORIM et al., 

2019a), sendo os únicos oligossacarídeos no mercado produzidos a partir de biomassa lignocelulósica 

(MONIZ et al., 2016). Devido a estas características, os XOs têm sido aplicados na formulação de 

alimentos (AYYAPPAN et al., 2016; FERRÃO et al., 2018) e em rações animais (ABASUBONG et al., 

2018). Na América do Norte e na Europa, a aplicação dos XOs é regulamentada pela Food and Drug 

Administration (GRN 458, FDA, 2013; GRN 816, FDA, 2019) e pela European Food Safety Authority 

(EFSA, 2018), respectivamente, as quais salientam a seguridade dos oligômeros. No Brasil, no entanto, 

os XOs ainda não possuem legislação específica que regulamente a sua utilização. 

 

Figura 4 – Estrutura esquemática da xilose e dos xilo-oligossacarídeos. 

 
Fonte: Adaptado de Carvalho et al. (2013). 

 

Os XOs se mostram mais promissores industrialmente frente a outros oligômeros 

como fruto-oligossacarídeos (FOs) e galacto-oligossacarídeos (GOs), devido à sua estabilidade 

sob temperaturas elevadas e pH ácido, fato este fortemente relacionado à sua estrutura 

(COURTIN et al., 2009; WANG et al., 2009). Courtin et al. (2009) demonstraram que 67% e 

60% das ligações β-2,1 dos FOs foram clivadas nos valores de pH 2,0 e 3,0, respectivamente, 

após 60 min a 100 ºC; enquanto 21% e 9% das ligações glicosídicas dos XOs foram hidrolisadas 

nos valores de pH 2,0 e 3,0, nesta ordem. No estudo de Wang et al. (2009), 3% e 25% dos XOs 

e FOs foram degradados, respectivamente, no processo de pasteurização (60 a 100 ºC e pH 2,0, 

por 30 min); enquanto que na esterilização (121 ºC e pH 2,0 por 50 min), apenas 16% dos XOs 

sofreram degradação, sendo os FOS completamente degradados. A estabilidade térmica e ao 

pH ácido são fatores fundamentais para posterior aplicação dos XOs em produtos alimentícios, 

uma vez que a maioria dos processos de preservação de alimentos utilizam temperaturas 

X1 = Xilose

X2 = Xilobiose

X3 = Xilotriose
X4 = Xilotetrose
X5 = Xilopentose
X6 = Xilohexose
X7 = Xiloheptose
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elevadas e acidez, os quais podem levar à degradação dos açúcares, afetando as características 

do produto final. 

Os XOs são considerados oligômeros não digeríveis devido à capacidade em atravessarem 

o trato gastrointestinal superior sem seres degradados (CARVALHO et al., 2013). Devido a isto, a 

principal propriedade dos XOs está relacionada ao seu efeito prebiótico, estimulando o crescimento da 

microflora benéfica ao intestino humano e inibindo o desenvolvimento de micro-organismos patogênicos 

e/ou deteriorantes (AMORIM et al., 2020; NIETO-DOMÍNGUEZ et al., 2017; SAJIB et al., 2018). A 

microflora intestinal utiliza os XOs para sua multiplicação e produção de ácidos graxos de cadeia curta 

(AGCC), gases (hidrogênio e CO2), lactato, entre outros metabólitos (TOPPING; CLIFTON, 2001). Os 

AGCC, em especial o propionato, o acetato e o butirato, além de outros compostos como o lactato, são 

essenciais para o bom funcionamento do intestino, podendo influenciar positivamente outros locais 

distantes do órgão (GIBSON et al., 2017).  

O efeito prebiótico dos XOs está fortemente relacionado com a estrutura e o GP destes 

oligômeros: XOs de baixo GP (GP<5) produzem acetato e butirato possuem forte efeito bifidogênico, 

enquanto XOs de alto GP (GP>5) resultam na diminuição acentuada de AGCC (SINGH; BANERJEE; 

ARORA, 2015); e XOs com GP entre 2 e 3 apresentam cinética de utilização mais rápida do que XOs 

com GP de 4 a 5 (GULLÓN et al., 2008). Além disso, o grau de substituição dos XOs pode afetar a 

fermentação dos XOs por bactérias bifidogênicas e lactobacilos, onde estudos demonstraram que espécies 

como Bifidobacterium adolescentes são capazes de utilizar XOs lineares ou contendo ramificações de 

arabinose, enquanto Lactobacillus brevis fermenta apenas XOs não substituídos (FALCK et al., 2013). 

Em outro estudo, XOs lineares ou XOs contendo ramificações de arabinose foram fermentados mais 

rapidamente por inóculo fecal do que XOs de estrutura mais complexa, isto é, contendo acetilações ou 

grupamentos de ácido metil glicurônico (KABEL et al., 2002). Tratando-se de outras atividades biológicas 

dos XOs, Valls et al. (2018) demonstraram que a atividade antioxidante destes oligômeros aumenta com 

o seu GP e presença de ramificações de ácido metil glicurônico.  

Nos últimos anos, os efeito prebióticos de XOs obtidos de sabugo de milho (BOONCHUAY 

et al., 2014; CHAPLA; PANDIT; SHAH, 2012), palha de trigo (FARYAR et al., 2014), palha de alho 

(KALLEL et al., 2015a), palha de milho (BURUIANA et al., 2017), dreche cervejeira (AMORIM et al., 

2020; SAJIB et al., 2018) e bagaço de cana (REDDY; KRISHNAN, 2016) foram demonstrados. No 

entanto, outras propriedades biológicas são atribuídas aos XOs, a saber: prevenção do desenvolvimento 

de diabetes (YANG et al., 2015a), neurotoxicidade (KRISHNA et al., 2015) e câncer do cólon 

(AACHARY et al., 2015); melhoria no metabolismo lipídico (GUERREIRO; OLIVA-TELES; ENES, 

2015); estimulação à resposta imune (SUN et al., 2013); ação antioxidante (VALLS et al., 2018; ZHOU 

et al., 2018), anti-inflamatória (HANSEN et al., 2013) e antimicrobiana (YU et al., 2015). Com base nestas 
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propriedades, os XOs podem ser aplicados na formulação de adoçantes de baixa caloria (XIAO et al., 

2013) e em alimentos com alegação funcional (BRASIL, 1999; ESFA, 2018). 

 

3.3.2 Produção de xilo-oligossacarídeos 

 
Atualmente, diferentes processos de obtenção de XOs têm sido desenvolvidos a fim de 

atender as necessidades do mercado. No entanto, a produção de XOs ainda é mais dispendiosa comparada 

a de outros prebióticos comerciais. Avanços recentes têm sido realizados no desenvolvimento de 

processos ecológicos e mais eficientes, principalmente utilizando materiais abundantes, renováveis e de 

baixo custo como fonte de xilana, e aplicando estratégias integradas de produção, as quais posteriormente 

podem ser incluídas no processo de economia circular (AMORIM et al., 2019a).  

Segundo Vázquez et al. (2000), três abordagens distintas podem ser descritas para a produção 

de XOs a partir de biomassa lignocelulósica: (a) Hidrólise enzimática de materiais lignocelulósicos 

contendo xilanas nativas; (b) Fracionamento químico do material lignocelulósico para isolar ou solubilizar 

a xilana, seguido de hidrólise enzimática do polissacarídeo em XOs; (c) Degradação hidrolítica do material 

lignocelulósico em XOs, através do uso de vapor, água e/ou soluções diluídas de ácidos ou álcalis. Já 

Samanta et al. (2015) mencionam que, após a extração da xilana contida na biomassa lignocelulósica, os 

XOs podem ser obtidos por hidrólise química, enzimática ou a combinação destes processos. Ainda, os 

autores mencionam que a biomassa rica em xilana pode ser submetida à auto-hidrólise para a obtenção 

direta dos oligômeros (Figura 5). Mais recentemente, a degradação do material lignocelulósico por micro-

organismos têm demostrado notável potencial para produção de XOs, principalmente devido à 

simplicidade do processo (AMORIM et al., 2019a). Cabe lembrar que diferentes estratégias de produção 

de XOs resultam em oligômeros com distintas estruturas e graus de polimerização (GP) (AMORIM et al., 

2018; REDDY; KRISHNAN, 2016; SINGH et al., 2018), o que reflete em suas propriedades biológicas 

(SINGH; BANERJEE; ARORA, 2015). As vantagens e desvantagens de cada estratégia de produção de 

XOs são apresentadas na Figura 6.  

 A auto-hidrólise consiste no tratamento hidrotérmico da biomassa lignocelulósica 

com água quente ou vapor em reatores em batelada com controle de temperatura (entre 150 e 

220 ºC). Em condições de temperatura elevadas, a cadeia de xilana é progressivamente 

quebrada em porções menores sob a influência dos íons hidrogênio, os quais atuam como 

catalisadores na quebra das ligações glicosídicas e dos grupos acetila, resultando na liberação 

dos XOs na fase líquida. O tratamento por auto-hidrólise é considerado simples e de baixo 

custo, além disso não utiliza agentes químicos prejudiciais ao meio ambiente  (CHEN et al., 

2014; SAMALA; SRINIVASAN; YADAV, 2015). 
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Figura 5  – Estratégias de produção de XOs a partir de materiais lignocelulósicos. 
 

 

Fonte: Adaptado de Samanta et al. (2015). 
 

 Figura 6  – Principais vantagens e desvantagens dos métodos de produção de XOs. 
 

 
Por outro lado, a auto-hidrólise resulta em XOs de maior cadeia (GP > 6) (LI et al., 

2018; SUREK; BUYUKKILECI, 2017) comparado aos obtidos por hidrólise enzimática 

(2<GP<6) (REDDY; KRISHNAN, 2016; SINGH et al., 2018). Os hidrolisados obtidos pela 
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auto-hidrólise contêm grande número de compostos tóxicos (5-hidroximetil furfural e furfural) 

e outros indesejáveis, tais como lignina solúvel, monossacarídeos, ácido acético, compostos 

fenólicos e cinzas, sendo necessário realizar longas etapas de purificação. Como alternativa, os 

XOs podem ser produzidos por hidrólise enzimática de xilanas extraídas de biomassa 

lignocelulósica (AKPINAR et al., 2010; ALVIRA et al., 2010). A hidrólise enzimática é 

preferida na indústria de alimentos devido aos problemas associados à auto-hidrólise 

(AACHARY; PRAPULLA, 2009).  

 Na hidrólise enzimática, a complexidade estrutural da xilana faz com que enzimas 

com diferentes especificidades e modos de atuação realizem a degradação deste açúcar 

(GOWDHAMAN; PONNUSAMI, 2015). Dentre as enzimas xilanolíticas, duas merecem 

destaque: endoxilanase e exo-xilanase (β-xilosidases), onde a primeira está envolvida na 

hidrólise das ligações glicosídicas β-1,4 e liberação de XOs e eventual xilose, enquanto a 

segunda atua na extremidade não redutora da xilobiose ou outros XOs, liberando xilose 

(SHALLOM; SHOHAM, 2003; SHENG et al., 2014). Assim, extratos xilanolíticos com baixa 

atividade de exo-xilanases são desejados, pois atenuam a produção de xilose e aumentam o 

rendimento em oligômeros. Além de inibir a atividade de xilanases, a xilose não deve estar 

presente em hidrolisados prebióticos, pois não promove o crescimento da microflora intestinal 

benéfica (FARYAR et al., 2014; REDDY; KRISHNAN, 2016). Somando-se a isso, a hidrólise 

enzimática pode ocorrer na presença de enzimas auxiliares (α-arabinofuranosidases, β-

glicuronidases, acetil xilana esterase, ρ-coumaroil e feruloil esterases), que atuam na remoção 

de grupamentos laterais da cadeia da xilanas ramificadas (ALOKIKA; SINGH, 2019). 

 A hidrólise enzimática, além de não resultar em produtos secundários indesejáveis 

e ser operada em condições amenas de temperatura e pressão, conta com a especificidade das 

enzimas e maiores rendimentos em XOs devido à menor liberação de monossacarídeos 

(AACHARY; PRAPULLA, 2011; CHAPLA; PANDIT; SHAH, 2012; YANG et al., 2011). 

Contudo, o uso eficiente das enzimas depende das variáveis do processo, tais como temperatura, 

pH, tempo de reação, intensidade de agitação, concentração de enzima e substrato, além da 

presença de outras espécies químicas que podem inibir ou acelerar as taxas de reação. Para que 

a hidrólise enzimática seja conduzida de modo eficiente, a otimização das condições reacionais 

deve ser realizada (AZELEE et al., 2016; BRIENZO; CARVALHO; MILAGRES, 2010). A 

produção de XOs por hidrólise enzimática sob diferentes condições e substratos de reação é 

apresentada na Tabela 4. 
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Tabela 4 – Produção de XOs por hidrólise enzimática de materiais lignocelulósicos.  

Fonte de 

xilana 

Fonte de 

enzima 

Condições de 

reação 

XOs 

(g/L) 

Rendimento 

(%) 
Referência 

Bagaço 

de cana 

Thermomyces 

lanuginosus 

2,6% substrato 

60 U/g, pH 

5,0, 50°C 

5,8 37,1 
BRIENZO; 

CARVALHO; 

MILAGRES, (2010) 

Bagaço 

de cana 
Pichia stipits 

2% substrato, 

25 U/g, pH 

5,4, 50 °C 

5,3 31,8 BIAN et al. (2013) 

Bétula 

(madeira) 

Talaromyces 

amestolkiae 

2% substrato, 

0,05 U/g, pH 

4,6, 50 °C 

5,9 28,8 
NIETO-

DOMÍNGUEZ et al. 

(2017) 

Casca de 

arroz 

Thermomyces 

lanuginosus 

6% substrato, 

133 U/g, pH 

5,5, 60 °C 

5,7 9,5 GUIDO (2016) 

Cascas de 

noz de 

areca 

Trichoderma 

viridea 

2% substrato, 

10 U/g, pH 

4,0, 50 °C 

7,0 35,2 SINGH et al. (2018) 

Faia 

(madeira) 

Thermomyces 

lanuginosus 

3% substrato, 

200 U/g, pH 

5,3, 50 °C 

9,2 30,6 
GUIDO; SILVEIRA; 

KALIL (2019) 

Populus 

tomentosa 

(madeira) 

Pichia stipits 

2% substrato, 

25 U/g, pH 

5,4, 50 °C 

3,9 36,8 YANG et al. (2011) 

Sabugo 

de milho 

Aspergillus 

foetidus 

2% substrato, 

20 U/g, pH 

5,3, 45°C 

6,7 33,5 
CHAPLA; PANDIT; 

SHAH (2012) 

Palmaria 

sp. (alga 

vermelha) 

Aspergillus 

niger 

1% substrato, 

54 U/g, pH 

4,5, 50 °C 

3,5 35 
YAMAMOTO et al. 

(2019) 

 

A produção de XOs por hidrólise enzimática tem sido realizada a partir da aplicação de 

extratos brutos (BIAN et al., 2013) e purificados (NIETO-DOMÍNGUEZ et al., 2017) de 

xilanase obtidos a partir do cultivo utilizando micro-organismos selvagens (REDDY; 
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KRISHNAN, 2016) ou cepas recombinantes (LIU et al., 2018), ou de preparados enzimáticos 

comerciais (ANTOV; ĐORĐEVIĆ, 2017; GUIDO; SILVEIRA; KALIL, 2019). Além disso, 

estudos envolvendo a produção de XOs pela ação conjunta de xilanases e enzimas auxiliares 

(por exemplo, arabinofuranosidases e feruloil esterases) (ÁVILA et al., 2020; GOLDBECK et 

al., 2016; PEREIRA et al., 2018) também são reportados na literatura. Materiais como sabugo 

de milho (CHAPLA; PANDIT; SHAH, 2012; LIU et al., 2018), palha de trigo (ANTOV; 

ĐORĐEVIĆ, 2017), palha de alho (KALLEL et al., 2015a), palha de arroz (MAZLAN et al., 

2019), farelo de trigo (WANG et al., 2009), bagaço de cana (BIAN et al., 2013), entre outros, 

têm sido empregados como fonte de xilana para a produção de XOs por hidrólise enzimática.  

Conforme exposto anteriormente, a produção de XOs por hidrólise enzimática 

requer o pré-tratamento da biomassa vegetal a fim de extrair a sua porção hemicelulósica 

(xilana) (JÖNSSON; MARTÍN, 2016), o que acrescenta mais uma etapa ao processo e encarece 

os custos de produção. Sendo assim, o uso de micro-organismos na desconstrução da biomassa 

lignocelulósica surge como alternativa promissora para produção de XOs, pois possibilita a 

obtenção de oligômeros em uma única etapa e conta com a especificidade do aparato enzimático 

secretado no meio extracelular (AMORIM; SILVÉRIO; RODRIGUES, 2019). O cultivo direto 

permite a produção de hidrolisados contendo grande quantidade de XOs e baixo teor de xilose, 

devido à preferência dos micro-organismos por açúcares prontamente disponíveis, que são 

primeiramente consumidos antes da degradação dos XOs (AMORIM et al., 2019a). Alguns 

estudos mencionam a produção conjunta de XOs e enzimas xilanolíticas no meio de cultivo 

(GAUTÉRIO et al., 2018; MENEZES; ROSSI; AYUB, 2017; PEREIRA et al., 2018), visando 

a posterior separação dos biocompostos produzidos; enquanto outros estão voltados à obtenção 

de XOs propriamente dita  (AMORIM et al., 2019b).  

O uso de biomassas como farinheta de trigo (REQUE et al., 2019) e dreche 

cervejeira (AMORIM; SILVÉRIO; RODRIGUES, 2019) no meio de cultivo, além de 

ferramentas da engenharia genética para melhoramento de espécies microbianas (AMORIM et 

al., 2018), fazem com que a obtenção de XOs por cultivo microbiano se destaque juntamente 

aos processos de hidrólise frente às demais tecnologias empregadas para este fim. Amorim, 

Silvério e Rodrigues (2019) avaliaram o potencial de produção de XOs por duas espécies de 

Trichoderma a partir de 13 resíduos lignocelulósicos da agroindústria. Após a seleção da 

espécie e do substrato, a produção de XOs em cultivo submerso foi otimizada. Sob as condições 

ótimas de cultivo (pH 7,0 , 30 °C, 20 g/L de substrato no meio, 3 dias), a produção de XOs 

utilizando Trichoderma reesei e dreche cervejeira alcançou o valor de 38 mg/g (mg xilose 

equivalente/g substrato). Em estudo posterior, Amorim et al. (2019b) otimizaram a produção 
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de XOs por Bacillus subtilis 3610 geneticamente modificado (isto é, contendo o gene xyn2 de 

T. reesei) em meio contendo xilana de madeira de faia. O máximo rendimento de produção (306 

mg XOs/g xilana) foi obtido em cultivo submerso conduzido a pH 6,0, 42,5 °C e concentração 

de xilana de 2,5 g/L com acréscimo até 5 g/L em 3 h de fermentação.  

 

3.4 CONSIDERAÇÕES FINAIS 

 

 Diversos estudos voltados à produção de enzimas xilanolíticas por micro-organismos 

são mencionados na literatura científica. Contudo, o uso de leveduras para este fim ainda é pouco 

explorado, principalmente quanto à aplicabilidade de substratos agroindustriais como fonte de 

xilana no meio de cultivo. Os estudos envolvendo a maximização da produção de xilanases por 

leveduras utilizando substratos de baixo custo é de grande valia, permitindo obter a enzima de modo 

mais viável e econômico para posterior aplicações, particularmente na obtenção de XOs. 

 Os XOs têm recebido grande atenção por parte da comunidade científica devido aos 

inúmeros benefícios à saúde humana. Diversos trabalhos abordam a produção de XOs por hidrólise 

enzimática, no entanto, ainda são poucos os que exploram a maximização da sua produção. Logo, 

faz-se necessário o conhecimento aprofundado dos principais parâmetros que influenciam a 

produção de XOs, a fim de obter hidrolisados com características interessantes para futuras 

aplicações. Além disso, a obtenção de XOs por cultivo submerso ainda é pouco explorada, mas tem 

apresentado resultados promissores quanto à produção de oligômeros em única etapa. Avaliar a 

produção de XOs por mais de uma estratégia permite o conhecimento sobre qual a melhor 

abordagem a ser empregada, em termos de rendimento e composição dos oligômeros, para o seu 

posterior uso industrial.  

  Inúmeras são as propriedades biológicas dos XOs, no entanto, são escassos os estudos 

sobre a estrutura, atividade antioxidante e antimicrobiana de oligômeros obtidos por diferentes 

estratégias. Tratando-se dos XOs obtidos por hidrólise de xilanas utilizando xilanases de leveduras, 

bem como dos XOs produzidos em cultivo submerso, a avaliação das suas propriedades estruturais 

e biológicas contribui para o conhecimento aprofundado neste nicho científico.  
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DESENVOLVIMENTO DO TRABALHO 
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DESENVOLVIMENTO DO TRABALHO 

 

As atividades desta tese foram desenvolvidas, em sua maioria, no Laboratório de 

Microbiologia de Biosseparações pertencente à Escola de Química e Alimentos da Universidade Federal 

do Rio Grande. As atividades antioxidantes e antimicrobianas mencionadas no Artigo 5 foram 

desenvolvidas no Laboratório de Fermentações do Centro de Engenharia Biológica da Universidade do 

Minho (Portugal). A presente tese foi dividida em cinco artigos intitulados como: 

 

Artigo 1: Produção de enzimas xilanolíticas e xilo-oligossacarídeos por Aureobasidium pullulans em 

cultivo submerso; 

Artigo 2: Maximização da produção de xilanases por Aureobasidium pullulans utilizando farelo de arroz 

como fonte de xilana; 

Artigo 3: Caracterização do extrato de xilanase bruto e parcialmente purificado de Aureobasidium 

pullulans e aplicação na produção de xilo-oligossacarídeos; 

Artigo 4: Maximização da produção de xilo-oligossacarídeos utilizando xilanase bruta de Aureobasidium 

pullulans; 

Artigo 5: Caracterização de hidrolisados contendo xilo-oligossacarídeos obtidos por diferentes estratégias 

de produção.  
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ARTIGO 1: 

PRODUÇÃO DE ENZIMAS XILANOLÍTICAS E XILO-OLIGOSSACARÍDEOS POR 

Aureobasidium pullulans EM CULTIVO SUBMERSO 

 
GAUTÉRIO, G. V.; VIEIRA, M. C.; GONÇALVES, L. G. G.; HÜBNER, T.; SANZO, A. V. 

L.; KALIL, S. J. Production of xylanolytic enzymes and xylooligosaccharides by 
Aureobasidium pullulans CCT 1261 in submerged cultivation. Industrial Crops and 

Products, v. 125, p. 335–345, 2018. 
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RESUMO 

 
As xilanases são enzimas produzidas majoritariamente por micro-organismos e capazes de converter a 
biomassa lignocelulósica em produtos de maior valor agregado de interesse biotecnológico, tais como os 
xilo-oligossacarídeos (XOs). Embora a produção de xilanases a partir de biomassa vegetal seja 
comumente estudada, existem poucos relatos que investigam a produção simultânea de enzimas 
xilanolíticas e XOs por espécies microbianas. No presente estudo, foi avaliada a produção conjunta de 
enzimas xilanolíticas e XOs por três cepas de Aureobasidium pullulans (CCT 7521, CCT 4154 e CCT 
1261) em cultivo submerso. Ainda, foi verificado o uso de substratos agroindustriais (casca e farelo de 
arroz, casca de soja, casca de aveia, pergaminho de café e engaço de uva) com e sem pré-tratamento 
alcalino como fonte de xilana para a produção de xilanases. A cepa CCT 1261 apresentou a maior 
atividade enzimática (74,9 U/mL) e específica (158,7 U/mg) de xilanases, produtividade (P, 1,25 U/mL.h), 
velocidade máxima específica de crescimento (μmax, 0,18 h-1) e concentração máxima de biomassa (Xmax, 
4,1 g/L), além de baixa atividade de β-xilosidase (0,10 U/mL). A produção máxima de XOs pela cepa 
CCT 1261 foi verificada nas primeiras 12 h de cultivo (1,68 mg/mL), sendo estes oligômeros compostos 
principalmente por xilobiose (0,72 mg/mL) e xilotriose (0,70 mg/mL). Dentre os substratos agroindustriais 
avaliados, o farelo de arroz sem pré-tratamento apresentou a maior quantidade de hemicelulose (29,6%) e 
baixo teor de lignina (12,2%), o que resultou em alta produção de xilanase (11,7 U/mL) quando utilizado 
como substrato no cultivo submerso. Isto indica que as xilanases podem ser produzidas por A. pullulans 
de modo mais econômico utilizando um material do beneficiamento de arroz, sob condições de cultivo 
submersos que podem ser futuramente maximizadas.  
 
Palavras-chave: Farelo de arroz. Levedura. Oligossacarídeos. Substratos agroindustriais. Xilanases. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

A biomassa lignocelulósica é um dos materiais renováveis mais abundante e amplamente 

distribuídos na natureza, sendo compreendida pelos subprodutos oriundos da agroindústria, culturas 

energéticas, resíduos urbanos e florestais (JÖNSSON; MARTÍN, 2016). Existem inúmeros substratos 

lignocelulósicos potencialmente utilizáveis na obtenção de produtos de alto valor agregado tais como 

biodiesel (PATEL et al., 2015), bioetanol (ALTHURI; GUJJALA; BANERJEE, 2017), biogás 

(LATTIEFF, 2016), filmes biodegradáveis (PEREIRA et al., 2017), xilitol (ABDUL MANAF et al., 

2018), xilo-oligossacarídeos (CHANG et al., 2017) e enzimas (KHANAHMADI et al., 2018). Materiais 

como madeiras, bagaço de cana, sabugo de milho, torta de malte, palha, casca e farelo de cereais, entre 

outros, possuem a fração hemicelulósica constituída principalmente por xilana, heteropolissacarídeo 

formado por subunidades de xilose conectadas por ligações β-1,4 e cadeias laterais de arabinose, galactose, 

manose, glicose e ácidos urônicos (GOWDHAMAN; PONNUSAMI, 2015; GULLÓN et al., 2010). 

Devido à complexidade estrutural da xilana, a transformação da biomassa vegetal requer que 

um sistema de enzimas com distintas especificidades e modos de ação atue na quebra da cadeia deste 

polissacarídeo (GOWDHAMAN; PONNUSAMI, 2015). Duas enzimas pertencentes ao complexo 

xilanolítico merecem destaque: a endo-1,4-β-xilanase (CE 3.2.1.8) e a β-xilosidase (CE 3.2.1.37). As 

xilanases estão envolvidas diretamente na quebra das ligações glicosídicas β-1,4 e liberação de XOs e 

eventual xilose, enquanto β-xilosidases atuam na extremidade não redutora da xilobiose ou de outros XOs, 

resultando em xilose (BIELY; SINGH; PUCHART, 2016; SHALLOM; SHOHAM, 2003; SHENG et 

al., 2014). As xilanases são utilizadas na indústria de papel e celulose em substituição aos compostos 

clorados tóxicos (BORUAH et al., 2016); na indústria de panificação, em especial no melhoramento das 

propriedades reológicas da massa, e consequentemente, na qualidade dos pães (YEGIN; ALTINEL; 

TULUK, 2018); na indústria de bebidas, principalmente na extração e clarificação de sucos 

(SHAHRESTANI et al., 2016); na formulação de rações animais, aumentando a sua digestibilidade e 

valor nutricional (VANDEPLAS et al., 2010); entre outras. 

Dentre as aplicações alimentícias, as xilanases têm sido extensivamente 

empregadas como biocatalisadores na produção de XOs a partir de  materiais lignocelulósicos 

(ANTOV; ĐORĐEVIĆ, 2017; CHANG et al., 2017; KALLEL et al., 2015a; REDDY; 

KRISHNAN, 2016), uma vez que as reações envolvidas contam com a especificidade 

enzimática, ocorrem em condições moderadas de temperatura e pressão, e não formam 

compostos indesejáveis ou tóxicos (CHAPLA; PANDIT; SHAH, 2012; YANG et al., 2011). 

Os XOs são oligômeros não digeríveis contendo entre duas a dez unidades de xilose unidas por 

ligações β-1,4 (IUPAC, 1982). Diversos estudos demonstram que os XOs exibem efeito 
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prebiótico devido à sua capacidade em estimular seletivamente o crescimento da microbiota do 

cólon (KALLEL et al., 2015a; LIN et al., 2016), melhoram o metabolismo lipídico 

(GUERREIRO; OLIVA-TELES; ENES, 2015) e a estimulação da resposta imune (SUN et al., 

2013), além de apresentarem ação antioxidante (ANTOV; ĐORĐEVIĆ, 2017; VALLS et al., 

2018), antimicrobiana (YU et al., 2015) e anti-inflamatória (HANSEN et al., 2013). Os XOs 

possuem certificação GRAS (Generally Recognized as Safe) para uso em alimentos (GRN 458, 

FDA, 2013) e se mostram industrialmente promissores devido à estabilidade sob altas 

temperaturas e pH ácido (WANG et al., 2009), além de serem os únicos oligômeros no mercado 

obtidos a partir da biomassa vegetal (MONIZ et al., 2016).  

Fungos filamentosos (AHMED et al., 2016) e bactérias (IRFAN et al., 2016) 

produzem altos níveis de xilanases no meio extracelular, porém algumas espécies também 

secretam celulases (ANG et al., 2013; REIS et al., 2013) e β-xilosidases (TERRASAN et al., 

2013), as quais são indesejáveis para algumas aplicações industriais. As β-xilosidases, por 

exemplo, são responsáveis pelo acúmulo de xilose e possível inibição da atividade das xilanases 

(VÁZQUEZ et al., 2002). Por outro lado, diversas leveduras secretam xilanases livre de 

celulases (BANKEEREE et al., 2016; OTERO et al., 2015) e baixas quantidades de  

β-xilosidases (CHRISTOV et al., 1997; OTERO et al., 2015), o que implica na não formação 

de xilose residual, obtendo-se de extratos extracelulares mais homogêneos e maiores 

rendimentos em XOs quando aplicadas para este fim.  

A levedura Aureobasidium pullulans tem sido reconhecida como produtora de 

diversas enzimas (LEATHERS et al., 2013; LEMES et al., 2019; RICH et al., 2013), incluindo 

xilanases (LEATHERS et al., 2013; YEGIN et al., 2017) com baixa atividade de β-xilosidases 

(CHRISTOV et al., 1997), até quando substratos agrícolas são utilizados como fonte de xilana 

(BANKEEREE et al., 2016; LEITE et al., 2007; YEGIN, 2016; YEGIN et al., 2017). Além 

disso, estudos demonstram que A. pullulans também produz o exopolissacarídeo pululana (AN 

et al., 2017), fruto-oligossacarídeos (DOMINGUEZ et al., 2012) e feruloil oligossacarídeos 

(YU; GU, 2014). Embora a produção de xilanases por leveduras seja comumente estudada, 

existem poucos relatos que investigam a produção conjunta de enzimas xilanolíticas e XOs por 

espécies microbianas, não sendo encontrados relatos que mencionem a produção de XOs por 

A. pullulans durante o cultivo submerso. Diante deste cenário, o presente estudo teve como 

objetivo avaliar a produção de enzimas xilanolíticas e XOs por três cepas de A. pullulans, bem 

como o uso de substratos lignocelulósicos como fonte de xilana para a produção de xilanases.  
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2 MATERIAL E MÉTODOS 

2.1 MATERIAL 

 

As cepas Aureobasidium pullulans CCT 7521, Aureobasidium pullulans CCT 4154 e 

Aureobasidium pullulans var. melanigenum CCT 1261 foram adquiridas da Coleção de Culturas Tropical 

da Fundação André Tosello (Campinas, Brasil), e foram originalmente isoladas de suplementos militares 

deteriorados (CCT 7521), solo (CCT 4154) e madeira (CCT 1261). Os substratos agroindustriais – farelo 

e casca de arroz, casca de soja e de aveia, engaço de uva e pergaminho do café – foram cedidos gentilmente 

por indústrias de beneficiamento e processamento da região Sul do Rio Grande do Sul.  

A xilana de madeira de faia, o substrato sintético ρ-nitrofenil-β-D-xilopiranosídeo (pNPX),  

e os padrões de xilose, arabinose, glicose e celobiose foram obtidos da Sigma-Aldrich (San Luis, Estados 

Unidos). A acetonitrila grau HPLC foi obtida da J. T. Baker (Avantors, Bridgewater Township, Estados 

Unidos). Os padrões de XOs (xilobiose, xilotriose, xilotetralose e xilopentose) foram adquiridos da 

Megazyme (Bray, Irlanda). As colunas cromatográficas para análise de XOs (Aminex HPX-42A, 

dimensão 300 mm × 7,8 mm) e de monossacarídeos (Zorbax Carbohydrates, dimensão 250 mm ×  

4,6 mm) foram adquiridas da Bio-Rad Laboratories (Hercules, Estados Unidos) e da Agilent (Santa Clara, 

Estados Unidos), respectivamente. Todos os demais reagentes utilizados foram de grau analítico. 

 

2.2 PREPARO DOS SUBSTRATOS AGROINDUSTRIAIS 

 

 Os substratos foram secos em estufa (50 °C por 24 h) e submetidos a redução de 

tamanho e peneiramento, até a obtenção de partículas menores que 0,5 mm (farelo e casca de 

arroz, casca de aveia e engaço de uva) ou 1,18 mm (casca de soja e pergaminho de café). Após, 

os substratos foram armazenados em sacos de polietileno a -18 °C até sua utilização.  

 O pré-tratamento dos substratos (10%, m/v) consistiu em submetê-los à solução de 

hidróxido de sódio (NaOH) 2% (m/v) (SINDHU et al., 2017) e posterior autoclavagem (121 ºC 

por 30 min) da mistura (GOYAL et al., 2008). Em seguida, o resíduo sólido foi lavado com 

água destilada até a neutralização, recuperado por filtração à vácuo em membrana Whatman n° 

1 (Milipore, Burlington, Estados Unidos) e distribuído em placas de Petri de modo a formar 

uma camada fina e homogênea, onde foi seco em estufa (50 °C por 24 h). Após a secagem, o 

resíduo foi retirado das placas e triturado em moedor de bancada até a obtenção de um pó fino.  
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2.3 CARACTERIZAÇÃO DOS SUBSTRATOS AGROINDUSTRIAIS 

 

 A composição proximal dos substratos agroindustriais sem pré-tratamento foi 

realizada conforme a metodologia descrita pela AOAC (2000), a saber: umidade (nº 935.29), 

proteínas (nº 920.87), lipídios (nº 920.85) e cinzas (923.03). Os carboidratos totais foram 

estimados por diferença.  

Para determinar o conteúdo de hemicelulose, celulose e lignina, os substratos foram 

submetidos à hidrólise ácida utilizando ácido sulfúrico (H2SO4) 72% (m/m) na proporção 1:10 

(m/v), mantidos em banho termostático a 30 ºC com agitação vigorosa (bastão de vidro) durante 

1 h. Em etapa pós-hidrólise, o ácido foi diluído a 4% (m/m) pela adição de água deionizada, e 

o conteúdo foi autoclavado a 121 ºC por 1 h (SLUITER et al., 2008). O hidrolisado ácido foi 

filtrado em membrana Whatman nº 1 (Milipore, Burlington, Estados Unidos) previamente 

tarada, sendo o conteúdo retido (lignina insolúvel) seco em estufa a 80 ºC até massa constante. 

O teor de lignina solúvel no filtrado foi determinado conforme Goldschmid (1971), pela leitura 

da absorvância em espectrofotômetro da amostra previamente diluída, nos comprimentos de 

onda 215 nm e 280 nm, e calculado conforme a Equação 1. O teor de lignina insolúvel foi 

calculado conforme a Equação 2. A lignina total foi obtida pela soma dos teores de lignina 

solúvel e insolúvel.  

 

Teor de lignina solúvel (%) = 
((4,538 × A215)- A280)× FD

300 ×Miamostra
 × 100                                      (1) 

 

Teor de lignina insolúvel (%) =
Mfamostra

Miamostra
 ×100                                                                             (2) 

 

Onde Mi e Mf são as massas inicial e final do resíduo sólido, respectivamente; FD 

é o fator de diluição; e A215 e A280 são as absorvâncias obtidas nos comprimentos de onda de 

215 nm e 280 nm, respectivamente. 

Os açúcares contidos no filtrado foram quantificados por Cromatografia Líquida de 

Alta Eficiência (CLAE) conforme o item 2.6.3. As concentrações de glicose, arabinose, xilose 

e celobiose foram determinadas a partir de curvas de calibração previamente construídas dos 

respectivos açúcares. O teor de hemicelulose (xilose + arabinose) e celulose (glicose + 

celobiose) dos substratos foram calculados conforme as Equações 3 e 4, respectivamente, 

considerando os fatores de correção para pentoses (0,88), hexoses (0,90) e celobiose (0,95).  
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Canidro= Cx× CRanidro                                                                                                                           (3) 

 

Teor de hemicelulose ou celulose (%)  = 
Canidro × Vfiltrado × 1 g

1000 mg  
Mi

                                 (4) 

 

Onde Cx é a concentração dos monossacarídeos e dissacarídeo (mg/mL), CRanidro é 

o fator de conversão para os açúcares, Canidro é a concentração de hemicelulose ou de celulose 

corrigida (mg/mL), Vfiltrado é o volume de filtrado (86,73 mL) e Mi a massa inicial do substrato. 

As características microestruturais dos substratos foram observadas em 

microscópio eletrônico de varredura (JSM-6610LV, Jeol, Akishima, Japão) a partir do 

recobrimento das amostras com ouro (Sputter coater, Denton Vaccun, Moorestown, Estados 

Unidos), voltagem de 15 kV e magnificação de 1500x. 

 

2.4 PRODUÇÃO DE ENZIMAS XILANOLÍTICAS E XILO-OLIGOSSACARÍDEOS  

2.4.1 Manutenção do micro-organismo e preparo de pré-inóculo e inóculo 

 

 Para a manutenção das cepas de A. pullulans foram realizados repiques periódicos para tubos 

contendo ágar batata dextrose inclinado, sendo estes mantidos a 24 °C em estufa por 72 h. O meio de pré-

inóculo e inóculo foi composto (g/L) por xilose (10), base nitrogenada de levedura (6,7) suplementada 

com sulfato de amônio ((NH4)2SO4) (5), asparagina (2) e fosfato de potássio (KH2PO4) (5) (CHRISTOV 

et al., 1997). O meio isento de xilose foi esterilizado em autoclave (121 °C por 15 min) e adicionado de 

uma solução concentrada de xilose previamente esterilizada por filtração em membrana de acetato de 

celulose (Milipore, Burlington, Estados Unidos) de 0,22 μm. 

 O pré-inóculo foi preparado através da transferência da massa celular (alçada) da superfície 

do ágar para tubos contendo meio estéril (5 mL), os quais foram incubados em estufa a 28 °C por 24 h. 

Para o preparo do inóculo, o volume do pré-inóculo (5 mL) foi vertido para frascos Erlenmeyer de 250 

mL contendo o mesmo meio (45 mL), sendo mantidos a 28 °C e agitação orbital (150 rpm) por 24 h.  

 

2.4.2 Seleção da levedura para produção de enzimas xilanolíticas e xilo-oligossacarídeos 

 

Três cepas de A. pullulans foram avaliadas quanto à produção de enzimas 

xilanolíticas e XOs. Os cultivos submersos foram realizados em frascos Erlenmeyer aletados 

de 500 mL contendo meio estéril (150 mL) composto por (g/L) xilana de madeira de faia (10), 
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extrato de levedura (1), KH2PO4 (5) e (NH4)2SO4 (2) em pH 5,0 (YEGIN, 2017a). Os meios 

foram esterilizados em autoclave (121 °C, 15 min). Os frascos foram inoculados com 2 % (v/v) 

de inóculo com densidade ótica (DO) de 0,8 a 620 nm (SUGUMARAN et al., 2013), sendo 

mantidos a 28 °C sob agitação orbital (150 rpm) por 96 h. Amostras (5 mL) foram coletadas 

assepticamente a cada 12 h e centrifugadas (21.380 × g, 4°C, 10 min). O sobrenadante livre de 

células foi analisado quanto ao conteúdo de XOs (item 2.6.3), atividade enzimática (endo-β-

1,4-xilanase e β-xilosidase) (item 2.6.1), concentração de proteínas solúveis (item 2.6.2) e pH 

(item 2.6.2). O sedimento da centrifugação foi utilizado para a determinação de biomassa (item 

2.6.2). Os cultivos foram realizados em triplicata. Ainda, um ensaio controle foi conduzido 

substituindo o volume de inóculo (2%, v/v) por meio estéril. 

 

2.4.3 Seleção do substrato agroindustrial para a produção de xilanases 

 

Os substratos agroindustriais com e sem pré-tratamento foram utilizados como 

fonte de xilana para a produção de xilanases pela cepa A. pullulans CCT 1261 em cultivo 

submerso. Os cultivos foram conduzidos em frascos Erlenmeyer aletados conforme descrito no 

item 2.4.2, substituindo a xilana de faia pelo substrato agroindustrial (10 g/L) no meio de 

cultivo. Os fracos foram mantidos a 28 °C e sob agitação orbital (150 rpm) durante 96 h 

(substratos não tratados) ou 240 h (substratos pré-tratados). Amostras (5 mL) foram coletadas 

assepticamente a cada 24 h e centrifugadas (21.380 × g, 4°C, 10 min). O sobrenadante livre de 

células foi analisado quanto à atividade de endo-β-1,4-xilanase (item 2.6.1), concentração de 

proteínas solúveis (item 2.6.2) e pH (item 2.6.2). Os cultivos foram realizados em triplicata. 

 

2.5 DETERMINAÇÃO DOS PARÂMETROS CINÉTICOS DE CULTIVO 

 

Os parâmetros cinéticos foram determinados a partir da curva de crescimento de 

cada uma das cepas de A. pullulans (Apêndice 1). Os valores de biomassa (X) e a regressão 

exponencial foram utilizados para calcular a velocidade máxima específica de crescimento 

(μmax, h-1) durante a fase logarítmica (BAILEY; OLLIS, 1986). A máxima concentração de 

biomassa foi designada como Xmax (g/L). A produtividade (P) no ponto de máxima produção 

de xilanase foi calculada conforme a Equação 5, onde At é a atividade de xilanase (U/mL) no 

tempo tt (h), enquanto A0 é a atividade de xilanase (U/mL) no tempo inicial de cultivo (t0).  

𝑃 = 
𝐴𝑡 - A0

𝑡𝑡 - t0
  (5) 
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2.6 DETERMINAÇÕES ANALÍTICAS 

2.6.1 Atividade enzimática de endo-β-1,4-xilanase e de β-xilosidase 

  

 A atividade enzimática de endo-β-1,4-xilanase foi determinada conforme Bailey, 

Biely e Poutanen (1992) utilizando como substrato a xilana de madeira de faia 1% (m/v) 

praparada em tampão citrato de sódio 50 mmol/L pH 5,3. A mistura reacional, composta por 

0,9 mL de substrato e 0,1 mL de extrato enzimático, foi incubada a 50 ºC por 5 min. Após, a 

reação foi interrompida pela adição de 1,0 mL de ácido 3,5-dinitrosalicílico (DNS). A 

quantificação dos açúcares redutores liberados a partir da xilana foi realizada conforme Miller 

(1959), correlacionando com a curva padrão de xilose a 540 nm (Apêndice 1). Uma unidade 

(U) de atividade enzimática foi definida como a quantidade de enzima necessária para liberar 1 

μmol de xilose por minuto, sob as condições descritas do ensaio.  

 A atividade enzimática de β-xilosidase foi determinada conforme Tan, Mayers e 

Saddler (1987) utilizando como substrato o ρ-nitrofenil-β-D-xilopiranosídeo (pNPX) 0,2% 

(m/v) preparado em tampão acetato de sódio 50 mmol/L pH 4,8. A mistura reacional, composta 

por 0,8 mL de substrato e 0,2 mL do extrato enzimático, foi incubada a 50 °C por 30 min. Após, 

a reação foi interrompida pela adição de 2 mL de carbonato de sódio 10% (m/v).  O ρ-nitrofenol 

(pNP) liberado pela ação da β-xilosidase foi quantificado a 410 nm, correlacionando com sua 

curva padrão (Apêndice 1). Uma unidade de atividade enzimática (U) foi definida como a 

quantidade de enzima que libera 1 μmol de pNP por minuto, sob as condições de ensaio.  

A atividade específica (U/mg) foi determinada como a razão entre a atividade 

enzimática (U/mL) e o teor de proteínas solúveis (mg/mL). 

 

2.6.2 Biomassa, pH e proteínas solúveis 

  

 A concentração de biomassa (g/L) foi estimada pela medida da densidade óptica a 

620 nm e conversão à biomassa seca a partir da curva de calibração (Apêndice 1). Para a 

construção da curva, a biomassa foi separada do meio de cultivo por centrifugação (4757 × g, 

30 min, 4 °C), lavada e ressuspendida em água destilada para leitura da absorvância. A biomassa 

seca foi obtida pela lavagem das células com água destilada e secagem à 105 °C até massa 

constante (GALIOTOU-PANAYOTOU; KALANTZI; AGGELIS, 1998). 

A concentração de proteína solúvel foi determinada conforme Lowry et al. (1951), utilizando 

albumina de soro bovino como padrão (Apêndice 1). A determinação do pH foi realizada em 

potenciômetro digital de acordo com a AOAC n° 972.44 (AOAC, 2000).  
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2.6.3 Análises de carboidratos por Cromatografia Líquida de Alta Eficiência  

 

Os sobrenadantes livre de células oriundo dos cultivos microbianos (item 2.4.2), bem como 

as frações líquidas obtidas da hidrólise ácida (item 2.3), foram filtrados em membrana de fluoreto de 

polivinilideno de 0,22 µm (Milipore, Burlington, Estados Unidos) e analisados em cromatógrafo líquido 

(Prominence®, Shimadzu, Quioto, Japão) equipado com detector de índice de refração (RID-10A), injetor 

automático (SIL-20AHT) e forno de colunas (CTO-20A). Em ambas as análises por CLAE, o controle 

do equipamento e aquisição dos dados foi feito pelo software LC Solution®. 

Na quantificação de XOs, alíquotas de 20 µL da amostra foram injetadas e eluídas a  

0,4 mL/min utilizando água ultrapura como fase móvel (Milli-Q, Milipore, Burlington, Estados Unidos) 

da coluna Aminex HPX-42A. A coluna foi utilizada à 50 ºC e o tempo de corrida foi de 40 min. A 

identificação dos oligômeros foi realizada pelos tempos de retenção, enquanto as concentrações de XOs e 

xilose foram determinadas pelas curvas de calibração construídas com o pool de padrões (1 a 10 mg/mL).   

Na quantificação de monossacarídeos (glicose, xilose, arabinose) e dissacarídeos (celobiose), 

alíquotas de 20 µL da amostra foram injetadas e eluídas a 0,7 mL/min utilizando uma mistura composta 

por acetonitrila e água ultrapura na proporção 65:35 (v/v), respectivamente, como fase móvel da coluna 

Zorbax Carbohydrates. A coluna foi utilizada a 30 °C e o tempo de corrida foi de 20 min. A identificação 

dos açúcares foi realizada a partir dos seus tempos de retenção, e os seus teores foram determinados através 

das curvas de calibração construídas com o pool dos padrões (0,1 a 18 mg/mL).   

 

2.7 ANÁLISE ESTATÍSTICA DOS RESULTADOS 

 

Os ensaios realizados com réplicas e único fator foram submetidos ao teste t ou 

Análise de Variância Univariável (One-way ANOVA) seguido da comparação post-hoc Tukey, 

ao nível de 5% de significância (p<0,05). Em todas as análises estatísticas, os pressupostos de 

normalidade, independência e homocedasticidade dos resíduos foram previamente verificados. 

O software utilizado para o tratamento estatístico dos dados foi o Statistica 5.0 (Statsoft Inc., 

Tulsa, Estados Unidos). 
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3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

3.1 PRODUÇÃO DE ENZIMAS XILANOLÍTICAS E XILO-OLIGOSSACARÍDEOS 

 

A Figura 1a e a Tabela 1 apresentam a cinética de produção de xilanases e os valores 

de atividade enzimática para as três cepas de A. pullulans, respectivamente. Dentre as cepas em 

estudo, a CCT 1261 apresentou a maior atividade de xilanase (74,9 U/mL, Tabela 1), a qual foi 

alcançada em 60 h e permaneceu constante até 96 h de cultivo (Figura 1a). Já as cepas CCT 

7521 (2,6 U/mL) e CCT 4154 (3,4 U/mL) alcançaram a máxima atividade de xilanase (Tabela 

1) em 36 h de cultivo. Para o mesmo tempo de cultivo (36 h), a cepa CCT 1261 já havia 

produzido xilanases com atividade de 47,2 ± 1,1 U/mL. A produção de xilanase alcançada por 

CCT 7521 e CCT 4154 foi similar à reportada por Nasr et al. (2013) para a cepa A. pullulans 

SN090, a qual apresentou atividade enzimática máxima de 2,7 U/mL em 48 h de cultivo. Em 

contraste, a produção de xilanase por CCT 1251 foi similar à de algumas espécies de A. 

pullulans isoladas por Manitchotpisit et al. (2009), as quais foram capazes de secretar altos 

níveis da enzima (45,4 a 152,4 U/mL).  

Yegin (2017a) observou que a cinética de produção de xilanase variou entre as 

quatro cepas de A. pullulans (DMS 2404, NRRL Y-2311-1, P56 e NRRL Y12, 974) cultivadas 

em meio contendo xilana de faia. Enquanto a cepa NRRL Y-2311-1 apresentou a máxima 

atividade de xilanase (~ 140 U/mL) em 96 h, as cepas NRRL Y12, 974 (~ 40 U/mL) e DMS 

2404 (~ 15 U/mL) alcançaram o valor máximo de atividade em 48 h, sendo esta constante até 

o término do cultivo (168 h). Estudos taxonômicos demonstram que cepas de A. pullulans 

isoladas de regiões tropicais e subtropicais, também conhecidas como “variantes de cor”, são 

produtoras promitentes de xilanases quando comparadas às cepas tipicamente pigmentadas, 

indicando que a produção de xilanases pela levedura varia entre as diferentes espécies 

(LEATHERS, 1986; MANITCHOTPISIT et al., 2009). Além disso, a produção de xilanase por 

A. pullulans CCT 1261 (74,9 U/mL) foi superior aos níveis alcançados por alguns fungos 

filamentosos e leveduras cultivados em meio contendo xilana de faia, tais como Penicillium 

oxalicum (70,0 U/mL) (LIAO et al., 2012), Penicillium janczewskii (30,4 U/mL) (TERRASAN 

et al., 2010), Penicillium glabrum (25,4 U/mL) (KNOB et al., 2013), Thermomyces lanuginosus 

(62,7 U/mL) (KHUCHAROENPHAISAN; TOKUYAMA; KITPREECHAVANICH, 2010), 

Thielaviopsis basicola (~ 45 U/mL) (RANI et al., 2014), Cryptococcus sp. (11,3 U/mL) 

(LOPES et al., 2011) e Cryptococcus laurentii (2,7 U/mL) (OTERO et al., 2015). 

 



81 
 

Figura 1  – Acompanhamento da atividade (a) de endo-β-1,4-xilanases, (b) β-xilosidase, (c) 
pH e (d) biomassa durante o cultivo de três cepas de A. pullulans.  

 

 
Média ± desvio padrão (n = 3). Legenda: □ CCT 7521, ● CCT 4154 e ■ CCT1261. 
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Uma vez que a concentração de proteínas diminuiu durante o cultivo das três cepas 

de A. pullulans (Figura 1e), a atividade específica aumentou conforme o incremento ou a 

constância nos valores de atividade enzimática de xilanase. As máximas atividades específicas 

para CCT 7521 e CCT 4154 foram obtidas no ponto de máxima atividade de xilanases (Tabela 

1) e diminuíram ao longo do cultivo devido à redução da produção da enzima. Por outro lado, 

a CCT 1261 apresentou a maior atividade específica (Tabela 1) comparada às demais cepas em 

estudo, e seu valor manteve-se constante até as 96 h de cultivo. A cepa CCT 1261 também 

apresentou a maior produtividade (P) (Tabela 1) em termos de xilanase, o que é importante para 

futuras aplicações industriais. Em 36 h de cultivo, a cepa CCT 1261 alcançou P de 1,33 ±  

0,33 U/mL.h, a qual foi 19 e 14 vezes superior às obtidas por CCT 7521 (0,07 ± < 0,01 U/mL.h) 

e CCT 4154 (0,09 ± < 0,01 U/mL.h), respectivamente. 

 
Tabela 1 – Atividades enzimáticas de xilanase (MX) e β-xilosidase (MBX), atividade 
específica de xilanase (AEX), produtividade enzimática (P) e parâmetros cinéticos de 

produção obtidos durante o cultivo de cepas de A. pullulans em meio contendo xilana de faia. 

Cepa 
MX 

(U/mL) 

AEX 

(U/mg) 

P 

(U/mL.h) 
MBX (U/mL) 

Xmax 

(g/L) 

µmax                

(h-1) 

CCT 

7521 

2,6 ± 0,1c             

(36 h) 

5,6 ± 0,4c          

(36 h) 

0,07 ± < 0,01c  

(36 h) 

0,07 ± < 0,01b 

(48 h) 

3,3 ± 0,2b 

(60h) 

0,12 ± 0,01b 

CCT 

4154 

3,4 ± 0,2b          

(36 h) 

9,5 ± 0,9b          

(36 h) 

0,09 ± < 0,01b  

(36 h) 

0,19 ± < 0,01a 

(96 h) 

2,9 ± 0,1b 

(24 h) 

0,17 ± 0,01a 

CCT 

1261 

74,9 ± 0,8a  

(60 h) 

158,7 ± 10,7a 

(60 h) 

1,25 ± 0,01a  

(60 h) 

0,19 ± 0,01a 

(48 h) 

4,1 ± 0,2a 

(60 h) 

0,18 ± 0,01a 

Média ± desvio padrão (n = 3). Letras minúsculas iguais na mesma coluna indicam que não há diferença 
estatística entre as médias ao nível de 5% de significância pelo teste Tukey (p>0,05).  

 
 

A baixa produção de β-xilosidase foi observada para todas as cepas investigadas 

(Tabela 1). Conforme exposto na Figura 1b, a atividade de β-xilosidase aumentou ligeiramente 

durante o cultivo microbiano. Diversos estudos demonstram que cepas de A. pullulans 

produzem β-xilosidases intra (BANKEEREE et al., 2018; CHRISTOV et al., 1999; HAYASHI 

et al., 2001; OHTA et al., 2010) ou extracelulares (CHRISTOV et al., 1997; DOBBERSTEIN; 

EMEIS, 1991), no entanto, o presente estudo avaliou apenas a produção da enzima 

extracelularmente. Além disso, as atividades de β-xilosidase apresentadas por CCT 4154 e CCT 

1261 foram similares à reportada por Christov et al. (1997) para a enzima extracelular (0,20 

U/mL) de A. pullulans NRRL Y-2311-1. Embora as três cepas tenham apresentado baixos 

níveis de β-xilosidase, a relação β-xilosidase/xilanase foi menor para CCT 1261. Extratos 
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enzimáticos com baixa relação β-xilosidase/xilanase são preferíveis para a síntese de XOs, pois 

atenuam a produção de xilose que pode inibir a atividade de xilanase (VÁZQUEZ et al., 2002) 

e resultar em misturas de XOs impuras e com baixas propriedades prebióticas (ESCARNOT; 

AGUEDO; PAQUOT, 2012). Com base nos níveis de xilanase e β-xilosidase observados neste 

estudo, a cepa CCT 1261 se mostrou a mais indicada para posterior aplicação na produção de 

XOs por reações de hidrólise. 

Conforme mostra a Figura 1c, as cepas de A. pullulans apresentaram diferentes 

perfis de crescimento celular. As cepas CCT 7521 e CCT 4154 alcançaram Xmax em 60 h e  

24 h (Tabela 1), respectivamente, a qual permaneceu constante até 96 h de cultivo. Além disso, 

ambas as cepas secretaram mais xilanases durante a fase de crescimento exponencial, e 

consequentemente, o pico de atividade máxima não coincidiu com o pico de produção máxima 

de biomassa. Em contraste, a cepa CCT 1261 apresentou Xmax e máxima atividade de xilanase 

em 60 h, e valores constantes foram observados para ambos até as 96 h de cultivo. Leathers 

(1986) menciona que a cepa A. pullulans Y-2567 tipicamente pigmentada secreta xilanases 

apenas durante o seu crescimento exponencial em meio contendo xilana, enquanto a cepa 

variante de cor Y-2311-1 produz xilanases a uma taxa constante até um dia após a fase 

estacionária. Comportamento análogo de crescimento celular foi reportado por Li et al.  

(2007b) durante a produção de glicoamilases por A. pullulans N13d. Os autores observaram 

que as maiores produções da enzima foram alcançadas quando o crescimento celular atingiu a 

fase estacionária. Ainda, Priem et al. (1991) mencionam a existência de uma conexão estrita 

entre o crescimento celular e a produção de xilanases por A. pullulans CBS 58475, onde tanto 

a produção de biomassa quanto a da enzima aumentaram até às 30 h de cultivo e permaneceram 

constantes durante a fase estacionária. 

A Tabela 1 também mostra que valores similares de µmax foram obtidos para todas 

as cepas investigadas, os quais foram superiores ao observado durante o crescimento de  

A. pullulans CBS 58475 em meio contendo xilose/glicose para a produção de xilanases  

(0,097 1/h) (PRIEM; DOBBERSTEIN; EMEIS, 1991), e de A. pullulans 201253 em meio 

contendo sacarose para a produção de pululana (AN et al., 2017). Armando et al. (2014) relatam 

que baixos valores de µmax indicam que o crescimento celular e a produção enzimática estão 

relacionados, a fim de degradar o substrato presente no meio de cultura. Ainda, os valores de 

µmax obtidos no presente estudo foram similares aos de Otero et al. (2015) para Cryptococcus 

laurentii (0,13 h-1) durante a produção de xilanase em meio contendo xilana de faia.  

Em relação ao pH (Figura 1d), todas as cepas apresentaram diminuição no seu valor 

inicial (5,0) até 3,7 em 24 h de cultivo. A partir deste ponto, o pH aumentou para CCT 7521 e 
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CCT 4154, alcançando os valores máximos de 5,7 e 5,6, respectivamente, em 96 h de cultivo. 

Yegin et al. (2017) observaram comportamento semelhante durante a produção de xilanases por 

A. pullulans Y-2311-1, onde o pH diminuiu do valor inicial (4,6) para 3,8 em 24 h conforme o 

aumento na produção da enzima, e voltou aumentar ao longo do cultivo. Os autores mencionam 

que a diminuição do pH ocorre devido ao rápido consumo de carboidratos solúveis facilmente 

metabolizáveis, resultando na síntese de metabólitos ácidos. Por outro lado, a cepa CCT 1261 

apresentou menor variação do pH após 24 h, o qual se manteve entre 3,5 (36 h) e 3,9 (84 h), e 

alcançou o valor máximo de 4,1 ao término do cultivo (96 h). Uma vez que a cepa CCT 1261 

apresentou maior atividade de xilanase, é esperado que mais carboidratos solúveis facilmente 

metabolizáveis estejam disponíveis no meio de cultura para serem consumidos pelo micro-

organismo. Conforme estes carboidratos são consumidos, mais metabólitos ácidos são gerados 

no meio extracelular, e consequentemente, o pH do meio permanece baixo.  

A Tabela 2 apresenta os resultados referentes à produção de XOs pelas três cepas 

de A. pullulans em meio contendo xilana de faia. Todas as cepas apresentaram conteúdo de 

XOs significativamente superior ao obtido no ensaio controle (sem adição da levedura). A 

produção de XOs em maiores concentrações para todas as cepas foi observada em 12 h de 

cultivo. A presença de xilose (1,65 mg/mL), xilobiose (0,13 mg/mL) e xilotriose (0,07 mg/mL) 

após 24 h de cultivo, bem como de xilose após 36 h (0,57 mg/mL), 48 h (0,08 mg/mL), 60 h 

(0,06 mg/mL) e 72 h (0,07 mg/mL), foi observada para a cepa CCT 7521. Xilobiose (0,05 

mg/mL), xilotriose (0,05 mg/mL) e xilose (0,07 mg/mL) foram quantificadas em 24 h de cultivo 

para a cepa CCT 4154. De modo similar, a presença de xilotriose (0,06 mg/mL) e xilose (0,34 

mg/mL) foi constatada em 24 h de cultivo para a cepa CCT 1261. A presença de XOs e xilose 

em 36, 48, 60, 72, 84 e 96 h de cultivo para as cepas CCT 4154 e CCT 1261 não foi observada.  

As cepas CCT 1261 e CCT 4154 apresentaram menor conteúdo de XOs às 12 h de 

cultivo comparado à CCT 7521 (Tabela 2). Além disso, estas cepas apresentaram maior 

atividade da xilanase e concentração de biomassa em relação à CCT 7521 em 24 h de cultivo. 

Com base nisso, é possível supor que A. pullulans utilize os oligossacarídeos produzidos como 

fonte de carbono para seu crescimento e para a produção de xilanase. Especialmente no caso de 

CCT 1261, que se destacou devido à alta atividade da xilanase e à concentração de biomassa, a 

ausência de XOs nas últimas horas de cultivo foi observada. Comportamento similar foi 

relatado por Menezes et al. (2017) durante a produção de xilanases e XOs por Aspergillus 

brasiliensis BLf1 em cultivo em estado sólido. Os autores perceberam que a maior concentração 

de XOs ocorreu em 48 h e que apenas a xilose foi detectada ao final do cultivo (216 h). 
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Tabela 2 – Produção de XOs pelas três cepas de A. pullulans em 12 h de cultivo em meio 
contendo xilana de faia. 

Açúcar Tr    Concentração (mg/mL) 

  Controle 12 h 

 
  CCT         

7521 

CCT         

4154 

CCT         

1261 

Xilose (X1) 26,3-26,9 0,23 ± 0,01c 0,31 ± 0,03b 0,66 ± 0,04a 0,67 ± 0,03a 

Xilobiose (X2) 23,6-24,2 0,10 ± 0,02d 1,04 ± 0,03a 0,80 ± 0,03b 0,72 ± 0,01c 

Xilotriose (X3) 21,5-22,1 0,10 ± < 0,01d 0,57 ± 0,03b 0,35 ± 0,03c 0,70 ± 0,02a 

Xilotetraose (X4) 19,8-20,3 0,07 ± < 0,01b 0,09 ± 0,01b 0,07 ± 0,01b 0,18 ± 0,02a 

Xilopentose (X5) 18,5-18,9 nd 0,10 ± 0,01a 0,09 ± < 0,01a 0,09 ± <0,01a 

XOs totais            

(X2-X5) 

 
0,27 ± 0,02d 1,80 ± 0,05a 1,31 ± 0,04c 1,68 ± 0,02b 

XOs totais (mg/g xilana) 27 ± 2d 180 ± 5a 131 ± 4c 168 ± 2b 

Média ± desvio padrão (n = 3). Letras minúsculas iguais na mesma linha indicam que não há diferença estatística 
entre as médias ao nível de 5% de significância pelo teste Tukey (p>0,05). nd – Não detectado; Tr – Tempo de 

retenção. 
 

Conforme mostra a Tabela 2, os XOs produzidos pelas cepas de A. pullulans foram 

majoritariamente compostos por xilobiose e xilotriose. Como mencionado por Van Craeyveld 

et al. (2008), o efeito prebiótico da XOs varia de acordo com o grau de polimerização (GP) dos 

oligômeros. XOs com GP igual ou inferior a cinco unidades induzem o crescimento de 

bifidobactérias importantes para a manutenção da microflora intestinal saudável; enquanto XOs 

com cadeias longas não estimulam o desenvolvimento da microbiota benéfica. Assim, XOs com 

GP entre 2 e 5 são desejáveis para aplicações alimentares com alegação prebiótica. Embora a 

comparação desses resultados seja difícil devido à ausência de relatos sobre a produção de XOs 

por A. pullulans, a concentração de XOs obtida neste estudo se mostrou promissora. Além disso, 

uma vez que a cepa CCT 1261 produziu altos níveis de xilanase com baixa atividade de  

β-xilosidase, o extrato livre de células obtido no cultivo submerso pode ser aplicado na síntese 

de XOs por reações de hidrólise.  

 

3.2 CARACTERIZAÇÃO DOS SUBSTRATOS AGROINDUSTRIAIS 

 

Devido à recalcitrância de alguns substratos agroindustriais, pré-tratamentos são 

aplicados para modificar a estrutura organizacional de matrizes complexas e expor as frações 

lignocelulósicas, facilitando assim o acesso microbiano. Dentre os tratamentos aplicados aos 
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materiais lignocelulósicos, o uso de agentes alcalinos se destaca devido à eficiência na remoção 

de lignina sem afetar os demais carboidratos presentes na biomassa. Neste estudo, a escolha do 

agente alcalino e sua respectiva concentração –  NaOH 2 % (m/v) – foram baseadas nos 

resultados obtidos em trabalhos anteriores (BANDIKARI; POONDLA; OBULAM, 2014; 

GOYAL et al., 2008; SINDHU et al., 2017) frente à produção de xilanases microbianas a partir 

de substratos agroindustriais pré-tratados.  

A composição proximal e o conteúdo lignocelulósico dos substratos agrícolas estão 

apresentados na Tabela 3 e na Tabela 4, respectivamente. Os valores obtidos neste estudo estão 

de acordo com outros autores (BALLESTEROS; TEIXEIRA; MUSSATTO, 2014; BEKALO; 

REINHARDT, 2010; DÍAZ et al., 2014; HICKERT et al., 2013; KUPSKI et al., 2015; 

MENEZES; ROSSI; AYUB, 2017; MUSSATTO et al., 2011; SPIGNO; PIZZORNO; 

FAVERI, 2008), e algumas variações são aceitáveis devido à metodologia utilizada e às 

características do substrato (por exemplo, tipo de cultivar, maturidade na colheita, sazonalidade 

e condições climáticas durante o cultivo da espécie agrícola).  

 

Tabela 3 – Composição proximal dos substratos agroindustriais. 
Substratos 

agroindustrial 

Umidade 

(%) 

Lipídios1 

(%) 

Proteína12 

(%) 

Cinzas1 

(%) 

Carboidratos1 

(%) 
 

Farelo de arroz 9,4 ± 0,2b 22,4 ± 0,3a 14,0 ± 0,4a 12,6 ± < 0,1b 44,6 ± 0,1 

Casca de arroz 10,7 ± 0,1a 1,7 ± < 0,1d 5,0 ± 0,3bc 16,5 ± < 0,1a 66,0 ± 0,2 

Casca de soja 8,7 ± 0,1c 2,4 ± < 0,1c 12,3 ± 1,4a 5,3 ± <  0,1e 71,4 ± 1,4 

Engaço de uva 7,2 ± 0,1e 1,6 ± < 0,1d 3,6 ± 0,3cd 8,1 ± <  0,1c 79,5 ± 0,3 

Pergaminho de café 4,7 ± 0,1f 3,8 ± < 0,1b 6,3 ± 0,3b 9,6 ± < 0,1d 75,6 ± 0,3 

Casca de aveia 8,2 ± 0,2d 0,6 ± < 0,1e 3,3 ± < 0,1d 4,2 ± < 0,1f 83,9 ± < 0,1 
Média ± desvio padrão (n = 3). Letras diferentes na mesma coluna indicam que há diferença estatística ao nível 
de 5% de significância pelo teste Tukey (p<0,05). 1Base seca. 2Fator de conversão de proteína: 5,96 (Farelo e 

casca de arroz); 5,71 (casca de soja); 6,25 (engaço de uva e pergaminho de café); 5,83 (Casca de aveia) (FOOD 
AND AGRICULTURE ORGANIZATION OF THE UNITED NATIONS, 1986) 

 

Dentre os substratos avaliados neste estudo, o farelo de arroz apresentou a maior 

quantidade de lipídios (22,4%), proteínas (14,0%) e hemicelulose (29,6%) e baixo teor de 

lignina (12,2%), o que o torna uma fonte potencial de xilana para a produção de xilanases. Altos 

níveis de proteínas também foram observados na casca de soja (12,3%), as quais também 

apresentaram o menor teor de lignina (5,1%). O engaço de uva, o pergaminho do café e as 

cascas de arroz e aveia apresentaram os menores teores em termos de lipídios e proteínas. Além 
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disso, a alta quantidade de lignina (entre 22,1 a 33,5%) torna estes substratos mais recalcitrantes 

para posterior produção de xilanases.  

 

Tabela 4 – Composição lignocelulósica de substratos agroindustriais. 

Substratos agroindustriais  Hemicelulose
1
 

(%) 

Celulose
1
 

(%) 

Lignina
1
 

(%) 

Farelo de arroz Não tratado 29,6 ± 2,6
a
 27,3 ± 2,3

a
 12,2 ± 0,8

b
  

 Pré-tratado 18,4 ± 1,4
b
 28,6 ± 1,4

a
 19,4 ± 1,2

a
  

Casca de arroz Não tratado 14,1 ± 0,9
b
 28,3 ± 0,9

b
 33,5 ± 1,0

a
  

 Pré-tratado 22,5 ± 0,9
a
 38,4 ± 0,5

a
 18,7 ± 0,2

b
  

Casca de soja Não tratado 16,1 ± 0,5
a
 29,5 ± 0,9

b
 5,1 ± 0,1

a
  

 Pré-tratado 16,9 ± 0,4
a
 50,5 ± 0,8

a
 5,1 ± 0,1

a
  

Engaço de uva Não tratado 17,4 ± 0,8
b
 23,4 ± 1,2

b
 32,1 ± 0,3

a
  

 Pré-tratado 21,2 ± 0,4
a
 34,8 ± 0,6

a
 22,5 ± 1,7

b
  

Pergaminho do café Não tratado 12,6 ± 0,1
b
 20,2 ± 0,8

b
 31,5 ± 0,5

a
  

 Pré-tratado 18,7 ± 0,2
a
 43,1 ± 0,8

a
 26,4 ± 0,5

b
  

Casca de aveia Não tratado 27,2 ± 0,6
b
 22,7 ± 0,1

b
 22,1 ± 0,4

a
  

 Pré-tratado 37,2 ± 3,9
a
 46,0 ± 4,4

a
 6,8 ± 0,2

b
  

Média ± desvio padrão (n = 3). Letras iguais entre cada substrato (não tratado e pré-tratado) na mesma coluna 
indicam que não há diferença estatística ao nível de 5% de significância pelo teste t (p>0,05). 1Base seca. 

 

Após o pré-tratamento alcalino, a composição lignocelulósica de todos os substratos 

mudou consideravelmente. Os níveis de lignina de casca de arroz, casca de aveia, engaço de 

uva e pergaminho de café reduziram entre 1,2 a 3,3 vezes, enquanto o conteúdo de lignina na 

casca da soja não diminuiu após o pré-tratamento. O teor de hemicelulose e celulose da casca 

de arroz, casca de aveia, engaço de uva e pergaminho de café aumentou entre 1,2, e 1,6 vezes 

e 1,3 e 2,1 vezes, respectivamente, após o pré-tratamento alcalino. Embora não tenham sido 

observadas alterações nos níveis de hemicelulose para a casca de soja após o pré-tratamento, o 

teor de celulose aumentou em 1,7 vezes. Por outro lado, o pré-tratamento alcalino do farelo de 

arroz implicou no aumento da lignina e na redução da hemicelulose em 1,6 vezes, e nenhuma 

modificação considerável no teor de celulose. Kim, Lee e Kim (2016) mencionam que o 

pré-tratamento alcalino cliva as ligações éter e éster entre lignina e hemicelulose, o que leva à 
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dissolução da lignina, alteração no GP dos componentes da biomassa lignocelulósica e 

mudanças nas propriedades físicas (ou seja, aumento da área superficial interna, porosidade e 

cristalinidade). No entanto, o grau de modificação na biomassa lignocelulósica varia entre os 

diferentes substratos. 

Para elucidar as mudanças estruturais que ocorreram após o pré-tratamento alcalino, 

a Microscopia Eletrônica de Varredura (MEV) dos substratos foi realizada, conforme mostra a 

Figura 2. Substratos agrícolas não tratados apresentaram estrutura composta por fibrilas rígidas 

e bem ordenadas, enquanto os substratos pré-tratados com NaOH mostraram uma estrutura 

rompida, desigual e desordenada. 

 

Figura 2  – Microscopia eletrônica de varredura (MEV) dos substratos agroindustriais não 
tratados e pré-tratados com NaOH 2% (m/v). 

 

 
 

Legenda: Casca de arroz não tratada (A) e pré-tratada (B); Casca de soja não tratada (C) e pré-tratada (D); 
Engaço de uva não tratado (E) e pré-tratado (F); 
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Figura 2 – Microscopia eletrônica de varredura (MEV) dos substratos agroindustriais não 
tratados e pré-tratados com NaOH 2% (m/v) (continuação). 

 

 

 
 

Legenda: Farelo de arroz não tratado (G) e pré-tratado (H); Pergaminho de café não tratado (I) e pré-tratado (J); 
Casca de aveia não tratada (K) e pré-tratada (L). 

 

3.3 USO DE SUBSTRATOS AGROINDUSTRIAIS NA PRODUÇÃO DE XILANASES 

 

A produção industrial de xilanases microbianas é limitada pelo elevado custo dos 

substratos necessários às espécies microbianas. No entanto, a produção econômica de xilanase 

em grandes quantidades pode ser parcialmente alcançada a partir do uso de substratos agrícolas 

como fontes de xilana. A Figura 3 mostra a produção de xilanase durante o cultivo de  

A. pullulans CCT 1261 em substratos agroindustriais não tratados (a) e pré-tratados com NaOH 

(c). Os cultivos submersos com substratos pré-tratados foram realizados além de 96 h, devido 

às modificações que o agente alcalino causa na biomassa lignocelulósica, o que poderia 

modificar a cinética da produção de enzimas. 
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Figura 3 – Atividade de xilanase e pH durante o cultivo de A. pullulans CCT 1261 em meio 
com substratos agroindustriais não tratados (a,b) e pré-tratados (c,d) com NaOH 2% (m/v). 

 

 
Média ± desvio padrão (n = 3). Legenda: ○ Casca de soja □ Casca de aveia Δ Casca de arroz ▲ Farelo de arroz 

● Engaço de uva ■ Pergaminho do café 
 

O farelo de arroz não tratado se destacou na produção de xilanase em relação aos 

demais substratos avaliados para este fim, sendo observada atividade enzimática de 11,7 ±  

0,1 U/mL e P de 0,24 ± < 0,01 U/mL.h em 48 h de cultivo, e comportamento estável quanto à 

produção da enzima após este período (Figura 3a). Quando o pré-tratamento alcalino foi 

aplicado ao farelo de arroz, a produção de xilanases diminuiu consideravelmente (Figura 3c), 

sendo observada atividade enzimática de 5,7 ± < 0,1 U/mL e P de 0,04 ± < 0,01 U/mL.h em 

144 h de cultivo. As atividades de xilanase e P para farelo de arroz apresentaram diferença 
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significativa pelo teste t (p<0,05), concluindo assim que o uso deste substrato sem tratamento 

prévio colaborou para maior produção da enzima. Este resultado é benéfico pensando na 

obtenção da enzima em larga escala, pois dispensa o uso de etapas de pré-tratamento do 

substrato, tornando o processo de produção enzimática mais sustentável e energicamente 

favorável. Conforme mostra a Tabela 4, o teor de hemicelulose diminuiu e o de lignina 

aumentou após o tratamento alcalino, o que pode ter contribuído para a diminuição da produção 

enzimática. Aliado a isto, a microscopia eletrônica (Figura 2) mostrou que o tratamento alcalino 

modificou a estrutura do farelo de arroz. Apesar dos altos níveis de produção de xilanase obtidos 

com o uso de farelo de arroz não tratado, a atividade específica apresentada pelo farelo de arroz 

pré-tratado (19,3 ± 0,4 U/mg, 144h) foi maior que a apresentada pelo uso do substrato não 

tratado (14,5 ± 0,5 U/mg, 48 h) devido à remoção considerável de proteínas durante o pré-

tratamento alcalino (dados não mostrados).  

Conforme o estudo realizado por Li et al. (2000), a levedura A. pullulans prefere 

xilanas com cadeias longas e é eficaz na hidrólise de substituintes, uma vez que altas 

quantidades de xilanase foram alcançados sob essa condição. A xilana presente no farelo de 

arroz possui estrutura altamente substituída, sendo composta por unidades de xilose ligadas em 

β-1,4 na cadeia principal e resíduos de arabinose, acetil e ácido glicurônico (PALANIAPPAN 

et al., 2017), o que torna este substrato favorável para a produção de xilanase. Além disso, 

vários estudos têm demonstrado que o farelo de trigo, cuja estrutura hemicelulósica também é 

altamente substituída, como potencial indutor da produção microbiana de xilanases (KALLEL 

et al., 2016; KHANAHMADI et al., 2018; YEGIN; ALTINEL; TULUK, 2018). Curiosamente, 

estudos demonstraram que a produção de xilanases também diminuiu quando o farelo de trigo 

foi pré-tratado com agentes alcalinos (DAS; RAY, 2016).  

Bajaj, Sharma e Sharma (2011) observaram semelhanças na produção de xilanases 

por Penicillium sp. quando farelo de trigo (21,8 U/mL) e farelo de arroz (20,6 U/mL) foram 

utilizados como substratos. Da mesma forma, Kavya e Padmavathi (2009) constataram 

produção equivalente de xilanase (~ 10 U/mL) por Aspergillus niger utilizando ambos os 

farelos como substratos. No presente estudo, cabe mencionar que a menor produção de xilanase 

por A. pullulans em meio contendo farelo de arroz (11,7 U/mL) era esperada, quando 

comparado à enzima produzida em meio contendo xilana de faia (74,9 U/mL). Isto porque o 

farelo de arroz contém apenas 29,6% de hemicelulose, o que implica em menos xilana 

disponível para a produção da enzima.  

De modo semelhante, a casca de soja não tratada apresentou maior atividade de 

xilanase (2,1 ± < 0,1 U/mL) e P (0,04 ± < 0,01 U/mL.h) comparada à casca de soja pré-tratada 
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(0,3 ± < 0,1 U/mL e < 0,01 U/mL.h), ambas alcançadas em 48 h de cultivo e estatisticamente 

diferentes pelo teste t (p < 0,05). As atividades específicas para casca de soja não tratada e pré-

tratada foram de 4,3 ± 0,2 U/mg (48 h) e 2,5 ± 0,3 U/mg (48 h), respectivamente. Apesar de 

não ter sido observadas modificações nos teores de hemicelulose e lignina para a casca de soja 

(Tabela 4), o teor de celulose aumentou após o pré-tratamento, o que pode ter resultado na 

menor produção da enzima para a casca de soja pré-tratada. A modificação estrutural da casca 

de soja, após o pré-tratamento alcalino, é evidenciada na Figura 2.  

Em contraste, o pré-tratamento alcalino da casca de aveia aumentou a produção de 

xilanase em 4,1 vezes (Figura 3c). Os valores de atividade enzimática e P para o substrato não 

tratado (2,6 ± < 0,1 U/mL e 0,05 ± < 0,01 U/mL.h) e pré-tratado (10,9 ± 0,8 U/mL e 0,15 ± 0,01 

U/mL.h), obtidas em 48 h e 72 h, respectivamente,  apresentaram diferença estatística pelo teste 

t (p<0,05). Da mesma forma, o pré-tratamento alcalino da casca de arroz favoreceu a produção 

da enzima (Figura 3c), uma vez que as atividades enzimáticas e P foram significativamente  

(p<0,05, teste t) maiores para o substrato pré-tratado (2,9 ± 0,2 U/mL e 0,06 ± < 0,01 U/mL.h) 

em relação ao não tratado (1,3 ± 0,1 U/mL e 0,03 ± < 0,01 U/mL.h), ambos alcançados em  

48 h de cultivo. O pergaminho do café pré-tratado também apresentou aumento significativo 

(p<0,05, teste t) na atividade de xilanase (1,5 ± < 0,1 U/mL, 48 h) e de P (0,06 < 0,01 U/mL.h, 

48 h) comparado ao substrato não tratado (0,7 ± < 0,1 U/mL e 0,03 ± < 0,01 U/mL.h, 24 h).  

Valores irrisórios de atividade enzimática e P foram observados quando o engaço 

de uva não tratado foi utilizado em cultivo submerso. No entanto, o engaço de uva pré-tratado 

apresentou máxima atividade de xilanase (1,0 ± < 0,1 U/mL) e P (0,01 ± < 0,01 U/mL.h) em 

72 h de cultivo. Para todos os quatro substratos mencionados, o teor de hemicelulose aumentou 

e o de lignina diminuiu após o pré-tratamento (Tabela 4), o que pode ter contribuído para o 

aumento nos níveis de produção de xilanase. A microscopia (Figura 2) destes substratos 

também mostra que o pré-tratamento causou modificações na estrutura lignocelulósica. Devido 

à remoção de proteínas após o pré-tratamento (verificada pela quantificação do teor de proteína 

solúveis), todos os seguintes substratos pré-tratados apresentaram atividades específicas 

superiores comparadas à obtida com o substrato não tratado: casca de arroz (3,2 ± 0,4 U/mg a 

16,0 ± 0,9 U/mg); casca de aveia (5,9 ± 0,1 U/mg a 60,4 ± 4,5 U/mg); pergaminho de café  

(0,8 ± <0,1 U/mg a 7,5 ± 0,3 U/mg); e engaço de uva (0,3 ± < 0,1 U/mg a 5,5 ± < 0,1 U/mg). 

Segundo Haltrich et al. (1996), o pré-tratamento de substratos lignocelulósicos para 

produção de xilanases pode ser visto como um equilíbrio entre as vantagens de aumentar a 

acessibilidade da biomassa e as desvantagens de modificar uma biomassa facilmente 

degradável. O primeiro caso anteciparia o crescimento do organismo e, assim, aumentaria 
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produção enzimática; enquanto o segundo reduziria a produção de enzimas devido ao rápido 

consumo da fonte de carbono e liberação simultânea de açúcares monoméricos, os quais 

levariam à repressão na síntese enzimática de certos organismos. No caso específico do 

tratamento alcalino, Das e Ray (2016) mencionam que este aumenta o acesso à hemicelulose 

pela remoção da lignina. Por outro lado, se a biomassa se torna facilmente degradável, há um 

rápido consumo de substrato, o que leva à repressão metabólica da produção enzimática. 

A Figura 3 também mostra o comportamento do pH durante o cultivo de  

A. pullulans utilizando substratos sem (b) e com (d) pré-tratamento alcalino. Em oposição a 

todos os substratos avaliados, o pH diminuiu no ponto de maior produção de xilanase (48 h) e 

permaneceu constante até 96 h durante o crescimento da levedura em farelo de arroz não 

tratado. Já nos ensaios utilizando casca de aveia pré-tratada, os valores de pH diminuíram após 

o aumento acentuado da produção de xilanase entre 24 e 48 h. Para o farelo de arroz pré-tratado, 

o pH diminuiu entre 48 h e 72 h de cultivo à medida que a atividade enzimática aumentava. 

Como mencionado anteriormente, a queda de pH está relacionada à alta produção de xilanase 

por A. pullulans CCT 1261. 

Neste estudo, a produção de xilanase variou conforme o substrato agroindustrial 

(com ou sem pré-tratamento) utilizado no meio de cultura. O farelo de arroz não tratado mostrou 

composição rica em termos de lipídios, proteínas e hemicelulose, o que resultou em altos níveis 

de atividade da xilanase. O baixo nível de lignina presente no farelo de arroz o torna um 

substrato pouco resistente e de fácil acesso ao micro-organismo. Por outro lado, quando o farelo 

de arroz foi pré-tratado com solução alcalina, os níveis de hemicelulose diminuíram e os níveis 

de lignina aumentaram, resultando em baixa produção de xilanase comparado ao uso do farelo 

de arroz não tratado como substrato. O pré-tratamento alcalino de cascas de aveia e de arroz, 

engaço de uva e pergaminho de café, resultou em maior produção da enzima quando comparado 

aos substratos não tratados, devido à menor recalcitrância dos substratos pré-tratados. O pré-

tratamento em casca de soja não modificou o teor de hemicelulose e lignina, mas aumentou os 

níveis de celulose, o que pode ter afetado a produção da enzima.  

Sendo assim, a produção de xilanase por A. pullulans CCT 1261 pode ser alcançada 

de maneira mais econômica utilizando farelo de arroz não tratado como fonte de xilana. A 

atividade de xilanase alcançada neste estudo foi semelhante a reportada em outros estudos 

(BAJAJ; SHARMA; SHARMA, 2011; KAVYA; PADMAVATHI, 2009); no entanto, a 

produção destas enzimas pode ser melhorada em ensaios posteriores de otimização das 

condições de cultivo.  
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4 CONCLUSÃO 

 

Enzimas xilanolíticas e XOs foram produzidos simultaneamente por três cepas de 

A. pullulans em cultivo submerso. A cepa CCT 1261 apresentou a maior produção de xilanase 

(74,9 U/mL), apresentando atividade enzimática máxima em 60 h de cultivo, e menor relação  

β-xilosidase/endo-β-1,4-xilanases. A cepa também se destacou quanto ao crescimento celular  

(4,1 g/L), velocidade máxima específica de crescimento (0,18 h-1) e produtividade máxima em 

termos de xilanase (1,25 U/mL.h). Os XOs produzidos por CCT 1261 alcançaram a máxima 

concentração nas primeiras 12 h de cultivo (1,68 mg/mL), e foram compostos majoritariamente 

por xilobiose (0,72 mg/mL) e xilotriose (0,70 mg/mL). 

O pré-tratamento alcalino causou mudanças estruturais consideráveis nos substratos 

agrícolas, que variaram entre as diferentes biomassas utilizadas e influenciaram os níveis de 

produção xilanase. O farelo de arroz não tratado apresentou a maior quantidade de hemicelulose 

(29,6%) e baixo teor de lignina (12,2%), o que implicou na maior produção de xilanase  

(11,7 U/mL) quando utilizado como substrato no meio de cultivo. A produção de xilanase por 

A. pullulans pode ser realizada de modo mais econômico a partir do uso de um material do 

beneficiamento do arroz como fonte de xilana, podendo a produção ser melhorada em ensaios 

posteriores de otimização das condições de cultivo.  
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RESUMO 

 
As xilanases são enzimas que catalisam a hidrólise das ligações ꞵ-1,4 glicosídicas da xilana, 
principal componente da fração hemicelulósica da biomassa vegetal, sendo que produção de 
xilanases em cultivos microbianos é a principal via de obtenção destas enzimas em quantidades 
satisfatórias para posteriores aplicações. A composição do meio e as condições de cultivo 
exercem papel crucial na secreção de xilanases por micro-organismos, e de modo a tornar a 
produção mais econômica, substratos agroindustriais ricos em xilana podem ser utilizados 
como indutores da produção enzimática. O objetivo deste estudo foi maximizar a produção de 
xilanase por Aureobasidium pullulans CCT 1261 em cultivo submerso utilizando farelo de 
arroz como fonte de xilana. Para tal, dois delineamentos experimentais, além de experimentos 
univariáveis adicionais, foram realizados. A composição do meio e as condições de cultivo 
foram avaliadas por Delineamento Fatorial Fracionário 26-2 (DFF), enquanto o Delineamento 
Composto Central (DCC) 23 foi utilizado para modelar e maximizar a produção de xilanase. 
Sequencialmente, o modelo foi validado e cultivos adicionais foram realizados como estratégia 
para melhorar a produção de xilanase. A produção máxima de xilanase (82,2 U/mL) foi obtida 
utilizando 61,9 g/L de farelo de arroz. 3,6 g/L de (NH4)2SO4, 1,5 g/L de extrato de levedura, 
pH inicial igual a 7,0 e 28 °C. Após os delineamentos experimentais e cultivos adicionais, a 
atividade da xilanase foi aumentada em sete vezes em relação à obtida nas condições iniciais 
de cultivo. Além disso, o estudo permitiu o uso sustentável de um material do beneficiamento 
do arroz, contribuindo tanto para a mitigação do impacto ambiental causado pelo seu descarte 
inadequado na natureza quanto a redução parcial dos custos de produção de xilanase.   
 
Palavras-chave: Biomassa lignocelulósica. Cultivo submerso Delineamento experimental. 
Hemicelulase. Levedura.  
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1 INTRODUÇÃO 

 

As xilanases são hemicelulases capazes de hidrolisar as ligações glicosídicas β-1,4 

na estrutura da xilana, resultando em diferentes xilo-oligômeros (XOs) de cadeia curta e 

eventual xilose (COLLINS; GERDAY; FELLER, 2005; SHENG et al., 2014). Esta capacidade 

torna as xilanases aplicáveis em diversos segmentos industriais, que incluem a conversão de 

biomassa lignocelulósica para a produção de biocombustíveis (ASTOLFI et al., 2019) e XOs 

(AMORIM; SILVÉRIO; RODRIGUES, 2019; LIU et al., 2018; MAZLAN et al., 2019), o 

branqueamento de celulose kraft na indústria de papel (ADHYARU et al., 2017), e a 

desengomagem, biopurga e biopolimento de fibras no setor têxtil (ATY et al., 2018). Na 

indústria de alimentos e de rações, as xilanases têm sido utilizadas no melhoramento das 

características tecnológicas em processos de panificação e de produção de bebidas (LIU et al., 

2017; SHAHRESTANI et al., 2016; WANG et al., 2016), bem como no aumento da 

digestibilidade e valor nutricional de rações animais (GHAYOUR-NAJAFABADI et al., 2018). 

Xilanases extracelulares podem ser produzidas por uma variedade de organismos 

incluindo bactérias (KALLEL et al., 2016), fungos filamentosos (MARTINS et al., 2018) e 

leveduras (ANDRADE et al., 2015) em cultivo submerso (YARDIMCI; CEKMECELIOGLU, 

2018) ou em estado sólido (DIAS et al., 2017). No entanto, o uso industrial de xilanases 

microbianas é limitado pelo alto custo da xilana comercial (ATY et al., 2018). Como alternativa, 

subprodutos e resíduos agrícolas, tais como sabugo de milho (DESAI; IYER, 2017), farelo de 

trigo (YEGIN et al., 2017), palha de arroz (RANI et al., 2014), bagaço de cana (ANDRADE et 

al., 2015), cascas de avelã (YARDIMCI; CEKMECELIOGLU, 2018), resíduo de soja 

(CUNHA et al., 2018) e biomassa de sorgo (DIAS et al., 2017), têm sido explorados como 

substratos ricos em xilana para a produção de xilanase.  

O arroz (Oryza sativa L.) é uma das culturas mais produzidas mundialmente, cuja 

produção está estimada em 498,4 milhões de toneladas para a safra 2019/2020. O Brasil é o 

maior produtor de arroz entre os países não asiáticos e sua produção está estimada em  

7,1 milhões de t para o mesmo período (USDA, 2019). O farelo de arroz, um material oriundo 

do beneficiamento de arroz, compreende 10% do peso do grão (ABAIDE et al., 2019b) e 

contém cerca de 28% de hemicelulose (xilana) (GUPTE; MADAMWAR, 1997), característica 

que o torna uma fonte em potencial, e ainda, de baixo custo para a produção de xilanases. 

Devido à grande quantidade de farelo resultante da moagem dos grãos (8-12%) (PODE, 2016) 

e à sua aplicação limitada, novas estratégias devem ser desenvolvidas para o aproveitamento 

racional deste material, por exemplo, o seu uso como substrato em cultivos microbianos.   
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Entre os micro-organismos produtores de xilanase destaca-se a levedura 

Aureobasidium pullulans, a qual permite o alcance de níveis elevados de produção da enzima 

até quando substratos agrícolas são utilizados no meio de cultura (BANKEEREE et al., 2016; 

YEGIN, 2016; YEGIN et al., 2017). Estudos anteriores realizados com a cepa  

A. pullulans CCT 1261 demonstraram sua capacidade em produzir xilanases a partir do uso do 

farelo de arroz como fonte de xilana (GAUTÉRIO et al., 2018). De modo a maximizar a 

produção da enzima utilizando um substrato de baixo custo e abundantemente disponível na 

natureza, a seleção das demais condições de cultivo (isto é, outros nutrientes do meio de cultura 

e parâmetros físicos) se faz necessária (WALIA et al., 2017).  

A maximização da produção de xilanase tem sido realizada através de 

delineamentos experimentais (CUNHA et al., 2018; LEE, 2018; LONG et al., 2017; SHARMA; 

BAJAJ, 2018), pois possibilitam a análise de diversos parâmetros simultaneamente a partir de 

um número limitado de ensaios (DESAI; IYER, 2017). Enquanto os Delineamentos Fatoriais 

Fracionários (DFF) são adequados para a seleção das variáveis de maior impacto na resposta 

em estudo (GUNST; MASON, 2009; RODRIGUES; IEMMA, 2012), o Delineamento 

Composto Central (DCC) permite que os dados experimentais sejam ajustados a um modelo 

matemático através da técnica dos mínimos quadrados (BEZERRA et al., 2008).  

Neste contexto, o objetivo do presente estudo foi maximizar a produção de xilanase 

por A. pullulans CCT 1261 em cultivo submerso utilizando farelo de arroz como fonte de xilana. 

Para tal, a composição do meio e as condições de cultivo foram avaliadas por um DFF 26-2. 

Posteriormente, um DCC 23 foi utilizado para modelar e maximizar a produção da enzima a 

partir das variáveis selecionadas no delineamento fracionário. Após a validação do modelo, 

cultivos adicionais foram realizados como estratégia para aumentar a produção da enzima. 

 

2 MATERIAL E MÉTODOS 

2.1 MATERIAL 

 

O micro-organismo A. pullulans CCT 1261 foi adquirido a partir da Coleção de Culturas 

Tropical da Fundação André Tosello (Campinas, Brasil). O farelo de arroz foi cedido gentilmente por 

indústria de beneficiamento de arroz da região Sul do Rio Grande do Sul. O preparo do farelo consistiu na 

secagem em estufa (50 °C, 24 h) e peneiramento (tamanho de partícula menor que 0,5 mm), sendo 

armazenado em sacos de polietileno a -18 °C até sua utilização. A xilana de madeira de faia foi adquirida 

da Sigma-Aldrich (San Luis, Estados Unidos). Os demais reagentes utilizados foram de grau analítico. 
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2.2 PRODUÇÃO DE XILANASES EM CULTIVO SUBMERSO 

2.2.1 Manutenção do micro-organismo e preparo de pré-inóculo e inóculo 

 

 A manutenção da cepa de A. pullulans CCT 1261 foi realizada através de repiques periódicos 

para tubos contendo ágar batata dextrose inclinado, os quais foram mantidos a 24 °C em estufa por 72 h. 

O meio de pré-inóculo e inóculo foi composto (g/L) por xilose (10), base nitrogenada de levedura (6,7) 

suplementada com sulfato de amônio ((NH4)2SO4) (5), asparagina (2) e fosfato de potássio (KH2PO4) (5) 

(CHRISTOV et al., 1997). O meio isento de xilose foi esterilizado em autoclave (121 °C por 15 min) e 

adicionado de uma solução concentrada de xilose previamente esterilizada por filtração em membrana de 

acetato de celulose (Milipore, Burlington, Estados Unidos) de 0,22 μm. 

 O preparo do pré-inóculo consistiu na transferência da massa celular (alçada) da superfície 

do ágar para tubos contendo meio estéril (5 mL). Os tubos foram incubados em estufa a 28 °C por 24 h. 

O inóculo foi preparado a partir da transferência do volume do pré-inóculo (5 mL) para frascos Erlenmeyer 

de 250 mL contendo o mesmo meio estéril (45 mL), os quais foram mantidos a 28 °C e agitação orbital 

(150 rpm) por 24 h.  

 

2.2.2 Cultivo submerso 

 

Os cultivos submersos foram conduzidos em frascos Erlenmeyer aletados de  

500 mL contendo meio previamente esterilizado em autoclave (121 °C, 15 min). Os frascos 

foram inoculados com 2% (v/v) de inóculo com densidade ótica (DO) de 0,8 a 620 nm 

(SUGUMARAN et al., 2013), e mantidos sob agitação orbital (150 rpm) por 96 h ou 120 h.  

Amostras (5 mL) foram coletadas assepticamente a cada 24 h e centrifugadas (21.380 × g, 4°C, 

10 min). O sobrenadante livre de células foi analisado quanto à atividade de endo-β-1,4-xilanase 

(item 2.3.1), concentração de proteínas solúveis (item 2.3.2) e pH (item 2.3.2).  

 

2.2.3 Planejamento experimental 

 

Os efeitos do pH inicial, da temperatura e das concentrações de farelo de arroz, 

extrato de levedura, (NH4)2SO4 e KH2PO4 na produção de xilanase foram avaliados através do 

DFF 26-2 com três pontos centrais, resultando em 19 ensaios. As seis variáveis independentes e 

seus respectivos intervalos (Tabela 1) foram selecionados conforme a literatura como possíveis 

fatores que afetariam a produção de xilanase. Os efeitos principais foram estimados avaliando-

se a diferença no desempenho do processo, passando do nível mais baixo (-1) para o mais alto 
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(+1) de cada variável. Em cada ensaio, a variável resposta do delineamento fracionário foi a 

atividade da xilanase (U/mL) em 96 h de cultivo.  

 

Tabela 1 – Valores reais e codificados utilizados nos delineamentos fatoriais.  
Delineamento Nível X1  X2 (g/L) X3 (g/L) X4 (°C) X5 (g/L) X6 (g/L) 

DFF -1 3 10 0,5 24 0 0 

 0 5 30 1,0 28 2,5 2,5 

 -1 7 50 1,5 32 5,0 5,0 

DCC -1 - 38,1 - 21,6 3,6 - 

 0 - 50,0 - 24,0 6,0 - 

 1 - 61,9 - 26,4 8,4 - 
Legenda: X1: pH inicial; X2: Farelo de arroz; X3: Extrato de levedura; X4: Temperatura; X5: (NH4)2SO4; X6: KH2PO4 

 

Logo após, um DCC 23 com quatro repetições no ponto central foi realizado a partir 

das variáveis selecionadas do delineamento fracionário, totalizando 12 ensaios. A concentração 

de extrato de levedura e o pH inicial do cultivo foram fixados em 1,5 g/L e 7,0, respectivamente, 

e os cultivos foram realizados sem a adição de KH2PO4. O intervalo de cada variável 

independente (Tabela 1) foi selecionado de acordo com a literatura e com efeitos principais do 

DFF. Em todos os ensaios, a variável resposta do DCC foi a atividade da xilanase (U/mL) em 

72 h de cultivo. Os dados experimentais obtidos no DCC foram ajustados a um modelo de 

primeira ordem conforme a Equação 1: 

 

𝑦 =  𝛽0 + ∑ 𝛽𝑖𝑥𝑖
𝑘
𝑖 = 1  + ∑ 𝛽𝑖𝑗𝑥𝑖𝑥𝑗  + 𝜀𝑘

1≤ 𝑖 ≤ 𝑗                                       (1) 

 

onde y é a variável dependente (resposta) a ser modelada, x são as variáveis independentes (fatores) e β 

são os coeficientes da regressão do modelo (RODRIGUES; IEMMA, 2012). A partir do modelo preditivo, 

as curvas de contorno foram construídas para ilustrar os efeitos individuais e de interação sobre a variável 

dependente. Os desvios relativos entre os valores reais e preditos da variável resposta foram calculados 

pela Equação 2:  

 

RD (%)= RO - RP

RO
×100                             (2) 
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onde RO e RP são os valores observados e preditos da variável resposta, respectivamente. A 

validação do modelo consistiu na realização da produção enzimática em quadruplicata nas 

melhores condições previstas pelas curvas de contorno. 

Após os delineamentos experimentais, alguns cultivos adicionais foram realizados 

com o intuito de aumentar a produção de xilanases, sendo conduzidos nas condições a seguir: 

a 28 °C e a 30 °C, mantendo as concentrações de farelo de arroz e (NH4)2SO4 em 61,9 g/L e 

3,6 g/L, respectivamente; e a 28 °C, 61,9 g/L de farelo de arroz e 2 g/L de (NH4)2SO4. Os 

cultivos submersos foram realizados em triplicata por 120 h.  

 

2.3 DETERMINAÇÕES ANALÍTICAS 

2.3.1 Atividade de endo-β-1,4-xilanase 

 

A atividade de endo-β-1,4-xilanase foi determinada pela incubação (50 °C, 5 min) 

de 0,9 mL de xilana de faia 1% (m/v) preparada em tampão citrato de sódio 50 mmol/L pH 5,3, 

e 0,1 de extrato enzimático (BAILEY; BIELY; POUTANEN, 1992). Após, a reação foi 

interrompida pela adição de 1,0 mL de ácido 3,5-dinitrosalicílico (DNS). Os açúcares redutores 

liberados pela hidrólise da xilana foram quantificados conforme Miller (1959), correlacionando 

com a curva padrão de xilose a 540 nm (Apêndice 1). Uma unidade (U) de atividade enzimática 

foi definida como a quantidade de enzima necessária para liberar 1 μmol de xilose, sob as 

condições do ensaio.   

A atividade específica (U/mg) foi determinada como a razão entre a atividade 

enzimática (U/mL) e o teor de proteínas solúveis (mg/mL). A produtividade enzimática (P) foi 

calculada conforme a Equação 3, onde At é a atividade de xilanase (U/mL) no tempo tt (h), 

enquanto A0 é a atividade de xilanase (U/mL) no tempo inicial de cultivo (t0). 

 

𝑃 = 
𝐴𝑡 - A0

𝑡𝑡 - t0
  (3) 

 

2.3.2 Proteínas solúveis e pH 

 

A concentração de proteína solúvel foi determinada segundo Lowry et al. (1951) utilizando 

albumina de soro bovino como padrão (Apêndice 1). A determinação do pH foi realizada em 

potenciômetro digital de acordo com a AOAC n° 972.44 (AOAC, 2000).  
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2.4 ANÁLISE ESTATÍSTICA DOS RESULTADOS 

 

Para a análise estatística do DFF, os efeitos principais e a significância das variáveis 

independentes (fatores) sobre a atividade da xilanase foram analisados sob os níveis de 

significância de 10% (p <0,1) e 15% (p <0,15); enquanto na avaliação do DCC, os efeitos 

principais e interativos, bem como os termos significativos, foram estimados à 5% de 

significância (p<0,05). Posteriormente, os dados do DCC foram submetidos à Análise de 

Variância (ANOVA) fatorial a p<0,05 com o intuito de avaliar a preditividade do modelo de 

primeira ordem. O ajuste do modelo foi expresso pelo coeficiente de determinação R2 e pelo R2 

ajustado. As análises estatísticas do DFF e do DCC, bem como as curvas de contorno, foram 

realizadas no software Protimiza Experimental Design (Protimiza, Campinas, Brasil). 

Para a análise estatística dos ensaios adicionais com réplicas e único fator, os dados 

foram submetidos à ANOVA univariável (One-way ANOVA) seguido da comparação post-hoc 

Tukey, ao nível de 5% de significância (p<0,05), utilizando o software Statistica 5.0 (Statsoft 

Inc., Tulsa, Estados Unidos). Em todas as análises estatísticas, os pressupostos de normalidade, 

independência e homocedasticidade dos resíduos foram previamente verificados.  

 
3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

3.1 SELEÇÃO DE VARIÁVEIS ATRAVÉS DO DELINEAMENTO FRACIONÁRIO 

 

Os delineamentos fracionários são aplicados para fins de triagem e permitem a 

distinguir os fatores significativos dos não significativos no estágio inicial da experimentação 

(GUNST; MASON, 2009; MANDENIUS; BRUNDIN, 2008). Neste sentido, o DFF 26-2 foi 

utilizado para selecionar os principais fatores que influenciam na produção de xilanase. A 

Tabela 2 apresenta os valores reais e codificados para o DFF 26-2 e as atividades de xilanase em 

96 h de cultivo. A cinética da produção de xilanase, o comportamento do pH e o conteúdo de 

proteínas solúveis durante o cultivo submerso são ilustrados na Figura 1.  

De acordo com a Tabela 2, a produção de xilanase variou de <0,01 (ensaio 14) a 

39,2 U/mL (ensaio 8). Esta ampla variação na atividade enzimática sugere que a composição 

do meio e as condições de cultura exercem influência na produção de xilanase. A 

reprodutibilidade dos ensaios foi verificada pelo baixo coeficiente de variação (5,4%) nos 

pontos centrais (ensaios 17 a 19). A maior produção de xilanase foi alcançada no ensaio 8  

(39,2 U/mL), o que resultou em uma produtividade enzimática (P) de 0,41 U/mL.h em 96 h de 

cultivo. No ensaio 8, a produção de xilanase aumentou gradualmente até 72 h e permaneceu 
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praticamente constante até 96 h de cultivo (Figura 1a). Além disso, o pH diminuiu do seu valor 

inicial (7,0) após a produção expressiva de xilanase (ou seja, entre 24 h e 48 h), alcançando o 

valor de 4,1 em 96 h de cultivo (Figura 1c). O ensaio 2 e os ensaios 17-19 (pontos centrais) 

apresentaram cinética de produção de xilanase e diminuição do pH semelhantes ao observado 

no ensaio 8. Ainda, estudos anteriores apresentaram cinética similar de produção de xilanase e 

queda do pH durante o cultivo de A. pullulans CCT 1261 em meio contendo farelo de arroz 

(GAUTÉRIO et al., 2018). Conforme mencionado por Yegin et al. (2017), a queda no valor do 

pH do meio de cultivo pode ser explicada pelo rápido consumo de carboidratos solúveis 

facilmente metabolizáveis, resultando na síntese de metabólitos ácidos. 

 

Tabela 2 – Valores reais e codificados (em parênteses) para o DFF 26-2 e atividade de 
xilanase (variável resposta) em 96 h de cultivo. 

Ensaio X1  X2 (g/L) X3 (g/L) X4 (°C) X5 (g/L) X6 (g/L) AX (U/mL) 

1 -1 (3) -1 (10) -1 (0,5) -1 (24) -1 (0) -1 (0) 3,0 

2 1 (7) -1 (10) -1 (0,5) -1 (24) 1 (5) -1 (0) 7,3 

3 -1(3) 1 (50) -1 (0,5) -1 (24) 1 (5) 1 (5) 7,9 

4 1 (7) 1 (50) -1 (0,5) -1 (24) -1 (0) 1 (5) 1,0 

5 -1 (3) -1 (10) 1 (1,5) -1 (24) 1 (5) 1 (5) 2,9 

6 1 (7) -1 (10) 1 (1,5) -1 (24) -1 (0) 1 (5) 0,7 

7 -1 (3) 1 (50) 1 (1,5) -1 (24) -1 (0) -1 (0) 6,3 

8 1 (7) 1 (50) 1 (1,5) -1 (24) 1 (5) -1 (0) 39,2 

9 -1 (3) -1 (10) -1 (0,5) 1 (32) -1 (0) 1 (5) 0,8 

10 1 (7) -1 (10) -1 (0,5) 1 (32) 1 (5) 1 (5) 0,9 

11 -1 (3) 1 (50) -1 (0,5) 1 (32) 1 (5) -1 (0) 5,1 

12 1 (7) 1 (50) -1 (0,5) 1 (32) -1 (0) -1 (0) 1,2 

13 -1 (3) -1 (10) 1 (1,5) 1 (32) 1 (5) -1 (0) 3,3 

14 1 (7) -1 (10) 1 (1,5) 1 (32) -1 (0) -1 (0) <0,01 

15 -1 (3) 1 (50) 1 (1,5) 1 (32) -1 (0) 1 (5) 5,8 

16 1 (7) 1 (50) 1 (1,5) 1 (32) 1 (5) 1 (5) 1,3 

17 0 (5) 0 (30) 0 (1) 0 (28) 0 (2,5) 0 (2,5) 9,8 

18 0 (5) 0 (30) 0 (1) 0 (28) 0 (2,5) 0 (2,5) 9,3 

19 0 (5) 0 (30) 0 (1) 0 (28) 0 (2,5) 0 (2,5) 10,6 
Legenda: X1: pH inicial; X2: Farelo de arroz; X3: Extrato de levedura; X4: Temperatura; X5: (NH4)2SO4; 

X6:KH2PO4; AX: Atividade de xilanase. 



115 
 

Figura 1  – Cinética de produção de xilanase (a,b), comportamento do pH (c) e conteúdo de 
proteínas solúveis (d) durante o cultivo de A. pullulans CCT 1261 nas condições dos ensaios 

do DFF 26-2. 

 

 
 

No ensaio 14, nenhuma atividade enzimática foi detectada em 96 h de cultivo. 

Além disso, a produção de enzimas permaneceu na faixa de 0,4 a 0,1 U/mL entre 24 h e 72 h 

(Figura 1b), respectivamente. Neste ensaio, o pH aumentou do seu valor inicial (7,0) para 8,0 

em 96 h de cultivo, o que pode indicar a não ocorrência da hidrólise da xilana e baixa produção 

da enzima. Os ensaios 7, 11, 13 e 15 apresentaram produção crescente de xilanase até 96 h de 

cultivo, no entanto, a atividade enzimática foi baixa (Figura 1b). Nos ensaios 7 e 11, o pH 

diminuiu levemente entre 48 e 96 h, enquanto nos ensaios 15 e 13 o pH permaneceu 

praticamente constante até o final do cultivo (Figura 1c). Em oposição, os ensaios 3 e 9 

mostraram um aumento na produção de xilanase até 72 h e uma diminuição posterior em 96 h 

de cultivo (Figura 1a). 
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Conforme a Figura 1d, a concentração de proteína diminuiu em todos os ensaios, 

provavelmente devido ao seu consumo pela levedura. Ainda, o conteúdo inicial de proteína 

variou conforme a concentração de farelo de arroz no meio de cultura. A maior atividade 

específica (15,9 U/mg em 72 h de cultivo) foi obtida no ensaio 8, que também apresentou a 

maior produção de xilanase. Embora o experimento 2 tenha apresentado menor produção da 

enzima comparado à obtida nos pontos centrais, este apresentou maior atividade específica 

(12,2 U/mg) em 72 h de cultivo, a qual pode ser atribuída à baixa concentração de farelo de 

arroz. A atividade específica nos pontos centrais foi de 6,3 ± 0,2 U/mg. 

Durante a seleção de variáveis em planejamentos facionários, é mais adequado 

aceitar valores de p acima de 0,05 do que não selecionar algum fator importante para o processo 

(RODRIGUES; IEMMA, 2012), especialmente na área de bioprocessos como exemplificado 

por alguns estudos (BRAGA; GOMES; KALIL, 2012; SILVA et al., 2016; TREICHEL et al., 

2009). Os efeitos principais do pH inicial, temperatura e concentrações de farelo de arroz, 

extrato de levedura, (NH4)2SO4 e KH2PO4 na produção de xilanase, são mostrados na Figura 2. 

Embora nenhuma das seis variáveis tenha apresentado significância estatística a 90% de 

confiança, os valores de p para a temperatura, concentração de farelo de arroz e concentração 

de (NH4)2SO4 foram próximos de 0,10 (Figura 2). Em 85% de confiança, as três variáveis foram 

estatisticamente significativas (p<0,15) na produção de xilanase. Isto é, uma mudança nas 

concentrações de farelo de arroz e (NH4)2SO4 do menor (-1) para o maior (+1) nível leva ao 

aumento da produção de xilanase, enquanto o acréscimo da temperatura do menor (-1) para o 

maior (+1) nível resulta na sua diminuição.  

 

Figura 2 – Efeitos principais do DFF 26-2. 
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A partir destes resultados, os três fatores foram selecionados para os ensaios de 

maximização da produção de xilanase por DCC. Devido ao efeito positivo na produção de 

xilanase, o pH inicial de cultivo e a concentração do extrato de levedura foram fixados no nível 

mais alto (isto é, 7,0 e 1,5 g/L, respectivamente) para a realização do DCC. Uma vez que a 

ausência de KH2PO4 foi avaliada no nível mais baixo (-1), esse fator foi removido da matriz do 

DCC devido ao seu efeito negativo na produção de xilanase. Assim, os próximos cultivos foram 

realizados sem a adição de KH2PO4. 

 

3.2 MAXIMIZAÇÃO DA PRODUÇÃO DE XILANASE 

 

Os delineamentos compostos centrais têm sido aplicados para maximizar a 

produção de xilanases microbianas (DESAI; IYER, 2017; SHARMA; BAJAJ, 2018). No 

presente estudo, o DCC 23 foi utilizado para maximizar a produção de xilanase, sendo este 

composto pelos fatores selecionados no DFF. Os intervalos de temperatura, concentração de 

farelo de arroz e concentração de (NH4)2SO4 foram ajustados conforme seus efeitos principais 

sobre a atividade da xilanase. A Tabela 3 apresenta os valores codificados e reais para o DCC 

23 e as atividades de xilanase em 72 h de cultivo. A cinética da produção de xilanase e o 

comportamento do pH durante o cultivo são ilustrados na Figura 3.  

 

Figura 3 – Cinética de produção de xilanase (a) e comportamento do pH durante o cultivo de 
A. pullulans CCT 1261 nas condições dos ensaios do DCC 23. 
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de xilanase aumentou gradualmente até 72 h e permaneceu constante entre 72 e 96 h de cultivo 

(Figura 3a). Portanto, a variável resposta do DCC foi a atividade de xilanase em 72 h de cultivo, 

tempo no qual também foi observado alta produtividade enzimática. A maior produção de 

xilanase foi alcançada no ensaio 7 (69,5 U mL) (Tabela 3), cuja atividade específica e P foram 

de 20,1 U/mg e 0,96 U/mL.h, respectivamente. Em todos os ensaios, o pH diminuiu do seu 

valor inicial (7,0) após a produção expressiva de xilanase, atingindo valores entre 4,1 e 4,6 em 

48 h de cultivo (Figura 3b). Em 72 h, o pH se manteve entre 3,8 a 4,1, dependendo das condições 

experimentais, e retornou a aumentar entre 96 e 120 h de cultivo (Figura 3b). 

 
Tabela 3 – Valores reais e codificados (em parênteses) para o DCC 23, atividade de xilanase 

em 72 h de cultivo (variável resposta), valores preditos pelo modelo e desvio relativo.  
Ensaio X1 (g/L) X2 (g/L) X3 (°C) AX (U/mL) AXP (U/mL) DR (%) 

1 -1 (3,6) -1 (38,1) -1 (21,6) 48,9 50,1 -2,5 

2 1 (8,4) -1 (38,1) -1 (21,6) 33,7 30,2 10,4 

3 -1(3,6) 1 (61,9) -1 (21,6) 44,8 44,5 0,7 

4 1 (8,4) 1 (61,9) -1 (21,6) 37,8 35,9 5,1 

5 -1 (3,6) -1 (38,1) 1 (26,4) 57,0 53,6 6,1 

6 1 (8,4) -1 (38,1) 1 (26,4) 32,4 33,6 -3,8 

7 -1 (3,6) 1 (61,9) 1 (26,4) 69,5 67,5 2,8 

8 1 (8,4) 1 (61,9) 1 (26,4) 59,2 58,9 0,6 

9 0 (6) 0 (50) 0 (24) 46,6 46,8 -0,4 

10 0 (6) 0 (50) 0 (24) 43,6 46,8 -7,4 

11 0 (6) 0 (50) 0 (24) 43,1 46,8 -8,7 

12 0 (6) 0 (50) 0 (24) 44,9 46,8 -4,3 
Legenda: X1: (NH4)2SO4; X2: Farelo de arroz; X3: Temperatura; AX: Atividade de xilanase; AXP: Atividade de 

xilanase predita; DR: desvio relativo.   
 

O baixo coeficiente de variação (3,6%) no ponto central (ensaios 9-12,  

44,5 ± 1,6 U/mL) sugere boa reprodutibilidade dos ensaios. As variáveis significativas 

codificadas e a variável resposta do DCC foram utilizadas para calcular os coeficientes de 

regressão, erro padrão, valores de p e t, como mostra a Tabela 4. A interação entre o (NH4)2SO4 

e a temperatura foi o único efeito não significativo (p>0,05), sendo este adicionado à falta de 

ajuste para o cálculo dos parâmetros da ANOVA.  

Conforme mostra a Tabela 5, o teste F para regressão foi significativo (p<0,05), 

uma vez que o valor de Fcal foi 5,2 vezes maior que Ftab. Em outras palavras, o modelo foi 



119 
 

preditivo e pode explicar o efeito da temperatura e das concentrações de farelo de arroz e 

(NH4)2SO4 na produção de xilanase por A. pullulans em cultivo submerso. O coeficiente de 

determinação (R2) igual a 0,95 indicou que apenas 5% da variação total da resposta não pode 

ser explicada pelo modelo (Tabela 5). O valor do coeficiente de determinação ajustado (R2 adj, 

0,93) também foi alto o suficiente para indicar o bom ajuste modelo. Na Tabela 4, a baixa 

porcentagem de variação entre a resposta observada e a predita pelo modelo sugere a precisão 

do delineamento experimental dentro da faixa estudada. 

 

Tabela 4 – Coeficientes de regressão (CR), erro padrão (EP), valores de p e t obtidos no DCC 
23 para a atividade de xilanase. 

Fator  CR EP t(5) p* 

Média 46,78 0,85 55,16 <0,01 

X1 -7,13 1,04 -6,86 <0,01 

X2 4,91 1,04 4,73 <0,01 

X3 6,62 1,04 6,37 <0,01 

X1 × X2 2,82 1,04 2,71 0,04 

X1 × X3    -1,58 1,04 -1,52 0,19 

X2 × X3 4,90 1,04 4,72 <0,01 
*Nível de significância de 0.05; Legenda: X1: (NH4)2SO4; X2: Farelo de arroz; X3: Temperatura. 

 

Tabela 5 – ANOVA fatorial do DCC para a atividade de xilanase. 
Fonte de 

variação 
SQ GL MQ Fcal Fcal/Ftab R2 R2adj 

Regressão 1205,7 5 241,2 22,9 5,2 0,95 0,93 

Resíduo 63,1 6 10,5     

Falta de ajuste 55,5 3 18,5 7,4    

Erro puro 7,5 3 2,5     

Total 1268,8 11      
Legenda: SQ: Soma dos quadrados; GL: Graus de liberdade; MQ: Média dos quadrados; Ftab (p < 0,05) = 4,38. 

 

A partir dos resultados da ANOVA fatorial e dos coeficientes de regressão, um 

modelo de primeira ordem (Equação 4) foi estabelecido a partir das variáveis codificadas, a fim 

de descrever o comportamento da atividade da xilanase em função da temperatura e 

concentrações de farelo de arroz e (NH4)2SO4, como segue: 
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Atividade de xilanase (U/mL) = 46,78 + (- 7,13 × X1) + (4,90  × X2) + (6,61  × X3)  

+ (2,82  × X1 × X2) + (4,89  × X2  × X3)                                     (4)  

 

onde X1, X2 e X3 são os valores codificados que representam a concentração de (NH4)2SO4, 

concentração de farelo de arroz e temperatura, respectivamente. Entre os três fatores avaliados, 

a concentração de (NH4)2SO4 exerceu o maior impacto na produção de xilanases, uma vez que 

apresentou o maior valor absoluto de coeficiente de regressão (7,13). Simultaneamente, a 

concentração de (NH4)2SO4 foi a única variável independente com efeito negativo sobre a 

atividade da xilanase. A partir do modelo preditivo descrito na Equação 4, as curvas de contorno 

foram construídas, conforme ilustra as Figuras 4a-c. 

 
Figura 4 – Curvas de contorno para a atividade de xilanase de A. pullulans CCT 1261. 

 

  
                                  (a)                                                                     (b) 

 
(c) 

 

As curvas de contorno foram plotadas com o intuito de compreender as interações 

entre as variáveis independentes e determinar seus valores para atingir a máxima produção de 
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xilanase. Além disso, as curvas de contorno foram construídas considerando as interações entre 

dois fatores e mantendo o terceiro fator no nível zero. A Figura 4a ilustra graficamente o efeito 

da variação da temperatura e da concentração de farelo de arroz na atividade da xilanase, 

mantendo a concentração de (NH4)2SO4 fixa no ponto central. Esta sugere que a mudança do 

nível mais baixo (-1) para o mais alto (+1) de temperatura e concentração de farelo de arroz 

causa o aumento significativo na atividade da xilanase. 

Em contraste, a Figura 4b ilustra que as concentrações de farelo de arroz e 

(NH4)2SO4 apresentaram efeitos opostos na atividade da xilanase, isto é, a concentração de 

farelo de arroz no nível mais alto (+1) e a concentração de (NH4)2SO4 no nível mais baixo (-1) 

leva ao incremento na variável resposta. A Figura 4c demonstra que uma alta produção da 

enzima é alcançada mantendo a temperatura no nível mais alto (+1) e a concentração de 

(NH4)2SO4 no nível mais baixo (-1). Baseado nas três curvas de contorno, as melhores 

condições para a produção de xilanase são as mesmas do ensaio 7, ou seja, 3,6 g/L de 

(NH4)2SO4, 61,9 g/L de farelo de arroz e 26,4 °C, dentro da faixa avaliada. Para verificar a 

precisão do modelo, o ensaio de validação foi conduzido em quadruplicata nas condições do 

ensaio 7. A atividade da xilanase, a atividade específica e o P obtidos foram de 70,9 ± 1,2 U/mL, 

21,4 ± 0,5 U/mg e 0,98 ± 0,2 U/mL.h, respectivamente, em 72 h de cultivo. A boa concordância 

entre a resposta experimental e a predita (DR = 4,8%) confirmou a reprodutibilidade do modelo.  

Com base nas curvas de contorno, que indicaram o favorecimento da produção 

enzimática com o aumento da temperatura, foram realizados cultivos adicionais utilizando a 

mesma formulação do meio do ensaio 7, porém a 28 °C (ensaio A) e a 30 °C (ensaio B), 

conforme disposto na Tabela 6. As atividades da xilanase foram 82,2 U/mL e 5,5 U/mL a  

28 °C (ensaio A) e 30 °C (ensaio B), respectivamente. Isto indica que o aumento de temperatura 

até 28 °C é favorável para a produção de xilanase, mas acima deste valor, a produção de enzimas 

cai drasticamente. Em outras palavras, a produção da enzima se mostra sensível ao pequeno 

incremento de temperatura. A atividade da xilanase a 28 °C foi estatisticamente (p<0,05) maior 

que a obtida à 26,4 °C (Tabela 6).  

Uma vez que baixas concentrações de (NH4)2SO4 contribuíram para a produção de 

xilanase, outro cultivo foi realizado com 2g/L de (NH4)2SO4, 61,9 g/L de farelo de arroz e  

28 °C (ensaio C). Nestas condições, a atividade máxima da xilanase foi de 21,4 U/mL, 

indicando que concentrações de (NH4)2SO4 inferiores a 3,6 g/L não são favoráveis na produção 

da enzima. A cinética da produção de xilanase e o comportamento do pH nos ensaios A-C são 

mostrados na Figura 5.  
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Tabela 6 – Validação do DCC e cultivos adicionais. 

Ensaio 
(NH4)2SO4 

(g/L) 

Temperatura 

(°C) 

Farelo  

(g/L) 

AX 

(U/mL) 

P  

(U/mL.h) 

Validação DCC 3,6 26,4 61,9 70,9 ± 1,2b 0,98 ± 0,02b 

A 3,6 28 61,9 82,2 ± 2,8a 1,18 ± 0,04a 

B 3,6 30 61,9 5,5 ± 0,6d 0,08 ± < 0,01d 

C 2 28 61,9 21,4 ± 1,3c 0,30 ± 0,02c 
Média ± desvio padrão (n= 3). Letras iguais na mesma coluna indicam que não há diferença significativa entre as médias 

ao nível de 5% de significância pelo teste Tukey (p>0,05). Legenda: AX: Atividade de xilanase em 72 h de cultivo. P: 
produtividade enzimática. 

 

Figura 5 – Cinética de produção de xilanase e comportamento do pH durante o cultivo de  
A. pullulans CCT 1261 nas condições dos ensaios A-C. 

 

 
 

No ensaio A, a produção de xilanase aumentou gradualmente até 72 h e permaneceu 

praticamente constante entre 72 e 120 h de cultivo. Além disso, o pH diminuiu drasticamente 

do valor inicial (7,0) após a produção expressiva de xilanase, atingindo um valor de pH de 4,2 

em72 h de cultivo, comportamento este também observado na melhor condição do DCC. No 

ensaio C, a produção de xilanase aumentou entre 24 h e 48 h e permaneceu constante até o final 

do cultivo, e o pH diminuiu de modo menos drástico comparado ao ensaio A, alcançando o 

valor de pH de 5,4 em 72 h de cultivo. Por outro lado, o pH no ensaio B permaneceu 

praticamente constante durante todo o cultivo, o que é consistente com os resultados de baixa 

produção de enzimas relatada em estudos realizados anteriormente (GAUTÉRIO et al., 2018). 
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3.3 DISCUSSÃO 

 
A produção microbiana de xilanases em cultivo submerso é grandemente 

influenciada por parâmetros físicos e nutricionais, como pH, temperatura, agitação/aeração, 

fonte de carbono, fontes de nitrogênio orgânico e inorgânico, entre outros (UDAY et al., 2016; 

WALIA et al., 2017). Mais especificamente, o presente estudo mostrou que a produção de 

xilanase por A. pullulans CCT 1261 foi favorecida com o incremento na concentração de farelo 

de arroz e na temperatura, mas diminuiu em temperaturas acima de 28 °C. Além disso, a 

produção da enzima diminuiu quando a concentração de (NH4)2SO4 excedeu 3,6 g/L. 

Os subprodutos agrícolas contendo xilana podem ser usados como fonte de carbono 

para o crescimento microbiano e como indutores da produção de xilanase (MARTINS et al., 

2018). Como mencionado por Palaniappan et al. (2017), a xilana do farelo de arroz possui 

estrutura altamente ramificada formada por ligações β-glicosídicas e α-L-arabinofuranose com 

resíduos de acetil e ácido glicurônico, característica que a torna uma fonte adequada para a 

produção de xilanase. Estudos anteriores mostraram que o farelo de arroz contém 29,6% de 

hemicelulose (GAUTÉRIO et al., 2018), logo o aumento na concentração de farelo de arroz 

fornece maiores quantidades de xilana para a indução enzimática. Ainda, inúmeros estudos 

relataram que o incremento na concentração do substrato lignocelulósico favorece a produção 

de xilanase (KALLEL et al., 2016; KUMAR et al., 2012; SHARMA; BAJAJ, 2018).  

Khurana et al. (2007) observaram que o incremento na concentração de farelo de 

trigo de 5 para 35 g/L aumentou a produção de xilanase por Streptomyces sp. No entanto, a 

produção de xilanase diminuiu quando altas concentrações de farelo de trigo (45 g/L) foram 

empregadas, o que pode explicado pela mistura inadequada do substrato nos frascos agitados 

ou pelo acúmulo de açúcares redutores no meio de cultivo. Yegin (2016) também observou que 

o aumento na concentração de haste de alcachofra de 10 para 50 g/L favoreceu a produção de 

xilanase por A. pullulans NRRL Y-2311-1. Contudo, devido à característica insolúvel deste 

substrato, concentrações acima de 50 g/L dificultaram o ajuste do pH inicial do meio. No 

presente estudo, concentrações de farelo de arroz acima de 61,9 g/L não foram avaliadas devido 

à difícil homogeneização do meio. 

De acordo com os resultados do DFF 26-2, o aumento na concentração de (NH4)2SO4 

na faixa de 0 a 5 g/L demonstrou efeito positivo na produção de xilanase. Por outro lado, o 

incremento na concentração do sal no DCC de 3,6 g/L para 8,4 g/L causou a diminuição na 

produção da enzima. Ensaios adicionais utilizando 2 g/L de (NH4)2SO4 também resultaram em 

baixa secreção de xilanase. Com base nestes resultados, a ausência de fonte de nitrogênio 
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inorgânico no meio, bem como sua alta concentração, não foram favoráveis à indução 

enzimática. Conforme relatado anteriormente (GAUTÉRIO et al. 2018), o farelo de arroz 

contém 14% de proteína, o que o torna uma fonte de nitrogênio orgânico. O meio de cultura 

também contém 1,5 g/L de extrato de levedura, previamente estabelecido no delineamento 

fracionário. Além disso, o farelo de arroz e o extrato de levedura têm outros nutrientes, como 

vitaminas e sais minerais (GUL et al., 2015; MARTINS et al., 2018), que podem contribuir 

para o crescimento da levedura. Assim, o uso de altas concentrações de (NH4)2SO4 pode levar 

ao excesso de nutrientes no meio, resultando em supressão metabólica e diminuição na 

produção de xilanase.  

Na seleção de variáveis através do delineamento Plackett-Burman, Andrade et al. 

(2015) constataram o incremento na produção de xilanase por Cryptococcus flavescens quando 

a concentração de (NH4)2SO4 aumentou de 0 para 2 g/L no meio de cultura. Por outro lado, a 

produção da enzima foi afetada negativamente pelo aumento da concentração de (NH4)2SO4 de 

1,32 para 4,68 g/L nos ensaios do Delineamento Composto Central Rotacional (DCCR). Os 

autores também utilizaram outras fontes de nitrogênio no meio, como extrato de levedura e 

peptona. Bankeeree et al. (2016) otimizaram a produção de xilanase por A. pullulans CBS 

135684 através dos delineamentos Plackett-Burman e Box-Behnken. Nos dois desenhos 

experimentais, o (NH4)2SO4 causou efeito positivo na produção de xilanase, sendo o valor de 3 

g/L considerado o ótimo para a indução da enzima.   

A temperatura pode ser considerada um fator crítico na produção de xilanase, uma 

vez que regula a produção de enzimas por micro-organismos (WALIA et al., 2017). Embora as 

mudanças fisiológicas promovidas pela temperatura durante a produção de enzimas não sejam 

bem compreendidas, sabe-se que sob altas temperaturas os micro-organismos sintetizam apenas 

um número reduzido de proteínas essenciais para o crescimento e outros processos fisiológicos 

(PAL; KHANUM, 2010; UDAY et al., 2016). De acordo com os resultados do DFF, DCC e 

ensaios adicionais variando apenas a temperatura, a produção de xilanase foi favorecida até  

28 °C, mas caiu drasticamente acima de 30 °C. Comportamento semelhante foi relatado por 

Yegin (2016) durante a produção de xilanase por A. pullulans NRRL Y-2311-1 na faixa entre 

26 ° C e 30 ° C. Da mesma forma, Nasr et al. (2013) observaram a maior produção de xilanase 

por A. pullulans SN090 a 27 °C e nenhuma atividade enzimática a 33 °C. A levedura  

A. pullulans é capaz de produzir diversas enzimas na faixa entre 24 a 32 °C (LEATHERS et al., 

2013; LEITE et al., 2008; LI et al., 2007b; RICH et al., 2013; YEGIN et al., 2017), e 

frequentemente exibe máxima produção enzimática a 28 °C (LI et al., 2007b; YEGIN, 2017a), 

dependendo das outras condições de cultivo. 
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Os cultivos realizados a 30 °C e 32 °C exibiram turvação ou formação de pigmento 

escuro no meio de cultura, o que não ocorreu nos demais ensaios. A turbidez foi observada nos 

ensaios conduzidos a 32 °C e com alta concentração de farelo de arroz (50 g/L). A turbidez 

pode ter ocorrido devido à baixa produção de xilanase e consequente alta concentração de 

polissacarídeos remanescentes (isto é, baixa hidrólise da xilana contida no farelo de arroz). Em 

relação à formação de pigmento escuro, alguns estudos mencionam que a levedura A. pullulans 

produz pigmento semelhante à melanina durante o desenvolvimento de clamidósporos na fase 

final de crescimento (CHI et al., 2009; HOOG; YURLOVA, 1994; LI et al., 2009). Devido à 

sua característica polimórfica, A. pullulans pode apresentar morfologia distinta, dependendo do 

seu ciclo de vida, que varia de formas unicelulares (isto é, pequenas células elípticas típicas de 

leveduras, blastosporos e clamidósporos) a filamentos alongados contendo septos e 

ramificações (CAMPBELL et al., 2004; RAMOS; GARCÍA-ACHA, 1975). Além disso, fatores 

ambientais como temperatura e pH, além da composição do meio de cultivo, podem influenciar 

a morfologia e consequente produção de pigmentos por cepas de A. pullulans (LI et al., 2009; 

MCNEIL; KRISTIANSEN, 1990; SIMON; CAYE-VAUGIEN; BOUCHONNEAU, 1993; 

WU et al., 2010). Até o momento, não foram encontrados relatos descrevendo a relação entre a 

morfologia de A. pullulans e a indução de xilanase, bem como a influência da formação de 

pigmento escuro na produção de enzimas. 

Neste estudo, a produção de xilanase foi maximizada a partir do uso de dois 

delineamentos experimentais e cultivos adicionais. A atividade máxima da xilanase  

(82,2 ± 2,8 U/mL) foi obtida sob as seguintes condições de cultivo: 3,6 g/L de (NH4)2SO4,  

1,5 g/L de extrato de levedura, 61,9 g/L de farelo de arroz, pH inicial de 7,0 e 28 °C. Após os 

ensaios experimentais, a atividade da xilanase foi 7 vezes maior do que a obtida nas condições 

iniciais de cultivo (11,7 U / mL) (GAUTÉRIO et al., 2018). Atividade semelhante de xilanase 

foi obtida por Yegin et al. (2017) (85,2 U/mL) sob condições otimizadas de cultivo de A. 

pullulans Y-2311-1 utilizando farelo de trigo como substrato. Por outro lado, a atividade da 

xilanase alcançada neste estudo foi maior do que a obtida no cultivo submerso de A. pullulans 

Y-2311-1 em meio contendo haste de alcachofra (66,5 U/mL) (YEGIN, 2016). A atividade de 

xilanase de A. pullulans CCT 1261 também foi superior a obtida por outros micro-organismos 

como Aspergillus flavus (61,2 U/mL) (MARTINS et al., 2018), Thielaviopsis basicola (59,6 

U/mL) (RANI et al., 2014), Bacillus mojavensis (41,9 U/mL) (KALLEL et al., 2016) e co-

culturas de Bacillus subtilis e Kluyveromyces marxianus (49,5 U/mL) (YARDIMCI; 

CEKMECELIOGLU, 2018), em cultivo submerso utilizando substratos agrícolas como fonte 

de xilana.  
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4 CONCLUSÃO 

 

A produção de xilanase por A. pullulans CCT 1261 foi maximizada a partir do uso 

de dois delineamentos experimentais e cultivos adicionais. A máxima produção de xilanase 

(82,2 U/mL) em foi obtida em 72 h de cultivo utilizando 3,6 g/L de (NH4)2SO4, 1,5 g/L de 

extrato de levedura, 61,9 g/L de farelo de arroz, pH inicial de 7,0 e 28 °C. Após a maximização, 

a atividade da xilanase foi 7 vezes maior do que a obtida nas condições iniciais de cultivo  

(11,7 U/mL). Sendo assim, o farelo de arroz demonstrou ser uma fonte potencial de xilana na 

indução de xilanase microbiana, contribuindo tanto para a redução parcial dos custos de 

produção, como na mitigação do impacto ambiental causado pelo seu descarte inadequado na 

natureza. 
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RESUMO 

 

Xilanases são enzimas que catalisam a hidrólise das ligações glicosídicas β-1,4 presentes na cadeia da 
xilana, e que têm sido extensivamente estudadas para produção de xilo-oligossacarídeos (XOs). Os XOs 
são oligômeros não digeríveis que se destacam pelo seu efeito prebiótico e diversas outras funções 
biológicas ao organismo humano. Para produção eficiente destes compostos por hidrólise enzimática, faz-
se necessário o conhecimento das propriedades bioquímicas e termodinâmicas da enzima a ser aplicada. 
O presente estudo teve como objetivo a caracterização de extratos de xilanase bruto e parcialmente 
purificado de Aureobasidium pullulans CCT 1261, bem como sua aplicação na hidrólise de xilana de faia 
para obtenção de XOs. A precipitação fracionada (0-30%/30-60%) com sulfato de amônio ((NH4)2SO4) 
permitiu a purificação parcial das xilanases em 6,8 vezes e recuperação enzimática de 69,4%. Ambos os 
extratos exibiram temperatura e pH ótimos de 50 °C e 4,5, respectivamente, e maior estabilidade a 40 °C 
dentro da faixa estudada. Os parâmetros de termoestabilidade (kd, t1/2, ∆H*, ∆G*, ∆S*) dos extratos 
indicaram que o incremento da temperatura entre 40 °C a 60 °C leva à desnaturação enzimática, sendo 
este processo endotérmico e que ocasiona o desdobramento da proteína em uma estrutura mais 
desordenada. Ainda, a enzima bruta apresentou menor valor da constante de Michaelis-Menten (25 
mg/mL) para substrato xilana de faia quando comparado à enzima purificada (50 mg/mL). Nas reações 
de hidrólise, os teores de XOs totais (7,7 mg/ml e 7,9 mg/ml) e as conversões de xilana em XOs (25,7% e 
26,5%) foram estatisticamente iguais utilizando os extratos bruto ou purificado, diferindo-se apenas na 
quantidade de xilose produzida. Os hidrolisados obtidos apresentaram maior proporção de xilobiose e 
xilotriose, e menor conteúdo de XOs de maior grau de polimerização (GP).  
 
Palavras-chave: Enzimas xilanolíticas. Parâmetros cinéticos. Precipitação salina. Termoestabilidade. 
Xilo-oligômeros.  
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1 INTRODUÇÃO 

 

Xilanases (C.E. 3.2.1.8) são enzimas envolvidas na endo-hidrólise das ligações glicosídicas 

β-1,4 presentes na cadeia da xilana (COLLINS; GERDAY; FELLER, 2005) – principal polissacarídeo da 

fração hemicelulósica (GÍRIO et al., 2010) –, gerando xilo-oligossacarídeos (XOs) com diferentes graus 

de polimerização (GP) e eventualmente xilose (BIELY; SINGH; PUCHART, 2016). Diversas aplicações 

são atribuídas às xilanases nas indústrias de papel e celulose (ADHYARU et al., 2017), têxtil (ATY et al., 

2018), rações animais (ALOKIKA; SINGH; SINGH, 2018) e de biocombustíveis (SHARMA; BAJAJ, 

2018). Na área alimentícia, as xilanases podem ser utilizadas na clarificação de sucos (ADIGÜZEL; 

TUNÇER, 2016), na extração de óleo  a partir de plantas (MARASABESSY et al., 2011), no processo de 

panificação (PASSARINHO et al., 2019) e na produção de XOs a partir de biomassa lignocelulósica (LIU 

et al., 2018; MAZLAN et al., 2019), facilitando as operações industriais e melhorando as características 

tecnológicas e/ou nutricionais.  

Xilanases são produzidas principalmente por bactérias (KHUSRO et al., 2016), fungos 

filamentosos (ADHYARU et al., 2016) e leveduras (GAUTÉRIO et al., 2018). Micro-organismos 

produtores de xilanase normalmente secretam outras enzimas junto a estas durante o seu cultivo submerso 

ou em estado sólido (MENEZES; ROSSI; AYUB, 2017). Dependendo do uso final da xilanase, etapas de 

purificação são necessárias para obtenção de extratos mais puros. Tratando-se da posterior aplicação de 

xilanase na produção de XOs, a purificação de extratos xilanolíticos possibilita que enzimas como β-

xilosidases – as quais atuam na produção de xilose a partir da hidrólise dos XOs  – sejam removidas, 

colaborando na obtenção de hidrolisados com maior pureza (CHAPLA; PANDIT; SHAH, 2012).  

Técnicas como cromatografia de troca iônica, ultrafiltração, sistema aquoso bifásico e 

precipitação salina  tem sido utilizadas na purificação de xilanases microbianas (BHARDWAJ et al., 2019; 

KOCABAŞ; GÜDER; �ZBEN, 2015). Dentre estas, a precipitação com sulfato de amônio ((NH4)2SO4) 

em um ou mais estágios têm sido empregada isoladamente (ARCHANA; AMIT; DHARM, 2017) ou na 

primeira etapa de purificação (CHEN et al., 2019; DING; LI; HU, 2018) de xilanases. A precipitação 

salina apresenta vantagens como possibilidade de aumento de larga escala, o uso de equipamentos 

relativamente simples e baixo custo comparado à outras técnicas de purificação (PESSOA-JR; 

KILIKIAN, 2005; ROE, 2001). Ainda, o (NH4)2SO4  é o sal mais utilizado na precipitação de proteínas 

por apresentar pouca variação de solubilidade em ampla faixa de temperatura e propriedades não 

desnaturantes para a maioria das proteínas (SCOPES, 1994; WALSH, 2014). 

Os XOs compreendem uma mistura de oligômeros formados por resíduos de xilose unidos 

por ligações glicosídicas β-1,4 (FREITAS; CARMONA; BRIENZO, 2019), os quais podem conter em 

sua estrutura grupamentos laterais como α-D-glicopiranosil ácido urônico ou seu derivado metilado, 
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grupos acetila e resíduos de arabinofuranosil (AACHARY; PRAPULLA, 2011). Os XOs podem variar 

quanto ao grau de ramificação e quantidade de unidades monoméricas de xilose (SAMANTA et al., 2015), 

sendo considerados oligômeros não digeríveis devido à habilidade em passarem pelo trato gastrointestinal 

superior sem seres degradados (CARVALHO et al., 2013). Devido a isto, a principal propriedade dos 

XOs está relacionada ao seu efeito prebiótico, estimulando o crescimento da microflora benéfica ao 

intestino humano e inibindo o desenvolvimento de micro-organismos patogênicos e/ou deteriorantes 

(AMORIM et al., 2020; NIETO-DOMÍNGUEZ et al., 2017; SAJIB et al., 2018).  

Os XOs se mostram mais promissores industrialmente frente a outros oligômeros 

não digeríveis, tais como fruto-oligossacarídeos (FOs) e galacto-oligossacarídeos (GOs), 

devido à sua estabilidade sob temperaturas elevadas e pH ácido (COURTIN et al., 2009; 

WANG et al., 2009) e, ainda, ao seu efeito benéfico à saúde em menores doses diárias 

(FINEGOLD et al., 2014), ao seu preço competitivo (AMORIM et al., 2019a) e à sua 

capacidade única de serem obtidos a partir de biomassas lignocelulósicas (MONIZ et al., 2016). 

O seu caráter atóxico e não carcinogênico (SINGH; BANERJEE; ARORA, 2015), além de 

diversas propriedades biológicas (GUERREIRO; OLIVA-TELES; ENES, 2015; HANSEN et 

al., 2013; LIN et al., 2016; VALLS et al., 2018; YANG et al., 2015a), torna os XOs interessantes 

e aplicáveis na área de alimentos (AYYAPPAN et al., 2016; FERRÃO et al., 2018; ZHANG et 

al., 2018) e nutrição animal (ABASUBONG et al., 2018).  

Processos como auto-hidrólise (SUREK; BUYUKKILECI, 2017), hidrólise 

química (AKPINAR; ERDOGAN; BOSTANCI, 2009), hidrólise enzimática (SUKRI; MIMI 

SAKINAH, 2018), fermentação microbiana (AMORIM et al., 2018), ou a combinação destes, 

são utilizados na produção de oligômeros de xilose. Contudo, a obtenção de XOs por hidrólise 

enzimática é preferível industrialmente devido aos problemas associados aos métodos químicos 

e de auto-hidrólise (AACHARY; PRAPULLA, 2009). Além disso, a hidrólise enzimática conta 

com a especificidades das xilanases e demais enzimas auxiliares (α-arabinofuranosidases, β-

glicuronidases, acetil xilana esterase, ρ-coumaroil e feruloil esterases) envolvidas no processo 

de desconstrução da xilana (JUTURU; WU, 2012), não formação de produtos tóxicos, baixa 

liberação de monossacarídeos e operação em condições brandas de temperatura e pressão 

(AACHARY; PRAPULLA, 2011; CHAPLA; PANDIT; SHAH, 2012). 

Para aplicação de xilanases na produção de XOs é necessário que estas sejam 

caracterizadas quantos suas propriedades bioquímicas e termodinâmicas, colaborando para que 

o processo de hidrólise seja conduzido de forma eficiente e que resulte na máxima conversão 

de produto possível. Além disso, a necessidade de purificação prévia das xilanases para sua 

aplicação também deve ser avaliada, principalmente quando estas são obtidas através de 
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cultivos microbianos. Deste modo, o presente estudo teve como objetivo caracterizar os extratos 

de xilanase bruto e parcialmente purificado de Aureobasidium pullulans CCT 1261, e aplicá-

los na hidrólise de xilana de faia para obtenção de XOs.  

 

2 MATERIAL E MÉTODOS 

2.1 MATERIAL 

 

O micro-organismo A. pullulans CCT 1261 foi adquirido da Coleção de Culturas Tropical 

da Fundação André Tosello (Campinas, Brasil). O farelo de arroz foi cedido gentilmente por indústria de 

beneficiamento de arroz da região Sul do Rio Grande do Sul; posteriormente, este foi submetido à secagem 

em estufa (50 °C, 24 h) e ao peneiramento (tamanho de partícula menor que 0,5 mm) e armazenado em 

sacos de polietileno a -18 °C até sua utilização.  

A xilana de madeira de faia, os substratos sintéticos p-nitrofenil-β-D-xilopiranosídeo 

(pNPX), p-nitrofenil-α-L-arabinofuranosídeo (pNPAF) e p-nitrofenil-β-D glicopiranosídeo (pNPG), e o 

padrão de xilose foram adquiridos da Sigma-Aldrich (San Luis, Estados Unidos). Os padrões de XOs 

(xilobiose, xilotriose, xilotetralose e xilopentose) foram obtidos da Megazyme (Bray, Irlanda). A coluna 

cromatográfica para análise de XOs (Aminex HPX-42A, dimensão 300 mm x 7,8 mm) foi adquirida da 

Bio-Rad Laboratories (Hercules, Estados Unidos). Todos os demais reagentes utilizados foram de grau 

analítico. 

 

2.2 OBTENÇÃO DO EXTRATO BRUTO DE XILANASE 

2.2.1 Manutenção do micro-organismo e preparo de pré-inóculo e inóculo 

  

 Para a manutenção da cepa de A. pullulans CCT 1261 foram realizados repiques periódicos 

para tubos contendo ágar batata dextrose inclinado, sendo estes mantidos a 24 °C em estufa por 72 h. O 

meio de pré-inóculo e inóculo foi composto (g/L) por xilose (10), base nitrogenada de levedura (6,7) 

suplementada com sulfato de amônio ((NH4)SO4) (5), asparagina (2) e fosfato de potássio (KH2PO4) (5) 

(CHRISTOV et al., 1997). O meio ausente de xilose foi esterilizado em autoclave (121 °C por 15 min), e 

adicionado de uma solução concentrada de xilose previamente esterilizada por filtração em membrana de 

acetato de celulose (Milipore, Burlington, Estados Unidos) de 0,22 μm. 

 O pré-inóculo foi preparado através da transferência da massa celular (alçada) da superfície 

do ágar para tubos contendo meio estéril (5 mL), sendo estes incubados em estufa a 28 °C por 24 h. Para 

o preparo do inóculo, o volume correspondente ao pré-inóculo (5 mL) foi vertido para frascos Erlenmeyer 
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de 250 mL contendo o mesmo meio estéril (45 mL), sendo estes mantidos a 28 °C e 150 rpm (agitação 

orbital) por 24 h.  

 

2.2.2 Cultivo submerso e obtenção do extrato enzimático bruto  

   

A produção de xilanase foi conduzida em cultivo submerso em frascos Erlenmeyer 

aletados de 500 mL contendo meio estéril (150 mL) com a seguinte composição (g/L): farelo 

de arroz (61,9), extrato de levedura (1,5) e (NH4)SO4 (3,6) (GAUTÉRIO et al., 2020). Após a 

esterilização do meio em autoclave (121 °C, 15 min), os frascos foram inoculados com 2% (v/v) 

de inóculo com densidade óptica (DO) de 0,8 a 620 nm (SUGUMARAN et al., 2013) e 

mantidos a 28 °C e 150 rpm (agitação orbital) por 72 h.   

 Após o cultivo, o meio foi centrifugado (4757 × g a 4°C por 30 min), e o 

sobrenadante foi filtrado à vácuo em membrana Whatman n° 1 (Milipore, Burlington, Estados 

Unidos) para remoção de partículas suspensas de farelo, obtendo-se assim o extrato enzimático 

bruto. Previamente à sua utilização, o extrato foi analisado quanto à atividade de endo-β-1,4-

xilanase (item 2.7.1), teor de proteínas solúveis (item 2.7.2) e pH (item 2.7.2).  

 

2.3 PURIFICAÇÃO PARCIAL DO EXTRATO BRUTO 

  

 A purificação parcial do extrato enzimático bruto foi realizada por precipitação 

fracionada com sulfato de amônio conforme Pal e Khanum (2011) com modificações. O extrato 

bruto (50 mL) foi tratado com (NH4)2SO4 sólido até alcançar a saturação de 30% (m/v) 

conforme Scopes (1994). A adição de sal foi realizada de modo gradativo durante 30 min, 

mantendo o extrato sob agitação constante e em banho de gelo. Em seguida, o extrato foi 

mantido em repouso a 4 °C por 2 h. Após este período, o extrato foi centrifugado (4757 × g,  

4 °C, 30 min) e as proteínas precipitadas foram descartadas. A fração líquida foi tratada 

novamente com (NH4)2SO4 até atingir a saturação de 60%  (m/v) (SCOPES, 1994), do mesmo 

modo que citado anteriormente, sendo também mantida em repouso a 4 °C por 2 h. 

Posteriormente, uma nova centrifugação (4757 × g, 4 °C, 30 min) foi realizada, onde o 

precipitado foi separado e ressuspendido (razão igual a 0,5) em tampão citrato de sódio 50 

mmol/L pH 5,3.  

 Para a remoção do sal, a fração foi dialisada overnight e a 4 °C contra o mesmo 

tampão de ressuspensão. A diálise foi realizada em sacos de 25 mm × 16 mm (INLAB, São 

Paulo, Brasil) e monitorada pela adição do reagente de Nessler na solução tamponante. A 
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atividade de endo-β-1,4-xilanase (item 2.7.1) e a concentração de proteínas solúveis (item 2.7.2) 

foram determinadas nas frações inicial e dialisada. O processo de purificação foi realizado em 

quadruplicata.  

 A eficiência do processo de purificação foi avaliada através do fator de purificação 

(FP) e recuperação enzimática (REC, %), os quais foram calculados conforme as Equações 1 e 

2, respectivamente: 

 

FP = 
Aaef 
Aaei

      (1) 

 

REC (%) = 
Af×Vf 
Ai×Vi

 

      

     (2) 

 

onde Aaef e Aaei são as respectivas atividades específicas (U/mg) das frações final e inicial; Af  

e Ai são as respectivas atividades enzimáticas (U/mL) das frações final e inicial; e Vf e Vi (mL) 

são os volumes das frações final e inicial, respectivamente.  

 

2.4 COMPOSIÇÃO ENZIMÁTICA DOS EXTRATOS  

 

 Os extratos bruto e parcialmente purificado foram analisados quanto ao conteúdo 

de enzimas xilanolíticas e celulases totais. Para tal, as atividades de endo-β-1,4-xilanase,  

β-xilosidase, α-L-arabinofuranosidases, β-glicosidases e celulases totais foram determinadas 

conforma o item 2.7.1. A composição enzimática foi realizada com o intuito de entender a 

capacidade hidrolítica dos extratos quando aplicados na hidrólise da xilana de faia. Todas as 

determinações foram realizadas em quadruplicata.  

 

2.5 CARACTERIZAÇÃO DOS EXTRATOS ENZIMÁTICOS 

2.5.1 Efeito da temperatura e do pH na atividade de xilanase 

 

 A temperatura ótima da xilanase bruta e parcialmente purificada foi determinada 

através do ensaio de atividade de endo-β-1,4-xilanase (item 2.7.1) na faixa de 35 a 70 °C, com 

intervalos de 5 °C, mantendo o pH fixo em 5,3 (tampão citrato de sódio 50 mmol/L). O pH 

ótimo foi estabelecido através do ensaio da atividade enzimática a 50 °C e na faixa de pH entre 

3,5 a 7,0 (tampão citrato de sódio 50 mmol/L) e 7,5 a 8,0 (tampão fosfato de sódio 50 mmol/L). 
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A atividade relativa (%) foi expressa como a atividade da xilanase que permaneceu após a 

incubação em cada temperatura ou pH em comparação com a atividade máxima observada. 

Todos os ensaios foram realizados em quadruplicata.  

 

2.5.2 Determinação da termoestabilidade de xilanase e parâmetros termodinâmicos 

 

 A estabilidade térmica da xilanase bruta e parcialmente purificada foi investigada 

pela incubação dos extratos (pH original de cultivo e do tampão de ressuspensão, 

respectivamente) na faixa de 40 a 60 °C com intervalo de 5 °C. Os extratos foram armazenados 

em frascos âmbar fechados para evitar as alterações de volumes causadas pela evaporação, e 

incubados em banho termostático na temperatura específica de estudo. Amostras foram 

retiradas dos frascos em períodos predeterminados, resfriadas em banho de gelo, e utilizadas na 

determinação da atividade de endo-β-1,4-xilanase (item 2.7.1). O ensaio foi conduzido até que 

a enzima perdesse 50% da sua atividade inicial.  

 A constante de desnaturação térmica (kd, 1/s) para cada temperatura foi determinada 

a partir do coeficiente angular do gráfico – ln (A/A0) versus o tempo de incubação, em que A é 

a atividade de xilanase em cada tempo de amostragem e A0 é a atividade de xilanase no tempo 

inicial (t = 0). A meia vida da enzima (t1/2, h) foi calculada conforme a Equação 3, sendo 

definida como o tempo em que a atividade enzimática atinge 50% do seu valor inicial.  

 

t1/2 = 
ln 2  

𝑘d
       (3) 

  

 Os parâmetros termodinâmicos de desnaturação térmica da xilanase foram 

determinados através da equação de Arrhenius e do rearranjo da equação absoluta de Eyring, 

conforme as Equações 4 e 5, respectivamente: 

 

ln kd = ln A - 
ln Ed 
RT

    (4) 

  

kd =  (
kBT

h
) e

(
-∆H*

RT )
e

(
∆S*

R )
 

   

   (5) 

Onde kd é a constante de desnaturação térmica (1/s), A é a constante de Arrhenius, 

Ed é a energia de ativação para desnaturação enzimática (kJ/mol), R é a constante universal dos 
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gases (8,315 × 10-3 kJ/mol.K), T é a temperatura absoluta (K), kB é a constante de Boltzmann 

(1,38 × 10-23 J/K), h é a constante de Planck (6,63 × 10-34 J/s), ∆H* é a variação de entalpia 

(kJ/mol) e ∆S* é a variação de entropia.  

Para o cálculo dos parâmetros ∆H* e ∆S*, a Equação 5 foi rearranjada para a 

Equação 6, conforme segue:  

 

ln (
kd

T
) = - (

∆H*

R
) (

1
T

) + ln (
kB

h
)  + 

∆S*

R
       (6) 

 

A variação da energia livre (∆G*, kJ/mol) para desnaturação da xilanase foi 

calculada de acordo com a Equação 7: 

∆G*=  ∆H* − T∆S*       (7) 

O valor D (min), que corresponde ao tempo de redução decimal ou o tempo 

necessário para reduzir a atividade enzimática em 90% em certa temperatura, foi calculado 

conforme a Equação 8. O valor z (°C), que corresponde ao intervalo de temperatura requerido 

para reduzir o valor D em um ciclo logarítmico, foi calculado através do coeficiente angular do 

gráfico log D versus temperatura. 

 

D =  
2,3026

kd
       (8) 

 

2.5.3 Determinação dos parâmetros cinéticos de reação 

 

 Os parâmetros cinéticos para o modelo de Michaelis-Menten (Equação 9) foram 

estimados utilizando xilana de faia como substrato. Para tal, a atividade de endo-β-1,4-xilanase 

foi determinada conforme o item 2.7.1 em diferentes concentrações de xilana de faia (6, 9, 12, 

15, 18, 21, 24, 27 e 30 mg/mL). A interferência da xilana no meio reacional, principalmente 

nas concentrações mais elevadas, foi corrigida através da medição de “brancos de substrato”. 

Todos os ensaios foram realizados em quadruplicata. A constante de Michaelis-Menten (Km, 

mg/mL) e a velocidade máxima de reação (Vmax, U/mL) foram calculadas através do gráfico 

duplo-recíproco (1/v versus 1/S) conforme Lineweaver e Burk (1934) e exposto na Equação 10, 

onde [S] e v são a concentração de substrato e a atividade enzimática, respectivamente.  
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v =  
vmax[S]
Km+[S]

 

 
      (9) 

1
v

 =  
Km

vmax
×

1
[S]

 + 
1

vmax
     (10) 

   

2.6 HIDRÓLISE ENZIMÁTICA E PRODUÇÃO DE XILO-OLIGOSSACARÍDEOS 

   

Os XOs foram produzidos por hidrólise enzimática de xilana de faia utilizando os 

extratos enzimáticos bruto e parcialmente purificado. Para tal, a solução de xilana 3 % (m/v) 

foi preparada em tampão citrato de sódio 50 mmol/L pH 5,3 e mantida overnight sob agitação 

magnética para sua completa solubilização. As hidrólises foram conduzidas em reatores 

encamisados contendo 75 mL do meio reacional composto por xilana de faixa 3% (m/v) e 

extrato enzimático (200 U/g de substrato) (AACHARY; PRAPULLA, 2009). As reações 

enzimáticas foram mantidas a 180 rpm (agitação mecânica), 40 °C por 32 h. Alíquotas de 3 mL 

foram coletadas em intervalos de tempo predefinidos e aquecidas a 100 °C por 5 min para 

inativação enzimática. As amostras foram centrifugação (10.000 × g a 4°C por 10 min) e os 

sobrenadantes foram analisados por Cromatografia Líquida de Alta Eficiência (CLAE) nas 

condições descritas no item 2.7.3.  

As concentrações de XOs e xilose nas amostras foram determinadas a partir das 

curvas de calibração dos padrões analíticos. O rendimento (%) foi expresso em termos de 

conversão de xilana em XOs, o qual foi calculado pela relação entre a massa de XOs gerados 

pela massa inicial de xilana nos reatores, multiplicado por cem. Todas as hidrólises foram 

realizadas em duplicata. 

 
2.7 DETERMINAÇÕES ANALÍTICAS 

2.7.1 Atividades enzimáticas  

 

A atividade de endo-β-1,4-xilanase foi determinada pela incubação (50 °C, 5 min) 

de 0,9 mL de xilana de faia 1% (m/v) preparada em tampão citrato de sódio 50 mmol/L pH 5,3, 

e 0,1 de extrato enzimático (BAILEY; BIELY; POUTANEN, 1992). Já a atividade de celulases 

totais foi determinada pela incubação (50 °C, 1 h) de 50 mg de papel filtro Whatman nº 1 (1,0 

cm × 6.0 cm), 1,0 mL de tampão citrato de sódio 50 mmol/L pH 4,8 e 0,5 mL de extrato 
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enzimático (GHOSE, 1987). Ambas as reações enzimáticas foram interrompidas pela adição de 

ácido 3,5-dinitrosalicílico (DNS). Os açúcares redutores liberados pela hidrólise da xilana ou 

do papel filtro foram quantificados conforme Miller (1959), correlacionando com a curva 

padrão de xilose ou glicose (Apêndice 1), respectivamente, a 540 nm. Uma unidade (U) de 

atividade enzimática foi definida como a quantidade de enzima necessária para liberar 1 μmol 

de xilose ou 1 μmol  de glicose por min, sob as condições do ensaio.   

As atividades enzimáticas de β-xilosidase, α-L-arabinofuranosidase e β-glicosidase 

foram determinadas pela incubação (50 °C, 3 min) de 0,2 mL de extrato enzimático e 0,8 mL 

de 2% (m/v) de pNPX, 2% (m/v) de pNPG ou 1% (m/v) de pNPAF, respectivamente, 

preparados em tampão acetato de sódio 50 mmol/L pH 4.8. As reações foram interrompidas 

pela adição de 2 mL de carbonato de sódio 20% (m/v). A quantidade de p-nitrofenol (pNP) 

liberada na reação foi quantificada em espectrofotômetro a 410 nm e correlacionada com a 

respectiva curva padrão (Apêndice 1) (TAN; MAYERS; SADDLER, 1987). Uma unidade de 

atividade enzimática (U) foi definida como a quantidade de enzima necessária para liberar 1 

μmol de pNP por min nas condições de ensaio.  

A atividade específica (U/mg) foi determinada como a razão entre a atividade 

enzimática (U/mL) e o teor de proteínas solúveis (mg/mL). 

 

2.7.2 Proteínas solúveis e pH 

 

A concentração de proteína solúvel foi determinada segundo Lowry et al. (1951) 

utilizando albumina de soro bovino como padrão (APÊNDICE 1). A determinação do pH foi 

realizada em potenciômetro digital conforme AOAC n° 972.44 (AOAC, 2000). 

 

2.7.3 Análise dos hidrolisados por cromatografia líquida de alta eficiência 

 

Os sobrenadantes oriundo das reações de hidrólise foram filtrados em membrana de fluoreto 

de polivinilideno de 0,22 µm (Milipore, Burlington, Estados Unidos), e posteriormente analisados em 

cromatógrafo líquido (Prominence®, Shimadzu, Quioto, Japão) equipado com detector de índice de 

refração (RID-10A) e forno de colunas (CTO-20A). As alíquotas de 20 µL foram injetadas 

automaticamente (SIL-20AHT) e eluídas utilizando água ultrapura (Milli-Q, Milipore, Burlington, 

Estados Unidos) como fase móvel de uma coluna para separação de carboidratos (Aminex HPX-42A, 

Bio-Rad, Hercules, Estados Unidos). A coluna foi operada a uma taxa de fluxo de 0,4 mL/min, 50 °C 

durante 40 min (tempo total de corrida). A identificação e a quantificação dos XOs e xilose foram  
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realizadas utilizando os tempos de retenção e as curvas de calibração previamente construídas com o pool 

de padrões (1 a 10 mg/mL), respectivamente. O controle do equipamento e aquisição dos dados foi feito 

pelo software LC Solution® (Shimadzu, Quioto, Japão). 

 

2.8 ANÁLISE ESTATÍSTICA DOS RESULTADOS  

  

Os ensaios com réplicas e único fator foram submetidos ao teste t ou Análise de 

Variância Univariável (One-way ANOVA) seguido da comparação post-hoc Tukey, ao nível 

de 5% de significância (p<0,05). As análises foram realizadas atendendo aos pressupostos de 

normalidade, independência e homocedasticidade dos resíduos. O software utilizado para o 

tratamento estatístico dos resultados foi o Statistica 5.0 (Statsoft Inc., Estados Unidos).  

 

3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

3.1 PURIFICAÇÃO DE XILANASE E COMPOSIÇÃO ENZIMÁTICA DOS EXTRATOS  

  
 Dentre as técnicas aplicadas para a purificação de enzimas, a precipitação salina 

tem sido extensivamente utilizada na obtenção de xilanases parcialmente purificadas 

(ARCHANA; AMIT; DHARM, 2017; BHARDWAJ et al., 2019; DING; LI; HU, 2018; 

GOLUGURI et al., 2016; PAL; KHANUM, 2011). Em geral, a precipitação de xilanases com 

(NH4)2SO4 é aplicada em único (WU et al., 2018a; ZHANG et al., 2012) ou em dois (CHEN et 

al., 2019) estágios na faixa de 20 a 90% de saturação. No presente estudo, a saturação de 60% 

foi empregada no segundo estágio de precipitação devido aos resultados promissores obtidos 

em outros estudos envolvendo a purificação de xilanases (CHEN et al., 2019; DING; LI; HU, 

2018; PAL; KHANUM, 2011). Além disso, a precipitação fracionada foi utilizada na 

purificação de xilanases A. pullulans CCT 1261, uma vez que em ensaios preliminares o seu 

desempenho foi mais satisfatório em comparação à precipitação direta (dados não mostrados).  

 Durante a purificação de xilanases de A. pullulans CCT 1261, apenas as proteínas 

contaminantes foram precipitadas no primeiro estágio de fracionamento (0-30%). Já no 

segundo estágio (30-60%), a enzima de interesse foi precipitada sem que ocorresse sua perda 

expressiva para a fração sobrenadante. Esta constatação foi feita através da medição da 

atividade de xilanase no sobrenadante e no precipitado de cada estágio (dados não mostrados). 

A Tabela 1 mostra os parâmetros de eficiência do processo de purificação obtidos após a 

precipitação fracionada e diálise da xilanase. A precipitação salina resultou em FP de 6,8 vezes 

e REC de 69,4%, valores superiores aos encontrados na maioria dos estudos envolvendo a 
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purificação parcial de xilanase com (NH4)2SO4 (ARCHANA; AMIT; DHARM, 2017; 

BHARDWAJ et al., 2019; CHEN et al., 2019; GOLUGURI et al., 2016; WU et al., 2018a). 

Uma vez que atividade total da xilanase no sobrenadante do segundo estágio atingiu apenas 

0,6% da atividade total inicial, uma possível desnaturação da enzima pela presença de sal pode 

ter ocorrido, justificando o rendimento alcançado ao final do processo.  

 

Tabela 1 – Purificação parcial de xilanase de A. pullulans CCT 1261 por precipitação 
fracionada com sulfato de amônio (0-30%/30-60%). 

Extrato 

Atividade 

enzimática 

(U/mL) 

Proteínas 

(mg/mL) 

Atividade 

específica 

(U/mg) 

FP REC (%) 

Bruto 87,4 ± 1,5 3,4 ± < 0,1 26,8 ± 0,5 1 100 

Purificado 127,9 ± 2,3 0,7 ± < 0,1 182,4 ± 4,3 6,8 ± 0,2 69,4 ± 2,0 
Média ± desvio padrão (n =4). Legenda: FP – Fator de purificação; REC – Recuperação enzimática. 

 
 
 Chen et al. (2019) utilizaram a precipitação fracionada com (NH4)2SO4 (40-60%) 

na primeira etapa de purificação de xilanase de Aspergillus flavus, alcançando FP e REC de 2,7 

vezes e 46,7%, respectivamente. Na purificação de xilanase de Aspergillus niger DFR-5, Pal e 

Khanum (2011) alcançaram FP e REC de 3,8 vezes e 81,9%, nesta ordem, ao utilizarem 

(NH4)2SO4 (30-65%) como agente precipitante. Já Ding, Li e Hu (2018) utilizaram a 

precipitação fracionada com (NH4)2SO4 (20-60%) como uma das técnicas de purificação de 

xilanase de Pichia stipitis, obtendo na etapa FP de 11,7 vezes e REC de 88,2%. No processo de 

purificação de xilanases de Aureobasidium pullulans CBS 135684, Bankeeree et al. (2014) 

fizeram o uso de (NH4)2SO4 como agente precipitante (50-80%), e alcançaram FP e REC de 

1,8 vezes e 50,3%, respectivamente. Após o uso de (NH4)2SO4 na precipitação fracionada (30-

70%) de xilanases de Aspergillus foetidus MTCC 4898, Chapla, Pandit e Shah (2012) 

alcançaram FP de 1,7 vezes e REC acima de 50%. Com base nos estudos acima e nos resultados 

obtidos no presente trabalho, a eficiência do processo de purificação por precipitação salina 

pode variar consideravelmente, fato este relacionado com o tipo de extrato a ser purificado (por 

exemplo, micro-organismo produtor, meio de produção e quantidade de contaminantes 

presentes no extrato) e com a faixa de saturação empregada.  

 Por outro lado, a precipitação salina foi suficiente para aumentar a atividade 

específica de xilanase (Tabela 1) e remover outras proteínas com atividade biológica presentes 

no extrato enzimático, especialmente as β-xilosidases (Tabela 2). As endo-1,4-β-xilanases 
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hidrolisam as ligações glicosídicas β-1,4 da cadeia principal da xilana, gerando XOs com baixo 

ou alto GP e eventualmente xilose, dependendo da família na qual a enzima pertence e região 

que atua no esqueleto do polissacarídeo (BIELY; SINGH; PUCHART, 2016); enquanto as β-

xilosidases atuam na extremidade não redutora dos XOs e geram xilose (SHENG et al., 2014). 

Deste modo, extratos enzimáticos ausentes de β-xilosidases são preferíveis na produção de XOs 

por hidrólise enzimática, pois atenuam a formação de xilose residual e colaboram na obtenção 

de hidrolisados com alta concentração de oligômeros (REDDY; KRISHNAN, 2016). Chapla, 

Pandit e Shah (2012) observaram que a purificação parcial de xilanases de Aspergillus foetidus 

MTCC 4898 por precipitação salina foi suficiente na obtenção de um extrato enzimático livre 

de β-xilosidases, contribuindo assim para a produção de XOs isentos de xilose. De acordo com 

a Tabela 2, ambos os extratos (bruto e purificado) apresentaram alta relação entre xilanases/β-

xilosidase, o que evidencia o potencial destes na hidrólise de xilana de faia para produção de 

XOs com mínima liberação de xilose.  

  

Tabela 2 – Composição enzimática dos extratos de A. pullulans CCT 1261. 
 Atividade enzimática (U/mL) 

 Bruto Parcialmente purificado 

Endo-β-1,4-xilanase 87,38 ± 1,47 127,94 ± 2,32  

β-xilosidase 0,02 ± < 0,01 < 0,01 

α-L-arabinofuranosidase 0,04 ± < 0,01 0,03 ± < 0,01 

β-glicosidase 0,08 ± < 0,01 0,02 ± < 0,01 

Celulases totais 0,05 ± 0,10 0,02 ± 0,10 
Média ± desvio padrão (n =4). 

  

 Enzimas como α-L-arabinofuranosidases, α-D-glicuronidases, acetil xilana 

esterases, feruloil e ρ-coumaroil esterases, são responsáveis pela remoção de grupamentos 

laterais da cadeia da xilana (ALOKIKA; SINGH, 2019; COLLINS; GERDAY; FELLER, 

2005). Dependendo da complexidade e grau de ramificação da cadeia polissacarídica, existe a 

necessidade destas enzimas atuarem juntamente com as xilanases nas reações de hidrólise para 

produção de oligômeros. No caso específico das α-L-arabinofuranosidases, além de atuarem na 

remoção das cadeias laterais de L-arabinofuranose (CHÁVEZ; BULL; EYZAGUIRRE, 2006), 

estas preparam a estrutura da xilana para ação subsequente das xilanases (AZELEE et al., 2016), 

aliviando o impedimento estérico anteriormente causando pela presença das ramificações (SHI 

et al., 2013). O uso de substratos lignocelulósicos complexos na produção de XOs também 
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requer a presença de enzimas celulolíticas para degradação de celulose, facilitando o acesso à 

xilana. Como mencionado por Binod et al. (2019), estas enzimas incluem endoglucanases 

(endocelulases), celohidrolases (exocelulases) e β-glicosidases 

 De acordo com a Tabela 2, as atividades de α-L-arabinofuranosidases,  

β-glicosidases e celulases totais foram detectadas no extrato enzimático bruto, o que era 

esperado considerando o substrato utilizado para o crescimento da levedura A. pullulans CCT 

1261. Segundo Palaniappan et al. (2017), a estrutura da xilana do farelo de arroz é ramificada, 

contendo resíduos de α-L-arabinofuranose, acetil e ácido glicurônico ligados na cadeia principal 

de β-D-1,4-xilopiranose. Ainda, estudos anteriores verificaram que o farelo de arroz possui 

27,3% de celulose (GAUTÉRIO et al., 2018). Logo, a produção de α-L-arabinofuranosidases, 

celulases e xilanases durante o cultivo microbiano ocorre simultaneamente, já que o farelo de 

arroz pode atuar como indutor da secreção enzimática pela levedura.  

  A quantidade de xilanases foi consideravelmente superior às demais enzimas 

presentes no extrato enzimático bruto, conforme pode ser visto na Tabela 2, o que é justificável 

visto que as condições de cultivo foram otimizadas para a produção destas enzimas. Estudos 

realizados por Ajijolakewu et al. (2017), Guido, Silveira e Kalil (2019), Menezes, Rossi e Ayub 

(2017) e Terrasan et al. (2010) também observaram níveis mais baixos de enzimas auxiliares e 

celulases em relação às xilanases; contudo, avaliar a presença destas enzimas nos extratos 

enzimáticos é de suma importância, pois mesmo em baixas quantidades estas podem exercer 

suas atividades catalíticas.  

 Após a precipitação fracionada, o aumento da atividade específica de xilanases e a 

diminuição das quantidades de α-L-arabinofuranosidases, β-glicosidases e celulases totais foi 

observado. Em termos de pureza, a obtenção de um extrato rico em xilanases e carente de 

enzimas acessórias é interessante, principalmente em certas aplicações industriais. Para 

aplicação na indústria de papel e celulose, por exemplo, Adhyaru et al. (2017) mencionam que 

o uso de extratos enzimáticos livres de celulases é essencial. Por outro lado, no caso específico 

da produção de XOs por hidrólise enzimática, a ausência de enzimas atuantes nas cadeias 

laterais da xilana pode levar a obtenção de hidrolisados com perfis de carboidratos distintos 

comparado ao hidrolisado obtido na presença destas (AZELEE et al., 2016; PEREIRA et al., 

2018). Ainda, estudos reportam o aumento na produção em XOs quando xilanases e  

α-L-arabinofuranosidases agem sinergicamente na hidrólise de xilanas (PEREIRA et al., 2018; 

SHI et al., 2013).  

 Com base no exposto, faz-se importante o uso de ambos os extratos, bruto e 

purificado, na hidrólise da xilana, de modo a avaliar os perfis de XOs e xilose liberados nos 
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hidrolisados, bem como o rendimento de oligômeros obtidos. No entanto, para a aplicação dos 

extratos na produção de XOs, é necessário o conhecimento das propriedades bioquímicas das 

xilanases, em especial seu pH e temperatura ótima de atuação, estabilidade térmica, parâmetros 

cinéticos e termodinâmicos.   

 

3.2 CARACTERIZAÇÃO DO EXTRATO BRUTO E PURIFICADO 

3.2.1 Temperatura e pH ótimo de atuação das xilanases 

 

 A Figura 1 apresenta o efeito da temperatura e do pH na atividade de xilanase de  

A. pullulans CCT 1261. Os extratos bruto e purificado apresentaram perfil semelhante frente à 

temperatura e ao pH, isto é, curva típica em forma de sino, alcançando atividade ótima à 50 °C 

e em pH 4,5. Entre 35 e 45 °C, a atividade enzimática dos extratos correspondeu a 62 e 81% 

(extrato bruto) e 50 e 78% (extrato purificado) do valor máximo de atividade de xilanase. No 

entanto, a atividade catalítica dos extratos caiu consideravelmente em temperaturas acima de 

50 °C, sendo o seu valor quase negligenciável a 70 °C, indicando uma desnaturação acelerada. 

Quanto ao pH, os extratos apresentaram atividade relativa acima de 60% entre 3,5 e 4,0, acima 

de 89% em pH 5,0 e entre 62 a 68% em pH 5.5. Contudo, atividades relativas abaixo de 1% 

foram observadas nos valores de pH entre 7,5 e 8,0. Diante deste cenário, é possível dizer que 

as xilanases produzidas por A. pullulans CCT 1261 são mesofílicas e acidófilas (PAËS; 

BERRIN; BEAUGRAND, 2012).   

  

Figura 1 – Efeito da (a) temperatura e do (b) pH na atividade de xilanase bruta e parcialmente 
purificada de A. pullulans CCT 1261. 
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 Na caracterização de xilanase bruta de A. pullulans NRRL Y-2311-1, Yegin (2016) 

observou que a enzima apresentou temperatura e pH ótimos entre 30 e 50 °C e 4,0, 

respectivamente. Ainda, a xilanase produzida pela mesma cepa, na sua forma purificada, 

apresentou temperatura e pH ótimos de 50 °C e 4,0, nesta ordem (YEGIN, 2017b). Em 

contraste, Bankeeree et al. (2014) constataram que a atividade ótima de xilanase purificada de  

A. pullulans CBS 135684 ocorreu a 70 °C e pH 6,0. Em relação ao presente estudo, a xilanase 

de A. pullulans CCT 1261 apresentou temperatura ótima igual à encontrada para as xilanases 

de Pichia stipitis (DING; LI; HU, 2018), Trichoderma asperellum (AJIJOLAKEWU et al., 

2017), Trichoderma inhamatum (SILVA; TERRASAN; CARMONA, 2015), Tuber maculatum 

(BEDADE et al., 2017) e Aspergillus flavus (ARCHANA; AMIT; DHARM, 2017).  

 Além disso, xilanases de Penicillium oxalicum (LIAO et al., 2012), Trichoderma 

stromaticum (CARVALHO et al., 2017), Thielaviopsis basicola (GOLUGURI et al., 2016), 

Trichoderma reesei (ASTOLFI et al., 2019), Aspergillus terreus (KAUSHIK; MALIK, 2016), 

entre outras (AJIJOLAKEWU et al., 2017; BEDADE et al., 2017; YEGIN, 2017b), também 

apresentaram máxima atividade em valores de pH entre 4,0 a 5,5. Assim como neste estudo, a 

diminuição brusca da atividade de xilanase em valores de pH entre 7,0 a 8,0 foi observada por  

Yegin (2016), Bedade et al. (2017) e Silva, Terrasan e Carmona (2015).  

 

3.2.2 Parâmetros cinéticos de reação: Km e Vmax 

 

 Para compreender a cinética da reação catalisada pelas xilanases bruta e purificada, 

os parâmetros Km e Vmax foram determinados. O Km foi determinado medindo a atividade de 

xilanase na faixa de 6 a 30 mg/mL do substrato xilana de faia, intervalo este suficiente para que 

nos últimos pontos de análise a atividade enzimática tendesse a constância. No entanto, cabe 

salientar que nas concentrações mais elevadas de substrato, houve maior interferência deste no 

meio reacional devido à turbidez, o que também foi relatado por Yegin (2017). 

 Ambas as xilanases bruta e purificada exibiram o comportamento cinético proposto 

por Michaelis-Menten (R² = 0,99 do gráfico duplo recíproco). A xilanase bruta apresentou 

menor Km (25 mg/mL) em relação à enzima purificada (50 mg/mL), diferença que está 

relacionada com a pureza dos extratos, conforme relatado por Souza et al. (2018). Uma vez que 

o Km é inversamente proporcional à afinidade da enzima pelo substrato, valores baixos da 

constante indicam que menores concentrações deste são necessárias para que se atinja a metade 

da velocidade máxima de reação (Vmáx) (NELSON; COX, 2011). A Vmax encontrada para o 



151 
 

extrato bruto (303 U/mL) foi cerca de cinco vezes menor comparada a do extrato purificado 

(769 U/mL); por definição, a Vmax descreve o número máximo de moléculas de substrato que 

podem ser transformadas em produto em determinado intervalo de tempo quando todo sítio 

ativo da enzima está ocupado (NELSON; COX, 2011).  

 Apesar de ambos os extratos apresentarem Km superiores aos reportados por outros 

autores (DING; LI; HU, 2018; LIU et al., 2018; MOHAMED et al., 2018), alguns estudos 

mencionam valores da constante na mesma grandeza para o substrato xilana de faia, os quais 

incluem: xilanase bruta de Penicillium roqueforti (Km = 84,1 mg/mL) (SOUZA et al., 2018), 

xilanase purificada de A. pullulans (Km = 19,4 mg/mL) (YEGIN, 2017b); e xilanase purificada 

de Thermoascus aurantiacus (Km = 40,9 mg/mL) (CHANWICHA et al., 2015). Ainda, os 

valores de Km obtidos neste estudo foram inferiores ao obtido para xilanase purificada de 

Streptomyces sp. (Km = 102,3 mg/mL) (PRADEEP et al., 2013).  

 

3.2.3 Estabilidade térmica e parâmetros termodinâmicos da xilanase 

 

 A desnaturação térmica compreende o processo no qual ocorre a perda das 

estruturas secundária, terciária e quaternária (caso presente) de uma proteína sem a quebra de 

ligações covalentes (DANIEL; DINES; PETACH, 1996). A estabilidade termodinâmica é 

definida como a resistência de uma proteína em se desdobrar reversivelmente, enquanto a 

estabilidade cinética compreende a resistência de uma proteína à desnaturação irreversível 

(POLIZZI et al., 2007). A relação proposta entre a desnaturação reversível e irreversível de 

proteínas pode ser descrita pelo mecanismo:  

 

N ↔ U → I 

 

onde N é o estado nativo da proteína, U é estado desdobrado e I é o estado desnaturado 

irreversível (POLIZZI et al., 2007). A determinação dos parâmetros termodinâmicos (Ed, ∆G*, 

∆H* e ∆S*) e cinéticos (kd, t1/2, D e z) de desnaturação térmica é essencial na compreensão da 

relação entre a estrutura proteica e a estabilidade enzimática (SANT’ANNA et al., 2010). Além 

disso, a estimativa destes parâmetros auxilia na compreensão do provável mecanismo de 

desnaturação, o qual é muito importante em processos enzimáticos (YEGIN; GOKSUNGUR; 

FERNANDEZ-LAHORE, 2012), em especial àqueles que envolvem a aplicação de enzimas 

sob temperatura controlada.  
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 A Figura 2 apresenta a curva linearizada da cinética de desnaturação térmica da 

xilanase de A. pullulans CCT 1261 a 40 °C. O procedimento foi realizado igualmente para todas 

as temperaturas e extratos (bruto ou purificado) avaliados, permitindo assim a determinação 

dos valores de kd e t1/2 em cada condição experimental. As curvas de – ln (A/A0) versus o tempo 

de incubação para ambos os extratos foram lineares, isto é, coeficiente de determinação (R²) 

superior a 0,90, indicando que a inativação térmica pode ser expressa como uma cinética de 

primeira ordem dentro da faixa de temperatura avaliada.  

 

Figura 2  – Linearização da cinética de desnaturação à 40 °C da xilanase de A. pullulans CCT 
1261. (■) Extrato bruto, R² = 0,96 (○) Extrato purificado, R² = 0,92. A0 é a atividade 
enzimática antes da incubação (t = 0) e A é a atividade enzimática após a incubação. 

 
  

 Os parâmetros cinéticos de desnaturação térmica – kd, t1/2 e valores D e z – para a 

xilanase de A. pullulans CCT 1261 estão apresentados na Tabela 3. Para ambos os extratos de 

xilanase, os valores de kd foram inversamente proporcionais a t1/2, indicando que a enzima é 

sensível a altas temperaturas. Maior estabilidade térmica foi observada em 40 °C, onde nesta 

temperatura os extratos bruto e purificado apresentaram t1/2 de 20 e 10 d, respectivamente. Além 

disso, o extrato bruto se mostrou mais estável termicamente comparado ao extrato purificado, 

fator este que pode estar relacionado à presença de compostos oriundos do meio de cultivo (ex. 

sais, açúcares) que contribuem para a estabilidade da enzima.  

 Xilanase bruta de A. pullulans NRRL Y-2311-1 apresentou t1/2 de 770,16 min 

(12,83 h) e 126,03 min (2,10 h) em 55 °C e 60 °C (YEGIN, 2016), respectivamente; enquanto 

xilanase purificada de A. pullulans CBS 135684 apresentou t1/2 de 231 min (3,85 h), 173 min 

(2,88 min) e 116 min (1,93 min) em 50 °C, 55 °C e 60 °C (BANKEEREE et al., 2014), nesta 

ordem. Comparado aos resultados obtidos no presente estudo, a xilanase de A. pullulans CCT 
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1261 se mostrou menos estável termicamente. Por outro lado, uma das xilanases purificadas de 

Trichoderma inhamatum exibiram t1/2 de 4 min a 50 °C e de 40 s a 60 °C (SILVA; TERRASAN; 

CARMONA, 2015), valores estes inferiores aos apresentados por ambos os extratos bruto e 

purificado. Xilanase bruta de Aspergillus carneus M34 apresentou t1/2 de  

101,2 min e 1,5 min a 50 °C e 60 °C, respectivamente (FANG et al., 2007), sendo estes valores 

na mesma grandeza ao do extrato bruto de xilanase de A. pullulans CCT 1261. 

 
Tabela 3 – Valores de z, D, Kd e meia vida (t1/2) obtidos a partir da desnaturação térmica de 

xilanase de A. pullulans CCT 1261 bruta e parcialmente purificada.  
Extrato T (°C) D (min) z (°C) kd (1/s) t1/2 (h) 

Bruto 

40 98682,9 4,9 3,9 × 10-7 495,11 

45 5273,1  7,3 × 10-6 26,46 

50 255,7  1,5  × 10-4 1,28 

55 45,9  8,4 × 10-4 0,23 

60 8,3  4,6 × 10-3 0,04 

Parcialmente 

purificado 

40 49341,4 4,7 7,8 × 10-7 247,55 

45 2933,2  1,3 × 10-5 14,75 

50 141,9  2,7 × 10-4 0,71 

55 10,7  3,6 × 10-3 0,05 

60 4,6  8,4 × 10-3 0,02 

 

 A alta estabilidade dos extratos bruto e purificado a 40 °C é uma característica 

positiva quanto à aplicabilidade destes em processos industriais, tais como na clarificação de 

sucos (40 °C) (ADIGUZEL et al., 2019; KALLEL et al., 2016) e preparo de massas para pães 

(25 a 36 °C) (ADIGÜZEL; TUNÇER, 2016; BAJAJ; MANHAS, 2012; YEGIN; ALTINEL; 

TULUK, 2018). Ainda, na produção de XOs por hidrólise enzimática, a qual normalmente é 

realizada na faixa de 40 °C a 50 °C e por tempo prolongado (AKPINAR et al., 2010; AZELEE 

et al., 2016; CHAPLA; PANDIT; SHAH, 2012), a estabilidade dos extratos a 40 °C os torna 

promissores para esta aplicação. Comparado à outras xilanases microbianas, os extratos de  

A. pullulans CCT 1261 se mostraram mais estáveis a 40 °C que as xilanases de Cellulomonas 

uda CDBB-1960 expressas em Pichia pastoris (t1/2 = 35 h) (CAYETANO-CRUZ et al., 2016); 

e que as xilanases de Sphingobacterium sp. HP455 purificadas e expressas em Escherichia coli 

(t1/2 = 5,3 h) (SHENG et al., 2014).  

 Para fins industriais, especialmente em aplicações alimentícias, é comum expressar 

a desnaturação térmica de enzimas em termos de valor D e z. Conforme exposto na Tabela 3, 
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os valores D variaram de 98682,9 min (40 °C) a 8,3 min (60 °C) para o extrato bruto; e de 

49341,4 min (40 °C) a 4,6 min (60 °C) para o extrato purificado. Em outras palavras, o valor D 

diminuiu consideravelmente com o aumento da temperatura e teve seu maior valor a 40 °C para 

ambos os extratos de xilanase. Ainda, o extrato bruto apresentou maiores valores D comparado 

ao extrato purificado em uma mesma temperatura, indicando que um maior tempo de incubação 

é requerido para que a enzima bruta reduza 90% da sua atividade inicial (um ciclo logarítmico).  

 O valor z obtido para os extratos bruto e purificado foi de 4,9 °C e 4,7 °C (Tabela 

3), respectivamente, o qual corresponde à diferença de temperatura necessária para modificar o 

valor D em um ciclo logarítmico. Valores baixos de z estão relacionados à sensibilidade da 

enzima ao incremento de temperatura (BARRETT; GRANDISON; LEWIS, 1999). Em estudo 

realizado por Pal e Khanum (2011), xilanase purificada de Aspergillus niger DFR-5 apresentou 

menor valor D a 45 °C (1535 min) quando comparado aos obtidos para as xilanases de  

A. pullulans CCT 1261 (Tabela 3), indicando que estas últimas são mais resistentes à 

permanência nesta temperatura. No entanto, o valor z obtido pelos autores foi igual a 36,6 °C, 

mostrando que a enzima é menos sensível ao incremento de temperatura em contraste às 

xilanases do presente estudo. 

 Os parâmetros termodinâmicos – Ed, ∆G*, ∆H* e ∆S* – para a xilanase de  

A. pullulans CCT 1261 estão apresentados na Tabela 4. Para ambos os extratos, os valores de 

∆G* diminuíram com o aumento da temperatura, indicando a ocorrência da desnaturação 

enzimática de caráter endergônico (∆G* > 0). Valores positivos de ∆H* encontrados para os 

extratos bruto (406 kJ/mol) e purificado (418,1 kJ/mol) indicam que o processo de inativação 

enzimática possui caráter endotérmico. Ainda, o valor mais elevado de ∆H* para o extrato 

purificado indica que mais ligações não covalentes, além de interações hidrofóbicas, foram 

rompidas durante a desnaturação da enzima. Os valores positivos de ∆S* para os extratos 

sugerem o desdobramento da proteína em uma estrutura mais aleatória, sendo este efeito mais 

pronunciado no extrato purificado (975,9 J/mol.K) comparado ao bruto (931,6 J/mol.K). 

Segundo Ustok, Tari e Harsa (2010), o valor positivo e elevado de ∆S* sugere que a inativação 

enzimática é acompanhada pelo desdobramento da cadeia polipeptídica em uma estrutura 

menos ordenada. Os autores ainda mencionam que o aumento em ∆S* indica maior número de 

moléculas proteicas no estágio de transição ativado, resultando em valores mais baixos de ∆G*. 

Esta observação está de acordo com o presente estudo, já que o extrato purificado além de exibir 

maior ∆S* também apresentou menores ∆G* comparado ao extrato bruto.   

 Ao determinar os parâmetros termodinâmicos de xilanases purificadas de  

A. pulluans NRRL Y-2311-1, Yegin (2017) observaram diminuição nos valores de ∆G*  
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(97,5 kJ/mol para 93,7 kJ/mol) e valores positivos de ∆S* (360-367 J/mol.K) para o intervalo 

entre 55 °C a 65 °C. Para as xilanases brutas produzidas pela mesma cepa, a diminuição nos 

valores de ∆G* (99,7 kJ/mol para 95,8 kJ/mol) e valores positivos de ∆S* (246-252 J/mol.K) 

também foi observada, no intervalo de temperatura entre 55 °C a 70 °C (YEGIN, 2016). Assim 

como no presente estudo, as xilanases brutas de A. pullulans NRRL Y-2311-1 apresentaram 

maiores valores de ∆G* e menores de ∆S* comparado às xilanases purificadas, indicando que 

as primeiras são mais estáveis e com estrutura menos desordenada pelo efeito do 

desdobramento. Contrariamente, xilanases purificadas de A. pulluans CBS 135684 exibiram 

aumento nos valores de ∆G* (105,9 kJ/mol para 109,6 kJ/mol) e valores negativos de ∆S*  

(−0,07 J/mol.K) na faixa de 50 °C a 70 °C, indicando que estas enzimas são estáveis 

termicamente e que apresentam estrutura mais ordenada, provavelmente pela agregação 

proteica devido à formação de ligações inter e/ou intramoleculares (BANKEEREE et al., 2014) 

 

Tabela 4 – Parâmetros termodinâmicos de xilanase de A. pullulans CCT 1261 bruta e 
parcialmente purificada. 

Extrato T (°C) Ed (KJ/mol) ∆G* (KJ/mol) ∆H* (KJ/mol) ∆S* (J/mol.K) 

Bruto 

40 408,6 114,2 406,0 931,6 

45  109,6   

50  104,9   

55  100,2   

60  95,6   

Purificado 

40 420,8 112,5 418,1 975,9 

45  107,6   

50  102,8   

55  97,9   

60  93,0   

  

 Os valores Ed médios foram obtidos em função da temperatura e corresponderam a 

408,6 kJ/mol e 420,8 kJ/mol para os extratos bruto e purificado, respectivamente, na faixa de 

temperatura entre 40 a 60 °C. Quanto maiores os valores de Ed, maior é a energia necessária 

para a desnaturação enzimática, indicando maior estabilidade da biomolécula. No entanto, com 

base nos valores de kd e ∆G*, o extrato bruto apresenta maior estabilidade térmica em relação 

ao purificado, contrariando o valor de Ed médio. Comportamento semelhante foi observado por 

Borba et al. (2018) ao caracterizar protease de Bacillus sp P45 ativa em solventes orgânicos e 
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líquidos iônicos. Segundo Kazan e Erarslan (1997), os valores de kd ou o aumento nos valores 

de ∆G* são critérios mais confiáveis para avaliar a estabilidade da biomolécula, quando 

comparado ao alto valor de Ed.  

 Uma vez que as xilanases de A. pullulans CCT 1261 apresentaram maior 

estabilidade térmica a 40 °C, os ensaios de hidrólise para produção de XOs foram conduzidos 

nesta temperatura, permitindo a comparação dos rendimentos sem que houvesse a desnaturação 

da enzima em ambos os extratos ao longo da reação.  

 

3.3 PRODUÇÃO DE XILO-OLIGOSSACARÍDEOS POR HIDRÓLISE ENZIMÁTICA 

 

As Tabelas 5 e 6 apresentam a produção de XOs e xilose e o percentual de 

conversão de xilana em XOs obtidos nas reações de hidrólise conduzidas a 40 °C  utilizando os 

extratos bruto e purificado de xilanase de A. pullulans CCT 1261. Para ambos os extratos 

enzimáticos, é possível perceber a ocorrência de hidrólise parcial dos XOs de maior GP em 

xilobiose, bem como o aumento no teor de xilose, ao longo do tempo de reação. Ainda, tanto 

nas hidrólises conduzidas com o extrato bruto quanto com o purificado, o maior teor de XOs 

(mg/mL) foi constatado em 32 h, o qual não diferiu estaticamente (p>0,05) do conteúdo obtido 

em 24 h e 28 h de reação.  

 

Tabela 5 – Produção de XOs e xilose e percentual de conversão a partir de xilana de faia 
utilizando xilanase bruta de A. pullulans CCT 1261. 

Tempo 

(h) 

Perfil de carboidratos (%) XOs totais 

(mg/mL) 

Conversão de 

xilana em XOs (%) X1 X2 X3 X4-X5 XOs totais 

2 4,9 35,1 38,6 21,4 95,1 5,9 ± 0,3e 19,5 ± 1,0e 

4 6,4 40,5 38,1 15,1 93,6 6,4 ± 0,1d 21,4 ± 0,1de 

6 7,7 43,4 37,3 11,5 92,3 6,8 ± 0,1cd 22,7 ± 0,3cd 

8 8,8 45,3 36,6 9,5 91,2 7,0 ± 0,2bc 23,3 ± 0,4bcd  

10 10,1 46,6 35,5 7,8 89,9 7,1 ± 0,2bc 23,7 ± 0,4abc  

12 11,2 47,5 34,6 6,8 88,9 7,2 ± 0,2b 23,9 ± 0,3abc  

24 13,9 50,9 30,9 4,3 86,1 7,7 ± 0,2a 25,7 ± 0,6a 

28 16,2 50,1 29,7 4,0 83,8 7,6 ± 0,1a 25,2 ± 0,2ab 

32 18,3 49,7 28,5 3,5 81,7 7,4 ± 0,2a 24,8 ± 0,8abc 
Média ± erro padrão (n=2). Letras minúsculas iguais na mesma coluna indicam que não há diferença 
significativa entre as médias pelo teste Tukey (p > 0,05). Legenda: X1 – xilose; X2 – xilobiose; X3 – 

xilotriose; X4 – xilotetraose; X5 – xilopentose. 
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Tabela 6 – Produção de XOs e xilose percentual de conversão a partir de xilana de faia 
utilizando xilanase parcialmente purificada de A. pullulans CCT 1261.  

Tempo 

(h) 

Perfil de carboidratos (%) XOs totais 

(mg/mL) 

Conversão de 

xilana em XOs (%) X1 X2 X3 X4-X5 XOs totais 

2 4,1 35,7 39,1 21,2 95,9 ± 0,1 6,0  ± 0,1e 20,0 ± 0,2e 

4 5,1 41,3 38,9 14,8 94,9 ± 0,2 6,7 ± 0,1d 22,3 ± 0,3d 

6 5,9 44,5 38,2 11,4 94,1 ± 0,2 7,0 ± 0,1cd 23,3 ± 0,3cd 

8 6,6 46,7 37,5 9,2 93,4 ± 0,2 7,2 ± 0,1bc 24,0 ± 0,3bc 

10 6,9 48,5 36,9 7,7 93,0 ± 0,4 7,4 ± 0,1b 24,5 ± 0,3b 

12 7,7 49,7 36,2 6,5 92,3 ± 0,2 7,5 ± 0,1b 24,9 ± 0,3b 

24 9,8 53,8 32,8 3,7 90,2 ± 0,3 7,9 ± 0,1a 26,5 ± 0,3a 

28 10,3 54,5 31,7 3,5 89,7 ± 0,4 8,1 ± 0,1a 26,9 ± 0,3a 

32 10,8 55,0 31,0 3,1 89,2 ± 0,5 8,1 ± 0,1a 27,0 ± 0,2a 
Média ± erro padrão (n =2). Letras minúsculas iguais na mesma coluna indicam que não há diferença 
significativa entre as médias pelo teste Tukey (p > 0,05). Legenda: X1 – xilose; X2 – xilobiose; X3 – 

xilotriose; X4 – xilotetraose; X5 – xilopentose. 
 

A conversão de xilana em XOs alcançou valor máximo em 24 h (25,7%) e 32 h 

(27,0%) de reação para os extratos bruto e purificado, respectivamente. No caso das hidrólises 

utilizando o extrato bruto de xilanase, a conversão de xilana em XOs aumentou até 10 h de 

reação, manteve-se constante até 24 h e sofreu queda pouco acentuada entre as 28 h e 32 h, 

contudo, seus valores não apresentaram diferença significativa (p>0,05). Já nas hidrólises 

utilizando o extrato purificado, a conversão de xilana em XOs exibiu comportamento crescente 

até o término da reação, apesar dos seus valores entre 24 h e 32 h não serem estatisticamente 

distintos (p>0,05). As conversões de xilana em XOs obtidas em 24 h de hidrólise utilizando os 

extratos bruto (25,7%) e purificado (26,5%) não apresentaram diferença estatística entre seus 

valores pelo teste t (p>0,05).  

Na hidrólise enzimática de bagaço de cana utilizando extrato de xilanase bruto de 

Pichia stipitis, a máxima conversão de xilana em XOs foi de 31,8% em 12 h de reação (BIAN 

et al., 2013); enquanto que na hidrólise de xilana de palha de alho utilizando xilanase purificada 

de Bacillus mojavensis UEB-FK, o rendimento máximo de XOs foi de 29% em 8 h, 

permanecendo este valor inalterado até o término da reação (24 h) (KALLEL et al., 2015a). 

Após 10 h de reação, Nieto-Domínguez et al. (2017) alcançaram um rendimento máximo de 

28,8% em XOs durante a hidrólise enzimática de xilana de bétula com o uso de xilanase 

purificada de Talaromyces amestolkiae. Os autores observaram o decréscimo no rendimento 

em XOs (28,8% para 27,2%) quando a reação prosseguiu até 24 h. Conforme mencionado por 
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Akpinar et al., (2010), o decréscimo e/ou a estagnação do rendimento em XOs pode ocorrer 

devido à redução do número de sítios acessíveis na estrutura do substrato. Ainda, o decréscimo 

no rendimento em XOs (Tabela 5) também pode estar associado à hidrólise dos oligômeros em 

xilose, uma vez que o extrato bruto contém β-xilosidases, mesmo que em baixa quantidade.  

Em relação ao perfil de carboidratos, os hidrolisados obtidos com o uso dos extratos 

bruto e purificado, em 24 h de reação, apresentaram maior percentual de xilobiose (50,9% e 

53,8%), seguido de xilotriose (30,9% e 32,8%) e XOs de maior GP (4,3% e 3,7%). O 

hidrolisado obtido pelo uso do extrato purificado exibiu maior percentual de XOs totais (90,2%) 

comparado ao hidrolisado oriundo do uso da enzima bruta (86,1%), em 24 h de reação. Ainda, 

ao atingir as 32 h, o hidrolisado obtido pelo uso da xilanase purificada apresentou diminuição 

de 1% no teor de XOs totais, enquanto esta queda correspondeu a 4% para o hidrolisado obtido 

a partir da enzima bruta. Conforme Singh, Banerjee e Arora (2015), XOs de baixo GP (xilobiose 

e xilotriose) são preferíveis na indústria de alimentos devido a sua alta capacidade prebiótica.  

A Figura 3 apresenta a produção de XOs totais e xilose a partir da hidrólise da xilana 

de faia utilizando extratos bruto e purificado de xilanase de A. pullulans CCT 1261 em 24 h de 

reação. Uma vez que não houve diferença significativa (p>0,05) entre a quantidade de XOs 

produzidos em 24 h, 28 h e 32 h de reação para cada extrato, o tempo de 24 h foi escolhido para 

comparação da eficiência das enzimas bruta e purificada. Conforme ilustra a Figura 3, a 

concentração de XOs nos hidrolisados oriundos do uso da enzima bruta e purificada foi 

estatisticamente igual (p>0,05), diferindo apenas na quantidade de xilose remanescente. Uma 

vez que o extrato bruto contém maior quantidade de enzimas acessórias em sua composição, 

especialmente β-xilosidases e α-L-arabinofuranosidases, era esperado que a quantidade de 

xilose no hidrolisado fosse mais alta.  

Conforme mencionado por Shi et al. (2013), a quantidade de xilose liberada pelas 

xilanases de Paenibacillus sp. aumentou na presença de arabinofuranosidases produzidas pela 

mesma cepa microbiana. Da mesma forma, Pereira et al. (2018) observaram que o uso 

combinado de xilanases e arabinofuranosidases contribuiu para maior formação de xilose no 

hidrolisado, uma vez que a remoção das ramificações de arabinose permite que as xilanases 

atuem sobre a cadeia principal da xilana mais facilmente, aumentando a liberação de xilose e 

diminuindo o GP dos outros XOs. Os autores ainda mencionam que a presença concomitante 

de β-xilosidases no extrato bruto também ocasionou o aumento de xilose, principalmente pela 

sua atuação na xilobiose formada.  

No presente estudo, embora o extrato bruto apresentasse maior quantidade de 

arabinofuranosidases – o que poderia contribuir na produção de XOs – , este também continha 
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maior teor de β-xilosidases em relação ao extrato purificado, o que resultou no aumento de 

xilose no meio hidrolisado sem que houvesse maior produção de XOs. Além disso, na reação 

conduzida com o extrato bruto de xilanase, a liberação de xilose aumentou entre 24 h e 32 h de 

reação, enquanto a produção de XOs diminuiu no mesmo período. Isto demonstra a possível 

ação das β-xilosidases sobre a xilobiose, já que a quantidade deste oligômero também decresceu 

entre 28 e 32 h de hidrólise. Por outro lado, este comportamento não foi observado na hidrólise 

enzimática da xilana utilizando o extrato purificado de xilanase.  

 
Figura 3  – Produção de XOs totais e xilose em 24 h de hidrólise de xilana de faia utilizando 

xilanase bruta e parcialmente purificada de A. pullulans CCT 1261. 

 
 

Média ± erro padrão (n = 2). Letras iguais em colunas da mesma cor indicam que não há diferença significativa 
entre as médias ao nível de 5% de significância pelo teste t (p>0,05). 

 

 Bian et al. (2013) avaliaram a obtenção de XOs a partir da hidrólise de xilana de 

bagaço de cana utilizando xilanase bruta de Pichia stipitis, alcançando a produção máxima de 

5,29 mg/mL em 12 h de reação. Os autores ainda mencionam que os XOs produzidos eram 

compostos majoritariamente por xilobiose (29,8%), xilotriose (47,1%) e xilotetraose (18,4%), 

além de traços de xilopentose e xilohexose. Xilanases brutas de Pichia stipitis também foram 

utilizadas na hidrólise de xilana de Populus tomentosa, onde foi possível obter um hidrolisado 

contendo 95% (3,95 mg/mL) de XOs compostos por xilobiose, xilotriose e xilotetraose (YANG 

et al., 2011). Na hidrólise enzimática de xilana de sabugo de milho utilizando xilanase 

parcialmente purificada de Aspergillus foetidus MTCC 4898, Chapla, Pandit e Shah (2012) 

obtiveram 6,73 mg/mL de XOs totais em 8 h de reação, sendo estes isentos de xilose e 

compostos por xilobiose, xilotriose, xilotetraose e xilopentose em proporções similares. Nieto-

Domínguez et al. (2017) utilizaram xilanase purificada de Talaromyces purpurogenum na 
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hidrólise de xilana de bétula, e obtiveram 5,95 mg/mL de XOs compostos em sua maioria por 

xilobiose (1,49 mg/mL), xilotriose (2,01 mg/mL) e xilotetraose (1,39 mg/mL).  

 Com base nos estudos acima mencionados, é possível dizer que a produção de XOs 

por hidrólise de xilana de faia utilizando xilanases de A. pullulans CCT 1261 se mostrou 

promissora, principalmente quanto ao conteúdo e composição dos oligômeros obtidos. Uma 

vez que o teor de XOs totais não diferiu estaticamente (p>0,05) com o uso da enzima bruta e 

purificada, e que o acúmulo de xilose no meio pode ser controlado mediante o estudo dos 

demais parâmetros reacionais, o extrato bruto foi o escolhido para a continuidade do trabalho. 

A eliminação da purificação da enzima reduz o número de etapas envolvidas na produção de 

XOs, permitindo que estes sejam obtidos de forma mais econômica.  

 

4 CONCLUSÃO 

 

 Os extratos bruto e purificado de xilanases de A. pullulans CCT 1261 foram 

caracterizados e aplicados na hidrólise enzimática de xilana de faia para produção de XOs. A 

precipitação fracionada com (NH4)2SO4 (0-30%/30-60%) permitiu a purificação parcial das 

xilanases em 6,8 vezes e recuperação enzimática de 69,4%. Os extratos bruto e purificado 

apresentaram temperatura e pH ótimos iguais a 50 °C e 4,5, respectivamente, e maior 

estabilidade à 40 °C (t1/2 igual a 20 e 10 d, respectivamente) dentro da faixa estudada. Com base 

nos parâmetros de termoestabilidade dos extratos, o aumento da temperatura de 40 °C para  

60 °C levou à desnaturação enzimática, sendo este processo endotérmico e que resulta no 

desdobramento da cadeia proteica em uma estrutura mais aleatória. Além disso, a xilanase bruta 

apresentou menor Km (25 mg/mL) comparado à enzima purificada (50 mg/mL).  

 O conteúdo de XOs totais (7,7 mg/mL e 7,9 mg/mL) e a conversão de xilana em 

XOs (25,7% e 26,5%), em 24 h de reação, não apresentou diferença estatística pela aplicação 

dos extratos bruto e purificado na hidrólise enzimática. No entanto, a produção de xilose foi 

significativamente menor pelo uso do extrato purificado. Quanto ao perfil de carboidratos, os 

hidrolisados exibiram maior percentual de xilobiose (50,9% e 53,8%), seguido de xilotriose 

(30,9% e 32,8%) e XOs de maior GP (4,3% e 3,7%).  

 Com base no conteúdo de oligômeros e no perfil de carboidratos dos hidrolisados, 

a hidrólise enzimática de xilana de faia se mostrou promissora para obtenção de XOs. Uma vez 

que o acúmulo de xilose no meio pode ser controlado através do estudo dos demais parâmetros 

reacionais, o extrato bruto foi indicado como o mais adequado para a produção de XOs. O uso 
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do extrato bruto de xilanase evita a inclusão da etapa de purificação ao processo de produção 

de XOs, permitindo que estes sejam obtidos de modo mais econômico.  
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ARTIGO 4 

MAXIMIZAÇÃO DA PRODUÇÃO DE XILO-OLIGOSSACARÍDEOS UTILIZANDO 

XILANASE BRUTA DE Aureobasidium pullulans 
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RESUMO 

 
Xilo-oligossacarídeos (XOs) são oligômeros não digeríveis e fermentáveis que se destacam 
pelo caráter prebiótico, além de possuírem outras propriedades funcionais para a saúde humana. 
Dentre as estratégias adotadas para a produção de XOs, a hidrólise enzimática se sobressai pela 
especificidade das xilanases e operação em condições moderadas de reação, além de permitir a 
obtenção de oligossacarídeos com menor grau de polimerização (GP ≤ 6). O presente estudo 
teve como finalidade avaliar a influência dos parâmetros reacionais da hidrólise envolvendo 
xilana de faia e xilanase bruta de Aureobasidium pullulans, visando a maximização da produção 
de XOs. Parâmetros como temperatura (40-50 °C), tempo de reação (12-48 h), concentração de 
substrato (1-6%, m/v), relação enzima:substrato (100-300 U/g) e pH (4,0-6,0), foram avaliados 
na obtenção de hidrolisado rico em XOs e com conteúdo mínimo de xilose. Altas concentrações 
de XOs totais (10,1 mg/mL) e XOs de baixo GP (9,7 mg/mL), além de alto percentual de XOs 
(99,1%) no hidrolisado, foram obtidas nas seguintes condições reacionais: 6% (m/v) de xilana 
de faia, 260 U/g de xilanase bruta, pH 6,0, 180 rpm (agitação orbital), 40 °C por 24 h de reação. 
A maximização das condições de hidrólise permitiu aumentar tanto a produção de XOs totais 
em 1,5 vezes como o percentual de XOs em 9,4%, quando comparado às condições iniciais de 
hidrólise (6,7 mg/mL e 89,7%, respectivamente).  
 
Palavras-chave: Hidrólise enzimática. Parâmetros reacionais. Xilo-oligômeros.   
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1 INTRODUÇÃO 

 

 Os xilo-oligossacarídeos (XOs) são oligômeros não digeríveis contendo entre duas a dez 

unidades de xilose unidas por ligações β-1,4 (IUPAC, 1982). Estes oligômeros são produzidos a partir da 

hidrólise da xilana, principal polissacarídeo constituinte da fração hemicelulósica da parede vegetal 

(GÍRIO et al., 2010). Dependendo do grau de substituição da xilana, os XOs podem conter em sua 

estrutura grupamentos laterais como α-D-glicopiranosil ácido urônico ou seu derivado, grupos acetila e 

resíduos de arabinofuranosil, os quais são responsáveis pela existência de XOs ramificados  (AACHARY; 

PRAPULLA, 2011).  Os XOs estão naturalmente presentes em brotos de bambu, frutas, vegetais e mel, 

porém em baixas quantidades (SAMANTA et al., 2015), o que justifica a necessidade de estudos voltados 

à sua produção e posterior aumento de escala.  

 A principal propriedade dos XOs está relacionada ao seu efeito prebiótico e consequente 

promoção do crescimento de bactérias benéficas ao intestino humano (AMORIM et al., 2020; NIETO-

DOMÍNGUEZ et al., 2017), podendo ser aplicado na formulação de adoçantes de baixa caloria (XIAO et 

al., 2013).e em alimentos com alegação funcional (BRASIL, 1999; ESFA, 2018). Os XOs com grau de 

polimerização (GP) igual ou inferior a cinco são rapidamente fermentados por bactérias probióticas, 

colaborando para manutenção da microflora intestinal, enquanto oligossacarídeos com GP maiores não 

estimulam o desenvolvimento bacteriano (SINGH; BANERJEE; ARORA, 2015). Em baixas doses 

diárias (isto é, entre 1,4 a 2,8 g/dia) (FINEGOLD et al., 2014), os XOs promovem melhorias no 

metabolismo lipídico (GUERREIRO; OLIVA-TELES; ENES, 2015), estimulação à resposta imune 

(SUN et al., 2013), ação antioxidante (VALLS et al., 2018), anti-inflamatória (HANSEN et al., 2013) e 

antimicrobiana (YU et al., 2015). Além do caráter atóxico e certificação GRAS (Generally Recognized as 

Safe) (FDA, 2013), os XOs são os únicos oligossacarídeos no mercado obtidos a partir de biomassa 

lignocelulósica (MONIZ et al., 2016) 

 Os XOs podem ser produzidos através de auto-hidrólise (SUREK; BUYUKKILECI, 2017), 

hidrólise química (AKPINAR; ERDOGAN; BOSTANCI, 2009), hidrólise enzimática (GUIDO; 

SILVEIRA; KALIL, 2019; SUKRI; MIMI SAKINAH, 2018), cultivo microbiano (AMORIM; 

SILVÉRIO; RODRIGUES, 2019; REQUE et al., 2019), ou combinação destes processos. Dentre estas 

estratégias mencionadas, a hidrólise enzimática se destaca devido à especificidade das enzimas, não 

formação de produtos secundários indesejáveis e/ou tóxicos, e operação em condições brandas de reação 

(CHAPLA; PANDIT; SHAH, 2012; YANG et al., 2011). Além disso, a hidrólise enzimática permite 

obter XOs com menor grau de polimerização (GP, entre 2 a 6) (REDDY; KRISHNAN, 2016; SINGH et 

al., 2018) quando comparado a outros processos como a auto-hidrólise (GP > 6) (LI et al., 2018; SUREK; 
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BUYUKKILECI, 2017), sendo interessante para a indústria alimentícia, visto que XOs com baixo GP 

exibem alta capacidade prebiótica (SINGH; BANERJEE; ARORA, 2015).  

Na hidrólise enzimática, a complexidade estrutural da xilana faz com que enzimas 

com distintas especificidades e modos de ação atuem na degradação deste açúcar 

(GOWDHAMAN; PONNUSAMI, 2015). Dentre as enzimas xilanolíticas, duas se destacam: 

endo-xilanase e exo-xilanase (β-xilosidases), onde a primeira hidrolisa as ligações glicosídicas 

β-1,4 e libera XOs, enquanto a segunda atua na extremidade não redutora da xilobiose ou outros 

XOs, resultando em xilose (SHALLOM; SHOHAM, 2003; SHENG et al., 2014). Assim, 

extratos xilanolíticos com baixa atividade de exo-xilanases são desejados, pois atenuam a 

produção de xilose e aumentam o rendimento em XOs. Além de inibir a atividade de xilanases, 

a xilose não deve estar presente em hidrolisados prebióticos, pois não promove o crescimento 

de bactérias benéficas ao cólon (FARYAR et al., 2014; REDDY; KRISHNAN, 2016). Estudos 

anteriores demonstraram que a levedura Aureobasidium pullulans é capaz de originar extratos 

enzimáticos ricos em xilanase e com baixa atividade de β-xilosidase (GAUTÉRIO et al., 2018), 

até quando substratos agroindustriais são utilizados no meio de cultivo como fonte de xilana 

(GAUTÉRIO et al., 2020).  

O uso eficiente das enzimas para a produção de XOs depende das variáveis do 

processo, tais como temperatura, pH, tempo de reação, intensidade de agitação, concentração 

de enzima e substrato, e presença de outras espécies químicas que podem inibir ou acelerar as 

taxas de reação. Para que a hidrólise enzimática seja realizada de modo eficiente, a 

maximização das condições reacionais é requerida (AZELEE et al., 2016; BRIENZO; 

CARVALHO; MILAGRES, 2010). Neste sentido, o objetivo deste estudo foi avaliar a 

influência dos parâmetros reacionais da hidrólise envolvendo xilana de faia e xilanase bruta de 

Aureobasidium pullulans, visando a maximização da produção de XOs.  

 

2 MATERIAL E MÉTODOS 

2.1 MATERIAL 

 

O micro-organismo A. pullulans CCT 1261 foi adquirido da Coleção de Culturas Tropical 

da Fundação André Tosello (Campinas, Brasil). O farelo de arroz, cedido gentilmente por indústria de 

beneficiamento de arroz da região Sul do Rio Grande do Sul, foi seco em estufa (50 °C, 24 h), peneirado 

(partícula menor que 0,5 mm) e armazenado em sacos de polietileno a -18 °C até sua utilização.  

A xilana de madeira de faia foi adquirida da Apollo Scientitfic (Bredbury, Reino Unido), 

enquanto os padrões de XOs (xilobiose, xilotriose, xilotetralose e xilopentose) foram adquiridos da 
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Megazyme (Bray, Irlanda). O padrão de xilose foi obtido da Sigma-Aldrich (San Luis, Estados Unidos). A 

coluna cromatográfica para análise de XOs (Aminex HPX-42A, dimensão 300 mm x 7,8 mm) foi 

adquirida da Bio-Rad Laboratories (Hercules, Estados Unidos). Todos os demais reagentes utilizados 

foram de grau analítico. 

 

2.2 OBTENÇÃO DO EXTRATO ENZIMÁTICO DE XILANASE 

2.2.1 Manutenção do micro-organismo, pré-inóculo e inóculo 

 

A manutenção da cepa A. pullulans CCT 1261 ocorreu através de repiques 

periódicos em ágar batata dextrose inclinado, sendo mantida a 24 °C em estufa por 72 h. O 

meio de pré-inóculo e inóculo foi composto por (g/L) xilose (10), base nitrogenada de levedura 

(6,7) suplementada com sulfato de amônio ((NH4)SO4) (5), asparagina (2) e fosfato de potássio 

(KH2PO4) (5) em pH 5,0 (CHRISTOV et al., 1997). O meio ausente de xilose foi esterilizado 

em autoclave (121 °C por 15 min), e adicionado de solução concentrada de xilose previamente 

esterilizada por filtração em membrana de acetato de celulose (Milipore, Burlington, Estados 

Unidos) de 0,22 μm. 

O preparo do pré-inóculo consistiu na transferência da massa celular (alçada) da 

superfície do ágar para tubos contendo meio estéril (5 mL), os quais foram incubados em estufa 

a 28 °C por 24 h. Logo após, o volume de pré-inóculo (5 mL) foi vertido para frascos 

Erlenmeyer de 250 mL contendo o mesmo meio estéril (45 mL), os quais foram mantidos a 

28°C e 150 rpm (agitação orbital) por 24 h. 

 

2.2.2 Cultivo submerso e obtenção do extrato bruto  

 

Os cultivos submersos foram realizados em frascos Erlenmeyer aletados de  

500 mL contendo meio estéril (150 mL) composto por (g/L) farelo de arroz (61,9), extrato de 

levedura (1,5) e (NH4)2SO4 (3,6) em pH 7,0 (GAUTÉRIO et al., 2020). Os meios foram 

esterilizados em autoclave (121 °C, 15 min). Os frascos foram inoculados com 2% (v/v) de 

inóculo com densidade ótica (DO) de 0,8 a 620 nm (SUGUMARAN et al., 2013) e mantidos a 

28 °C, 150 rpm (agitação orbital) por 72 h.  

Ao término do cultivo, o meio foi centrifugado (4757 × g a 4°C por 30 min), e o 

sobrenadante foi filtrado à vácuo em membrana Whatman n° 1 (Milipore, Burlington, Estados 

Unidos) para a remoção de partículas suspensas de farelo, obtendo-se assim o extrato bruto de 

xilanase. Previamente à sua aplicação, o extrato foi submetido à determinação da atividade de 
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endo-β-1,4-xilanase (item 2.4.1), concentração de proteínas solúveis (item 2.4.2) e medição do 

pH (item 2.4.2).  

 

2.3 PRODUÇÃO DE XILO-OLIGOSSACARÍDEOS POR HIDRÓLISE ENZIMÁTICA 

2.3.1 Efeito da temperatura na produção de xilo-oligossacarídeos 

 

 A produção de XOs por hidrólise enzimática foi avaliada em três temperaturas – 40, 45 e  

50 °C –, escolhidas com base nos ensaios de caracterização enzimática (Artigo 3) e literatura referente aos 

estudos de produção dos xilo-oligômeros. As hidrólises foram realizadas em reatores de mistura 

encamisados mantidos a 180 rpm (agitação mecânica) por 24 h. O meio reacional foi composto por xilana 

(3%, m/v) em tampão citrato de sódio 50 mmol/L pH 5,3 (mantida overnight sob agitação para completa 

solubilização), e enzima (200 U/g), totalizando o volume de 75 mL (AACHARY; PRAPULLA, 2009). 

Alíquotas de 2 mL foram coletadas em intervalos de tempo predefinidos e a reação enzimática foi 

interrompida pelo aquecimento do meio a 100 °C por 5 min. Após, as amostras foram centrifugadas 

(10.000 × g a 4°C por 10 min) e os sobrenadantes analisados por Cromatografia Líquida de Alta Eficiência 

(CLAE) (item 2.4.3). 

 As concentrações de XOs e xilose nas amostras foram determinadas a partir das curvas de 

calibração dos padrões analíticos. O rendimento (%) foi expresso em termos de conversão de xilana em 

XOs, o qual foi calculado pela relação entre a massa de XOs gerados pela massa inicial de xilana nos 

reatores, multiplicado por cem. Os ensaios de hidrólise foram realizados em duplicata.  

  

2.3.2 Cinética de produção de xilo-oligossacarídeos em agitador orbital  

 

A partir da temperatura selecionada no item 2.3.1, as reações de hidrólises foram conduzidas 

sob agitação orbital (180 rpm) em reatores do tipo Erlenmeyer de 125 mL contendo 40 mL de meio 

reacional conforme descrito acima. Alíquotas de 2 mL foram coletadas em intervalos de tempo 

predefinidos e a reação enzimática foi interrompida pelo aquecimento do meio a 100 °C por 5 min. As 

amostras foram centrifugadas (10.000 × g a 4°C por 10 min) e os sobrenadantes foram analisados por 

CLAE (item 2.4.3). Os ensaios de hidrólise foram realizados em triplicata. As concentrações de XOs e 

xilose nas amostras, bem como a conversão de xilana em XOs, foram determinadas conforme o item 2.3.1. 

Os resultados obtidos foram comparados com as hidrólises realizadas em reatores encamisados e agitação 

mecânica.  
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2.3.3 Maximização da produção de xilo-oligossacarídeos 

 

 A maximização da produção de XOs por hidrólise enzimática foi realizada através do 

Delineamento Composto Central Rotacional (DCCR) 23 com três repetições no ponto central, totalizando 

17 ensaios. Os fatores avaliados na produção de XOs foram a concentração de xilana (1 a 6%, m/v), pH 

(4,0 a 6,0) e relação enzima:substrato (100 a 300 U/g de xilana). As hidrólises foram conduzidas sob a 

temperatura selecionada no item 2.3.1 e agitação orbital  (180 rpm) em reatores do tipo Erlenmeyer de 125 

mL contendo 40 mL de meio reacional. Alíquotas de 3 mL foram coletadas no ponto 0 h e em 24 h de 

hidrólise, e a reação enzimática foi interrompida pelo aquecimento do 100 °C por 5 min. Após a 

centrifugação (10.000 × g a 4°C por 10 min), os sobrenadantes foram analisados por CLAE (item 2.4.3). 

 O intervalo de cada variável independente (Tabela 4) foi selecionado de acordo com a 

literatura, e as variáveis respostas analisadas foram a concentração de XOs totais (mg/mL), concentração 

de xilobiose e xilotriose (X2 e X3, mg/mL) e o percentual de XOs (%) em 24 h de hidrólise. Os dados 

experimentais obtidos no DCCR foram ajustados ao modelo de segunda ordem conforme a Equação 1:  

 

𝑦 =  𝛽0 + ∑ 𝛽𝑖𝑥𝑖
𝑘
𝑖 = 1  + ∑ 𝛽𝑖𝑖𝑥𝑖

2 𝑘
𝑖 = 1 + ∑ 𝛽𝑖𝑗𝑥𝑖𝑥𝑗  + 𝜀𝑘

1≤ 𝑖 ≤ 𝑗           (1) 

 

onde y é a variável dependente (resposta) a ser modelada, x são as variáveis independentes (fatores) e β 

são os coeficientes da regressão do modelo (RODRIGUES; IEMMA, 2012). A partir do modelo preditivo, 

as curvas de contorno foram construídas para ilustrar os efeitos individuais e de interação sobre as variáveis 

dependentes. Os desvios relativos entre os valores reais e preditos da variável resposta foram calculados 

pela Equação 2:  

 

DR (%)= RO - RP

RO
×100                             (2) 

 

onde RO e RP são os valores observados e preditos da variável resposta, respectivamente. A validação do 

modelo consistiu na realização de hidrólises adicionais em triplicata, nas condições reacionais onde tanto 

as concentrações de XOs totais (mg/mL) e X2 e X3 (mg/mL) como o percentual de XOs (%) nos 

hidrolisados foram favorecidas. O percentual de XOs foi calculado através da razão entre a quantidade de 

XOs totais pela quantidade de açúcares totais presentes no hidrolisado, multiplicado por cem.  
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2.4 DETERMINAÇÕES ANALÍTICAS 

2.4.1 Atividade de endo-β-1,4-xilanase  

 

A atividade enzimática de endo-β-1,4-xilanase foi determinada conforme Bailey, Biely e 

Poutanen (1992) utilizando como substrato a xilana de madeira de faia 1% (m/v) preparada em tampão 

citrato de sódio 50 mmol/L pH 5,3. A mistura reacional, composta por 0,9 mL de solução de substrato e 

0,1 mL de extrato enzimático, foi incubada a 50 ºC por 5 min. Em seguida, 1,0 mL de ácido 3,5-

dinitrosalicílico (DNS) foi adicionado à mistura. A quantificação dos açúcares redutores liberados a partir 

da xilana foi realizada conforme Miller (1959), correlacionando com a curva padrão de xilose (Apêndice 

1) a 540 nm . Uma unidade (U) de atividade enzimática foi definida como a quantidade de enzima 

necessária para liberar 1 μmol de xilose por minuto, sob as condições descritas do ensaio. A atividade 

específica (U/mg) foi determinada como a razão entre a atividade enzimática (U/mL) e o teor de proteínas 

solúveis (mg/mL). 

  

2.4.2 Proteínas solúveis e pH 

 

A concentração de proteína solúvel foi determinada segundo Lowry et al. (1951), utilizando 

albumina de soro bovino como padrão (Apêndice 1). A determinação do pH foi realizada em 

potenciômetro digital conforme a AOAC n° 972.44 (AOAC, 2000).  

 

2.4.3 Análise dos hidrolisados por Cromatografia Líquida de Alta Eficiência 

 

Os sobrenadantes oriundo das hidrólises enzimáticas foram filtrados em membrana de 

fluoreto de polivinilideno de 0,22 µm (Milipore, Burlington, Estados Unidos), e posteriormente analisados 

em cromatógrafo líquido (Prominence®, Shimadzu, Quioto, Japão) equipado com detector de índice de 

refração (RID-10A) e forno de colunas (CTO-20A). Alíquotas de 20 µL foram injetadas automaticamente 

(SIL-20AHT) e eluídas a 0,4 mL/min com água ultrapura (Milli-Q, Milipore, Burlington, Estados Unidos) 

como fase móvel de uma coluna para separação de carboidratos (Aminex HPX-42A, Bio-Rad, Hercules, 

Estados Unidos). A temperatura e o tempo total de corrida foram 50 ºC e 40 min, respectivamente. A 

identificação dos açúcares foi realizada a partir dos seus tempos de retenção, enquanto a quantificação de 

XOs e xilose foram determinadas através das curvas de calibração previamente construídas com o pool de 

padrões (1 a 10 mg/mL).  O controle do equipamento e aquisição dos dados foi feito pelo software LC 

Solution®.  
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2.5 ANÁLISE ESTATÍSTICA DOS RESULTADOS  

  

Os ensaios realizados com réplicas e único fator foram submetidos ao teste t ou 

Análise de Variância Univariável (One-way ANOVA) seguido da comparação post-hoc Tukey, 

ao nível de 5% de significância (p<0,05). As análises foram realizadas no software Statistica 

5.0 (Statsoft Inc., Estados Unidos). Para a avaliação do DCCR, os dados foram submetidos à 

ANOVA fatorial considerando p<0,05 ou p<0,10, conforme a variável resposta avaliada. O 

ajuste do modelo foi expresso pelo coeficiente de determinação (R²) e R² ajustado. A análise 

estatística do DCCR e as curvas de contorno foram realizadas no software Protimiza 

Experimental Design (Protimiza, Campinas, Brasil). Em todas as análises estatísticas, os 

pressupostos de normalidade, independência e homocedasticidade dos resíduos foram 

previamente verificados. 

 

3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

3.1 EFEITO DA TEMPERATURA NA PRODUÇÃO DE XILO-OLIGOSSACARÍDEOS 

 

 Neste trabalho, os parâmetros reacionais foram estudados de modo a estabelecer as 

condições que conduzem a máxima produção de XOs e mínima liberação de xilose. A 

influência destes parâmetros sobre a produção de XOs totais foi avaliada utilizando o extrato 

enzimático bruto de xilanase (87,4 ± 1,5 U/mL e 26,8 ± 0,5 U/mg de proteína) de A. pullulans 

CCT 1261, o qual possui baixa atividade de β-xilosidase (0,02 ± <0,01 U/mL, Artigo 3) e pH 

final após cultivo igual a 4,2 ± <0,1.  As Tabelas 1, 2 e 3 apresentam a produção de XOs e 

xilose e o percentual de conversão de xilana em XOs obtidos nas reações de hidrólise 

conduzidas entre 40 °C e 50 °C. A faixa de temperatura de estudo foi escolhida com base em 

estudos anteriores de produção de XOs e nos ensaios de estabilidade térmica da xilanase bruta 

de A. pullulans CCT 1261 (Artigo 3). A amostragem nos ensaios de hidrólise a 50 °C foi 

realizada a cada 20 min nas primeiras 2 h de reação, pois apesar da xilanase bruta apresentar 

atividade ótima nesta temperatura, a sua meia vida nestas condições é de 1,28 h (Artigo 3).  

 Para as três temperaturas avaliadas, é possível perceber a ocorrência de hidrólise 

parcial dos XOs de maior GP em xilobiose, bem como o aumento no teor de xilose, ao longo 

do tempo de reação. Nas hidrólises realizadas a 40 °C e 45 °C, o maior conteúdo de XOs foi 

observado em 24 h de reação, o qual também se diferiu estatisticamente do teor obtido nos 

demais tempos de amostragem (Tabelas 1 e 2). Além disso, a conversão de xilana em XOs em 

ambos os ensaios aumentou significativamente ao longo da hidrólise, apresentando valores 
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máximos em 24 h de reação. Em relação ao perfil de carboidratos, os hidrolisados obtidos nas 

reações à 40 °C e 45 °C apresentaram, em 24 h de reação, maior percentual de xilobiose (46,7% 

e 45,7%), seguido de xilotriose (33,2% e 34,3%) e XOs de maior GP (6,7% e 7,7%). 

   

Tabela 1 – Produção de XOs e xilose e percentual de conversão a partir de xilana de faia 
utilizando xilanase bruta de A. pullulans CCT 1261. Condições de hidrólise: 40 °C, 3% (m/v) 

de xilana, 200 U/g de xilana, pH 5,3, 180 rpm (agitação mecânica). 
Tempo 

(h) 

Perfil de carboidratos (%) XOs totais 

(mg/mL) 

Conversão de xilana 

em XOs (%) X1 X2 X3 X4-X5 XOs totais 

2 7,4 28,8 37,0 26,8 92,6 5,1  ± <0,1e 17,1 ± 0,1d 

4 8,7 33,8 37,2 20,3 91,3 5,7  ± <0,1d 19,1± 0,1cd 

6 9,3 36,9 37,4 16,3 90,7 6,0  ± <0,1cd 19,9 ± < 0,1cd 

8 10,5 39,7 38,3 11,6 89,5 6,0  ± <0,1cd 19,9 ± 0,1cd 

10 11,6 40,7 35,4 10,9 87,0 6,3 ± 0,1bc 21,1 ± 0,2bc 

12 12,5 42,5 35,7 9,4 87,5 6,4± <0,1b   21,2± 0,1b 

24 13,2 46,9 33,2 6,7 86,8 7,2 ± 0,2a 23,9± 0,5a 
Média ± erro padrão (n = 2). Letras minúsculas iguais na mesma coluna indicam que não há diferença 
significativa entre as médias pelo teste Tukey (p > 0,05). Legenda: X1 – xilose; X2 – xilobiose; X3 – 

xilotriose; X4 – xilotetraose; X5 – xilopentose. 
 

Tabela 2 – Produção de XOs e xilose e percentual de conversão a partir de xilana de faia 
utilizando xilanase bruta de A. pullulans CCT 1261. Condições de hidrólise: 45 °C, 3% (m/v) 

de xilana, 200 U/g de xilana, pH 5,3, 180 rpm (agitação mecânica). 
Tempo 

(h) 

Perfil de carboidratos (%) XOs totais 

(mg/mL) 

Conversão de 

xilana em XOs (%) X1 X2 X3 X4-X5 XOs totais 

2 8,4 31,7 38,2 21,8 91,6 5,0 ± <0,1e 16,8 ± 0,2e 

4 9,3 35,7 37,9 17,1 90,7 5,7  ± <0,1d 19,1 ± 0,1d 

6 10,5 38,3 37,2 14,0 89,5 6,0 ± <0,1c 20,1± 0,2c 

8 11,3 40,7 36,7 11,4 88,7 6,1  ± <0,1c 20,2 ± 0,1c 

10 10,8 42,3 36,5 10,4 89,2 6,2  ± 0,1c 20,7± 0,2c 

12 10,6 42,7 36,5 10,2 89,4 6,6  ± <0,1b 21,8 ± 0,1b 

24 12,2 45,7 34,3 7,7 87,8 7,2  ± <0,1a 23,8 ± 0,1a 
Média ± erro padrão (n = 2). Letras minúsculas iguais na mesma coluna indicam que não há diferença 
significativa entre as médias pelo teste Tukey (p > 0,05). Legenda: X1 – xilose; X2 – xilobiose; X3 – 

xilotriose; X4 – xilotetraose; X5 – xilopentose. 
 

Por outro lado, na hidrólise realizada a 50 °C, o conteúdo de XOs totais em 24 h de 

reação não apresentou diferença significativa (p>0,05) quando comparado ao teor observado 
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em menores tempos de reação, mantendo-se praticamente estável no intervalo de 1 a 24 h. Do 

mesmo modo, a conversão de xilana em XOs entre 1 e 24 h de reação não aumentou 

significativamente. Curiosamente, o percentual de xilose aumentou em 6,1% no mesmo 

período. Este comportamento pode estar relacionado tanto com a inativação parcial da xilanase 

devido à temperatura de hidrólise, como também pela possível atuação da β-xilosidase. Neste 

último caso, alguns estudos mencionam que as β-xilosidases podem apresentar temperatura 

ótima de 50 °C (KIM; YOON, 2010), e especialmente as enzimas produzidas por A. pullulans 

se mostram altamente estáveis entre 50 e 70 °C (BANKEEREE et al., 2018; DOBBERSTEIN; 

EMEIS, 1991; OHTA et al., 2010). 

   

Tabela 3 – Produção de XOs e xilose e percentual de conversão a partir de xilana de faia 
utilizando xilanase bruta de A. pullulans CCT 1261. Condições de hidrólise: 50 °C, 3% (m/v) 

de xilana, 200 U/g de xilana, pH 5,3, 180 rpm (agitação mecânica). 
Tempo 

(h) 

Perfil de carboidratos (%) XOs totais 

(mg/mL) 

Conversão de 

xilana em XOs (%) X1 X2 X3 X4-X5 XOs totais 

0,3 9,0 16,3 36,3 38,5 91,0 2,9 ± 0,1c 9,8  ± 0,3c 

0,6 9,2 17,9 36,0 36,9 90,8 3,4 ± 0,1bc 11,3  ± 0,3bc 

1 9,4 19,3 36,0 35,4 90,6 3,7 ± 0,10ab 12,4  ± 0,4ab 

1,3 9,8 20,5 35,1 34,7 90,2 3,8 ± 0,2ab 12,6 ± 0,6ab 

1,6 10,3 20,7 35,6 33,5 89,7 3,9 ± 0,1ab 13,1  ± 0,2ab 

2 11,3 20,9 36,1 31,7 88,7 4,1± <0,1a 13,6  ± <0,1a 

4 12,2 21,1 35,7 31,0 87,8 4,1± 0,1a 13,8 ± 0,2a 

6 13,4 21,1 35,5 30,0 86,6 4,2 ± 0,1a 13,9 ± 0,2a 

8 14,8 21,0 34,8 29,3 85,2 4,1 ± 0,1a 13,7  ± 0,2a 

10 16,2 21,3 33,7 28,8 83,8 4,0± 0,2a 13,3  ± 0,7a 

12 16,6 21,4 34,1 28,0 83,5 4,1 ± < 0,01a 13,6  ± <0,1a 

24 15,5 23,7 33,3 27,6 84,5 4,3 ± 0,1a 14,17  ± 0,4a 
Média ± erro padrão (n = 2). Letras minúsculas iguais na mesma coluna indicam que não há diferença 
significativa entre as médias pelo teste Tukey (p > 0,05). Legenda: X1 – xilose; X2 – xilobiose; X3 – 

xilotriose; X4 – xilotetraose; X5 – xilopentose. 
 

 

Quanto ao perfil de carboidratos, o hidrolisado obtido nas reações a 50 °C, em 24 h 

de reação, apresentou maior teor de xilotriose (33,3%), seguido de XOs de maior GP (27,6%) 

e xilobiose (23,7%). Devido à possível inativação parcial da xilanase pelo aumento da 
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temperatura, é esperado que o hidrolisado obtido a 50 ºC apresente maior proporção de 

xilotriose e de XOs de maior GP em relação à xilobiose. 

 A Figura 1 apresenta o efeito da temperatura de hidrólise na produção de XOs e 

xilose e na conversão de xilana em XOs.  Não houve diferença significativa (p>0,05) na 

produção de XOs e xilose, bem como na conversão de xilana em XOs, entre os ensaios 

realizados a 40 °C e 45 °C. Apesar da atividade de xilanase ser favorecida a 45 °C, a mesma 

apresenta menor estabilidade térmica nesta temperatura (t1/2 = 26,46 h) quando comparada à  

40 °C (t1/2 = 495,11 h), o que pode ter ocasionado a perda da sua capacidade catalítica ao longo 

da reação de hidrólise. Como resultado, não houve incremento na produção de XOs e conversão 

de xilana em XOs com o aumento da temperatura de hidrólise de 40 ºC para 45 °C.  

 A Figura 1 também mostra que na reação a 50 °C tanto a produção de XOs como a  

conversão de xilana em XOs foram significativamente menores em relação aos demais ensaios.  

Apesar da temperatura de 50 °C ser a mais utilizadas para a produção de XOs (AACHARY; 

PRAPULLA, 2009; AKPINAR et al., 2010; KALLEL et al., 2015a; LIU et al., 2018; REDDY; 

KRISHNAN, 2016; SINGH et al., 2018), esta não foi a mais favorável no presente estudo 

devido à baixa estabilidade térmica da xilanase nesta condição. Ainda, alguns estudos 

mencionam que o aumento da temperatura pode favorecer a solubilização da xilana em meio 

líquido e, assim, facilitar o contato entre a enzima e o substrato (GUIDO, 2016); no entanto, é 

importante conhecer como a enzima se comporta frente às temperaturas mais elevadas, caso 

contrário a reação pode não ter o desempenho esperado.  

  Na hidrólise de espigas de milho pelo uso de xilanase de Aspergillus foetidus 

MTCC 4898, Chapla, Pandit e Shah (2012) constataram que a produção de XOs foi máxima 

em 45 °C e retardada em 50 °C. Conforme os autores, tal comportamento está relacionado a 

menor estabilidade térmica da enzima à 50 °C, observada em estudos prévios. Azelee et al. 

(2016) também relataram maior produção de XOs a partir de material lignocelulósico à 40 °C 

e decréscimo à 50 °C, fato este relacionado à instabilidade térmica da xilanase empregada. Os 

autores também mencionam a temperatura como um dos principais fatores que afetam a 

produção de XOs, uma vez que interferem na taxa de hidrólise. No presente estudo, não foi 

observado incremento na produção de XOs com a elevação da temperatura, provavelmente 

pelas questões relacionadas à termoestabilidade da enzima aqui já discutidas. Portanto, com 

base nos resultados de produção de XOs e estabilidade térmica da xilanase, a temperatura de 

40 °C foi a escolhida para a condução dos ensaios posteriores. A condução das hidrólises a 40 

°C não apenas favoreceu a hidrólise enzimática da xilana, como também proporciona menor 

gasto energético durante a produção de XOs.  
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Figura 1 – Efeito da temperatura de hidrólise na produção de (a) XOs totais e xilose e (b) 
conversão de xilana em XOs. 

 
 

 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Média ± erro padrão (n = 2). Letras iguais em colunas da mesma cor indicam que não há diferença significativa 
entre as médias ao nível de 5% de significância pelo teste Tukey (p>0,05).   

   

3.2 PRODUÇÃO DE XILO-OLIGOSSACARÍDEOS EM AGITADOR ORBITAL  

 
 De modo a facilitar a posterior maximização da produção de XOs, as reações de 

hidrólise a 40 °C foram testadas em reatores do tipo Erlenmeyer com agitador orbital (180 rpm), 

e os resultados de produção foram comparados com os obtidos nas reações realizadas em 

reatores encamisados com agitação mecânica. Após 24 h de hidrólise, o conteúdo de XOs totais 

não diferiu estatisticamente ao nível de 5% de significância pelo teste t (7,20 ± 0,2 mg/mL sob 

agitação mecânica e 6,7 ± <0,1 mg/mL em agitador orbital). No entanto, o teor de xilose foi 

significativamente menor sob agitação orbital (0,8 ± <0,1  mg/mL) comparado às reações sob 

agitação mecânica (1,1 ± <0,1 mg/mL).  
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 O perfil de carboidratos nos hidrolisados foi semelhante e se caracterizou pelo 

maior teor de xilobiose (46,9 ± 0,5% sob agitação mecânica e 48,4 ± 0,7% em agitador orbital), 

seguido de xilotriose (33,2 ± 0,6% sob agitação mecânica e 34,9 ± 0,12% em agitador orbital) 

e de XOs de maior GP (6,7 ± 0,4 % sob agitação mecânica e 6,4 ± 0,2 % em agitador orbital). 

A conversão de xilana em XOs também não apresentou diferença estatística (p>0,05) entre os 

hidrolisados (23,9 ± 0,5 % sob agitação mecânica e 22,2 ± 0,1 % em agitador orbital). Baseado 

nos resultados acima, é possível dizer que as hidrólises em reator encamisado sob agitação 

mecânica foram reproduzidas em reatores do tipo Erlenmeyer sob agitação orbital, o que vem 

a facilitar a etapa de maximização da produção de XOs.  

 Uma vez que a maior produção de XOs por hidrólise enzimática de xilana de faia 

foi observada em 24 h de reação, a cinética de produção dos oligossacarídeos foi realizada, de 

modo a verificar a necessidade de prosseguir com a reação por um período mais longo. A Figura 

2 apresenta o acompanhamento da produção de XOs e xilose durante a reação conduzida sob 

agitação orbital. O conteúdo de XOs totais se mostrou significativamente menor nas primeiras 

12 h de reação, no entanto, não diferiu estatisticamente (p>0,05) entre a quantidade obtida nos 

tempos de 24 h a 48 h. Em outras palavras, não foi observando aumento no teor de XOs totais 

conforme o tempo de hidrólise, sendo a produtividade em 48 h reduzida pela metade  

(0,14 mg/mL) quando comparada à obtida em 24 h de reação (0,28 mg/mL.h).  

 

Figura 2  – Cinética de produção de XOs e xilose a partir da hidrólise de xilana de faia 
utilizando xilanase de A. pullulans CCT 1261. Condições de hidrólise: 40 °C, 3% (m/v) de 

xilana, 200 U/g de xilana, pH 5,3, 180 rpm (agitação orbital). 
 

 
 

Média ± desvio padrão (n=3). Letras iguais na mesma curva indicam que não há diferença significativa entre as 
médias ao nível de 5% de significância pelo teste Tukey (p>0,05).   
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 A Figura 3, a qual apresenta o perfil de carboidratos nos hidrolisados a cada 12 h 

de reação, mostra que o percentual de xilotriose e XOs de maior GP diminuiu ao longo do 

tempo. Além disso, o teor de xilobiose se manteve praticamente constante entre 12 h e 48 h de 

reação. Este perfil evidencia a preferência da enzima em hidrolisar os oligômeros formados 

frente à xilana como um todo, fato este que ocorre devido à dificuldade de acesso ao substrato 

que se modifica estruturalmente durante a reação. Já o teor de xilose aumentou de modo 

significativo (p<0,05) entre as 24 h e 48 h de reação. O acúmulo de xilose no meio também 

pode ter sido um dos fatores que levaram à diminuição da produtividade em XOs, causando a 

diminuição da eficiência enzimática pelo acúmulo do monômero no meio reacional, conforme 

evidenciado em outros estudos (AJIJOLAKEWU et al., 2017). 

 

Figura 3 – Perfil de carboidratos obtidos a partir da hidrólise de xilana de faia utilizando 
xilanase de A. pullulans CCT 1261. Condições de hidrólise: 40 °C, 3% (m/v) de xilana, 200 

U/g de xilana, pH 5,3, 180 rpm (agitação orbital). 

 
Média ± erro padrão (n = 3). Letras iguais em colunas da mesma padronagem indicam que não há diferença 

significativa entre as médias ao nível de 5% de significância pelo teste Tukey (p>0,05).  Legenda: X1 – xilose; 
X2 – xilobiose; X3 – xilotriose; X4 – xilotetraose; X5 – xilopentose.  

 

 Akpinar et al. (2010) observaram que quando o período de hidrólise foi maior que 

8 h, os teores de xilotetraose e xilopentaose começaram a diminuir, enquanto as quantidades de 

xilobiose e xilose aumentaram. Deste modo, os autores reforçam que o tempo ótimo de hidrólise 

deve ser determinado conforme o perfil de carboidratos requeridos para o hidrolisado, e indicam 

um tempo reacional entre 8 h a 24 h. Após esse período, a hidrólise da xilana foi retardada, 

indicando a possível inibição da xilanase de Aspergillus niger por acúmulo de produto final 

e/ou redução do número de sítios facilmente acessíveis na estrutura da xilana.  
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 Azelee et al. (2016) mencionam que, teoricamente, quanto maior o tempo de 

incubação da enzima com o seu substrato, maior será a quantidade de produto formada. No 

entanto, a taxa de formação de um produto biológico não é uma função linear simples do tempo 

de incubação. Os autores relatam que, após um certo período de incubação (48 a 96 h), a 

formação do produto pode ficar estável ou, eventualmente, diminuir, podendo este fenômeno 

estar relacionado à perda da atividade catalítica da enzima. Similarmente, Gowdhaman e 

Ponnusami (2015) ao estudarem a hidrólise de espiga de milho por xilanase de Bacillus 

aerophilus, observaram que o teor de açúcares redutores diminuiu após 12 h de reação, 

indicando a possível diminuição do acesso à xilana e/ou inibição da atividade enzimática pelo 

acúmulo do produto.  

 Ao estudar a hidrólise de xilana de faia utilizando xilanase comercial de 

Thermomyces lanuginosus, Guido (2016) constatou que apesar da máxima produção de XOs 

ter sido alcançada em 48 h de hidrólise, a produtividade de XOs diminuiu consideravelmente 

entre 24 h e 48 h, não sendo vantajosa a condução da reação por longo período. Com base na 

cinética de produção de XOs e xilose, bem como no perfil de carboidratos aqui apresentado, o 

tempo de 24 h de hidrólise se mostrou o mais adequado para se obter a máxima produção de 

oligômeros a partir de xilana de faia e xilanase de A. pullulans, além de evitar grande acúmulo 

de xilose no meio reacional.  

 

3.3 MAXIMIZAÇÃO DA PRODUÇÃO DE XILO-OLIGOSSACARÍDEOS  

 

 Conforme estabelecido nos itens anteriores, a maximização da produção de XOs foi 

realizada a 40 °C e em sistema de agitação orbital, através de um DCCR 23 com três pontos 

centrais. Uma vez que os hidrolisados eram compostos majoritariamente por xilobiose e 

xilotriose, estando a concentração dos XOs de maior GP em quantidades muito pequenas, a 

concentração destes açúcares em cada ensaio foi escolhida como uma das variáveis resposta, 

juntamente com a concentração de XOs totais. Além disso, dado que a presença de xilose nos 

hidrolisados é indesejável, o percentual de XOs também foi analisado como variável resposta. 

A Tabela 4 apresenta a matriz do planejamento com os valores reais e codificados dos fatores 

em estudo, bem como as três variáveis resposta avaliadas.  

 Conforme mostra a Tabela 4, as concentrações de XOs totais e de X2 e X3 variaram 

de 2,2 mg/mL (ensaio 9) a 11,2 mg/mL (ensaio 10) e de 1,9 mg/mL (ensaio 9) a 10,7 mg/mL 

(ensaio 10), respectivamente; enquanto o percentual de XOs variou entre 67,7% (ensaio 6) a 
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97,2% (ensaio 12). Esta ampla variação nas três variáveis resposta sugere que as condições de 

reação exercem influência na produção de XOs e na composição de XOs no hidrolisado.  

 Boa reprodutibilidade da produção de XOs foi verificada através do baixo 

coeficiente de variação dos pontos centrais (ensaios 15 a 17), para todas as variáveis respostas 

avaliadas – 2,5% para a concentração de XOs totais, 2,3% para a concentração de X2 e X3, e 

0,3% para o percentual de XOs. As maiores concentrações de XOs totais e de X2 e X3 foram 

observadas no ensaio 10 nas seguintes condições: 6% (m/v) de xilana, pH 5,0 e 200 U/g. Por 

outro lado, o maior percentual de XOs foi observado no ensaio 12 realizado a 3% (m/v) de 

xilana, pH 6,0 e 200 U/g. Isto indica a necessidade de estabelecer uma condição de produção 

de XOs onde se obtenha um hidrolisado com alta concentração de XOs totais e, 

consequentemente, X2 e X3, além de alto percentual de XOs.  

 As variáveis codificadas e as respostas do DCCR foram utilizadas para o cálculo 

dos coeficientes de regressão, erro padrão, valores de p e t, conforme mostra a Tabela 5. 

Tratando-se da concentração de XOs totais, apenas o termo concentração de xilana (L) foi 

significativo (p<0,05). Já para concentração de X2 e X3 os termos concentração de xilana (L e 

Q), pH (L), relação enzima:substrato (L) e interação pH e relação enzima:substrato foram 

significativos (p<0,10); no entanto, apesar do termo pH (Q) apresentar p acima de 0,10, este foi 

mantido na construção do modelo por representar melhor o processo comparado à sua não 

inclusão. Para o percentual de XOs, os termos pH (L), concentração de xilana (L) e a relação 

enzima:substrato (Q) foram significativos (p<0,10).  

 Para o cálculo dos parâmetros da ANOVA fatorial, os termos não significativos 

foram adicionados à falta de ajuste, e os resultados estão apresentados na Tabela 6. O teste F 

para as regressões foi significativo para as três variáveis respostas em estudo, uma vez que os 

valores de Fcal foram superiores aos valores de Ftab. Em outras palavras, os modelos são 

preditivos e podem explicar a influência dos fatores significativos sobre as variáveis respostas 

em estudo. Os coeficientes de regressão (R²) iguais a 0,98, 0,97 e 0,83 indicam que 2%, 3% e 

17% da variação total na resposta não pode ser explicada pelos modelos de concentração de X2 

e X3, concentração de XOs totais e percentual de XOs, respectivamente. Ainda, os valores do 

coeficiente de determinação ajustado (R2
adj, Tabela 5) se mostraram elevados o suficiente para 

indicar o bom ajuste dos modelos. 
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Tabela 4 – Valores codificados e reais (em parênteses) do DCCR 23, concentração de XOs totais, concentração de xilobiose e xilotriose, e 
percentual de XOs obtidos em 24 h de hidrólise enzimática de xilana de faia.  

Ensaio A1 A2 A3 
XOs totais 

(mg/mL) 

DR 

(%) 

Xilobiose e 

Xilotriose (mg/mL) 

DR 

(%) 
% XOs 

DR 

(%) 

1 -1 (2) -1 (4,4) -1 (140) 4,2 -1,7 4,1 -12,9 80,8 2,7 

2 1 (5) -1 (4,4) -1 (140) 9,6 1,9 9,4 -3,3 76,3 3,3 

3 -1(2) 1 (5,6) -1 (140) 4,1 -4,1 3,4 -2,0 96,1 3,0 

4 1 (5) 1 (5,6) -1 (140) 8,2 -15,3 7,5 -14,0 85,5 -3,4 

5 -1 (2) -1 (4,4) 1 (260) 4,2 -2,1 4,1 9,7 73,9 -6,3 

6 1 (5) -1 (4,4) 1 (260) 9,3 -1,8 9,1 3,7 67,7 -9,0 

7 -1 (2) 1 (5,6) 1 (260) 4,2 -2,9 3,8 2,7 86,4 -7,9 

8 1 (5) 1 (5,6) 1 (260) 9,6 1,8 9,1 4,3 85,9 -3,0 

9 -1,68 (1) 0 (5,0) 0 (200) 2,2 -15,2 1,9 0,8 84,5 0,0 

10 +1,68 (6) 0 (5,0) 0 (200) 11,2 0,4 10,7 2,8 78,1 2,1 

11 0 (3,5) -1,68 (4,0) 0 (200) 6,9 1,0 6,8 -0,4 70,7 3,5 

12 0 (3,5) +1,68 (6) 0 (200) 6,9 1,0 6,1 5,2 97,2 4,6 

13 0 (3,5) 0 (5,0) -1,68 (100) 7,4 7,0 7,0 -2,4 90,8 1,9 

14 0 (3,5) 0 (5,0) +1,68 (300) 7,7 10,5 7,5 13,0 92,9 4,1 

15 0 (3,5) 0 (5,0) 0 (200) 7,1 -3,3 6,7 -1,6 80,8 -2,4 

16 0 (3,5) 0 (5,0) 0 (200) 6,9 2,7 6,6 -3,6 81,1 0,4 

17 0 (3,5) 0 (5,0) 0 (200) 6,9 2,7 6,6 -3,6 80,7 0,8 
Legenda: A1: Concentração de xilana (%); A2: pH; A3: Relação enzima:substrato (U/g de xilana); DR: Desvio relativo.
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Tabela 5  – Coeficientes da regressão (CR), erro padrão (EP) e valores de t e p obtidos no DCCR 23 para as três variáveis respostas avaliadas.  
XOs totais (mg/mL) Xilobiose e Xilotriose (mg/mL) % XOs 

Fator CR EP t calc p* CR EP t calc p* CR EP t calc p* 

Média 6,99 0,23 30,96 <0,01 6,69 0,21 32,60 <0,01 81,13 2,49 32,62 <0,01 

A1 2,56 0,11 24,16 <0,01 2,54 0,10 26,31 <0,01 -2,38 1,17 -2,03 0,08 

A1
2 -0,17 0,12 -1,47 0,19 -0,20 0,11 -1,86 0,10 -0,83 1,29 -0,64 0,54 

A2 -0,09 0,11 -0,84 0,43 -0,30 0,10 -3,07 0,01 7,30 1,17 6,25 <0,01 

A2
2 -0,10 0,12 -0,82 0,44 -0,15 0,11 -1,43 0,19 0,11 1,29 0,09 0,93 

A3 0,12 0,11 1,10 0,30 0,19 0,10 1,92 0,09 -1,55 1,17 -1,33 0,23 

A3
2 0,11 0,12 0,98 0,36 0,13 0,11 1,22 0,26 2,91 1,29 2,26 0,06 

A1 × A2 -0,12 0,14 -0,87 0,42 -0,11 0,13 -0,84 0,43 -0,06 1,53 -0,04 0,97 

A1 × A3 0,13 0,14 0,94 0,38 0,12 0,13 0,98 0,36 1,04 1,53 0,68 0,52 

A2 × A3 0,23 0,14 1,66 0,14 0,28 0,13 2,25 0,06 0,77 1,53 0,50 0,63 
Legenda: A1: Concentração de xilana (%); A2: pH; A3: Relação enzima:substrato (U/g de xilana).  
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Tabela 6  – ANOVA fatorial do DCCR para as três variáveis respostas avaliadas  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Legenda: SQ: Soma dos quadrados; GL: Graus de liberdade; MQ: Média dos quadrados. *Ftab 
considerando p<0,05; **Ftab considerando p<0,10. 

 
  

 Conforme mostra a Tabela 4, a baixa porcentagem de variação entre a resposta 

observada e a prevista para cada modelo sugere a precisão do desenho experimental na faixa 

empregada. A partir dos resultados obtidos na ANOVA fatorial e dos coeficientes de regressão, 

os seguintes modelos foram estabelecidos a partir das variáveis codificadas, a fim de descrever 

o comportamento das variáveis resposta em função dos fatores significativos, como seguem: 

 

XOs totais (mg/mL)  =  6,87 + (2,56 × A1)                                 (3)  

 

XOs totais (mg/mL) 

Fonte de variação SQ GL MQ Fcal Ftab* Fcal/Ftab R2
 R2

aj 

Regressão 89,6 1 89,6 479,9 4,5 105,7 0,97 0,97 

Resíduo 2,8 15 0,2      

Falta de ajuste 2,8 13 0,2 28,1     

Erro puro 0,0 2 0,0      

Total 92,4 16       

Xilobiose e xilotriose (mg/mL) 

Fonte de variação SQ GL MQ Fcal Ftab** Fcal/Ftab R2 R2
aj 

Regressão 91,0 6 15,2 117,6 2,5 47,4 0,98 0,97 

Resíduo 1,3 10 0,1      

Falta de ajuste 1,3 8 0,2 36,1     

Erro puro 0,0 2 0,0      

Total 92,3 16       

XOs (%) 

Fonte de variação SQ GL MQ Fcal Ftab**
 Fcal/Ftab R2 R2

aj 

Regressão 927,2 3 309,1 21,6 2,6 8,3 0,83 0,79 

Resíduo 186,1 13 14,3      

Falta de ajuste 186,1 11 16,9 473,4     

Erro puro 0,1 2 0,0      

Total 1113,4 16       
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Xilobiose e Xilotriose (mg/mL) = 6,85 + (2,54 × A1) + (-0,24  × A1

2) + (-0,30  × A2) +  

(-0,19 × A2
2) + (-0,19 × A3) + (0,28  × A2  × A3)                     (4)  

 

Percentual de XOs (%) = 80,43 + (-2,38 × A1) + (7,30 × A2) + (3,07 × A3
2)                                        (5)  

  

onde A1, A2 e A3 são os valores codificados que representam a concentração de xilana, o pH e 

a relação enzima:substrato, respectivamente. As Figuras 4 e 5 apresentam as curvas de contorno 

geradas a partir dos modelos preditivos descritos nas Equações 4 e 5, respectivamente. As 

curvas de contorno foram plotadas com o intuito de compreender a interação entre os fatores e 

determinar os seus respectivos valores que permitem a obtenção dos valores máximos para as 

variáveis resposta em estudo. As curvas de contorno foram construídas considerando a 

interação entre dois fatores e mantendo o terceiro no nível zero. Apesar do modelo descrito na 

Equação 3 ter sido preditivo, não foram geradas curvas de contorno a partir do mesmo, uma 

vez que se trata de uma reta com um único fator. No entanto, o modelo da Equação 3 permite 

descrever que quanto maior a concentração de xilana no meio reacional, maior é a concentração 

de XOs totais no hidrolisado, dentro da faixa estudada. O aumento na produção de XOs em 

concentrações mais elevadas de substrato também foi observado por Guido (2016) e Aachary e 

Prapulla (2009). 

 A Figura 4a ilustra graficamente o efeito da variação nos níveis de concentração de 

xilana e relação enzima:substrato sobre a concentração de X2 e X3 no hidrolisado, mantendo o 

pH fixo nível zero. Esta sugere que maiores concentrações de X2 e X3 são obtidas quando ambos 

os fatores estão nos níveis mais elevados. No entanto, a Figura 4b indica que o uso de pH mais 

ácido e menor relação enzima:substrato, ou uso combinado de pH ligeiramente ácido (entre 5,0 

e 6,0) e maior relação enzima:substrato, proporcionam maior produção de X2 e X3. Ainda, na 

Figura 4c, a maior produção de X2 e X3 é alcançada quando maiores concentrações de xilana e 

pH levemente ácido (entre 4,0 e 5,0) são utilizados no meio reacional.  

 Por outro lado, as Figuras 5a-c ilustram que o maior percentual de XOs é alcançado 

quando menores concentrações de xilana e pH mais elevado são utilizados na hidrólise, 

podendo ser aplicada a relação enzima:substrato nos níveis inferior ou superior. Uma vez que 

o uso de xilana em altas concentrações permite obter hidrolisados com alto teor de XOs totais 

e X2 e X3, a diminuição da sua concentração não parece vantajosa. No entanto, o uso de pH 

mais elevado poderia contribuir na obtenção de hidrolisado com menor conteúdo de xilose 

residual.  



195 
 

Figura 4 – Curvas de contorno para concentração de xilobiose e xilotriose. 

   
 

 

  
 
  

 Baseado nos resultados obtidos pelas curvas de contorno, algumas condições foram 

ensaiadas a fim de validar os modelos obtidos para as três variáveis respostas: 6% (m/v) de 

xilana (+1,68), pH 6 (+1,68) e 100 U/g (-1,68); 6% (m/v) de xilana (+1,68), pH 6  (+1,68) e 

300 U/g (+1,68); e 6% de xilana (+1,68), pH 6 (+1,68) e 260 U/g (+1). Ainda, visto que o ensaio 

10 apresentou a maior produção de XOs e X2 e X3 comparado aos demais, uma nova hidrólise 

sob as mesmas condições reacionais foi realizada. Os resultados das validações estão 

apresentados na Tabela 7. Os menores desvios relativos entre os valores experimentais e 

preditos utilizando os três modelos foram observados nos ensaios B e D. Em contraste, desvios 

relativamente altos foram observados no ensaio C, o qual utilizou condições extremas de 

concentração de xilana (+1,68), pH (+1,68) e relação enzima:substrato (+1,68). No ensaio A, 

elevados desvios relativos foram observados para os modelos que descrevem a concentração de 

XOs totais e de X2 e X3; no entanto, para o modelo de percentual de XOs, o desvio foi baixo.   

  Conforme mostra a Tabela 7, o uso do pH 6,0 permitiu obter hidrolisados com 

maior percentual de XOs, não havendo diferença significativa (p>0,05) entre os ensaios A, B e 
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C. Por outro lado, os hidrolisados obtidos nos ensaios A, B e C se diferiram estatisticamente 

(p<0,05) quanto aos teores de XOs totais e de X2 e X3, fato este provavelmente relacionado à 

carga da enzima utilizada. Apesar da Equação 3 descrever apenas a concentração de xilana 

como responsável pela alta concentração de XOs totais, a curva de contorno disposta na Figuras 

4b indica o uso de cargas mais elevadas de enzima em situações em que o pH do meio reacional 

é ligeiramente ácido (entre 5,0 e 6,0), na produção de X2 e X3. Portanto, a relação 

enzima:substrato parece influir indiretamente nos teores de XOs obtidos no hidrolisado final.  

 

Figura 5 – Curvas de contorno para o percentual de XOs. 

    
 
 

 
 

   

 O aumento da carga enzimática de 100 para 260 U/g proporcionou maior produção 

de XOs totais. No entanto, ao aumentar para 300 U/g, a quantidade produzida dos oligômeros 

diminuiu drasticamente. Isso pode ter ocorrido por sobrecarga de componentes no meio 

reacional, uma vez que tanto a concentração de xilana quanto a relação enzima:substrato 

estavam no maior nível. Com o aumento da viscosidade do meio reacional e, consequentemente, 

menos água disponível, a homogeneização deste se torna mais difícil, comprometendo a ação  

da xilanase e, portanto, a formação de produto.
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Tabela 7  – Ensaios de validação do DCCR (resultados obtidos em 24 h de hidrólise).  

Ensaio 
Xilana 

(%) 
pH 

Enzima:substrato 

(U/g xilana) 

XOs totais 

(mg/mL) 
DR (%) 

X2 e X3 

(mg/mL) 
DR (%) % XOs DR (%) 

A 6 6 100 7,9 ± < 0,1b -41,6 7,1± < 0,1b -25,8 95,4± 2,9a -2,1 

B 6 6 260 10,1 ± 0,4a -10,4 9,7 ± 0,4a 0,2 99,1 ± 0,1a 7,4 

C 6 6 300 6,6± 0,7c -69,3 5,5± 0,8c -79,5 98,9± <0,1a 1,6 

D 6 5 200 10,7± 0,3a 4,5 10,3 ± 0,3a -1,4 80,9 ± 0,8b 5,5 
Média ± desvio padrão (n = 3). Letras minúsculas iguais na mesma coluna indicam que não há diferença significativa entre as médias pelo teste Tukey (p > 0,05). Legenda: X2 – xilobiose; X3 – 

xilotriose. 
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 Este comportamento vem ao encontro do estudo de Kiran, Akpinar e Bakir (2013), 

os quais mencionam que a atividade da xilanase pode diminuir devido às limitações de 

transferência de massa causadas pelo aumento da concentração de sólidos no meio reacional. 

Outros estudos mencionam que a produção de XOs é favorecida com o aumento da carga 

enzimática, porém até certo nível em que a partir deste a produção de oligossacarídeos se 

mantém constante (GOWDHAMAN; PONNUSAMI, 2015; KIRAN; AKPINAR; BAKIR, 

2013) ou decai consideravelmente (AZELEE et al., 2016; BOONCHUAY et al., 2014; 

SEESURIYACHAN; KAWEE-AI; CHAIYASO, 2017). 

 Além disso, o ensaio B permitiu obter hidrolisados com teores de XOs totais e de 

X2 e X3 significativamente iguais aos obtidos na condição do ensaio 10 (ensaio D), porém com 

menor quantidade de xilose residual. Assim, a condição do ensaio B se mostrou a mais 

apropriada para produção de XOs enriquecidos de X2 e X3, bem como baixa formação de xilose. 

A maximização pelo DCCR permitiu aumentar a produção de XOs totais em 1,5 vezes 

comparado às condições iniciais de hidrólise em sistema de agitação orbital (6,7 mg/mL). 

Ainda, o percentual de XOs aumentou de 89,7% para 99,1%, possibilitando obter hidrolisados 

praticamente livres de xilose. O perfil de carboidratos do hidrolisado obtido pelo ensaio B 

consistiu em 62,4 ± 2,4% de xilobiose, 32,7 ± 1,9 % de xilotriose, 4,18 ± 0,9 % de XOs de 

maior GP e 0,9 ± < 0,1% de xilose.  

  Contudo, cabe ressaltar que a conversão de xilana em XOs diminuiu de 22,2% para 

16,9% em relação à condição de hidrólise inicial, fato este atrelado ao aumento da concentração 

de substrato no meio reacional. A proporção de XOs por substrato para o processo estabelecido 

no ensaio B foi de 168,3 mg XOs/g de xilana. Conforme Yoon, Woodams e Hang (2006), a 

menor eficiência de conversão observada nas concentrações de substrato mais elevadas pode 

ocorrer devido a menor disponibilidade de água no meio, o que aumenta a sua viscosidade e 

pode reduzir a taxa de conversão na hidrólise. Outros autores também mencionam a diminuição 

da conversão de substrato em XOs ao avaliarem o efeito da sua concentração na produção de 

oligossacarídeos por hidrólise enzimática (AACHARY; PRAPULLA, 2009; CHAPLA; 

PANDIT; SHAH, 2012; GOWDHAMAN; PONNUSAMI, 2015; MAZLAN et al., 2019; 

YAMAMOTO et al., 2019).  

 Chapla, Pandit e Shah (2012) investigaram os efeitos dos parâmetros reacionais de 

hidrólise como tempo de reação (2-48 h), concentração de enzima (20-100 U/g substrato), 

concentração de substrato (0,1-3,0%) e temperatura (40-50°C), sobre a produção de XOs a 

partir de xilana de sabugo de milho e xilanase de Aspergillus foetidus MTCC 4898. Os autores 

constataram que a máxima produção de XOs (6,7 mg/mL) foi obtida utilizando 20 U/g de 
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enzima, 2,0% (m/v) de xilana, 45 °C e 8 h de reação. Para a produção de XOs por hidrólise de 

xilana de sabugo de milho utilizando xilanase de Bacillus aerophilus KGJ2, Gowdhaman e 

Ponnusami (2015) avaliaram a influência do tempo de reação (6-24 h) e concentrações de 

enzima (5-25 U/g substrato) e de substrato (1-5%),  mantendo a temperatura fixa em 70 °C. A 

produção máxima de XOs (5,7 mg/mL) foi obtida a partir do uso de 20 U/g de enzima, 5% 

(m/v) de xilana e 12 h de reação.  

 Yang et al. (2011) avaliaram a produção de XOs utilizando xilana de Populus 

tomentosa (2,0%, m/v) e xilanase de Pichia stipitis. Após avaliação de parâmetros reacionais como 

tempo de reação (2-24 h), concentração de enzima (15-45 U/g), temperatura (40-50 °C) e pH (3,6-

6,0), os autores obtiveram a máxima produção de XOs (3,9 mg/mL) nas seguintes condições:  

25 U/g, 50 °C, pH 5,4 e 8 h de reação. Os autores ainda mencionam que 37% da xilana foi convertida 

em XOs, representados principalmente por xilobiose, xilotriose e xilotetraose, os quais juntos 

totalizavam 95% do total dos oligossacarídeos liberados na reação. Boonchuay et al. (2014) 

otimizaram a produção de XOs a partir de sabugo de milho pré-tratado e xilanase Streptomyces 

thermovulgaris TISTR1948. Para tal, utilizaram um delineamento composto central rotacional 

23 para avaliar a influência de parâmetros reacionais como carga enzimática (82-168 U/g), pH 

(5,5-7,5) e temperatura (38-72 °C), mantendo a concentração de substrato fixa (15%, m/v). A 

máxima produção de XOs (162,9 mg de XOs/g de substrato) foi alcançada utilizando pH de 

6,2, 129,4 U/g e 54,8 °C.  

 Na produção de XOs por hidrólise de xilana de sabugo de milho utilizando xilanase 

de Aspergillus oryzae MTCC 5154, Aachary e Prapulla (2009) avaliaram o efeito do tempo de 

reação (6-42 h), pH (4,0-6,0), temperatura (40-60 °C), concentrações de substrato (2-10%) e 

enzima (4-20 U/mL). A máxima produção de XOs (10,2 mg/mL) foi alcançada em pH 5,4,  

50 °C, 6% (m/v) de xilana e 14 U/mL de enzima. Ainda, o perfil de carboidratos do hidrolisado 

produzido nas condições maximizadas de reação correspondeu a 81% de XOs totais, sendo este 

percentual composto majoritariamente por xilobiose (72,5%). Yamamoto et al. (2019) 

produziram XOs a partir de xilana de alga vermelha (Palmaria sp.) e extrato enzimático 

comercial Amano 90. Após avaliarem o efeito da carga enzimática (13,5- 54 U), concentração 

de substrato (10-30 mg/mL) e tempo de reação (2-36 h), mantendo a temperatura (50 °C) e pH 

(4,5) fixos, os autores obtiveram a máxima produção de XOs (3,5 mg/mL) nas seguintes 

condições: 10 mg/mL de xilana, 54 U de enzima e 24 h de reação.  

 Em comparação aos estudos acima mencionados, o ensaio B proporcionou a 

obtenção de um hidrolisado contendo 10,1 mg/mL de XOs totais, composto majoritariamente 

por xilobiose (62,4%) e xilotriose (32,7%), e baixa concentração de xilose residual (0,9%). Os 
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resultados obtidos se mostraram promissores frente aos estudos mencionados, seja pela 

quantidade de XOs totais ou pelo perfil de carboidratos no hidrolisado, destacando-se 

principalmente pela baixa concentração de xilose. Apesar da conversão de xilana em XOs ter 

sido baixa (168,3 mg XOs/g de xilana) na condição reacional maximizada, o resultado obtido 

se mostrou semelhante ao encontrado em outros estudos (BOONCHUAY et al., 2014).  

 

4 CONCLUSÃO 

 

 A avaliação da influência dos parâmetros reacionais de hidrólise possibilitou 

maximizar a produção de XOs totais com mínima geração de xilose, por hidrólise da xilana de 

faia com xilanase bruta de A. pullulans. A obtenção conjunta de altas concentrações de XOs 

totais (10,1 mg/mL) e XOs de baixo GP (9,7 mg/mL), além de alto percentual de XOs (99,1%) 

no hidrolisado, foram obtidas nas seguintes condições: 6% (m/v) de xilana de faia, 260 U/g de 

xilanase bruta, pH 6,0, 180 rpm (agitação orbital), 40°C por 24 h de reação. A maximização 

das condições reacionais permitiu aumentar tanto a produção de XOs totais em 1,5 vezes como 

o percentual de XOs em 9,4%, quando comparado às condições iniciais de hidrólise (6,7 mg/mL 

e 89,7%, respectivamente).  

 

5 REFERÊNCIAS BIBLIOGRÁFICAS 

 
AACHARY, A. A.; PRAPULLA, S. G. Value addition to corncob: Production and 
characterization of xylooligosaccharides from alkali pretreated lignin-saccharide complex 
using Aspergillus oryzae MTCC 5154. Bioresource Technology, v. 100, n. 2, p. 991–995, 
2009.  

AACHARY, A. A.; PRAPULLA, S. G. Xylooligosaccharides (XOS) as an emerging 
Prebiotic: Microbial synthesis, utilization, structural characterization, bioactive properties, 
and applications. Comprehensive Reviews in Food Science and Food Safety, v. 10, n. 1, p. 
2–16, 2011.  

AJIJOLAKEWU, K. A.; PENG, C.; KEONG, C.; ABDULLAH, W.; NADIAH, W. 
Characterization of novel Trichoderma hemicellulase and its use to enhance downstream 
processing of lignocellulosic biomass to simple fermentable sugars. Biocatalysis and 
Agricultural Biotechnology, v. 11, p. 166–175, 2017.  

AKPINAR, O.; ERDOGAN, K.; BAKIR, U.; YILMAZ, L. Comparison of acid and 
enzymatic hydrolysis of tobacco stalk xylan for preparation of xylooligosaccharides. LWT - 
Food Science and Technology, v. 43, n. 1, p. 119–125, 2010.  

AMORIM, C.; SILVÉRIO, S. C.; CARDOSO, B. B.; ALVES, J. I.; PEREIRA, M. A.; 
RODRIGUES, L. R. In vitro assessment of prebiotic properties of xylooligosaccharides 



201 
 

produced by Bacillus subtilis 3610. Carbohydrate Polymers, v. 229, p. 115460, 2020.  

AMORIM, C.; SILVÉRIO, S. C.; RODRIGUES, L. R. One-step process for producing 
prebiotic arabino-xylooligosaccharides from brewer’s spent grain employing Trichoderma 
species. Food Chemistry, v. 270, p. 86–94, 2019.  

AOAC. Official Methods of Analysis of International. 17th ed. Arlington: Association of 
Official Analytical Chemists, 2000.  

AZELEE, N. I. W.; JAHIM, J. M.; ISMAIL, A. F.; FUZI, S. F. Z. M.; RAHMAN, R. A.; 
ILLIAS, R. M. High xylooligosaccharides (XOS) production from pretreated kenaf stem by 
enzyme mixture hydrolysis. Industrial Crops and Products, v. 81, p. 11–19, 2016.  

BANKEEREE, W.; AKADA, R.; LOTRAKUL, P.; PUNNAPAYAK, H.; PRASONGSUK, 
S. Enzymatic hydrolysis of black liquor xylan by a novel xylose-tolerant, thermostable β-
xylosidase from a tropical strain of Aureobasidium pullulans CBS 135684. Applied 
Biochemistry and Biotechnology, v. 184, n. 3, p. 919–934, 2018.  

BAILEY, M. J.; BIELY, P.; POUTANEN, K. Interlaboratory testing of methods for assay of 
xylanase activity. Journal of Biotechnology, v. 23, n. 3, p. 257–270, 1992.  

BOONCHUAY, P.; TECHAPUN, C.; SEESURIYACHAN, P.; CHAIYASO, T. Production 
of xylooligosaccharides from corncob using a crude thermostable endo-xylanase from 
Streptomyces thermovulgaris TISTR1948 and prebiotic properties. Food Science and 
Biotechnology, v. 23, n. 5, p. 1515–1523, 2014.  

BRASIL. Agência Nacional de Vigilância Sanitária (ANVISA). Resolução n. 18, de 30 de 
abril de 1999. Aprova o Regulamento Técnico que Estabelece as Diretrizes Básicas para 
Análise e Comprovação de Propriedades Funcionais e ou de Saúde Alegadas em Rotulagem 
de Alimentos. Diário Oficial da União, Poder Executivo, Brasília, DF, 1999. 

BRIENZO, M.; CARVALHO, W.; MILAGRES, A. M. F. Xylooligosaccharides production 
from alkali-pretreated sugarcane bagasse using xylanases from Thermoascus aurantiacus. 
Applied Biochemistry and Biotechnology, v. 162, n. 4, p. 1195–1205, 2010.  

CHAPLA, D.; PANDIT, P.; SHAH, A. Production of xylooligosaccharides from corncob 
xylan by fungal xylanase and their utilization by probiotics. Bioresource Technology, v. 115, 
p. 215–221, 2012.  

CHRISTOV, L. P.; MYBURGH, J.; VAN TONDER, A.; PRIOR, B. A. Hydrolysis of 
extracted and fibre-bound xylan with Aureobasidium pullulans enzymes. Journal of 
Biotechnology, v. 55, n. 1, p. 21–29, 1997.  

DOBBERSTEIN, J.; EMEIS, C. Purification and characterization of β- xylosidase from 
Aureobasidium pullulans. Applied Microbiology and Biotechnology and Biotechnology, v. 
2, p. 210–215, 1991.  

EUROPEAN FOOD SAFETY AUTHORITY (EFSA) - Panel on Dietetic Products, Nutrition 
and Allergies (NDA), 2018. Safety of xylooligosaccharides (XOs) as a novel food pursuant 
to regulation (EU) 2015/2283. Disponível em: <https://www.efsa.europa.eu/>. Acesso em: 2 
de abril de 2020.  



202 
 

FARYAR, R.; LINARES-PASTÉN, J. A.; IMMERZEEL, P.; MAMO, G.; ANDERSSON, 
M.; STALBRAND, H.; MATTIASSON, B.; KARLSSON, E. N. Food and bioproducts 
processing production of prebiotic xylooligosaccharides from alkaline extracted wheat straw 
using the K80R-variant of a thermostable alkali-tolerant xylanase. Food and Bioproducts 
Processing, v. 3, p. 1–10, 2014.  

FOOD AND DRUG ADMINISTRATION. Generally Recognized as Safe (GRAS) - GRN 
458, 2013. Dispoível em: 
<https://www.fda.gov/Food/IngredientsPackagingLabeling/GRAS/>. Acesso em: 28 out. 
2019. 

GOWDHAMAN, D.; PONNUSAMI, V. Production and optimization of xylooligosaccharides 
from corncob by Bacillus aerophilus KGJ2 xylanase and its antioxidant potential. 
International Journal of Biological Macromolecules, v. 79, p. 595–600, 2015.  

GUERREIRO, I.; OLIVA-TELES, A.; ENES, P. Improved glucose and lipid metabolism in 
European sea bass (Dicentrarchus labrax) fed short-chain fructooligosaccharides and 
xylooligosaccharides. Aquaculture, v. 441, p. 57–63, 2015.  

GUIDO, E. S. Produção de xilo-oligossacarídeos por hidrólise enzimática de xilanas.  
2016. 126 f. Tese (Doutorado em Engenharia e Ciência de Alimentos) – Universidade Federal 
do Rio Grande, Rio Grande, 2016. 

GUIDO, E. S.; SILVEIRA, J. T.; KALIL, S. J. Enzymatic production of xylooligosaccharides 
from beechwood xylan: effect of xylanase preparation on carbohydrate profile of the 
hydrolysates. International Food Research Journal, v. 26, n. 2, p. 713–721, 2019.  

HANSEN, C. H. F.; FROKIAER, H.; CHRISTENSEN, A. G.; BERGSTROM, A.; LICHT, T. 
R.; HANSEN, A. K.; METZDORFF, S. B. Dietary xylooligosaccharide downregulates ifn-γ 
and the low-grade inflammatory cytokine IL-1β systemically in mice. Journal of Nutrition, 
v. 143, n. 4, p. 533–540, 2013.  

IUPAC, I. U. OF P. AND A. C. Abbreviated terminology of oligosaccharide chains - 
Recomendations of Joint Comission on Biochemical Nomenclature (JCBN). Biological 
Chemistry, v. 257, n. 7, 1982.  

KALLEL, F.; DRISS, D.; BOUAZIZ, F.; NEIFER, M.; GHORBEL, R.; ELLOUZ 
CHAABOUNI, S. Production of xylooligosaccharides from garlic straw xylan by purified 
xylanase from Bacillus mojavensis UEB-FK and their in vitro evaluation as prebiotics. Food 
and Bioproducts Processing, v. 94, p. 536–546, 2015.  

KIM, Y. A.; YOON, K. H. Characterization of a Paenibacillus woosongensis β-xylosidase/ α-
arabinofuranosidase produced by recombinant Escherichia coli. Journal of Microbiology 
and Biotechnology, v. 20, n. 12, p. 1711–1716, 2010.  

KIRAN, E. U.; AKPINAR, O.; BAKIR, U. Improvement of enzymatic xylooligosaccharides 
production by the co-utilization of xylans from different origins. Food and Bioproducts 
Processing, v. 91, n. 4, p. 565–574, 2013.  

LI, H. Y.; WANG, B.; WEN, J. L.; CAO, X. F.; SUN, S. N.; SUN, R. C. Availability of four 
energy crops assessing by the enzymatic hydrolysis and structural features of lignin before 
and after hydrothermal treatment. Energy Conversion and Management, v. 155, p. 58–67, 



203 
 

2018.  

LIU, X.; LIU, Y.; JIANG, Z.; LIU, H.; YANG, S.; YAN, Q. Biochemical characterization of 
a novel xylanase from Paenibacillus barengoltzii and its application in xylooligosaccharides 
production from corncobs. Food Chemistry, v. 264, p. 310–318, 2018.  

LOWRY, O. H.; ROSEBROUGH, N. J.; FARR, L.; RANDALL, R. J.; RANDALL, R. J. 
Protein measurement with the Folin phenol reagent. The Journal of Biological Chemistry, 
v. 93, p. 265–275, 1951.  

MAZLAN, N. A.; SAMAD, K. A.; YUSSOF, H. W.; SAUFI, S. M.; JAHIM, J. 
Xylooligosaccharides from potential agricultural waste: Characterization and screening on the 
enzymatic hydrolysis factors. Industrial Crops and Products, v. 129, p. 575–584, 2019.  

MONIZ, P.; HO, A. L.; DUARTE, L. C.; KOLIDA, S.; RASTALL, R. A.; PEREIRA, H.; 
CARVALHEIRO, F. Assessment of the bifidogenic effect of substituted xylo-
oligosaccharides obtained from corn straw. Carbohydrate Polymers, v. 136, p. 466–473, 
2016.  

NIETO-DOMÍNGUEZ, M.; EUGENIO, L. I. DE; YORK-DURÁN, M. J.; RODRÍGUEZ-
COLINAS, B.; PLOU, F. J.; CHENOLL, E.; PARDO, E.; CODOÑER, F.; MARTÍNEZ, M. 
J. Prebiotic effect of xylooligosaccharides produced from birchwood xylan by a novel fungal 
GH11 xylanase. Food Chemistry, v. 232, p. 105–113, 2017.  

OHTA, K.; FUJIMOTO, H.; FUJII, S.; WAKIYAMA, M. Cell-associated β-xylosidase from 
Aureobasidium pullulans ATCC 20524: Purification, properties, and characterization of the 
encoding gene. Journal of Bioscience and Bioengineering, v. 110, n. 2, p. 152–157, 2010.  

REDDY, S. S.; KRISHNAN, C. Production of high-pure xylooligosaccharides from 
sugarcane bagasse using crude β-xylosidase-free xylanase of Bacillus subtilis KCX006 and 
their bifidogenic function. LWT - Food Science and Technology, v. 65, p. 237–245, 2016.  

REQUE, P. M.; PINILLA, C. M. B.; GAUTÉRIO, G. V.; KALIL, S. J.; BRANDELLI, A. 
Xylooligosaccharides production from wheat middlings bioprocessed with Bacillus subtilis. 
Food Research International, v. 126, p. 108673, 2019.  

RODRIGUES, M. I.; IEMMA, A. F. Experimental Design and Process Optimization. 2 ed. 
Campinas: Cárita Editora, 2012.  

SAMANTA, A. K.; JAYAPAL, N.; JAYARAM, C.; ROY, S.; KOLTE, A. P.; SENANI, S.; 
SRIDHAR, M. Xylooligosaccharides as prebiotics from agricultural by-products: Production 
and applications. Bioactive Carbohydrates and Dietary Fibre, v. 5, n. 1, p. 62–71, 2015.  

SEESURIYACHAN, P.; KAWEE-AI, A.; CHAIYASO, T. Green and chemical-free process 
of enzymatic xylooligosaccharide production from corncob: Enhancement of the yields using 
a strategy of lignocellulosic destructuration by ultra-high pressure pretreatment. Bioresource 
Technology, v. 241, p. 537–544, 2017.  

SHALLOM, D.; SHOHAM, Y. Microbial hemicellulases. Current Opinion in 
Microbiology, v. 6, n. 3, p. 219–228, 2003.  

SHENG, P.; XU, J.; SACCONE, G.; LI, K.; ZHANG, H. Discovery and characterization of 



204 
 

endo-xylanase and β-xylosidase from a highly xylanolytic bacterium in the hindgut of 
Holotrichia parallela larvae. Journal of Molecular Catalysis B: Enzymatic, v. 105, p. 33–
40, 2014.  

SINGH, R. D.; BANERJEE, J.; SASMAL, S.; MUIR, J.; ARORA, A. High xylan recovery 
using two stage alkali pre-treatment process from high lignin biomass and its valorisation to 
xylooligosaccharides of low degree of polymerisation. Bioresource Technology, v. 256, p. 
110–117, 2018.  

SINGH, R. D.; BANERJEE, J.; ARORA, A. Prebiotic potential of oligosaccharides: A focus 
on xylan derived oligosaccharides. Bioactive Carbohydrates and Dietary Fibre, v. 5, p. 19–
30, 2015.  

SUGUMARAN, K. R.; GOWTHAMI, E.; SWATHI, B.; ELAKKIYA, S.; SRIVASTAVA, S. 
N.; RAVIKUMAR, R.; GOWDHAMAN, D.; PONNUSAMI, V. Production of pullulan by 
Aureobasidium pullulans from Asian palm kernel: A novel substrate. Carbohydrate 
Polymers, v. 92, n. 1, p. 697–703, 2013.  

SUKRI, S. S. M.; MIMI SAKINAH, A. M. Production of High Commercial value 
xylooligosaccharides from meranti wood sawdust using immobilised xylanase. Applied 
Biochemistry and Biotechnology, v. 184, n. 1, p. 278–290, 2018.  

SUN, Z.; LV, W.; YU, R.; LI, J.; LIU, H.; SUN, W.; WANG, Z.; LI, J.; ZHE, S.; QIN, Y. 
Effect of a straw-derived xylooligosaccharide on broiler growth performance, endocrine 
metabolism, and immune response. Canadian Journal of Veterinary Research, v. 77, n. 2, 
p. 105–109, 2013.  

SUREK, E.; BUYUKKILECI, A. O. Production of xylooligosaccharides by autohydrolysis of 
hazelnut (Corylus avellana L.) shell. Carbohydrate Polymers, v. 174, p. 565–571, 2017.  

VALLS, C.; PASTOR, F. I. J.; VIDAL, T.; RONCERO, M. B.; DÍAZ, P.; MARTÍNEZ, J.; 
VALENZUELA, S. V. Antioxidant activity of xylooligosaccharides produced from 
glucuronoxylan by Xyn10A and Xyn30D xylanases and eucalyptus autohydrolysates. 
Carbohydrate Polymers, v. 194, p. 43–50, 2018.  

XIAO, X.; BIAN, J.; PENG, X.; XU, H.; XIAO, B.; SUN, R. Autohydrolysis of bamboo 
(Dendrocalamus giganteus Munro) culm for the production of xylo-oligosaccharides. 
Bioresource Technology, v. 138, p. 63–70, 2013.  

YAMAMOTO, Y.; KISHIMURA, H.; KINOSHITA, Y.; SABURI, W.; KUMAGAI, Y.; 
YASUI, H.; OJIMA, T. Enzymatic production of xylooligosaccharides from red alga dulse 
(Palmaria sp.) wasted in Japan. Process Biochemistry, v. 82, p. 117–122, 2019.  

YANG, H.; WANG, K.; SONG, X.; XU, F. Production of xylooligosaccharides by xylanase 
from Pichia stipitis based on xylan preparation from triploid Populas tomentosa. Bioresource 
Technology, v. 102, n. 14, p. 7171–7176, 2011.  

YOON, K. Y.; WOODAMS, E. E.; HANG, Y. D. Enzymatic production of pentoses from the 
hemicellulose fraction of corn residues. LWT - Food Science and Technology, v. 39, n. 4, p. 
388–392, 2006.  

YU, X.; YIN, J.; LI, L.; LUAN, C.; ZHANG, J.; ZHAO, C.; LI, S. Prebiotic potential of 



205 
 

xylooligosaccharides derived from corn cobs and their in vitro antioxidant activity when 
combined with Lactobacillus. Journal of Microbiology and Biotechnology, v. 25, n. 7, p. 
1084–1092, 2015.  

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

 

 

 



206 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

ARTIGO 5 

CARACTERIZAÇÃO DE HIDROLISADOS CONTENDO XILO-OLIGOSSACARÍDEOS 

OBTIDOS POR DIFERENTES ESTRATÉGIAS DE PRODUÇÃO 
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RESUMO 

 
Xilo-oligossacarídeos (XOs) são oligômeros não digeríveis e fermentáveis que apresentam inúmeras 
propriedades biológicas, as quais incluem potencial atividade prebiótica, antioxidante, antimicrobiana e 
anti-inflamatória. Diferentes estratégias podem ser aplicadas à produção de XOs a partir de materiais ricos 
em xilana, no entanto, a hidrólise enzimática e o cultivo microbiano se encontram entre as mais 
promissoras devido às vantagens que apresentam. Dependendo da estratégia adotada, oligômeros com 
distintas estruturas e graus de polimerização (GP) poderão ser obtidos, o que refletirá nas propriedades 
biológicas. O presente estudo teve como objetivo a caracterização de hidrolisados contendo XOs – em 
termos de teor e composição de XOs, atividade antioxidante e antibacteriana – obtidos por diferentes 
estratégias de produção. Dois hidrolisados foram obtidos por hidrólise enzimática utilizando xilanase bruta 
de Aureobasidium pullulans CCT 1261, diferenciando-se quanto ao substrato – xilana de madeira de faia 
(XFH) ou xilana de casca de arroz (XAH) – e condições de reação. O terceiro hidrolisado (XFB), obtido 
a partir do cultivo submerso de Bacillus subtilis 3610 em meio contendo xilana de faia, foi fornecido pelo 
Centro de Engenharia Biológica da Universidade do Minho. Os hidrolisados enzimáticos foram 
caracterizados quanto ao teor e composição de XOs. A atividade antioxidante dos três hidrolisados foi 
ensaiada por três metodologias – ABTS, DPPH e FRAP –, sendo também determinado o teor de 
compostos fenólicos e flavonoides totais. Ainda, a atividade bacteriana dos três hidrolisados foi avaliada 
pelo método da concentração inibitória mínima (CIM) frente às bactérias Escherichia coli, Pseudomonas 
fluorescens e Lactobacillus fructivorans. Os maiores teores de XOs foram observados em XFH (10,3 
mg/mL) e XAH (2,0 mg/mL), os quais apresentaram maior conteúdo de xilobiose e xilotriose em relação 
ao XFB. A maior atividade antioxidante foi observada por XFB, seguido de XAH e XFH, o que demonstra 
o potencial de aplicação dos hidrolisados em formulações alimentícias e em cosméticos. Do mesmo modo, 
XFB apresentou o maior teor de compostos fenólicos e flavonoides, os quais podem estar relacionados 
em parte ao poder antioxidante deste hidrolisado. Embora os hidrolisados não tenham sido capazes de 
inibir o crescimento de E. coli, P. fluorescens e L. fructivorans, estudos futuros devem ser realizados de 
modo a investigar a atividade antimicrobiana destes frente a outras cepas bacterianas.  
 
Palavras-chave: Atividade antioxidante. Atividade antimicrobiana. Cultivo microbiano. Hidrólise 
enzimática. Xilo-oligômeros.  
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1 INTRODUÇÃO 

 

Os xilo-oligossacarídeos (XOs) são oligômeros não digeríveis formados por monômeros de 

xilose unidos por ligações glicosídicas β-1,4 (FREITAS; CARMONA; BRIENZO, 2019). A estrutura dos 

XOs pode apresentar entre 2 a 10 unidades de xilose (IUPAC, 1982), bem como grupamentos laterais 

conectados à cadeia principal (α-D-glicopiranosil ácido urônico ou seu derivado, grupos acetila e resíduos 

de arabinofuranosil), os quais resultam em oligômeros ramificados (AACHARY; PRAPULLA, 2011). 

Apesar dos XOs estarem naturalmente presentes em brotos de bambu, frutas, vegetais e mel, estes não se 

encontram em altas quantidades (SAMANTA et al., 2015), o que implica no estudo e desenvolvimento 

de estratégias para a produção destes oligômeros.   

Dentre os processos aplicáveis à produção de XOs (ex. auto-hidrólise, hidrólise química, 

hidrólise enzimática, ou a combinação destes) (AKPINAR; ERDOGAN; BOSTANCI, 2009; GUIDO; 

SILVEIRA; KALIL, 2019; HO et al., 2014; XIAO et al., 2013), a aplicação de xilanases se destaca 

industrialmente devido à sua especificidade na desconstrução da cadeia polissacarídica, operação em 

condições brandas de temperatura e pressão, não formação de produtos tóxicos e baixa liberação de 

monossacarídeos (AACHARY; PRAPULLA, 2011; CHAPLA; PANDIT; SHAH, 2012). Na produção 

de XOs por hidrólise enzimática, materiais como sabugo de milho (LIU et al., 2018), palha de trigo 

(ANTOV; ĐORĐEVIĆ, 2017), palha de alho (KALLEL et al., 2015a), palha de arroz (MAZLAN et al., 

2019) e bagaço de cana  (BIAN et al., 2013), têm sido empregados como fonte de xilana, o que além de 

reduzir os custos de processo, explora a característica dos XOs em serem os únicos oligômeros no mercado 

produzidos a partir de biomassa lignocelulósica (MONIZ et al., 2016).  

Em geral, a produção de XOs por hidrólise enzimática requer o pré-tratamento da biomassa 

vegetal a fim de extrair a sua porção hemicelulósica (xilana) (JÖNSSON; MARTÍN, 2016), o que 

acrescenta mais uma etapa ao processo e encarece os custos de produção. Dentro desta perspectiva, a 

utilização da biomassa lignocelulósica por micro-organismos têm demostrado notável potencial para 

produção de XOs, principalmente devido à simplicidade do processo (AMORIM et al., 2019a). Alguns 

estudos reportam a produção conjunta de XOs e enzimas xilanolíticas no meio de cultivo (GAUTÉRIO 

et al., 2018; MENEZES; ROSSI; AYUB, 2017; PEREIRA et al., 2018), enquanto outros estão voltados 

à obtenção de XOs propriamente dita  (AMORIM et al., 2019b). O uso de biomassas como farinheta de 

trigo (REQUE et al., 2019) e dreche cervejeira (AMORIM; SILVÉRIO; RODRIGUES, 2019) como 

substrato, além de ferramentas da engenharia genética para melhoramento de espécies microbianas 

(AMORIM et al., 2018), fazem com que a obtenção de XOs por cultivo microbiano se destaque 

juntamente à hidrólise enzimática frente às demais tecnologias empregadas para este fim.  
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O interesse em estabelecer processos adequados de obtenção de XOs – isto é, que resultem 

em quantidade de oligômeros e conversão satisfatórias – existe devido às diversas propriedades biológicas 

que estes compostos apresentam. Os XOs são considerados compostos prebióticos devido à sua 

capacidade em estimular o crescimento da microflora intestinal benéfica ao intestino humano, bem como 

inibir o desenvolvimento de micro-organismos patogênicos e/ou deteriorantes (AMORIM et al., 2020; 

NIETO-DOMÍNGUEZ et al., 2017; SAJIB et al., 2018). Estudos demonstram que os XOs também 

podem prevenir o desenvolvimento de diabetes (YANG et al., 2015a) e neurotoxicidade (KRISHNA et 

al., 2015), melhorar o metabolismo lipídico (GUERREIRO; OLIVA-TELES; ENES, 2015) e estimular a 

resposta imune (SUN et al., 2013), além de apresentar ação anti-inflamatória (HANSEN et al., 2013), 

antimicrobiana (YU et al., 2015) e antioxidante (ZHOU et al., 2018). 

 Os XOs apresentam caráter atóxico e não carcinogênico (SINGH; BANERJEE; ARORA, 

2015), sendo capazes de apresentar seus efeitos benéficos mesmo em baixas doses diárias (FINEGOLD 

et al., 2014). Ainda, os XOs apresentam certificação GRAS (Generally Recognized as Safe) para uso em 

alimentos (GRN 458, FDA, 2013), sabor doce (SAMANTA et al., 2015), estabilidade frente a processos 

térmicos e condições ácidas de pH (WANG et al., 2009), bem como preço competitivo em relação a outros 

oligômeros (AMORIM et al., 2019a), tornando-os aplicáveis na formulação de produtos alimentícios 

(AYYAPPAN et al., 2016; FERRÃO et al., 2018) e rações animais (ABASUBONG et al., 2018).  

 Diferentes processos de obtenção de XOs podem resultar em oligômeros com distintas 

estruturas e graus de polimerização (GP) (AMORIM et al., 2018; REDDY; KRISHNAN, 2016; SINGH 

et al., 2018), o que reflete em suas propriedades biológicas (SINGH; BANERJEE; ARORA, 2015). A 

escolha do processo mais adequado de produção dos XOs não depende apenas da quantidade produzida 

e conversão do substrato em produto, mas também das características que os oligômeros irão apresentar, 

e consequentemente, em suas possíveis aplicações industriais. Neste sentido, o presente estudo objetivou 

a caracterização de hidrolisados contendo XOs – termos de teor de XOs e composição, atividades 

antioxidante e antibacteriana – obtidos por diferentes estratégias de produção.  

 

2 MATERIAL E MÉTODOS 

2.1 MATERIAL 

2.1.1 Micro-organismos 

  

A cepa de Aureobasidium pullulans CCT 1261, utilizada para a produção de xilanase em 

cultivo submerso, foi adquirida da Coleção de Culturas Tropical da Fundação André Tosello (Campinas, 

Brasil). A cepa selvagem de Bacillus subtilis 3610 contendo o gene de xilanase xyn2 de Trichoderma 

reesei (AMORIM et al., 2018) foi utilizada na produção de XOs em cultivo submerso. As cepas 
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Escherichia coli CECT 736, Pseudomonas fluorescens DSMZ 50090 e Lactobacillus fructivorans CECT 

8288, utilizadas nos ensaios antibacterianos, foram fornecidas pela coleção de culturas do Centro de 

Engenharia Biológica da Universidade do Minho (Braga, Portugal).  

 

2.1.2 Substratos agroindustriais 

 

O farelo e a casca de arroz foram cedidos gentilmente por indústria de beneficiamento de 

arroz da região Sul do Rio Grande do Sul. Após secagem em estufa (50 °C, 24 h), os substratos foram 

submetidos à redução de tamanho (tamanho de partícula menor que 0,5 mm) e armazenado em sacos de 

polietileno a -18 °C até sua utilização.  

 

2.1.3 Demais reagentes  

 

A xilana de madeira de faia foi adquirida da Apollo Scientitfic (Bredbury, Reino Unido), 

enquanto os padrões de XOs (xilobiose, xilotriose, xilotetralose, xilopentose e xilohexose) foram 

adquiridos da Megazyme (Bray, Irlanda). Os antioxidantes sintéticos BHT (butil hidroxitolueno) e BHA 

(butil hidroxianisol), os reagentes Folin Cicalteau, ABTS (ácido 2,2'-azino-bis (3-etilbenzotiazolino-6-

sulfônico), DPPH (2,2-difenil-1-picrilhidrazila) e TPTZ (2,4,6-tri-(2-piridil)-1,3,5-triazina), os padrões de 

xilose, Trolox (6-hidroxi-2,5,7,8-tetrametilcromo-2-ácido carboxílico), ácido gálico e quercitina, e os 

açúcares rafinose e lactulose foram obtidos da Sigma-Aldrich (San Luis, Estados Unidos). A inulina 

solúvel foi adquirida da Entelees (Guadalajara, México). Todos os demais reagentes utilizados foram de 

grau analítico. 

 
2.2 OBTENÇÃO DE XILO-OLIGOSSACARÍDEOS POR DIFERENTES ESTRATÉGIAS 

 

Figura 1 mostra o fluxograma geral de obtenção de XOs por diferentes estratégias de 

produção. A descrição dos processos de obtenção está apresentada nos subitens a seguir.  
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Figura 1 – Fluxograma de obtenção de XOs por diferentes estratégias de produção. XFB –
XOs obtidos a partir do cultivo submerso com B. subtilis 3610, XFH – XOs obtidos a partir 

da hidrólise enzimática da xilana de faia e XAH – XOs obtidos a partir da hidrólise 
enzimática da xilana de arroz. 

 

 
 

2.2.1 Obtenção de xilo-oligossacarídeos por cultivo submerso 

  

 O hidrolisado contendo XOs, produzido por Amorim et al. (2019b) a partir do cultivo 

submerso de B. subtilis 3610 geneticamente modificado, foi fornecido na forma liofilizada pelo Centro de 

Engenharia Biológica da Universidade do Minho. Este hidrolisado, caracterizado previamente por 

Amorim et al. (2019b) em termos de teor e composição de XOs e rendimento, foi utilizado na 

determinação de compostos fenólicos e flavonoides (item 2.4), atividades antioxidante (item 2.3) e 

atividade antibacteriana (item 2.5). 

 

2.2.2 Obtenção de xilo-oligossacarídeos por hidrólise enzimática 

 

2.2.2.1 Obtenção do extrato enzimático de xilanase 

  

 O extrato de xilanase foi obtido a partir do cultivo submerso de A. pullulans CCT 1261. Os 

cultivos foram conduzidos em frascos Erlenmeyer aletados de 500 mL contendo 150 mL meio estéril  

(121 °C, 15 min) composto por 61,9 g/L de farelo de arroz, 1,5 g/L de extrato de levedura  e 3,6 g/L de  
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sulfato de amônio ((NH4)2SO4) em pH 7,0 (GAUTÉRIO et al., 2020). Os frascos foram inoculados com 

2% (v/v) de inóculo da levedura (densidade óptica de 0,8 a 620 nm) (SUGUMARAN et al., 2013) e 

mantidos a 28 °C, 150 rpm (agitação orbital) por 72 h.  Após, o meio foi centrifugado (4757 × g a 4 °C 

por 30 min), e o sobrenadante livre de células foi filtrado a vácuo em membrana Whatman n° 1 (Millipore, 

Burlington, Estados Unidos), obtendo-se assim o extrato enzimático bruto de xilanase.  

 

2.2.2.2 Extração de xilana de casca de arroz 

 

 A xilana da casca de arroz foi extraída conforme descrito por Hauli et al. (2013) com algumas 

modificações. Inicialmente, a casca de arroz (preparada conforme o item 2.1.2) foi adicionada de hidróxido 

de sódio (NaOH )10% (m/v) na proporção de 1:10 (g casca: mL solução alcalina), sendo a mistura mantida 

a 50 °C sob agitação orbital (100 rpm) por 16 h. Após, a mistura foi submetida ao tratamento térmico a 

100 °C em autoclave por 3 h. A mistura foi resfriada em banho de gelo e centrifugada (4757 × g a 4 °C 

por 30 min), e o sobrenadante foi acidificado com ácido clorídrico (HCl) 12 mol/L até pH 5,0. A 

precipitação da xilana foi alcançada pela adição de etanol 95% (v/v) (1,5 volume) à fração acidificada. O 

precipitado foi mantido na solução etanólica por 1 h a 25 °C e coletado por centrifugação (4757 × g, 4 °C, 

30 min). Por fim, o precipitado foi seco em estufa a 55 °C por 24 h e moído em triturador de bancada até 

a obtenção de um pó fino.  

 

2.2.2.3 Hidrólise enzimática para produção de xilo-oligossacarídeos 

 

Os XOs foram produzidos por hidrólise enzimática das xilanas utilizando o extrato 

bruto de xilanase. Para tal, as soluções de xilana foram preparadas em tampão citrato de sódio 

50 mmol/L e mantida overnight sob agitação orbital (100 rpm) até sua completa solubilização. 

As hidrólises foram conduzidas a 40 °C e agitação orbital (180 rpm) por 24 h em frascos 

Erlenmeyer de 125 mL contendo 40 mL de meio reacional  composto por xilana de arroz (3%, 

m/v) em pH 5,3 e extrato enzimático (200 U/g substrato) (AACHARY; PRAPULLA, 2009); 

ou xilana de faia (6%, m/v) em pH 6,0 e extrato enzimático (260 U/g substrato). Ao término da 

hidrólise, o meio foi aquecido a 100 °C por 5 min para inativação enzimática e centrifugado 

(4757 × g a 4 °C por 30 min), sendo o sobrenadante liofilizado para posteriores ensaios de 

caracterização.  
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2.3 ATIVIDADE ANTIOXIDANTE  

2.3.1 Capacidade de sequestro do radical ABTS 

 

 A capacidade de sequestro do radical ABTS foi determinada conforme Ballesteros et al. 

(2015) e Re et al. (1999) com modificações. O radical ABTS foi preparado através da mistura das soluções 

estoque de ABTS (7 mmol/L) e persulfato de potássio (K2S2O8) (2,45 mmol/L), a qual foi agitada em 

vórtex por 2 min e sonicada em banho ultrassônico por 20 min. Em seguida, a mistura foi mantida no 

escuro a 4 °C por 16 h até alcançar um estado estável de oxidação. Após este período, o radical ABTS foi 

diluído em tampão acetato de sódio 20 mmol/L pH 4,5 até a absorvância de 0,7 a 734 nm.  

 Para cada hidrolisado, diluições foram preparadas em água de modo que a porcentagem de 

inibição do radical alcançasse o valor mínimo de 50% (IC50). Deste modo, soluções de XFH e XAH foram 

preparadas em água entre 4 a 30 mg/mL, enquanto para o XFB as concentrações foram de 2 a 8 mg/mL. 

Para as amostras de antioxidantes sintéticos (BHT e BHA) e de prebióticos comerciais (lactulose, rafinose 

e inulina), as concentrações utilizadas foram de 1 mg/mL e 40 mg/mL preparadas em etanol e água, 

respectivamente. Os ensaios foram conduzidos pela adição de 130 μL de amostra e 3 mL do radical ABTS. 

A mistura foi mantida no escuro durante 30 min à temperatura ambiente, seguida de leitura da absorvância 

em espectrofotômetro a 734 nm. Um ensaio controle foi realizado substituindo o volume de amostra por 

água destilada. O percentual de inibição do radical para os três hidrolisados em cada concentração avaliada 

foi calculado conforme a Equação 1.  

 

Inibição (%)= (1 −
As

Ac
) ×100                                         (1) 

 

 Onde As é absorvância da mistura reacional contendo a amostra e Ac é a absorvância do 

ensaio controle, respectivamente. Uma curva padrão (Apêndice 1) foi construída com o padrão Trolox 

convenientemente diluído em etanol (50, 100, 200, 250, 300, 400 e 500 µmol/L). Os IC50 de cada 

hidrolisado e do padrão foram obtidos através do coeficiente angular do gráfico percentual de inibição 

versus concentração. A capacidade antioxidante foi expressa como equivalente de Trolox (TE) por g de 

hidrolisado (μmol TE/g hidrolisado). Os ensaios foram realizados em cinco réplicas.  

 

2.3.2 Capacidade de sequestro do radical DPPH 

 

 A capacidade de sequestro do radical DPPH foi determina conforme Ballesteros et al. (2015) 

e Brand-Williams, Cuvelier e Berset (1995) com modificações. Assim como no método ABTS, diluições 
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dos hidrolisados foram feitas de modo que a porcentagem de inibição do radical alcançasse o valor mínimo 

de 50% (IC50). Deste modo, as seguintes soluções foram preparadas em água: 4 a 50 mg/mL de XFH, 2 a 

24 mg/mL de XAH e de 1 a 16 mg/mL de XFB. Os antioxidantes sintéticos (BHT e BHA) e os prebióticos 

comerciais (lactulose, rafinose e inulina) foram preparados em etanol e água nas concentrações de  

1 mg/mL e 40 mg/mL, respectivamente. Os ensaios foram conduzidos em microplacas de 96 poços 

contendo 25 μL de amostra e 200 μL de solução de DPPH 150 μmol/L (dissolvido em metanol 80%, v/v, 

até a absorvância de 0,7 a 515 nm). As placas foram mantidas no escuro durante 1 h a temperatura 

ambiente, seguida de leitura da absorvância a 515 nm em espectrofotômetro com leitor de microplaca 

(Cytation 3, Biotek, Winooski, Estados Unidos). Um ensaio controle foi realizado substituindo o volume 

de amostra por metanol 80% (v/v). O percentual de inibição do radical para os três hidrolisados em cada 

concentração avaliada foi calculado conforme a Equação 1 (item 2.4.1) 

 Uma curva padrão (Apêndice 1) foi construída com o padrão Trolox convenientemente 

diluído em metanol 80% (v/v) (40, 80, 100, 200, 300 e 400 µmol/L). Os IC50 de cada hidrolisado e do 

padrão foram obtidos através do coeficiente angular do gráfico percentual de inibição versus concentração. 

A capacidade antioxidante foi expressa como equivalente de Trolox (TE) por g de hidrolisado (μmol TE/g 

hidrolisado). Os ensaios foram realizados em cinco réplicas.  

 

2.3.3 Capacidade de redução do ferro (FRAP) 

 

 A capacidade de redução do ferro como avaliação da atividade antioxidante foi determinada 

conforme Benzie e Strain (1996) com modificações. O reagente FRAP foi preparado pela mistura das 

soluções de TPTZ 10 mmol/L (solubilizado em HCl 40 mmol/L), cloreto de ferro (FeCl3) 20 mmol/L e 

tampão acetato 300 mmol/L pH 3,6, na proporção 1:1:10, respectivamente. Os hidrolisados e os 

antioxidantes sintéticos (BHT e BHA) foram preparados em água e etanol nas concentrações de 6 mg/mL 

1 mg/mL, respectivamente; e os prebióticos comerciais (lactulose, rafinose e inulina) na concentração de 

40 mg/mL. Os ensaios foram conduzidos em microplacas de 96 poços contendo 10 μL de amostra e 290 

μL do reagente FRAP. As placas foram mantidas no escuro durante 15 min e à 37 °C, seguida de leitura 

da absorvância a 593 nm em espectrofotômetro com leitor de microplaca (Cytation 3, Biotek, Winooski, 

Estados Unidos). Um ensaio controle foi realizado substituindo o volume de amostra por água destilada.  

 Uma curva padrão (Apêndice 1) foi construída com solução aquosa de FeSO4.7H2O (v/v) 

(200, 400, 600, 800 e 1000 µmol/L). A capacidade antioxidante foi expressa como equivalente de Fe (II) 

em μmol por g de hidrolisado (μmol Fe (II)/g hidrolisado). Os ensaios foram realizados em cinco réplicas.  
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2.4 COMPOSTOS FENÓLICOS E FLAVONOIDES 

2.4.1 Determinação de compostos fenólicos totais 

 

 Os compostos fenólicos totais foram quantificados pelo método colorimétrico de Singleton 

e Rossi (1965) com modificações. Os hidrolisados foram preparados nas concentrações de 30 mg/mL. Os 

ensaios foram conduzidos em microplacas de 96 poços contendo 5 μL de amostra, 60 μL carbonato de 

sódio (Na2CO3) 7,5% (m/v), 15 μL do reagente Folin-Ciocalteu e 200 μL de água destilada. As placas 

foram mantidas no escuro sob aquecimento a 60 °C por 5 min. Após o resfriamento das placas até a 

temperatura ambiente (± 25 °C), a leitura da absorvância a 700 nm foi realizada em espectrofotômetro 

com leitor de microplaca (Cytation 3, Biotek, Winooski, Estados Unidos). Um ensaio controle foi 

realizado substituindo o volume de amostra por água destilada.  

 Uma curva padrão (Apêndice 1) foi construída com solução de ácido gálico (200, 400, 600, 

800, 100, 1200 3 1400 mg/L). O teor de compostos fenólicos totais foi expresso como equivalente de ácido 

gálico por g de hidrolisado (mg de GAE)/g hidrolisado). Os ensaios foram realizados em seis réplicas.  

 

2.4.2 Determinação de flavonoides 

 

 A quantificação do conteúdo de flavonoides foi realizada pelo método colorimétrico descrito 

por Chang et al. (2002) com modificações. Os hidrolisados foram preparados nas concentrações de  

30 mg/mL. Os ensaios foram conduzidos em microplacas de 96 poços contendo 30 μL de amostra, 90 μL 

de metanol, 6 μL de cloreto de alumínio (AlCl3) 10% (m/v), 6 μL de acetato de potássio 1 mol/L e 170 μL 

de água destilada. As placas foram mantidas no escuro durante 30 min à temperatura ambiente, seguida 

de leitura da absorvância a 415 nm em espectrofotômetro com leitor de microplaca (Cytation 3, Biotek, 

Winooski, Estados Unidos).         

 Um ensaio controle foi realizado substituindo o volume de amostra por água destilada. Uma 

curva padrão (Apêndice 1)  foi construída com solução de quercitina (25, 50, 100, 150 e 200 mg/L). O 

conteúdo total de flavonoides foi expresso como equivalente de quercitina (QE) por g de hidrolisado  

(mg de QE)/g hidrolisado). Os ensaios foram realizados em seis réplicas.  

 

2.5 ATIVIDADE ANTIBACTERIANA 

 

 A capacidade antibacteriana dos hidrolisados foi avaliada pelo método da concentração 

inibitória mínima (CIM). Três bactérias foram selecionadas para os testes com base nos seus fatores de 
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deterioração nos alimentos e na saúde humana (Tabela 1). A manutenção das cepas bacterianas foi 

realizada seguindo as respectivas condições do meio de cultura e crescimento, e armazenada a - 80 °C.  

  

Tabela 1 – Condições de crescimento das cepas bacterianas utilizadas nos ensaios antibacterianos. 
Bactéria Gram Temperatura (°C) Tempo (h) Meio* Referência 

Escherichia coli 

CECT 736 

- 
37 24 MHB NG et al. (2019) 

Pseudomonas 

fluorescens 

DSMZ 50090 

- 

29 24 MHB 

GUTIÉRREZ-

LARRAÍNZAR 

et al. (2013) 

TYAGI; MALIK 

(2010) 

Lactobacillus 

fructivorans CECT 

8288 

+ 

29 24 MRS 
INGLIN et al. 

(2015) 

*MHB: Caldo Mueller-Hinton; MRS: Caldo De Man, Rogosa e Sharpe 

 

 A determinação das CIMs foi realizada através do método de microdiluição descrito pelo  

Clinical and Laboratory Standards Institute (CLSI, 2012). O valor da CIMs foi definido como sendo a 

menor concentração do hidrolisado que evita o crescimento visível da bactéria em estudo 

(BALLESTEROS et al., 2015). Para tal, soluções de 40 g/L dos hidrolisados foram preparadas utilizando 

o respectivo meio de cultura de cada bactéria (Tabela 1) como diluente. As soluções concentradas foram 

esterilizadas por filtração em membrana de acetato de celulose 0,22 μm, sendo posteriormente diluídas em 

série duas vezes, de modo que as concentrações finais compreendessem a faixa de 8 g/L a 0,016 g/L. Além 

disso, a suspensão celular de cada bactéria foi diluída no respectivo meio de cultura para alcançar a 

concentração final de 0,5 McFarland (correspondente de 1 a 3 × 108 UFC/mL e entre 0,08 a 0,1 de 

absorvância) a 600 nm.   

 Os ensaios foram realizados em microplacas de 96 poços contendo 100 μL da suspensão 

celular (inóculo) e 100 μL de hidrolisado, fazendo com que a concentração final da amostra no poço 

compreendesse a faixa de 4 g/L a 0,008 g/L. Na mesma placa também foram adicionados os ensaios 

controle, que seguem: 100 μL de inóculo + 100 μL de meio de cultura (controle do crescimento 

bacteriano); 100 μL de meio de cultura + 100 μL de hidrolisado (controle de esterilidade 1); e 200 μL de 

meio de cultura (controle de esterilidade 2). Todo procedimento experimental foi realizado em câmara de 

fluxo laminar em condições de assepsia. As placas foram incubadas nas temperaturas mencionadas na 
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Tabela 1 durante 24 h. De modo a avaliar o crescimento bacteriano, as absorvâncias no início (ponto zero) 

e ao término da incubação foram lidas a 600 nm em espectrofotômetro com leitor de microplaca (Cytation 

3, Biotek, Winooski, Estados Unidos). Ainda, a análise visual do crescimento em cada poço das placas 

também foi realizada. Todos os ensaios foram realizados em duplicata.   

 

2.6 ANÁLISES DOS HIDROLISADOS POR CROMATOGRAFIA EM CAMADA 

DELGADA 

 

 Os hidrolisados foram analisados por Cromatografia em Camada Delgada (CCD) utilizando 

placas de alumínio com sílica gel (DC Alufolien Kieselgel 60, Merck, Darmstadt, Alemanha) como fase 

estacionária. Alíquotas de 6 μL na concentração de 4 mg/mL dos hidrolisados foram colocadas nas placas 

e submetidas à cromatografia ascendente utilizando como fase móvel uma mistura de butanol, ácido 

acético e água ultrapura na proporção 2:1:1 (v/v/v), respectivamente. Logo após, as bandas foram 

detectadas pela pulverização de solução corante contendo 1% (m/v) de difenilamina e 1% (v/v) de anilina 

em acetona, seguido pelo aquecimento da placa a 100 °C durante 15 min (AMORIM; SILVÉRIO; 

RODRIGUES, 2019). Um pool de XOs (1 mg/mL, alíquota de 3 μL) foi utilizada como padrão analítico.  

  

2.7 ANÁLISES DOS HIDROLISADOS POR CROMATOGRAFIA LÍQUIDA DE ALTA 

EFICIÊNCIA 

 

Os hidrolisados obtidos nas reações enzimáticas foram filtrados em membrana de fluoreto 

de polivinilideno de 0,22 µm (Milipore, Burlington, Estados Unidos) e analisados em cromatógrafo 

líquido de alta eficiência (Prominence®, Shimadzu, Quioto, Japão) equipado com detector de índice de 

refração (RID-10A) e forno de colunas (CTO-20A). Alíquotas de 20 µL foram injetadas em modo 

automático (SIL-20AHT) e eluídas a 0,4 mL/min com água ultrapura (Milli-Q, Milipore, Burlington, 

Estados Unidos) como fase móvel de uma coluna para separação de carboidratos (Aminex HPX-42A, 

Bio-Rad, Hercules, Estados Unidos). A temperatura e o tempo total de corrida foram 50 ºC e 40 min, 

respectivamente. A identificação dos açúcares foi realizada a partir dos seus tempos de retenção, enquanto 

a quantificação de XOs e xilose foram determinadas através das curvas de calibração previamente 

construídas com o pool de padrões (1 a 10 mg/mL).  O controle do equipamento e aquisição dos dados foi 

feito pelo software LC Solution®.  
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2.8 ANÁLISE ESTATÍSTICA DOS RESULTADOS  

  

As respostas da análise antioxidante, flavonoides e compostos fenólicos totais, 

foram analisadas estatisticamente através da Análise de Variância Univariável (One-way 

ANOVA) seguido da comparação post-hoc Tukey, ao nível de 5% de significância (p<0,05). 

As análises foram realizadas atendendo aos pressupostos de normalidade, independência e 

homocedasticidade dos resíduos. O software utilizado para o tratamento estatístico dos 

resultados foi o Statistica 5.0 (Statsoft Inc., Estados Unidos).  

 

3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

3.1 COMPOSIÇÃO DOS HIDROLISADOS  

 

Os hidrolisados XFH e XAH foram caracterizados quanto ao seu teor e composição em XOs 

e rendimento, e comparados com os resultados de XFB previamente obtidos por Amorim et al. (2019b), 

conforme mostra a Tabela 2.  Os maiores teores de XOs foram observados para os hidrolisados 

XFH (10,3 mg/mL) e XAH (2,0 mg/mL), os quais apresentaram menor conversão de xilana em 

XOs em relação à XFB (306 g XOs/g xilana). 

 
Tabela 2 –  Teor de XOs totais e rendimento para os hidrolisados obtidos por diferentes estratégias de 

produção. 

Hidrolisado 
XOs totais 

(mg/mL) 

Rendimento 

(mg XOs/g xilana) 
Referência 

XFH 10,3 ± 0,2 170,8 ± 4,0 Este trabalho 

XAH 2,0 ± < 0,1 65,5 ± 2,4 Este trabalho 

XFB 1,5 ± < 0,1 306,0 ± 4,0 AMORIM et al. (2019b) 
Média ± desvio padrão (n =3). Legenda: XFH – Hidrolisado obtido da hidrólise de xilana de faia; XAH – Hidrolisado obtido 

da hidrólise de xilana de arroz; XFB – Hidrolisado obtido a partir de cultivo microbiano em estado submerso. 
 

Em termos de composição de XOs, ambos os hidrolisados XFH e XAH apresentaram 

majoritariamente xilobiose (5,6 ± 0,1 mg/mL para XFH e 0,9 ± < 0,1 mg/mL para XAH) e xilotriose (3,3 

± 0,1 mg/mL para XFH e 0,5 ± < 0,01 para XAH), estando os demais oligômeros em menores 

concentrações. Conforme determinado por Amorim et al. (2019b), os XOs presentes no XFB 

compreendem oligômeros com GP entre 4 e 6 (0,3 ± < 0,1 mg/mL de xilotetraose, 0,7 ± < 0,1 mg/mL de 

xilopentose e 0,5 ± < 0,1 mg/mL de xilohexose). Esta composição dos hidrolisados pode ser comprovada 

pela cromatografia em camada delgada, conforme mostra a Figura 2. Apesar de XFH e XFB utilizarem o 
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mesmo substrato para hidrólise (xilana de faia), os distintos processos de obtenção de XOs permitiram que 

os hidrolisados apresentassem oligômeros com GP diferentes.  

A obtenção de XOs por hidrólise enzimática envolve o uso do extrato enzimático contendo 

xilanase (SAMANTA et al., 2015), do substrato rico em xilana e de condições reacionais controladas 

(temperatura, pH, agitação e relação enzima:substrato) (OTIENO; AHRING, 2012). Nas reações 

enzimáticas, as xilanases catalisam a hidrólise da cadeia principal da xilana, atuando nas ligações 

glicosídicas β-1,4 e gerando XOs e eventual xilose (BIELY; SINGH; PUCHART, 2016). Em 

geral, as reações prosseguem por longo tempo e tendem a favorecer a formação de XOs de 

baixo GP, em especial xilobiose e xilotriose (OTIENO; AHRING, 2012), uma vez que os 

oligômeros de maior GP tendem a ser hidrolisados no decorrer da reação (BIAN et al., 2013; 

GUIDO; SILVEIRA; KALIL, 2019; YANG et al., 2011). Isto explica o fato de XFH e XAH 

possuírem maior proporção de xilobiose e xilotriose em relação aos demais oligômeros contidos 

no hidrolisado.  

 

Figura 2 – Cromatografia em camada delgada dos hidrolisados obtidos por diferentes 
estratégias de produção. 

  
Legenda: XAH – Hidrolisado obtido da hidrólise de xilana de arroz; XFH – Hidrolisado obtido da hidrólise de xilana de faia; 
XFB – Hidrolisado obtido a partir de cultivo microbiano em estado submerso; P – Padrão de XOs e xilose; X1 a X6 – xilose, 

xilobiose, xilotriose, xilotetraose, xilopentose e xilohexose. 
Já a obtenção dos XOs por cultivo submerso ocorre pela liberação dos oligômeros 

conforme o micro-organismo produz as enzimas necessárias à degradação do substrato, assim 

como exposto por diversos autores (AMORIM; SILVÉRIO; RODRIGUES, 2019; MENEZES; 

ROSSI; AYUB, 2017; REQUE et al., 2019). XOs (65 mg/g de substrato) com GP entre 3 e 5 

XAH XFH P XFB 

X1 

X2 

X3 
X4

  X5 
X6 
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foram produzidos em 36 h de cultivo submerso de Bacillus subtillis FTC01 utilizando farinheta 

de trigo como substrato (REQUE et al., 2019). De modo semelhante, XOs (463,4 mg/g de 

xilana) com GP entre 4 e 6 foram obtidos em 12 h de cultivo de Bacillus subtilis 3610 

geneticamente modificado utilizando dreche cervejeira como substrato (AMORIM et al., 2018). 

Com base nisso, é compreensível que XFB apresente GP distinto dos demais hidrolisados deste 

estudo. Embora a xilana de faia tenha sido utilizada para a produção de XOs em ambos os 

processos – hidrólise enzimática e cultivo microbiano –, a xilanase envolvida na reação pode 

apresentar características distintas, hidrolisando a cadeia polissacarídica em diferentes regiões. 

Além disso, o micro-organismo também pode secretar outras enzimas que auxiliam no processo 

de degradação do substrato, influenciando na estrutura e GP dos XOs obtidos.  

Na produção de XOs por cultivo microbiano, a composição e o rendimento dos 

oligômeros podem variar devido ao seu consumo pelo micro-organismo. Por exemplo, no 

cultivo de A. pullulans CCT 1261 utilizando xilana de faia como substrato, a maior 

concentração de XOs foi detectada em 12 h (168 mg/g de xilana), sendo esta quantidade 

composta principalmente por xilobiose (72 mg/g de xilana) e xilotriose (70 mg/g de xilana). No 

entanto, a ausência de XOs nas últimas horas de cultivo indicou seu consumo como substrato 

pela levedura (GAUTÉRIO et al., 2018). Nas primeiras 48 h de crescimento de Aspergillus 

brasiliensis BLf1 em meio contendo casca de arroz, Menezes, Rossi e Ayub (2017) obtiveram 

XOs (14,48 mg/g de substrato) com GP igual a 2, 4 e 5, os quais não foram detectados ao 

término do cultivo, indicando que os mesmos foram consumidos pela espécie fúngica. Por outro 

lado, Amorim, Silvério e Rodrigues (2019) mencionam que na produção de XOs durante o 

cultivo de Trichoderma utilizando dreche cervejeira como substrato, o não consumo dos XOs 

formados se deve à preferência das espécies microbianas em consumir os demais açúcares 

prontamente disponíveis no meio de cultivo.  

Com base no exposto, o uso de diferentes estratégias de produção permite obter 

XOs com composição e GP distintos, o que pode levar a diferentes propriedades biológicas. 

 

 

 

3.2 ATIVIDADE ANTIOXIDANTE, COMPOSTOS FENÓLICOS E FLAVONOIDES 

 

A atividade antioxidante dos XOs não pode ser atribuída a um único mecanismo de reação, 

portanto diferentes métodos de quantificação (capacidade de sequestro dos radicais ABTS e DPPH e poder 

de redução do ferro) foram conduzidos a fim de avaliar esta propriedade nos hidrolisados em estudo, sendo 
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os resultados expostos na Tabela 4. A atividade antioxidante dos hidrolisados foi comparada a de dois 

antioxidantes sintéticos (BHI e BHA) e a de três prebióticos comerciais (rafinose, lactulose e inulina), 

devido aos XOs também serem conhecidos por esta propriedade funcional. Além disso, os valores de IC50 

(concentração necessária para atingir o valor mínimo de 50% de inibição do radical) foram determinados 

para o ABTS e DPPH, e estão apresentados na Tabela 3.  

A capacidade de sequestro dos radicais DPPH e ABTS se mostrou dependente da 

concentração para os três hidrolisados em estudo. No método ABTS, o aumento nos percentuais de 

inibição do radical foi proporcional a concentração dos hidrolisados, chegando à 65,7%, 76,5% e 62,6% 

nas concentrações de 30 mg/mL, 20 mg/mL e 8 mg/mL para XFH, XAH e XFB, respectivamente. O 

mesmo comportamento foi observado para XFH e XAH pelo método DPPH, onde os percentuais de 

inibição do radical alcançaram 65,5% a 50 mg/mL e 63,6% a 20 mg/mL, nesta ordem. No entanto, para o 

XFB, o percentual de inibição alcançou seu valor máximo (61,8%) em 8 mg/mL, diminuiu (51,9%) em 

10 mg/mL e permaneceu constante em concentrações mais elevadas do hidrolisado (12 a 16 mg/mL), 

comportamento este também observado por outros autores (BIAN et al., 2013; JAGTAP et al., 2017; 

RASHAD et al., 2016).  

 

Tabela 3 – Valores de IC50 obtidos nos ensaios de atividade antioxidante (DPPH e ABTS). 

Hidrolisado DPPH (mg/ml) ABTS (mg/ml) 

XFH 34,6 20,9 

XAH 14,5 10,8 

XFB 6,6 6,1 

Legenda: XFH – Hidrolisado obtido da hidrólise de xilana de faia; XAH – 
Hidrolisado obtido da hidrólise de xilana de arroz; XFB – Hidrolisado obtido a 

partir de cultivo microbiano em estado submerso. 
 

XOs obtidos a partir da hidrólise de palha de trigo e xilanase bruta de Aspergillus fumigatus 

apresentaram 58% de inibição do radical DPPH quando utilizados na concentração de 4 mg/mL 

(JAGTAP et al., 2017). Similarmente, XOs comerciais (pureza acima de 90%) obtidos a partir da hidrólise 

enzimática de sabugo de milho mostraram 65,3% e 59,4% de inibição dos radicais DPPH e ABTS, 

respectivamente, a 4 mg/mL (YU et al., 2015). Ainda, XOs obtidos a partir da hidrólise de xilana de bétula 

utilizando xilanase purificada de Bacillus amyloliquifaciens apresentaram cerca de 75% de inibição do 

radical DPPH a 4 mg/mL (RASHAD et al., 2016). Nesta mesma concentração, o XFB alcançou 31% de 

inibição dos radicais DPPH e ABTS, chegando a 62% a 8 mg/mL. Considerando que o XFB foi obtido a 
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partir de meio de fermentação e sem nenhuma etapa prévia de concentração ou purificação, o seu poder 

antioxidante se mostrou promissor frente aos estudos mencionados.  

 

Tabela 4 – Atividade antioxidante, compostos fenólicos totais e flavonoides totais de hidrolisados 
contendo XOs, antioxidantes sintéticos e prebióticos comerciais. 

Hidrolisado 
DPPH 

(μmol TE/g) 

ABTS 

(μmol TE/g) 

FRAP 

(μmol Fe II/g) 

CFT 

(mg GAE/g) 

FVT 

(mg QE/ g) 

XFH 7,5 ± 0,3c 13,4 ± 0,2c 28,8 ± 0,9c 8,0 ± 0,1c 0,2 ± < 0,1b 

XAH 14,5 ± 1,1b 26,5 ± 2,4b 44,1 ± 1,1b 9,9 ± 0,1b 0,2 ± < 0,1b 

XFB 39,1 ± 2,2a 45,7 ± 1,4a 79,9 ± 2,8a 14,0 ± 0,2a 0,6 ±  0,1a 

BHA 445,9 ± 1,7 473,3 ± 4,5 13080,0 ± 48,1 ND ND 

BHT 447,9 ± 0,5 442,1 ± 2,7 4338,2 ± 241,5 ND ND 

Prebióticos* nd nd nd ND ND 

Média ± desvio padrão (n = 5 ou 6). Letras minúsculas iguais na mesma coluna e entre os hidrolisados indicam não há diferença 
significativa entre as médias pelo teste Tukey (p>0,05). Legenda: XFH – Hidrolisado obtido da hidrólise de xilana de faia; XAH 

– Hidrolisado obtido da hidrólise de xilana de arroz; XFB – Hidrolisado obtido a partir de cultivo microbiano em estado 
submerso; CFT – Compostos fenólicos totais; FVT – Flavonoides totais; BHT – Hidroxitolueno butilado; BHA – Hidroxianisol 

butilado; Prebióticos* – Prebióticos comerciais (Lactulose, Rafnose e Inulina); ND – Não determinado; nd – não detectado.  
 

Conforme mostra a Tabela 3, o IC50 do XFB foi menor em relação aos demais hidrolisados, 

indicando que uma menor concentração deste é necessária para que a inibição dos radicais atinja o valor 

de 50%. Os valores de IC50 obtidos para XFH e XAH foram muito superiores comparados a outros XOs 

obtidos por hidrólise enzimática (IC50 entre 1 a 3 mg/mL) (BIAN et al., 2013; GOWDHAMAN; 

PONNUSAMI, 2015; ZHANG et al., 2019; ZHOU et al., 2018). Contudo, é pertinente mencionar que 

diversos trabalhos voltados à capacidade antioxidante dos XOs analisam frações purificadas e/ou 

concentradas destes oligômeros (VALLS et al., 2018; VEENASHRI; MURALIKRISHNA, 2011), 

enquanto XFH e XAH consistem numa mistura de XOs e xilana não hidrolisada. A alta concentração de 

substrato no meio reacional – 6% (m/v, equivalente a 60 g/L) e 3% (m/v, equivalente a 30 g/L) para XFH 

e XAH, respectivamente  – aliado à sua baixa conversão em XOs, pode ter contribuído para os altos valores 

de IC50, onde a xilana remanescente atuou como possível interferente na análise. No caso de XFB, além 

da conversão de xilana em XOs ser elevada, o substrato pode ter sido transformado de modo mais eficiente 

pela bactéria durante o cultivo submerso, fazendo com que menor quantidade de xilana não degradada 

estivesse presente no hidrolisado final. Adicionalmente, os valores da atividade antioxidante (Tabela 4) 

pelo método ABTS foram mais elevados comparados aos do método DPPH, para todos os hidrolisados 
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em estudo, indicando que o último método foi menos eficiente quanto à capacidade de sequestro dos 

radicais. Esta menor afinidade ao método DPPH em relação ao ABTS na atividade antioxidante de XOs 

também foi observado por Valls et al. (2018) e Zhang et al. (2019).  

O poder de redução do ferro seguiu a mesma tendência observada nos métodos ABTS e 

DPPH, isto é, o XFB apresentou maior capacidade antioxidante em relação aos demais hidrolisados em 

estudo. No entanto, os valores obtidos no método FRAP foram inferiores aos observados por Rivas et al. 

(2013) para licor obtido a partir da auto hidrólise de casca de arroz (625 μmol Fe+2/g), e aos mencionados 

por Lasrado e Gudipati (2014) para XOs a partir da hidrólise de farelo de trigo utilizando xilanase 

comercial de Thermomyces lanuginosus (71,44 mg Fe+2/100 mL, o que equivale a 256,96 μmol Fe+2/g).  

Em baixas concentrações (1 mg/mL), os antioxidantes sintéticos apresentaram capacidade 

antioxidante extremamente elevada (Tabela 4) comparado aos hidrolisados em estudo. Contudo, é 

importante lembrar que o BHT e o BHA são compostos puros e altamente reativos, tornando difícil a 

comparação com as amostras biológicas. Apesar do uso de BHT e BHA em alimentos ser regulamentado 

pela Agência Nacional de Vigilância Sanitária (ANVISA) (BRASIL, 2018b) e pelo Food and Drug 

Administration (FDA, 2019), estes antioxidantes estão conhecidos pelo seu efeito toxicológicos e 

carcinogênicos em certas concentrações, motivos que impulsionam o desenvolvimento de estudos 

voltados aos antioxidantes naturais (KUMAR et al., 2015). Os prebióticos comerciais rafinose, lactulose 

e inulina não apresentaram atividade antioxidante pelas três metodologias empregadas, (Tabela 4) mesmo 

quando concentrações elevadas destes açúcares foram utilizadas (40 mg/mL). Este resultado é interessante 

no que tange às demais atividades biológicas dos hidrolisados, uma vez que estes apresentaram atividade 

antioxidante e, devido à sua composição rica em XOs com GP entre 2 a 6, podem também apresentar 

atividade prebiótica.  

Estudos demonstram que a atividade antioxidante dos XOs pode estar relacionada à sua 

concentração no hidrolisado, GP e presença de ramificações na sua estrutura (VALLS et al., 2018). No 

presente estudo, a maior capacidade antioxidante pelas três metodologias utilizadas foi observada para o 

hidrolisado XFB, seguido de XAH e XFH. Apesar de XFB apresentar menor conteúdo de XOs totais, os 

oligômeros neste hidrolisado possuem GP claramente maior comparado à XAH e XFH, característica que 

pode estar relacionada ao seu maior caráter antioxidante. Adicionalmente, Amorim et al. (2019b) 

constataram que XFB compreende uma mistura de XOs composta por cadeia linear de resíduos de xilose 

unidos por ligações β-1,4, além da presença de ramificações, as quais contém arabinose e ácido 

glicurônico, podendo chegar até 5,3%. Valls et al. (2018) aplicaram xilanases de diferentes famílias (GH10 

e GH30) na hidrólise de xilana de bétula e de xilana de faia, concluindo que os XOs obtidos a partir do 

uso de GH30 – isto é, que possuem GP elevado (5 a 8) – apresentaram maior atividade antioxidante 

comparado aos XOs oriundos de GH10 (GP entre 2 a 5). Os autores ainda mencionam que a quantidade 
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de XOs produzida a partir do uso de xilanases GH30 foi menor comparado aos XOs obtidos pelo uso de 

xilanases G10. Não menos importante, devido à secreção de diferentes enzimas pelo micro-organismo e 

sua ação sinérgica na degradação do substrato no meio de cultivo, a produção de outros compostos com 

atividade antioxidante pode ocorrer em conjunto à produção de XOs, conforme observado em estudos 

anteriores (MANDELLI et al., 2014; REDDY; KRISHNAN, 2013; REQUE et al., 2017, 2019), o que 

pode levar à obtenção de um hidrolisado com diversas propriedades biológicas.  

Os compostos fenólicos são capazes de capturar espécies reativas de oxigênio devido a sua 

propriedade de doação de elétrons, e dentre eles, os mais difundidos e diversificados compreendem à 

classe dos flavonoides (PODSEDEK, 2007). Diversos trabalhos têm correlacionado o conteúdo de 

compostos fenólicos em oligossacarídeos com a atividade antioxidante (KAWEE-AI et al., 2016; 

RASHAD et al., 2016; VEENASHRI; MURALIKRISHNA, 2011). Conforme exposto na Tabela 3, o 

XFB apresentou maior concentração de compostos fenólicos totais (CFT) e flavonoides totais (FVT), o 

que também contribui para a maior capacidade antioxidante deste frente aos demais hidrolisados.  

Valls et al. (2018) mencionam que a atividade antioxidante de XOs obtidos por hidrólise 

enzimática de xilana de faia pode ser atribuída à presença de resíduos de ácido metil glicurônico em sua 

estrutura. Neste sentido, Amorim et al. (2019b) verificaram que o XFB possui em sua composição 

resíduos de ácido glicurônico, arabinose e outros açúcares oriundos da composição original da xilana de 

faia.  Por outro lado, compostos fenólicos solúveis e insolúveis presentes na casca de arroz, tais como ácido 

ferúlico, ácido ρ-cumárico, ácido ρ-hidroxibenzóico, ácido gálico e ácido vanílico, estão relacionados à 

atividade antioxidante desta biomassa (BUTSAT; WEERAPREEYAKUL; SIRIAMORNPUN, 2009). 

Outros estudos relatam que a atividade antioxidante de XOs obtidos por hidrólise enzimática da casca de 

arroz se deve à presença de ácido ρ-cumárico, ácido ferúlico e ácido siríngico (VEENASHRI; 

MURALIKRISHNA, 2011).   

No cultivo das espécies Bacillus subtillis FTC01 e Bacillus sp. P45 em meio contendo 

farinheta de trigo, o teor de CFT contido no sobrenadante do cultivo correspondeu a 79,2 mg GAE/g e 

64,2 mg GAE/g, respectivamente (REQUE et al., 2017). Os autores mencionam que a ação sinérgica de 

enzimas secretadas pela espécie de Bacillus, tais como xilanases e esterases, pode ter contribuído para a 

liberação de ácidos fenólicos a partir da degradação do substrato. Em outro estudo, os autores verificam a 

produção de XOs por Bacillus subtillis FTC01 no mesmo meio de cultivo (REQUE et al., 2019). Logo, 

no caso específico de XFB, a quantidade de CFT pode ser atribuída tanto pela liberação destes compostos 

durante a hidrólise da xilana pela ação de enzimas secretadas pela bactéria, como pelos XOs resultantes 

deste processo.  

Rashad et al. (2016) analisaram o teor de compostos fenólicos totais produzidos a partir de 

xilana de bétula e xilanase purificada de Bacillus amyloliquifaciens, alcançando o valor de 182,88 mg 
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GAE/L (equivalente a 9,15 mg GAE/g de hidrolisado). Já para o hidrolisado obtido a partir da casca de 

arroz e xilanase bruta, os autores mencionam que conteúdo de CFT foi de aproximadamente 11 mg 

GAE/L (correspondente a 5,5 mg GAE/g de hidrolisado na concentração de 2 g/L) (RASHAD et al., 

2016). Estes resultados se encontram na mesma ordem dos valores de CFT obtidos para os hidrolisados 

do presente estudo (Tabela 4). Por outro lado, valores superiores de CFT (53,5 mg GAE/g) foram 

observados em licor obtido a partir da auto hidrólise de casca de arroz (Rivas et al., 2013).  

Hidrolisados contendo XOs obtidos por diferentes estratégias de produção apresentaram 

atividade antioxidante nas três metodologias empregadas. A existência desta propriedade demonstra o 

potencial de aplicação dos hidrolisados em formulações alimentícias e em cosméticos.  

 

3.3 ATIVIDADE ANTIBACTERIANA 

 

 A atividade antibacteriana dos hidrolisados foi avaliada pelo método das CIMs para três 

bactérias – E. coli, P. fluorescens e L. fructivorans –, e os resultados estão apresentados nas 

Figuras 3, 4 a 5. A escolha destes micro-organismos para a atividade antibacteriana se deve ao 

fato de que serem indicadores de contaminação fecal (E.coli) ou relacionados à deterioração de 

alimentos (P. fluorescens e L. fructivorans). Dentro da faixa de concentração avaliada, os 

hidrolisados não inibiram o crescimento das três cepas microbianas em estudo, não exibindo 

assim atividade antibacteriana. Além disso, XFH e XAH estimularam o crescimento de E. coli 

conforme o aumento das suas concentrações, correspondendo a 134% e 200% em 4 g/L, nesta 

ordem, em relação ao controle (Figura 3). O mesmo estímulo foi observado para XFB e XAH 

em relação à P. fluorescens (Figura 4), porém em menor grau (115% e 102%, respectivamente, 

a 4 g/L), e para XFB em relação à L. fructivorans (111% a 4 g/L). Além disso, nenhum 

crescimento foi observado nos controles contendo apenas meio de cultura (MBH ou MRS) e 

meio de cultura + hidrolisado, indicando que não houve contaminação nos poços de ensaio 

(dados não mostrados). 

 De modo a compreender se o estímulo de XFH e XAH ao crescimento de E. coli, 

bem como de XFB ao crescimento de P. fluorescens, foi causado pelo consumo dos XOs, as 

amostras das CIMs foram analisadas por cromatografia em camada delgada. Os hidrolisados na 

sua concentração máxima (4 g/L) e após o crescimento das bactérias, além do padrão de XOs e 

dos ensaios controle, foram aplicados às placas de alumínio, conforme mostra a Figura 6.  
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Figura 3 – Crescimento de E. coli CECT 736 em meio MHB contendo hidrolisados em 
diferentes concentrações, onde a) XFH, b) XAH e c) XFB. C – Controle: Meio MHB + 

bactéria. 
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Figura 4 – Crescimento de P. fluorescens DSMZ 50090 em meio MHB contendo 
hidrolisados em diferentes concentrações, onde a) XFH, b) XAH e c) XFB. C – Controle: 

Meio MHB + bactéria. 
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Figura 5 – Crescimento de L. fructivorans CECT 8288 em meio MRS contendo hidrolisados 
em diferentes concentrações, onde a) XFH, b) XAH e c) XFB. C – Controle: Meio MRS + 

bactéria. 
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Figura 6 – Cromatografia em camada delgada das CIMs. 

 
 

Legenda: P – Padrão; CXFH – Controle de XFH a 4 g/L em meio MHB; XFH1 – XFH 4 g/L em meio MHB + 
E.coli; XFH2 –XFH 4 g/L em meio MHB + P. fluorescens; CRAH – Controle de XAH 4 g/L em MHB; XAH1 –
XAH 4 g/L em meio MHB + E. coli; XAH2 –XAH 4 g/L em meio MHB + P. fluorescens; CXFB – Controle de 
XFB 4 g/L em meio MHB; XFLB1 – XFB 4 g/L em meio MHB + E. coli; XFB2 – XFB 4 g/L em meio MHB + 

P. fluorescens; MHB – Controle do meio MHB; MHB1 – MHB + E. coli; MHB2 – MHB + P. fluorescens. 
  

 O enfraquecimento das bandas em XFH1 e XAH1, quando comparado aos seus 

respectivos controles – XFH e XAH (somente o hidrolisado), MHB (somente o meio) e MHB 

+ bactéria (bactéria crescida na ausência do hidrolisado) – indica o consumo de XOs por 

 E. coli, comportamento este observado também em XAH2 e XFB2 para P. fluorescens. Este 

resultado se opõe a outros estudos envolvendo a utilização de XOs por espécies de E. coli 

(CRITTENDEN et al., 2002; FALCK et al., 2013), os quais indicam que a bactéria não é capaz 

de consumir os oligômeros. Por outro lado, não houve alteração na intensidade das bandas em 

XFH2 para P. fluorescens e XFB1 para E. coli, o que corrobora com os resultados apresentados 

nas Figuras 4a e 3c, respectivamente.  

É importante salientar que concentrações acima de 4 g/L não foram avaliadas devido às 

seguintes razões: o uso de altas concentrações de hidrolisado poderia causar a inibição das bactérias pelo 

excesso de açúcar no meio, e não pelo possível efeito antibacteriano dos XOs; concentrações mais 

elevadas do hidrolisados estimularam o crescimento das bactérias em certas situações, não sendo 

conveniente o estudo de valores acima de 4 g/L. Cabe lembrar também que as concentrações empregadas 

se referem ao hidrolisado como um todo, contendo XOs e xilana não hidrolisada, enquanto outros estudos 

costumam avaliar o efeito antimicrobiano da fração purificada de oligômeros.  

 XOs parcialmente purificados e obtidos por hidrólise enzimática de xilana de palha 

de alho, na concentração de 20 g/L, foram capazes de inibir o crescimento de Pseudomonas 

aeruoginosa, Enterococcus faecalis, Micrococcus luteus e Klebsiella pneumoniae. No entanto, 
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não foi observada a inibição para E. coli, Staphylococcus aureus e Listeria monocytogenes 

(KALLEL et al., 2015b). Da mesma forma, XOs comerciais (pureza acima de 90%) obtidos a partir 

de sabugo de milho não apresentaram atividade antibacteriana para E. coli, S. aureus, Shigella flexneri e 

Salmonella Typhi (PALANIAPPAN; BALASUBRAMANIAM; ANTONY, 2017).  Em outro estudo, 

hidrolisados contendo XOs obtidos a partir do cultivo de espécies de Bacillus em meio 

agroindustrial inibiram o crescimento de E. coli apenas quando em concentrações muito 

elevadas (200 g/L) (REQUE et al., 2017). XOs ácidos produzidos a partir da hidrólise enzimática de 

xilana de bétula inibiram o crescimento de E. coli, S. aureus e Bacillus cereus quando em baixas 

concentrações (0,5 a 1 g/L), porém o mesmo não ocorreu para P. aeruginosa e Proteus mirabilis 

(CHRISTAKOPOULOS et al., 2003).  

 No presente estudo, a não inibição de P. fluorescens e E. coli pode estar relacionada 

à alta resistência de bactérias gram-negativas a agentes químicos (ex. antimicrobianos), uma 

vez que estas apresentam parede celular complexa, isto é, composta por camada fina de  

peptidoglicano circundada por uma membrana lipoproteica (TONDO; BARTZ, 2017). Por 

outro lado, a bactéria gram-positiva L. fructivorans também não foi inibida pela presença de 

XOs no meio de crescimento. Estudos reportam a capacidade dos XOs em serem utilizados por 

espécies de Lactobacillus, gerando ácido lático e acético (IMMERZEEL et al., 2014), o que 

poderia causar a inibição do crescimento devido à diminuição do pH do meio e produção de 

compostos inibidores. Por outro lado, conforme mencionado por Crittenden et al. (2002) 

algumas espécies de Lactobacillus não são capazes de utilizar os XOs como substrato. Ainda, 

a estrutura dos XOs (isto é, tipo de ligação existente, monômeros constituintes na estrutura e 

GP dos XOs), bem como a existência do aparato enzimático necessário para a hidrólise do 

oligômero pela bactéria, podem afetar a taxa de fermentação e, assim, determinar a velocidade 

na qual os potenciais metabólitos inibitórios são liberados (AACHARY; PRAPULLA, 2011). 

Compostos fenólicos também são reconhecidos como potenciais antimicrobianos (BACH et al., 

2019; LEYVA-JIMENEZ et al., 2019), no entanto, estes se encontram em baixas quantidades 

nos hidrolisados para exercer tal propriedade. 

  Apesar dos hidrolisados contendo XOs não apresentaram atividade antibacteriana, estudos 

futuros com outras cepas bacterianas devem ser realizados, de modo a ampliar o espectro de ação dos 

hidrolisados como possíveis agentes antimicrobianos.  
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4 CONCLUSÃO 

 

 Hidrolisados contendo XOs foram caracterizados quanto ao seu teor e composição 

de XOs, atividade antioxidante e atividade antibacteriana. Os maiores teores de XOs foram 

observados em XFH (10,3 mg/mL) e XAH (2,0 mg/mL), os quais apresentaram maior conteúdo 

de xilobiose e xilotriose em relação ao XFB. A maior atividade antioxidante pelas três 

metodologias empregadas (ABTS, DPPH e FRAP) foi observada por XFB, seguido de XAH e 

XFH, o que demonstra o potencial de aplicação dos hidrolisados em formulações alimentícias 

e em cosméticos. Da mesma forma, XFB apresentou maior teor de compostos fenólicos e 

flavonoides totais, os quais podem estar relacionados em parte ao poder antioxidante deste 

hidrolisado. Embora os hidrolisados não tenham sido capazes de inibir o crescimento de E. coli, 

P. fluorescens e L. fructivorans, estudos futuros devem ser realizados com o intuito de 

investigar a atividade antimicrobiana destes frente à outras cepas bacterianas.  
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4 CONCLUSÃO GERAL 

 

O presente estudo demonstrou a capacidade da levedura Aureobasidium pullulans 

em produzir simultaneamente xilanases, β-xilosidases e xilo-oligossacarídeos (XOs) em cultivo 

submerso, utilizando xilana de madeira de faia como principal substrato. Dentre as cepas 

avaliadas para este fim, a maior produção de xilanase foi alcançada por A. pullulans CCT 1261 

(74,9 U/mL), a qual também apresentou baixa secreção de β-xilosidase (0,10 U/mL), além de 

XOs (1,68 mg/mL) composto majoritariamente por xilobiose e xilotriose.  

A produção de xilanases por A. pullulans CCT 1261 também foi possível quando 

substratos agroindustriais com e sem pré-tratamento alcalino foram utilizados no meio de 

cultivo em substituição à xilana de faia. O farelo de arroz não tratado apresentou alta quantidade 

de hemicelulose (29,6%) e baixo teor de lignina (12,2%), o que resultou em alta secreção de 

xilanases (11,7 U/mL) quando utilizado como fonte de xilana. A maximização da produção de 

xilanases (82,2 U/mL) pela levedura foi obtida nas seguintes condições de cultivo: 3,6 g/L de 

(NH4)2SO4, 1,5 g/L de extrato de levedura, 61,9 g/L de farelo de arroz, pH 7,0 e 28 °C. 

A precipitação fracionada com (NH4)2SO4 (0-30%/30-60%) se mostrou uma técnica 

eficaz na obtenção de xilanases parcialmente purificadas, permitindo a purificação da enzima 

em 6,8 vezes e recuperação enzimática de 69,4%. As xilanases bruta e purificada apresentaram 

temperatura e pH ótimos de atuação iguais a 50 °C e 4,5, respectivamente, e maior estabilidade 

à 40 °C dentro da faixa avaliada. Com base nos parâmetros de termoestabilidade dos extratos, 

o aumento da temperatura de 40 °C para 60 °C levou à desnaturação enzimática, sendo este 

processo endotérmico e que resulta no desdobramento da cadeia proteica em uma estrutura mais 

aleatória. Além disso, a xilanase bruta apresentou menor Km (25 mg/mL) comparado à enzima 

purificada (50 mg/mL). 

 Os extratos de xilanase bruto e purificado foram capazes de catalisar a hidrólise da 

xilana de faia e consequente produção de XOs. O teor de XOs totais (7,7 mg/mL e 7,9 mg/mL) 

e a conversão de xilana em XOs (25,7% e 26,5%) foram estatisticamente iguais pela aplicação 

dos extratos bruto e purificado na hidrólise enzimática. Ainda, os hidrolisados apresentaram 

perfis de carboidratos semelhantes, sendo compostos majoritariamente por xilobiose (50,9% e 

53,8%), seguido de xilotriose (30,9% e 32,8%) e XOs de maior GP (4,3% e 3,7%). Apesar da 

quantidade de xilose remanescente nos hidrolisados ser menor pelo uso do extrato purificado, 

esta não se mostrou baixa o suficiente para justificar a purificação enzimática, podendo o 

acúmulo de xilose ser contornado através de outros parâmetros reacionais.  
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 A maximização da produção de XOs por hidrólise de xilana de faia utilizando o 

extrato bruto de xilanase de A. pullulans CCT 1261 foi alcançada avaliando-se a influência dos 

principais parâmetros reacionais. As altas concentrações de XOs totais (10,1 mg/mL) e XOs de 

baixo GP (9,7 mg/mL), além de alto percentual de XOs (99,1%) no hidrolisado, foram obtidas 

nas seguintes condições de reação: 6% (m/v) de xilana de faia, 260 U/g de xilanase bruta, pH 

6,0, 180 rpm (agitação orbital), 40 °C por 24 h. O hidrolisado após a maximização apresentou 

aumento no teor de XOs totais e no percentual de XOs em 1,5 vezes e 9,4%, nesta ordem, 

comparado ao obtido nas condições iniciais de hidrólise (6,7 mg/mL e 89,7%, respectivamente). 

 Os maiores teores de XOs foram observados em XFH (10,3 mg/mL) e XAH  

(2,0 mg/mL), os quais apresentaram maior conteúdo de xilobiose e xilotriose em relação ao 

XFB. A maior atividade antioxidante foi observada por XFB, seguido de XAH e XFH. Embora 

os três hidrolisados não tenham sido capazes de inibir o crescimento de E. coli, P. fluorescens 

e L. fructivorans, estudos futuros devem ser realizados para investigar a atividade 

antimicrobiana destes frente à outras cepas bacterianas.  
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5 SUGESTÕES PARA TRABALHOS FUTUROS 

 

• Avaliar o uso de estabilizantes enzimáticos a fim de ampliar o espectro de aplicação das 

xilanases de A. pullulans; 

• Avaliar estabilidade térmica e ao pH, e as atividades antifúngicas e prebióticas dos 

hidrolisados contendo XOs obtidos por diferentes estratégias de produção;  

• Realizar estudos adicionais de produção de XOs por hidrólise enzimática, a fim de 

aumentar a conversão de xilana em XOs;  

• Avaliar o uso de xilanas obtidas de diferentes substratos agroindustriais na produção de 

XOs por hidrólise enzimática; 

• Avaliar a aplicação dos hidrolisados em produtos alimentícios.  
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APÊNDICE 1 

 

Figura 1 – Curva padrão de biomassa para A. pullulans CCT 7521. 

 
 

Figura 2 – Curva padrão de biomassa para A. pullulans CCT 4154. 

 
 

Figura 3 – Curva padrão de biomassa para A. pullulans CCT 1261.
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Figura 4 – Curva padrão de xilose (utilizada para o cálculo da atividade de endo-β-1,4-
xilanase. 

 
 

Figura 5 – Curva padrão de pNP (utilizada para o cálculo da atividade de β-xilosidase, α-L-
arabinofuranosidase e β-glicosidase).  

 
Figura 6 – Curva padrão de glicose (utilizada para o cálculo da atividade de celulases totais).  
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Figura 7 – Curva padrão de albumina (utilizada para o cálculo do teor de proteínas solúveis). 

  
 

Figura 8 – Curva padrão de Trolox (atividade antioxidante pelo método ABTS). 

 
 

Figura 9 – Curva padrão de Trolox (atividade antioxidante pelo método DPPH). 
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Figura 10 – Curva padrão de FeSO4.7H2O (atividade antioxidante pelo método FRAP). 

 
Figura 11 – Curva padrão de ácido gálico (utilizada no cálculo de compostos fenólicos 

totais). 

 
 

Figura 12 – Curva padrão de quercitina (utilizada para o cálculo de flavonoides totais). 
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