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RESUMO 

 

Nesta tese foram feitos estudos mais aprofundados de enzimas produzidas pelo fungo 

Aspergillus tamarii em diferentes contextos de degradação de biomassa lignocelulósica. 

O primeiro trabalho avaliou a influência de condições de cultivo na ação de celulases e 

xilanases e demonstrou que ferramentas estatísticas (CCD e CCRD) são necessárias para 

avaliar o comportamento da enzima em diferentes condições. Os resultados 

demonstraram que utilização de triptona como fonte de nitrogênio inibiu fortemente a 

atividade das celulases, enquanto aumentou das xilanases. Além disso, a suplementação 

com CuSO4 aumentou a atividade de todas as enzimas. Sugere-se que influência dos 

componentens do meio de culturam devem ser considerados ao fazer um planjamento de 

coquetel enzimático de fungo. O segundo trabalho avaliou os parâmetros termodinâmicos 

de uma  xilanase pura de baixa massa molecular (22 kDa) de A. tamarii ativa em ácido 

ferúlico. Após análise de molecular docking de uma xilanase de A. niger com ácido 

ferúlico, identificou-se que o possível sítio de ligação do ácido ferúlico é no sítio catalítico 

da enzima. Baseado nisso, foi feita uma avaliação dos parâmetros termodinâmicos de 

ligação do ácido ferúlico na xilanase de A. tamarii e demonstrou-se que há uma mudança 

conformacional da enzima na presença do ácido ferúlico, que influencia no encaixe do 

substrato no sítio catalítico, e dessa forma a enzima se torna ativa ou tolerante. Por fim, 

dois genes de LPMOs da família AA9 foram clonadas e expressas em Pichia pastoris da 

linhagem PichiaPink™. As enzimas foram expressas apenas com seus domínios 

catalíticos. As duas AA9, nomeadas AtAA9.1_SD e AtAA9.2_SD, foram caracterizadas 

em função da regioseletividade e especificidade ao substrato. AtAA9.1_SD é uma AA9 

com oxidação na posição C4 que possui atividade em celulose (PASC), celopentose, 

xiloglucana e possivelmente xilana e liquenana. AtAA9.2_SD é uma AA9 com oxidação 

na posição C1/C4 e que possui atividade em celulose (PASC), xiloglucana e 

possivelmente xilana. Utilizando o fungo A. tamarii como objeto de estudo, mostrou-se 

que ele possui potencial na aplicação da degradação da biomassa por possuir enzimas 

com características únicas. 
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ABSTRACT 

 

This thesis discusses in-deep studies from enzymes produced by Aspergillus tamari in 

different contexts of lignocellulose biomass degradation. The first part of this work 

evaluated the influence of different conditions in cellulase and xylanase activity. Statistic 

tools (CCD and CCRD) demonstrated their importance to evaluate the behavior of these 

enzymes in different conditions. The results showed that the use of tryptone as a nitrogen 

source inhibited cellulase activity while activated xylanase activity. Supplementation 

with CuSO4 increased activity of both enzymes. The influence of culture medium 

composition in the enzymatic activity might be considered when designing enzymatic 

cocktail from fungi. The second part of this work evaluated thermodynamic parameters 

of a pure low molecular-weight xylanase (22 kDa) from A. tamarii that was active in the 

presence of ferulic acid. Molecular docking of a xylanase from A. niger with ferulic acid 

displayed that most probably the ligand interacts with the catalytic site of the enzyme. 

Based on this, thermodynamic parameters of the xylanase from A. tamarii with ferulic 

acid were assessed. The results indicated that there was a conformational change of the 

enzyme in the presence of ferulic acid, and this influenced the fitting of the substrate in 

the catalytic site, making the enzyme active in or tolerante to the presence of ferulic acid. 

The last part of this work studied two AA9 LPMOs from A. tamarii. They were cloned 

and expressed in PichiaPink™. These two enzymes were expressed in a truncated version, 

with only the catalytic domain, because the vector could not express the proteins’s full 

length. They were named AtAA9.1_SD and AtAA9.2_SD and were characterized based on 

their regioselectivity and specificity to substrate. AtAA9.1_SD is a C4-oxidizer with 

activity in cellulose (PASC), cellopentaose, xyloglucan and probably xylan and lichenan. 

AtAA9.2_SD is a C1/C4-oxidizer with activity in cellulose (PASC), xyloglucan and 

probably xylan. This thesis showed that A. tamarii has potential in biomass degradation 

mainly due to its enzymes with exclusive features.  
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INTRODUÇÃO GERAL 

 

O etanol de segunda geração, proveniente de biomassa lignocelulósica, representa 

uma fonte de energia renovável promissora e alternativa ao uso de fontes fósseis 

(JEGANNATHAN; NIELSEN, 2013). A parede celular da biomassa é uma estrutura 

complexa formada por três componentes principais: celulose, hemicelulose e lignina. 

Esses componentes são arranjados em uma configuração organizada, formando estruturas 

recalcitrantes para a degradação enzimática. Essa recalcitrância é um dos fatores 

limitantes para a conversão da biomassa em produtos finais de valor agregado por 

enzimas lignocelulolíticas (DE SIQUEIRA et al., 2010; ZHANG; DONALDSON; MA, 

2012). Fungos filamentosos são reconhecidos pelo seu grande potencial na decomposição 

da biomassa na natureza. Essa característica é utilizada em várias áreas da indústria 

biotecnológica como, por exemplo, na produção de enzimas, degradação de resíduos 

agroindustriais e vários tipos de processos fermentativos, visando agregar valor  a 

utilização desses resíduos (CONESA et al., 2001; NEVALAINEN; TE’O; BERGQUIST, 

2005; SARROUH et al., 2012). Os fungos do gênero Aspergillus, utilizados amplamente 

na indústria, são  eficientes decompositores de biomassa lignocelulósica e produtores de 

enzimas glicosil hidrolases (GH), com extensa literatura descrevendo suas ações 

(DUARTE et al., 2012; DUQUE JARAMILLO et al., 2013; MALVESSI; DA 

SILVEIRA, 2004; MCKELVEY; MURPHY, 2010; PIROTA; DELABONA; FARINAS, 

2014; SZENDEFY; SZAKACS; CHRISTOPHER, 2006; TE BIESEBEKE et al., 2006). 

Durante anos, a visão clássica da conversão enzimática dos polissacarídeos da parede 

celular envolvia apenas enzimas hidrolíticas, como endo e exo-celulases. No entanto, em 

2010 foi descoberto um sistema enzimático oxidativo que atuava juntamente com as 

hidrolases na degradação da biomassa (VAAJE-KOLSTAD et al., 2010). As 

monooxigenases líticas de polissacarídeos (LPMOs) são uma nova classe de enzimas com 

ação oxidativa em polissacarídeos. Elas são classificadas como “AA” (atividade auxiliar). 

Existem 14 classes de AA, onde cinco são LPMOs – AA9, AA10, AA11, AA13 e AA14. 

As enzimas da família AA9 são exclusivas de fungo (LEVASSEUR et al., 2013). Sua 

ação diminui a recalcitrância da parede celular, aumentando a ação hidrolítica das GHs e 

permitindo uma hidrólise eficiente da biomassa (HEMSWORTH et al., 2013; HORN et 

al., 2012). Até o presente momento já foram detectadas as atividades das AA9 em: 

celulose (QUINLAN et al., 2011), xiloglucana (AGGER et al., 2014), amido (LO 
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LEGGIO et al., 2015; VU et al., 2014a) e xilana (FROMMHAGEN et al., 2015). Foi 

demonstrado que várias espécies de fungos contém uma grande variedade de LPMOs em 

seus genomas. A análise dessas sequências, algumas contendo a presença de módulos de 

ligações a carboidratos (CBMs), indicam uma vasta diversidade funcional dessas 

enzimas, que não foram ainda exploradas (HORN et al., 2012). 

 O presente trabalho foi desenvolvido com intuito de contribuir para o 

desenvolvimento de formas mais eficientes de sacarificação enzimática da biomassa 

lignocelulósica com foco na produção do etanol de segunda geração. A tese se encontra 

dividida em capítulos, visando dar ênfase aos objetivos propostos e resultados obtidos: 

• Capítulo 1 – Revisão bibliográfica, que contextualiza a importância do projeto de 

tese; 

• Capítulo 2 – Objetivos gerais e específicos que nortearam o trabalho; 

• Capítulo 3 – Manuscrito entitulado “Response Surface Methodology as a Tool to 

Evaluate cellulase and xylanase activities under different conditions of culture 

media and lignocellulosic biomass sources”; 

• Capítulo 4 – Manuscrito entitulado “Xylanase from Aspergillus tamarii Shows 

Different Kinetic Parameters and Substrate Specificity in the Presence of Ferulic 

Acid”;  

• Capítulo 5 – Review publicado na revista International Journal of Biological 

Macromolecules entitulado “Fungal lytic polysaccharide monooxygenases from 

family AA9: Recent developments and application in lignocelullose breakdown”; 

• Capítulo 6 – Estudos do mecanismo de degradação oxidativa de biomassa 

lignocelulósica por monooxigenases líticas de polissacarídeos (LPMO) de 

Aspergillus tamarii. 
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CAPÍTULO 1 – REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

1.1 A biomassa lignocelulósica como fonte renovável de energia 

 A matriz energética de um país corresponde a todas as fontes de energia que o país 

utiliza, desde o consumo diário de residências, até em indústrias. No Brasil, a matriz 

energética é composta de fontes renováveis e não renováveis. O Brasil é líder mundial na 

utilização de fontes renováveis para geração de energia - a média mundial é de apenas 

14,2% de utilização. Dentre as fontes renováveis, a biomassa corresponde à 40,1% da 

oferta interna de produção de energia (MME (MINISTÉRIO DE MINAS E ENERGIA), 

2017). Dessa forma, a bioenergia, conceitualmente entendida como energia produzida de 

biomassa, demonstra que possui um potencial de geração de energia muito alto, podendo 

se equiparar ao potencial de energia de fontes fósseis. Estudos com foco nas otimizações 

dos processos de geração de energia se fazem necessários, principalmente para 

potencializar a produção de seus biocombustíveis derivados: etanol, etanol de segunda 

geração, biodiesel e biogás.  

 A biomassa pode ser definida como material orgânico de origem vegetal e que 

armazena energia na forma de ligações químicas (CLAASSEN et al., 1999; 

MCKENDRY; MCKENDRY, 2002). A biomassa mais utilizada na geração de energia 

no Brasil é a cana-de-açúcar. A cana-de-açúcar é a segunda principal produção agrícola 

brasileira, ficando atrás apenas da soja. Ela gera dois produtos principais, o açúcar e o 

álcool (anidro e hidratado). A safra estimada de 2016/207 correspondeu a 694,54 milhões 

de tonelada de cana, o que gerou 39,8 milhões de tonelada de açúcar e 16,5 bilhões de 

litro de etanol (CONAB, 2016). Atualmente, além das pesquisas buscarem a produção do 

etanol a partir do bagaço de cana-de-açúcar, há um grande interesse também na utilização 

das biomassas em biorefinarias. A conversão enzimática da biomassa para geração de 

produtos de valor agregado surge como uma tecnologia promissora, pois o Brasil é um 

dos países que mais produz material lignocelulósico através da agricultura, e o volume de 

geração dos resíduos é significativo. Considerando o potencial que outras biomassas 

lignocelulósicas além da cana-de-açúcar apresentam, estudos em sua conversão requerem 

inovação e pesquisa extensiva (LIMA et al., 2014; SILVA; VAZ; FILHO, 2017).  

 As indústrias de papel, celulose e de artefatos de papel compõe o setor de celulose 

e papel; em 2007 o setor contribuiu com 43,5 bilhões de reais para a economia brasileira 
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(MONTEBELLO; BACHA, 2013). A principal origem da matéria-prima do papel, a 

celulose, é obtida pelo beneficiamento da madeira, principalmente de eucalipto, em que 

o Brasil não é somente o maior produtor mundial como também é líder mundial de 

produtividade de madeira (IBÁ, 2017; MONTEBELLO; BACHA, 2013). Em 2016, a 

produção de celulose foi de 18,8 mt (IBÁ, 2017). Dependendo da utilização do papel, este 

precisará sofrer algum tipo de tratamento especial, como por exemplo, para a escrita. 

Nesse caso, é necessário que o papel tenha uma característica absorvente e áspera, e por 

estética, preferencialmente branco. A lignina é a responsável pela cor escura da polpa, 

então uma das etapas de processamento é o branqueamento do papel. Atualmente, há uma 

modalidade de branqueamento utilizando hemicelulases, ou branqueamento enzimático, 

que reduz a necessidade dos reagentes químicos tóxicos e traz vantagem econômica e 

ambiental (VIIKARI et al., 1994; WEERACHAVANGKUL et al., 2012). 

 O Brasil é o quinto maior produtor de algodão no mundo. De acordo com a 

ABRAPA, Associação Brasileira dos Produtores de Algodão, a safra de algodão do Brasil 

de 2016/2017 foi de 1,529 mt. Na indústria têxtil, o fardo de algodão é limpo e 

uniformizado, e então ocorre a separação e estiramento das fibras de algodão. Todas as 

impurezas obtidas nestas quatro etapas de processamento são recolhidas por tubulações e 

acumuladas em filtros, gerando o resíduo chamado pó de filtro. Já o piolho de algodão é 

obtido pela etapa de descaroçamento do algodão (DE SIQUEIRA et al., 2010; DUARTE 

et al., 2012; RAFAELA; EURICH; FRANCO, 2002). Como o volume de produção de 

resíduos gerados pelo cultivo de algodão chega a ser cinco vezes maior que o volume de 

fibra produzida (AGBLEVOR et al., 2006), a conversão desses resíduos para produtos 

com valor agregado foi e ainda é extensivamente estudada, pois além de encaminhar um 

fim para o seu acúmulo no meio ambiente, apresenta um grande potencial para várias 

aplicações. 

1.1.1 Composição da parede celular da biomassa vegetal 

 A parede celular da biomassa vegetal é composta por uma rede de microfibrilas, 

constituída de polissacarídeos (celulose, hemicelulose e pectina) e complexos fenólicos 

(lignina), além da presença de algumas proteínas estruturais. Sua composição varia entre 

espécies de plantas e entre os tecidos da própria planta (DE SIQUEIRA et al., 2010; 

MINIC; JOUANIN, 2006). Durante a vida da planta, a parede possui importantes papeis 
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em suas funções fisiológicas, como a comunicação intercelular, defesa contra patógenos, 

resistência mecânica e interação com o meio ambiente, além de ser a maior reserva de 

carbono na natureza (DE VRIES et al., 2001; MINIC; JOUANIN, 2006). As células das 

plantas possuem dois tipos de deposição em suas paredes, a primária e a secundária. A 

parede primária é sintetizada durante a expansão celular nos primeiros estágios de 

desenvolvimento, é uma estrutura altamente hidratada e possui redes de microfibrilas de 

celulose incorporadas em compostos pécticos, hemicelulose e glicoproteínas; a parede 

secundária é formada dentro da parede primária, sendo mais densa e menos hidratada que 

a primária. Além disso, há uma camada exterior denominada lamela média e formada 

basicamente de compostos pécticos e proteínas (Jouanin and Minic, 2006; Siqueira et al, 

2010; Wong et al, 1988).Os polissacarídeos que constituem a parede celular de planta são 

compostos orgânicos que correspondem a quase 90% do conteúdo da parede, além de 

representar cerca de 70% da biomassa do planeta. O termo holocelulose define, de forma 

mais específica, esses grupos de polissacarídeos presentes na parede celular e que 

ocorrem em estreita associação com a lignina; esta associação forma uma estrutura 

insolúvel e altamente recalcitrante, conforme pode ser visto na figura 1 (HU et al., 2011; 

ZHANG; DONALDSON; MA, 2012). 

 

 

Figura 1. Ilustração da parede celular da planta. Retirado de (ACHYUTHAN et al., 2010). 
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 A recalcitrância à decomposição biológica é uma das etapas mais limitantes da 

conversão da biomassa lignocelulósica para produtos finais de valor agregado. A 

holocelulose, proteínas e lignina fazem da estrutura da parede celular um desafio para 

sistemas enzimáticos. As celulases, hemicelulases e pectinases, que pertencem ao grupo 

de enzimas chamadas holocelulases, são glicosídeo hidrolases que realizam a quebra da 

holocelulose por hidrólise das ligações glicosídicas, formando oligo e monossacarídeos. 

As exo-holocelulases agem nas extremidades redutoras e não-redutoras, liberando 

unidades de monossacarídeos; as endo-holocelulases hidrolisam ligações glicosídicas 

internas, em posições específicas ou variadas, dependendo da presença de ramificação ou 

não. As enzimas que clivam essas regiões ramificadas são essenciais para uma hidrólise 

mais completa. Várias dessas enzimas contêm módulos de ligação ao carboidrato (CBM), 

domínios não catalíticos ou com fraca ação catalítica, que ancoram e orientam a ação da 

enzima. A especificidade cruzada de substratos é uma das características das 

holocelulases. Neste caso, algumas enzimas possuem especificidade relaxada e 

conseguem hidrolisar a ligação independente do tipo de açúcar presente. A hidrólise 

eficiente da parede celular, realizada pelas holocelulases, está relacionada com 

características estruturais da planta (como a natureza e extensão das ligações cruzadas 

entre diferentes polissacarídeos); a interação da lignina com alguns carboidratos através 

de ligações-cruzadas; a estrutura cristalina da celulose e o tamanho das microfibrilas 

desses polissacarídeos (DE SIQUEIRA et al., 2010; DE VRIES et al., 2001; ZHANG; 

DONALDSON; MA, 2012). 

 A celulose, principal polissacarídeo presente na biomassa, consiste de um 

polímero linear não ramificado de resíduos de glicose. Esses polímeros estão estruturados 

ordenadamente em fibrilas com a função principal de garantir a rigidez da parede celular. 

Estruturalmente, a celulose consiste de uma cadeia de D-glicopiranose com ligações do 

tipo β-1,4 e condensada por ligações de hidrogênio em estruturas cristalinas, chamadas 

de microfibrilas. Estas microfibrilas são formadas por mais de 250 cadeias de glicose e 

estão inseridas dentro da estrutura da hemicelulose. O arranjo cristalino fornece às 

microfibrilas uma impermeabilidade relativa, não apenas para macromoléculas  como as 

enzimas, mas também para micromoléculas como a água. A estrutura da celulose 

apresenta duas regiões distintas, a cristalina e amorfa, e a proporção dessas regiões 

dependerá de sua origem (LEE R. LYND, PAUL J. WEIMER, WILLEM H. VAN ZYL, 
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2002; PERCIVAL ZHANG; HIMMEL; MIELENZ, 2006; SUKUMARAN; 

SINGHANIA; PANDEY, 2005). 

 A hemicelulose é um heteropolissacarídeo que pode apresentar na sua estrutura 

uma variedade de resíduos de açúcares, incluindo D-xilose, D-manose, D-glicose, D-

galactose e L-arabinose. A xilana é o segundo principal componente da holocelulose e 

mais abundante dentre as hemiceluloses. É um heteropolissacarídeo que possui uma 

estrutura muito variada, mas basicamente consiste de uma cadeia principal de β-1,4-

xilose, e grupos laterais como resíduos de L-arabinofuranosil com ligações do tipo α-1,2 

ou α-1,3 e resíduos de ácido 4-O-metil-glicurônico. As cadeias laterais podem ser 

estendidas, onde os resíduos de arabinofuranosil podem possuir substituintes adicionais, 

como o ácido-ρ-cumárico e o ácido ferúlico. Além disso, os resíduos de xilose na cadeia 

principal podem ser acetilados. As xilanas podem ser classificadas em arabinoxilana, 

glicuronoxilana e glicuronoarabinoxilana. As arabinoxilanas possuem grandes 

quantidades de resíduos de L-arabinofuranosil. As glicuronoxilanas possuem o ácido-4-

O-metil-glicurônico como cadeia lateral e podem ser acetiladas. As 

glicuronoarabinoxilanas possuem na sua cadeia lateral o ácido-4-O-metil-glicurônico e 

de L-arabinofuranosil, e não são acetiladas (DODD; CANN, 2009; MINIC; JOUANIN, 

2006; POLIZELI et al., 2005). 

 O segundo polímero mais encontrado no grupo das  hemiceluloses é a manana. 

Ela pode ser dividida em quatro grupos: manana linear, glicomanana, galactomanana e 

galactoglicomana. Todas elas possuem uma cadeia principal de resíduos de D-manose, 

podendo se intercalar com resíduos de D-glicose e D-galactose. As mananas lineares são 

homopolissacarídeos compostos de cadeias lineares de β-D-manopiranosil e contêm 

menos de 5% de galactose. As galactomananas são constituídas de uma cadeia de resíduos 

de β-D-manopiranosil com ligações do tipo β-1,4, e possuem cadeias laterais de resíduos 

de α-D-galactopiranosil com ligações do tipo α-1,6. As glicomananas possuem uma 

cadeia principal de β-D-manopiranosil e β-D-glicose, intercaladas numa taxa de três de 

manose para um de glicose, e um grau de polimerização maior que 200. As 

galactoglucomananas possuem a cadeia composta de β-D-manopiranosil, β-D-glicose α-

D-galactopiranosil intercaladas numa proporção de 3:1:1, respectivamente (MOREIRA; 

FILHO, 2008). 
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 Outra importante hemicelulose é a xiloglucana. Como a celulose, a xiloglucana 

possui uma cadeia principal de D-glicopiranose com ligações do tipo β-1,4 e possui 

ramificações de α-D-xilosil na posição C6. Os resíduos xilosil podem ser também 

substituídos por galactosil, fucosil, e/ou arabinosil, para formar cadeias oligoméricas 

laterais. Uma das principais características da xiloglucana é sua capacidade de formar 

associações fortes não-covalentes com a celulose (PAULY et al., 1999). 

 As pectinas formam outro grupo de heteropolissacarídeos e consistem de uma 

cadeia principal de resíduos de ácido galacturônico com ligações do tipo α-1,4. Elas 

possuem duas regiões distintas, as regiões “não densas” onde a cadeia pode ser acetilada 

em O-2 e O-3 e metilada em O-6; e regiões específicas “densas”, que possuem duas 

estruturas diferentes, uma onde o ácido galacturônico da cadeia principal é interrompido 

por resíduos de L-ramnose com ligações do tipo α-1,2 formando a ramnogalacturônica e 

outra onde há resíduos de D-xilose, formando a xilogalacturônica. As longas cadeias 

laterais consistem principalmente de resíduos de L-arabinose e alguns resíduos de D-

galactose podem estar ligados aos resíduos de ramnose. Em algumas determinadas 

pectinas, o ácido ferúlico pode estar presente como um resíduo terminal ligado ao O-5 do 

resíduo de arabinose ou ao O-2 do resíduo de galactose (DE VRIES et al., 2001; JAYANI; 

SAXENA; GUPTA, 2005).  

 A lignina é um complexo polifenólico que confere rigidez a planta, além de ser 

essencial para a integridade da parede celular, impermeabilizando-a, e protegendo contra 

ação de patógenos e enzimas hidrolíticas. É formada por três monômeros de álcool 

hidroxicinamil, que diferem apenas no nível de metoxilação, os ácidos p-cumaril (dando 

origem a lignina H), coniferil (dando origem a lignina G) e sinapil (dando origem a lignina 

S). Estes monômeros formam respectivamente os p-hidroxifenil, guaiacil e siringil 

fenilpropanóides, quando incorporados à lignina (BOERJAN; RALPH; BAUCHER, 

2003; DE SIQUEIRA et al., 2010). A xilose pode formar ligação cruzada com a lignina 

através dos resíduos de L-arabinofuranosil, que podem também ser esterificados com 

ácidos ferúlicos ou p-cumáricos (MINIC; JOUANIN, 2006). 

1.1.2 Degradação da parede celular 

 As enzimas que degradam a parece celular são agrupadas e classificadas pelo 

banco de dados CAZy (Carbohydrate-Active enZYmes Database – http://www.cazy.org). 
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A maior parte dessas enzimas, ativas em carboidratos, são glicosídeo hidrolases (EC 

3.2.1.-) e sua nomenclatura é baseada tanto em sua especificidade ao substrato quanto ao 

mecanismo molecular. Sua classificação por famílias se baseia na sequência de 

aminoácidos. As enzimas que compõem as famílias normalmente possuem estruturas 

terciárias únicas e muito similares, principalmente no sítio ativo (HENRISSAT et al., 

1995). A quebra da ligação glicosídica pelas glicosídeo hidrolases (GH) se dá por dois 

mecanismos ácido/base: retenção dupla ou inversão da configuração anomérica no ponto 

de clivagem, com envolvimento de um intermediário glicosil oxicarbônico 

(MCCARTER; STEPHEN WITHERS, 1994).  

 Existem três classes de enzimas envolvidas na degradação hidrolítica da celulose: 

endoglicanases (EG) (EC 3.2.1.4), que hidrolisam regiões internas amorfas da cadeia 

principal, gerando oligossacarídeos de vários tamanhos; celobiohidrolases (CBH) (EC 

3.2.1.91), que atuam nas extremidades não-redutoras e redutoras da cadeia de celulose, 

liberando celobiose; e β-glicosidades (EC 3.2.1.21), que hidrolisam celobiose em glicose 

(DE VRIES et al., 2001; LEE R. LYND, PAUL J. WEIMER, WILLEM H. VAN ZYL, 

2002; PERCIVAL ZHANG; HIMMEL; MIELENZ, 2006; SUKUMARAN; 

SINGHANIA; PANDEY, 2005). 

 As enzimas que hidrolisam a xilana podem ser divididas em duas categorias: as 

que degradam a cadeia polissacarídea principal, endo-β-1,4-xilanase (EC 3.2.1.8) e β-

xilosidases (EC 3.2.1.37); e enzimas que liberam grupos laterais, as enzimas acessórias, 

que incluem α-glucuronidase (EC 3.2.1.139), arabinofuranosidase (EC 3.2.1.55), 

acetilxilana esterase (EC 3.1.1.6), feruloil esterase (EC 3.1.1.73) e ácido ρ-cumárico 

esterase (EC 3.1.1.-). As endo-β-1,4-xilanase clivam as ligações glicosídicas da estrutura 

principal da xilana. Esta clivagem não é aleatória, depende da natureza do substrato, do 

tamanho da cadeia, do grau de ramificação e presença de substituintes. As β-xilosidases 

podem ser classificadas de acordo com suas afinidades relativas para xilobiose e 

xilooligossacarídeos, quanto maior o xilooligômero, menor sua afinidade. As acetilxilana 

esterases removem os grupos O-acetil das posições 2 e 3 do resíduo de β-D-xilopiranosil. 

As L-arabinases atuam retirando os resíduos de L-arabinose de duas maneiras, clivando 

arabinanas ramificadas (exo-α-L-arabinofuranosidase – EC 3.2.1.55) ou arabinanas 

lineares (endo-1,5- α-L-arabinase EC 3.2.1.99). As α-glucuronidases clivam a ligação α-

1,2 entre o resíduo do ácido glicurônico e de β-D-xilopiranosil. As duas esterases, feruloil 
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e ácido ρ-cumárico, clivam as ligações éster; a primeira cliva entre a arabinose e o ácido 

ferúlico, a segunda entre a arabinose e o ácido ρ-cumárico (DODD; CANN, 2009; 

POLIZELI et al., 2005). 

 As xiloglucanases (EC 3.2.1.151) são enzimas ativas em xiloglucana e capazes de 

hidrolisar a ligação β-1,4 dos resíduos de glicopiranosil, mesmo quando eles possuem 

ramificações. Apesar da estrutura da xiloglucana ser semelhante à celulose, os grupos 

laterais formam uma barreira para a ação das EG. Porém, há algumas EG que são ativas 

em xiloglucana, especificamente no resíduo onde não há ramificação (BENKO et al., 

2008; VLASENKO et al., 2010). 

 A degradação da cadeia principal de galacto(glico)manana depende da ação da β-

endomananases (EC 3.2.178) e β-manosidades (EC 3.2.1.25). As β-endomananases 

hidrolisam a cadeia principal, liberando manooligosacarídeos. Sua habilidade em 

hidrolisar galactomananas e galactoglicomananas depende de vários fatores, como 

número e distribuição dos substituintes da cadeia e a conteúdo de glicose. Elas são mais 

ativas em galactomananas com poucos substituintes em sua cadeia principal e liberam 

basicamente manobiose e manotriose. As β-manosidades são enzimas exo-ativas, 

liberando manoses da região terminal não redutora dos manooligosacarídeos. A 

degradação completa da cadeia de galacto(glico)manana depende também da ação de β-

glicosidades, acetilmanana esterase (EC 3.1.1.6) e a α-galactosidase (EC 3.2.1.22) (DE 

VRIES et al., 2001; MOREIRA; FILHO, 2008). 

 As enzimas que degradam a pectina podem ser divididas em três grupos, as 

despolimerases, esterases e protopectinases. As despolimerases degradam a substância 

péctica através de dois mecanismos, pela hidrólise ou por lise trans-eliminatória, e podem 

ser divididas em quatro grupos: poligalacturonase e polimetilgalacturonase que atuam 

através da hidrólise, podendo ser exo- (EC 3.2.1.67) ou endo- (EC 3.2.1.15); e 

poligalacturonato liase e polimetilgalacturonato liase, podendo ser exo- (EC 4.2.2.9) ou 

endo- (EC 4.2.2.2). As pectinaesterases (EC 3.1.1.11) desesterificam as ligações metil-

éster da cadeia de galacturonana, liberando pectinas ácidas e metanol. As protopectinases 

clivam a pectina insolúvel, tornando-a solúvel (JAYANI; SAXENA; GUPTA, 2005). 
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1.2 Novo paradigma da conversão de celulose 

 A visão clássica da degradação da celulose envolve a ação sinérgica de três 

enzimas: i) Endo-1,4-β-glicanase; ii) Exo-1,4-β-glicanase; iii) β –glicosidase. Essas 

enzimas atuam de maneira sinérgica através da ação de enzimas do tipo endo, que geram 

novos finais redutores e não redutores para a ação das exos; estas liberam celobiose, que 

são convertidas em glicose pelas β-glicosidases. Sistemas celulolíticos contêm vários 

tipos de exo e endo, com preferências variadas para as diferentes formas de celulose. 

Todas essas enzimas são hidrolases, ou seja, atuam na quebra da ligação glicosídica 

através da adição de uma molécula de água. Apesar dessas enzimas serem essenciais para 

a degradação efetiva da celulose, a processividade das hidrolases é muito lenta, 

comparada a outros tipos de enzimas (HORN et al., 2012). 

 Em 2010, a descoberta da quebra oxidativa da quitina mudou o paradigma da 

conversão de celulose, por demonstrar a presença de enzimas não hidrolíticas presentes 

nessa conversão, introduzindo regiões oxidadas nas extremidades redutoras e não-

redutoras na cadeia de quitina (VAAJE-KOLSTAD et al., 2010). O modelo atual 

considera que o consórcio celulolítico apresenta, além das três enzimas clássicas da 

conversão, duas enzimas oxidativas: as monooxigenases líticas de polissacarídeos 

(LPMO), que oxidam porções C-1 e C-4 da celulose na cadeia principal e geram celo-

oligossacarídeos (possibilitando a ação das celobiohidrolases); e as celobiose 

desidrogenases (CBDH), que atuam oxidando as porções terminais das celobiose, 

captando esses elétrons e doando para as monooxigenases. Dessa forma, as cinco enzimas 

do consórcio celulolítico apresentam uma ação orquestrada e coordenada, com uma ação 

sinergética para alcançar uma alta eficiência na degradação da celulose (HORN et al., 

2012).  

1.2.1 Monooxigenases líticas de polissacarídeos (LPMO) 

 As LPMOs são agrupadas de acordo com o CAZy (Carbohydrate-Active 

enZYmes Database – www.cazy.org) como “AA” (atividade auxiliar). Existem 14 classes 

de AA, onde cinco são LPMOs – AA9, AA10, AA11, AA13 e AA14. A família AA9, 

antigamente classificada como GH61, é encontrada em fungos, enquanto a família 

http://www.cazy.org/
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correlata para as bactérias é a AA10 (antigamente classificada como CBM33). As famílias 

AA11, AA13 e AA14 apresentam atividade oxidativa em quitina, amido e xilana, 

respectivamente (COUTURIER et al., 2018; HEMSWORTH et al., 2015). A família AA9 

é amplamente distribuída entre os fungos, principalmente basidiomicetos e ascomicetos. 

Estudos recentes (HARRIS et al., 2010; KRACHER et al., 2016) mostraram que há, além 

da prevalência de genes de LPMOs em mais de 90% dos genomas fúngicos analisados, a 

presença de vários genes de LPMOs no mesmo organismo, indicando que a presença 

dessas enzimas é crucial para a degradação da biomassa (DIMAROGONA; TOPAKAS; 

CHRISTAKOPOULOS, 2012; JAGADEESWARAN et al., 2016; MONCLARO; 

FILHO, 2017) 

 O modelo de mecanismo de ação sugerido para as LPMOs mais aceito atualmente 

foi proposto por Kjaergaard (KJAERGAARD et al., 2014) e Kim (KIM et al., 2014). 

Resumidamente, na presença de O2 e com a doação de dois elétrons livres, há a formação 

de um intermediário cobre-oxil responsável por hidroxilar o substrato e desestabilizar e 

quebrar a ligação glicosídica por uma reação de eliminação. Porém estudos recentes 

demonstraram que o H2O2, ao invés do O2, é o co-substrato preferido pela enzima 

(BISSARO et al., 2017), indicando que o modelo do mecanismo de ação deve ser 

reconsiderado. 

 A estrutura tridimensional das LPMOs é muito similar entre as diferentes famílias. 

Elas compartilham uma estrutura terciária semelhante ao domínio da imunoglobulina (Ig) 

e da fibronectina tipo III (FnIII): módulo β-sanduíche, formado por sete a nove folhas β 

antiparalelas em estrutura “Greek Key”, às vezes acompanhada por alfa-hélices 

(HEMSWORTH et al., 2013; SPAN; MARLETTA, 2015). Os domínios apresentam 3 

“loops”: o L2, próximo ao N-terminal, que faz uma ligação dissulfídica com a folha β8; 

o LC, na região C-terminal, é uma região flexível sem presença de estruturas secundárias; 

e LS, que forma interações hidrofóbicas com o “loop” LC e é muito flexível (figura 2-A) 

(WU et al., 2013). O sítio ativo é formado por uma região plana chamada “braço de 

histidina” que possui a presença de dois resíduos de histidina conservados: uma como 

primeiro aminoácido na porção N-terminal (que pode ser metilada ou não) e outra 

localizada posteriormente. Ambos aminoácidos estão envolvidos na coordenação do íon 

de cobre. Além disso, há a presença de um resíduo de tirosina, que ocupa uma posição 
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axial mais afastada, e seu grupo fenol também ajuda a estabilizar o sítio (figura 2-B e 2-

C) (BORISOVA et al., 2015; WU et al., 2013). 

 

Figura 2. Estruturas tridimensionas das LPMOs da família AA9. A) Estrutura da enzima PchGH61D de 

Phanerochaete chrysosporium, com o cobre representado como uma esfera azul; B) Mapa eletrodenso do 

sítio catalítico de PchGH61D; C) Mapa eletrodenso do sítio catalítico da enzima LsAA9 de Lentinus similis, 

com a histidina N-termina metilada. Retirado de (MONCLARO; FILHO, 2017). 

 

 As AA9 podem ser divididas em três grupos de regioseletividades para a 

hidroxilação: tipo 1 (LPMO1), que hidroxila o carbono C1; tipo 2 (LPMO2), que 

hidroxila o carbono C4; e tipo 3 (LPMO3), que hidroxila os carbonos C1 e C4 (VU et al., 

2014b). Apesar das implicações funcionais dessas variações não terem sido 

completamente elucidadas, sabe-se que para as LPMO1, há uma tirosina na superfície da 

enzima que se liga ao substrato, dificultando o acesso a essa região; as LPMO2 possuem 

ou alanina ou aspartato, que permitem maior permissividade da enzima ao substrato; e as 

LPMO3 possuem uma prolina no lugar da tirosina, sendo um intermediário entre as 

LPMO1 e LPMO2 (BORISOVA et al., 2015). 
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 Os CBMs são domínios independentes que normalmente apresentam superfícies 

planas contendo aminoácidos hidrofóbicos que interagem com o substrato; eles estão 

ligados ao domínio catalítico através de linkers, que podem apresentar uma composição 

variável. Sabe-se que os CBMs possuem diferentes papéis na degradação da biomassa, 

incluindo o reconhecimento dos polissacarídeos, determinando a especificidade ao 

substrato, aumentando a eficiência enzimática e, de certa forma, podendo causar algum 

tipo de clivagem no substrato (ABBOTT; VAN BUEREN, 2014; GILBERT; KNOX; 

BORASTON, 2013). Os fungos costumam apresentar múltiplos genes de AA9, sendo que 

alguns deles possuem CBM. Porém, existem muitas questões sobre CBMs que precisam 

ser elucidadas, como o que está guiando e determinando a especificidade de ligação e 

como exatamente os módulos afetam a eficiência enzimática. Vários estudos indicam que 

os CBMs também aumentam a atividade das LPMOs, dessa forma auxiliando também na 

maior degradação da celulose (BENNATI-GRANIER et al., 2015; BORISOVA et al., 

2015; HU; ARANTES; PRIBOWO, 2014).  

1.3 O fungo filamentoso Aspergillus tamarii 

 Os fungos são componentes de um grupo de eucariotos morfologicamente 

complexos e amplamente distribuídos na natureza, onde possuem um papel importante 

como decompositores biológicos. Dentre os fungos, os Ascomicetos e Basidiomicetos 

saprófitos são os mais eficientes na decomposição da biomassa lignocelulósica e 

conseguem se adaptar a diferentes fontes de carbono e nitrogênio (BOUWS; 

WATTENBERG; ZORN, 2008). O filo Ascomiceto se diferencia dos outros por sua 

reprodução, onde há produção de esporos em ascos (esporângios). A maior parte dos 

Ascomicetos são filamentosos, ou seja, exibem formas estruturais distintas durante seu 

ciclo de vida. A estrutura vegetativa básica é a hifa, um filamento tubular originado da 

germinação do esporo reprodutivo. O crescimento da hifa produz micélios. Quando o 

micélio se encontra em culturas líquidas, ele apresenta diferentes formas, entre filamentos 

de micélios dispersos a massas miceliais densas (PAPAGIANNI, 2004). 

 A habilidade dos fungos filamentosos em decompor o substrato é explorada em 

várias áreas das indústrias biotecnológicas. A escolha da linhagem é baseada nas taxas de 

produções e em questões de biossegurança, como o conceito GRAS (Generally Regarded 

as Safe). As vantagens das utilizações dos fungos filamentosos são o seu potente sistema 
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de secreção protéica, que é superior ao de bactérias e leveduras; não formação de 

corpúsculos de inclusão; realização de modificações pós-traducionais; facilidade de 

cultivo; boa capacidade de fermentação e um nível alto de produção proteica (DE VRIES 

et al., 2001; GRIMM et al., 2005; GUIMARÃES et al., 2006; KULKARNI; SHENDYE; 

RAO, 1999). Industrialmente, os fungos filamentosos são utilizados para produzir 

peptídeos recombinantes e metabólitos secundários usados na indústria alimentícia e 

farmacêutica (ADRIO; DEMAIN, 2003; GHORAI et al., 2011), se destacando os fungos 

Aspergillus niger, Aspergillus oryzae, Aspergillus phoenicis, Trichoderma  reesei, 

Trichoderma viride, Trichoderma konignii, Trametes versicolor, Rhizopus delemar, 

Aureobasidium pullulans, Schizophyllum commune, Acremonium chrysogenum, 

Tolypocladium nivenum, Claviceps purpurea, Monascus rubber, dentre outros (MEYER, 

2008). Na conversão de resíduos agrícolas, o uso de fungos filamentosos pode ser 

aplicado para obtenção de proteínas de uso industrial, óleos, quitina; além disso, a 

biomassa fúngica pode ser utilizada no tratamento da água (CHAN et al., 2018), sendo os 

fungos T. reesei, A. niger, Agariscus bisporus, Fusarium venenatum e o gênero 

Penicillium mais comumente utilizados (ARO; PAKULA; PENTTILÄ, 2005; MEYER, 

2008). 

 Dentre o filo Ascomiceto, o gênero Aspergillus é um anamórfico que possui 344 

espécies oficialmente reconhecidas e existe há mais de 200 milhões de anos. (FRISVAD, 

2014). A seção Flavi inclui os fungos relacionados morfologicamente e 

filogeneticamente, e possui 6 espécies de grande importância econômica, que são 

subdivididos em dois grupos, dependendo do impacto na indústria alimentíca e saúde 

humana. O primeiro grupo inclui Aspergillus flavus, A. parasiticus e A. nomius, que 

contaminam e danificam grãos, castanhas e cereais estocados, além de poderem produzir 

aflatoxinas. Além disso, A. flavus pode causar aspergilose. O segundo grupo  é formado 

por fungos não produtores de aflatoxinas e incluem A. tamarii, A. oryzae e A. sojae 

(GODET; MUNAUT, 2010). As linhagens de A. tamarii são comumente encontradas em 

plantações de algodão (COTTY, 1997), e apesar de possuir genes de aflatoxina em seu 

genoma, não é tido como espécie produtora de aflatoxina – a espécie identificada como 

produtora foi renomeada como A. pseudotamarii (ITO et al., 2001). Porém o A. tamarii 

pode produz o ácido ciclopiazínico, micotoxina com menor toxicididade que a aflatoxina 

(T GOTO, 1996) e que há relatos de ser alergênico (VERMANI et al., 2011). É 
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reconhecido como um excelente fungo para produção de proteases (ANANDAN; 

MARMER; DUDLEY, 2007; BOER; PERALTA, 2000), xilanases (EL-GINDY; SAAD; 

FAWZI, 2015; FARANI DE SOUZA; GIATTI MARQUES DE SOUZA; PERALTA, 

2001; GOUDA; ABDEL-NABY, 2002; MONCLARO et al., 2016) e para degradação da 

cafeína, composto que normalmente é tóxico para microrganismos (GUTIÉRREZ-

SÁNCHEZ; ROUSSOS; AUGUR, 2004). 
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CAPÍTULO 2 – OBJETIVOS 

 

 

2. Objetivo Geral 

 

 O objetivo geral dessa tese de doutorado foi um estudo mais aprofundado do 

potencial do fungo A. tamarii na degradação de biomassa lignocelulósica com foco na 

caracterização de enzimas com importância industrial, em especial as monooxigenases 

líticas de polissacarídeos. 

 

 

2.1 Objetivos específicos 

 

- Estudo da ação das enzimas xilanases e celulases produzidas pelo fungo A. tamarii em 

função de diferentes substratos e diferentes condições de cultivos, visando futura 

aplicação industrial das enzimas e otimização do meio para o fungo; 

- Estudo da interação de uma xilanase de baixa massa molecular em função de diferentes 

substratos e na presença de um inibidor fenólico, focando em seus parâmetros 

termodinâmicos; 

- Caracterização de duas AA9 de A. tamarii, visando futura aplicação em consórcios 

enzimáticos para processos de conversão da biomassa vegetal: 
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CAPÍTULO 3 - RESPONSE SURFACE METHODOLOGY AS A TOOL TO 

EVALUATE CELLULASE AND XYLANASE ACTIVITIES UNDER 

DIFFERENT CONDITIONS OF CULTURE MEDIA AND LIGNOCELLULOSIC 

BIOMASS SOURCES 

 

 

3. Introdução 

 A utilização de resíduos agroindustriais para o crescimento de fungos 

filamentosos é de grande interesse, pois os resíduos possuem alto teor de polissacarídeos 

em sua parede celular, são encontrados de forma abundante na natureza, são fontes 

renováveis e apresentam potencial aplicação na indústria biotecnológica (DE SIQUEIRA 

et al., 2010; WONG; TAN; SADDLER, 1988). Um dos fatores que mais influencia a 

produção das enzimas hidrolíticas pelos microrganismos é seu crescimento. E o 

crescimento do microrganismo é determinado pela disponibilidade de macronutrientes no 

meio, principalmente nitrogênio e carbono, mas outros micronutrientes influenciam 

também, como íons e vitaminas, dente outros (BROWN; RIES; GOLDMAN, 2014). 

Atualmente há um grande investimento em pesquisas que busquem otimizações que 

aumentem atividade, estabilidade e especificidade das enzimas, em comparação aos 

coquetéis comerciais, melhorando o custo-benefício de sua produção e tornando-as mais 

competitivas comercialmente em relação às catálises químicas (SARROUH et al., 2012). 

Um entedimento mais profundo do comportamento das enzimas em diferentes condições 

se faz necessário para uma melhor racionalização delas no uso industrial. Dessa forma, 

utilização de ferramentas estatísticas são de grande atrativo para estudos envolvendo a 

produção de enzimas com potencial biotecnológico com foco na hidrólise eficiente de 

biomassa. O manuscrito  foi submetido para a revista Biocatalysis and Biotransformation 

(Online ISSN: 1029-2446). 
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ABSTRACT 

As a better understanding of xylanase and cellulase is required for biotechnological 

applications, we used the central composite design to evaluate the behavior of these 

Aspergillus tamarii enzymes under different screening conditions and with different 

carbon sources from agro-industrial wastes. The time course profile of enzyme 

production with three wastes showed that Aspergillus tamarii could produce both 

enzymes at the highest activity levels at 48 h of growth. The induction effect of each 

waste, tryptone and CuSO4 supplementation was assessed. The induction profile could 

be correlated to biomass complexity, with increased biomass recalcitrance yielding 

greater activity. A 2² factorial central composite design was used to evaluate the 

influence of tryptone and CuSO4 concomitantly. CuSO4 supplementation was 

advantageous for both enzymes, allowing nitrogen to influence the enzymes. Tryptone 

strongly affected enzyme activity decreasing cellulase but increasing xylanase activity, 

suggesting close association of cellulase production with a non-organic nitrogen uptake 

receptor. Our findings suggest that even small changes in the culture medium can 

greatly affect enzyme activity, so this should be considered when designing fungal 

enzyme cocktails. 

 

Keywords: Central composite design; Central composite rotatable design; Sugarcane 

bagasse; Cotton residue; Cellulose pulp. 

 

1. Introduction 

The plant cell wall is a complex structure formed by different polysaccharides. 

Cellulose, hemicellulose and lignin are arranged in an organized and recalcitrant 

configuration that constitutes one of the limiting factors to enzymatic deconstruction (de 

Siqueira, E.G. de Siqueira, et al. 2010). In Brazil, sugarcane is the most used biomass 

for energy generation. However, current research is also interested in sugarcane 
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bagasse, the fibrous residue remaining after the extraction of sugarcane juice, 

considering the potential to generate value-added products from its cell wall breakdown 

(Lima et al. 2014). Other lignocellulosic materials as agro-industrial wastes also 

present potential to generate energy and value-added products, e.g., cellulosic pulps 

from eucalyptus (Tonoli et al. 2012) and cotton (de Siqueira, E.G. de Siqueira, et al. 

2010). However, the amount of agro-industrial waste produced from agriculture and its 

disposal is sufficient to influence the environment and human health (Lima et al. 2014). 

Therefore, studies on the use of a given biomass require innovation and extensive 

research, as other biomass sources carry potential to produce value-added products. 

The fungi of Aspergillus species are efficient biomass decomposers and large 

producers of glycoside hydrolases. In particular, several studies in the literature relate to 

the production of glycoside hydrolases by Aspergillus tamarii, including presenting its 

potential for biotechnological applications (Boer & Peralta 2000; Gutiérrez-Sánchez et 

al. 2004; Heinen et al. 2018). The growth of the microorganism constitutes one of the 

main factors that influence the production of hydrolytic enzymes, with its growth 

determined by available macronutrients, primarily carbon and nitrogen, as well as 

micronutrients such as ions and vitamins (Brown et al. 2014). Currently, there is marked 

interest in studies that investigate the optimization of enzymes for biomass degradation 

(Sarrouh et al. 2012). Thus, studies focusing on approaches that will lead to a better 

understanding of enzyme activity profiles against different conditions are of considerable 

interest for biotechnological applications. The objective of the present study was to 

explore central composite design as a tool to achieve a better understanding of xylanase 

and carboxymethyl cellulase (CMCase) production from A. tamarii, aiming on the 

development of more efficient forms of enzymatic saccharification of lignocellulosic 

biomass. 

2. Results and discussion 

2.1 Screening in different agro-industrial wastes and different media-composition 
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From the time course profile of enzyme production with three wastes (Sugar cane 

bagasse [SB], dirty cotton residue [DC] and dark cellulose pulp [DP]), A. tamarii could 

produce both enzymes at highest activity levels at 48 h of growth (Fig S1). Based on this 

time of growth, enzyme activities were evaluated using six agro-industrial wastes. Aiming 

to assess the induction potential of each waste to fungus growth and enzyme production, 

a comparison of the induction capacity of these residues was performed using One-Way 

ANOVA and Tukey’s test (Fig. 1-A). 

According to the statistical analysis performed, the waste that most induced 

xylanolytic activity was DP, followed by SB, CC (clean cotton residue), DC, FP (filter 

powder), and WP (white cellulose pulp). All displayed different inductions capacities, 

even when their content was quite similar, such as DP and WP (cellulosic wastes) and 

CC, DC, and FP (textile wastes). Moreira et al. (Moreira et al. 2012) showed that dark 

cellulosic pulp presented recalcitrance for hydrolysis by two xylanases from Aspergillus 

terreus, whereas hydrolysis of the white pulp occurred in a short period. This might 

explain the higher induction capacity for DP compared to WP, as DP comprises a more 

recalcitrant and complex carbon source than WP, requiring higher enzyme activities for 

its degradation. For CMCase, DC was the residue that induced the highest enzyme 

activity, followed by DP, SB, CC and FP, with WP being the lowest inducer. Similar 

results were obtained with Pleorotus ostreatus (de Siqueira, A.G. de Siqueira, et al. 

2010) and Acrophialophora nainiana (Silveira et al. 2014), with higher cellulase activity 

achieved using DC as the carbon source.  

To evaluate how nutritional factors may influence the production of hydrolytic 

enzymes during fungal growth, it was evaluated whether tryptone could affect enzymatic 

production, as an organic tryptophan-rich source of nitrogen compared to (NH4)2SO4 

(Medium-1), or whether supplementation with CuSO4 (Medium-2) could affect enzyme 

production and/or activity. Figure 1-B shows the activities of xylanase and CMCase in 

the different media. Xylanase activity from DP was increased in Media-2 whereas activity 
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was strongly inhibited in SB and WP. For DC, CMCase was highly activated in Medium-

1 and Medium-2 whereas for xylanase the media did not appear to affect enzyme activity. 

Conversely, CMCase from FP was inhibited with Medium-1 and Medium-2. Although it 

is reported in the literature that organic nitrogen sources increase enzyme activity 

compared to inorganic sources (George et al. 2001), in the present experiment no 

enzyme was substantially influenced by Medium-1, except for CMCase from DC and FP. 

Moreover, Medium-2 inhibited two xylanases and one CMCase, which may be due to 

copper toxicity. 

A study conducted by Chen et al. (Chen et al. 2003) demonstrated that values greater 

than 200 µmol l-1 decreased biomass production, with no effect in enzymatic activity. And 

Vasconcellos et al. (Vasconcellos et al. 2016) demonstrated that addition of 200 µmol l-

1 CuSO4 during hydrolyses of A. niger on sugarcane bagasse at final concentration of 

5% increased endoglucanase activity due to decrease of non-productive adsorption of 

enzymes onto lignin. Lignin can act not only as a barrier to the enzymes but can also 

support their non-productive adsorption (Siqueira et al. 2017). Considering our results 

and those from the literature, and assuming that tryptone and copper did increase 

enzyme activity and the inorganic source did not, we hypothesized that, as the 

lignocellulose biomass used in this study constitute complex carbon sources with 

different levels of lignin, and the final concentration used was 1% (w/v), a non-productive 

enzyme adsorption to lignin may have occurred. We decided to combine the factors to 

analyze their influence on xylanase and CMCase activities. 

2.2 Experimental design to assess combined factor effects 

Central Composite Design (CCD) was used to evaluate the influence of these two 

factors (tryptone and CuSO4) concomitantly on CMCase, using a 22 factorial experiment 

with a central point and two levels for each factor. For xylanase, the CCD model was not 

adequate to predict the enzyme behavior owing to lack of fit of the model; hence, the 
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Central Composite Rotatable Design (CCDR) was used with a central point and three 

levels for each factor. 

2.2.1 CCD 

Tables S1 and S2 shows that all models were considered significant. Tryptone, 

CuSO4, and their interaction were also significant, implying that these three variables 

describe the model. The contour plot of CCD constitutes the graphical representation of 

this regression equation and is represented in Fig. 2. The highest amount of CuSO4 (24 

µmol l-1) and minimum value of tryptone (0.05%) were found to be ideal values to activate 

CMCase activity in the six different carbon sources. The minimum levels of CuSO4 and 

tryptone (0.0 µmol l-1 and 0.05%, respectively) reveal the lowest values of CMCase 

activity to all wastes but SB, that the lowest value for CMCase was found with 0.0 µmol 

l-1 and 0.2% of CuSO4 and tryptone, respectively. For tryptone, it could be seen that for 

DP and WP, the increase of nitrogen level slightly increased the enzyme activity. For SB, 

FP, and CC the enzyme activity remained minimal regardless of the nitrogen level. For 

DC, the minimum level of CuSO4 and maximum of tryptone also displayed higher 

CMCase activity. These results indicate that, for all but DC, the increase of tryptone is 

not ideal for CMCase activity. The effect of nitrogen in cellulase activity has been 

previously reported, demonstrating that higher levels of organic and inorganic nitrogen 

inhibited cellulase production (Pedri et al. 2015). However, for DC the amount of tryptone 

was also crucial for the CMCase activity. This might have occurred because the content 

of nitrogen in the biomass was not sufficient for retain high enzyme activities, as it is 

known that cellulase activity and production are very sensitive to nitrogen levels in the 

medium (Pedri et al. 2015). And the highest activity with higher levels of Cu2+ might be 

due to decreasing the non-productive enzyme adsorption to lignin, as has been 

previously observed (Vasconcellos et al. 2016). 

2.2.2 CCRD 
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Tables S3 and S4 shows that the models for all carbon sources were significant and 

that none presented lack of fit. However, the variables that describe the model were 

different for each carbon source. Notably, all sources shared significance tryptone2, 

implying that small changes in tryptone levels may influence the enzymatic activity. For 

all but SB, (CuSO4)2 had the same effect. CCRD is represented in Fig. 3. It can be seen 

that the average values of CuSO4 (14 µmol l-1) and tryptone (0.11%) were found to be 

ideal to increase xylanase activity in DP, FP, CC, and DC; with the opposite occurring 

for WP, in which those average values displayed the lowest xylanase activity. For SB, 

the average value of tryptone (0.11%) and the highest value of CuSO4 (24 µmol l-1) 

constituted the ideal. These average values of tryptone reveal that, for all but WP, 0.1% 

represents ideal for xylanase, as it was described before (Kachlishvili et al. 2006). 

Notably, the presence of CuSO4 activated xylanase activity, especially for SB, where the 

highest value of CuSO4 was ideal. 

2.2.3 CMCase and xylanase profiles using optimization for factorial planning 

Based on the last results obtained, we concluded that not only the carbon source 

impacted directly on enzyme activity, but also the nitrogen source and the 

supplementation with copper. We used the numeric prediction of the optimization 

obtained from each model to justify the behavior of each enzyme in different conditions, 

as can be seen in Table 1 for CMCase and Table 2 for xylanase. The criterion from the 

values tested were as follows: for tryptone the interval was 0-0.2%; for CuSO4, the 

interval was 0-24 µmol l-1. The behavior was assessed based on the increase of each 

factor. Based on the results it can be assumed that for xylanase the concentration of the 

tryptone affected its activity because increasing of tryptone was positive for all sources, 

except DP. The discrepant results for DP and CC may be due to the influence of biomass 

composition on the enzyme activity, considering that the role of the components of the 

medium in the enzyme activity depend not only on the nitrogen uptake but also on the 

lignocellulosic substrate (Kachlishvili et al. 2006). As can be seen in Fig. 3, even without 
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tryptone (0%), xylanase activity remained higher. For CMCase, the enzyme production 

was impaired by the presence of tryptone whereas for xylanase the opposite was 

observed. Studies conducted to optimize both cellulolytic and xylanolytic activities from 

crude extract showed that when using only inorganic (Jatinder et al. 2006; Pedri et al. 

2015) or organic (Gomes et al. 2000) nitrogen sources, the amount of nitrogen to achieve 

optimized enzyme activities was the same. Conversely, the results found in the present 

study reflect a contradictory optimization, implying that CMCase production from this 

fungus may be related to an ability for nitrogen uptake from non-organic sources, as 

tryptone was the only nitrogen source present. 

Finally, the supplementation with CuSO4 was beneficial for both enzymes, with higher 

values for CMCase (near 24 µmol l-1) than xylanase (near 14 µmol l-1). The effect of 

increasing enzyme activity may be due to several factors including the effect of Cu2+ in 

decreasing the non-productive enzyme adsorption to lignin; and the synergism of 

enzymes with copper-containing enzymes, as LPMOs, considering that supplementation 

of CuSO4 could activate the copper-containing enzymes produced by A. tamarii. It should 

be noted that lignocellulose biomass normally does not present sufficient copper ions 

(Reza et al. 2013); although presents compounds that can act as electron donors such 

as biomass-derived soluble compounds and phenols derived from lignin (Hu et al. 2014). 

In this case, the synergism of the enzymes may be related to such activation with copper. 

It may be noted that for each carbon source, xylanase and CMCase underwent 

different effects depending on the variable levels. As the enzymes can act differently 

owing to fewer variables and it is known that different components and conditions can 

affect not only the physiology of the fungi but also the enzyme behavior (Kachlishvili et 

al. 2006; Brown et al. 2014), additional variables (e.g., pH, temperature, size of inoculum, 

supplementation of other ions and micronutrients, other sources of nitrogen, agitation, or 

presence of light) must be studied to evaluate whether the effects generated are more 

related to characteristics of the enzymes than to the induction of biomass.  
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The approach of screening enzyme activity using different parameters such as 

intervals of fungal growth, different residues as the carbon source, and different media 

composition requires the conducting of specific studies regarding deconstruction of 

biomass. Our findings further demonstrate that for the design of enzymatic cocktails 

aiming at biomass degradation, composition and supplementation of the culture medium 

must be analyzed for each enzyme producer, as the enzyme may act in different ways 

depending on small variations of the culture medium. A number of issues remain to be 

considered, including if the rise and fall of xylanase and cellullase activities is reflective 

of the level of A. tamarii in the media, the decrease of these activities correlates with the 

depletion of available substrate and the incubation with the fungus liberate industrially 

useful quantities of sugar.  

3. Material and methods 

3.1. Materials 

Cotton residues were donated by Hantex Resíduos Têxteis Ltda. (Gaspar, Brazil). 

FP, CC and DC were obtained from different stages of cotton processing, thoroughly 

described previously (de Siqueira, E.G. de Siqueira, et al. 2010). Samples of DP and WP 

were obtained from different stages of the kraft process. SB was obtained from a local 

source. Other chemicals were purchased from Sigma Chemical Co. (St. Louis, MO, 

USA). 

3.2. Organism and enzyme production 

A. tamarii was deposited under strain code RCFS6 in the fungal culture collection at 

the Enzymology Laboratory, University of Brasilia, Brazil (genetic heritage number 

010237/2015-1). The strain was also deposited in the bank of microorganisms for control 

of plant pathogens and weeds of the Brazilian Agricultural Research Corporation 

(Embrapa). The collection is registered at the World Data Centre for Microorganisms 

(WDCM), under the code MCPPW 1128. Stocks were maintained at -80 C in 50% 

glycerol. The strain was molecularly identified by our group as described previously 
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(Monclaro et al. 2016). An aliquot (2.5 ml) of spore suspension (106 spores ml−1) was 

inoculated into Erlenmeyer flasks containing 250 ml liquid medium supplemented with 

1.0% (w/v) of DC, DP, and SB as carbon sources. The standard liquid medium employed 

was composed of (w/v) 0.7% KH2PO4, 0.2% K2HPO4, 0.05% MgSO4.7H2O, 0.1% 

(NH4)2SO4, and 0.06% yeast extract. The cultures were incubated at 28 C with constant 

agitation at 120 rpm for 84 h. Aliquots were collected every 24 h during the 84 h and 

used to estimate enzymatic activity and protein concentration. Six agro-industrial wastes 

were selected for in-deep analysis of enzymatic activity: FP, CC, DC, DP, WP, and SB. 

The inoculation procedure was performed the same as described above. For the 

screening in different culture media, we employed three different liquid media. Control, 

the standard liquid medium (described previously); Medium-1 and Medium-2 had the 

same composition as Control, except the first contained tryptone instead of (NH4)2SO4 

and the second was supplemented with 12 µmol l-1 CuSO4. The inoculation procedure 

was performed the same as described above.  

3.3 Enzyme assays 

Enzyme activities were measured as described previously (Monclaro et al. 2016). 

The experiments were carried out in five replicates. Results were expressed as the 

means ± standard deviations. 

3.4 Experimental design 

The experimental design employed CCD and CCRD. The experiment used a factorial 

design of 22 with a central point and two independent variables (tryptone and CuSO4). 

For CMCase, CCD was applied with two levels for each factor and three replicates at the 

central point. For xylanase, CCRD was applied with three levels for each factor and five 

replicates at the central point. The selected range for independent variables for CMCase 

was 0.05-1 % for tryptone and 0.012-0.024 mmol -1 for CuSO4; for xylanase was 0.085-

1.35 % for tryptone and 0.008-0.022 mmol -1 for CuSO4. The response was IU ml−1. The 

setups for CMCase and xylanase activities were 27 and 39 experimental trials, 
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respectively. Variables effects over the response, mathematic modeling, plot generation, 

and statistical significance analyses of the experimental designs were performed using 

Design-Expert software 11 (State-Ease, Inc., Minneapolis, MN, USA). 

3.5 Statistical analysis 

Statistical comparisons were carried out using the software R 3.3.2 (R Foundation for 

Statistical Computing, Vienna, Austria) (Team 2008). Carbon source comparison data 

were submitted to ANOVA with post hoc Tukey’s pairwise comparisons when needed. 

Inter-media comparison was performed with ANOVA with a post-hoc Dunnett’s test for 

control-group comparison. A Shapiro-Wilk normality test was previously performed for 

all datasets. Significance level was defined at p < 0.05. 
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Figure 1. A) Enzymatic profile of A. tamarii grown in different agro-industrial wastes. B) 
CMCase activity and xylanolytic activity of Medium-1 and Medium-2 compared to 
Control. Data presented as mean ± standard error (SE). *Statistically significant 
difference between the tested medium and control medium within each carbon source 
group (post-hoc Dunnett’s test, α = 0.05). 
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Fig. 2. CCD for cellulolytic activity in different carbon sources. 
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Fig. 3. CCRD of xylanolytic activity in different carbon sources. 
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Table 1. Effect of the variables over the cellulase activity. 

  Effect   Model Estimated 

 ↑ Nitrogen ↑ CuSO4 ↑ Nitrogen*CuSO4  Nitrogen CuSO4 Enzymatic Activity 

    (0–0.2%) (0–24 µmol l-1) (IU ml−1) 

DP Negative* Positive* Negative*  0.002 23.880 1.167 

CC Negative* Positive* Negative*  0.004 23.156 0.832 

BG Negative* Positive* Negative*  0.002 23.767 1.037 

FP Negative* Positive* Negative*  0.001 23.593 1.316 

CC Negative* Positive* Negative*  0.000 23.967 1.338 

DC Positive* Positive* Negative*   0.012 23.907 0.793 

*Statistically significant difference between the tested medium and control medium 
within each carbon source group (post-hoc Dunnett’s test, α = 0.05). 
 
 
Table 2. Effect of the variables over the xylanase activity. 

  Effect       Model Estimated 

 ↑ Nitrogen ↑ CuSO4 ↑ Nitrogen*CuSO4 ↑ Nitrogen² ↑ CuSO4²  Nitrogen CuSO4 
Enzymatic 

Activity 

    (0–0.2%) (0–24 µmol l-1) (IU ml−1) 

DP Positive Positive Negative* Negative* Negative*  0.111 7.189 1.829 

CC Positive* Negative* Positive* Positive* Positive*  0.008 0.741 48.216 

BG Positive* Positive* Negative Negative* Negative  0.111 24.000 0.957 

FP Positive Negative Negative Negative* Negative*  0.116 13.197 3.948 

CC Positive Positive Positive Negative* Negative*  0.111 13.904 5.321 

DC Negative* Negative Negative Negative* Negative*   0.106 13.848 4.396 

*Statistically significant difference between the tested medium and control medium 

within each carbon source group (post-hoc Dunnett’s test, α = 0.05). 

 

Supporting Information 

 

 
Figure S1. Time course profile of the production of xylanase and CMCase in SB, DC 
and DP. A) Enzymatic activity (IU ml−1) of xylanase; B) Specific enzymatic activity (IU 
mg−1) of xylanase; C) Enzymatic activity (IU ml−1) of CMCase; D) Specific enzymatic 
activity (IU mg−1) of CMCase.  
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Table S1. Analysis of Variance (ANOVA) for the quadratic model generated for 
CMCase. 

Analysis of variance table for DP 

Source SS DF MS F-value Prob (P) > F 

Model 1.028 3 0.343 118.315 <0.0001 

Nitrogen 0.047 1 0.047 16.137 0.0006 

CuSO4 0.500 1 0.500 172.684 <0.0001 

Nitrogen*CuSO4 0.481 1 0.481 166.123 <0.0001 

Curvature 0.062 1 0.062 21.418 0.0001 

Pure Error 0.064 22 0.003   

Cor Total 1.154 26    

R2 = 0.8910      

Adj R2 = 0.8768      

C.V. % = 14.97       

Analysis of variance table for WP 

Source SS DF MS F-value Prob (P) > F 

Model 0.446 3 0.149 44.612 <0.0001 

Nitrogen 0.052 1 0.052 15.510 0.0007 

CuSO4 0.199 1 0.199 59.586 <0.0001 

Nitrogen*CuSO4 0.196 1 0.196 58.740 <0.0001 

Curvature 0.035 1 0.035 10.509 0.0037 

Pure Error 0.073 22 0.003   

Cor Total 0.555 26    

R2 = 0.8046      

Adj R2 = 0.7791      

C.V. % = 17.71       

Analysis of variance table for SB 

Source SS DF MS F-value Prob (P) > F 

Model 0.731 3 0.244 49.795 <0.0001 

Nitrogen 0.339 1 0.339 69.300 <0.0001 

CuSO4 0.193 1 0.193 39.493 <0.0001 

Nitrogen*CuSO4 0.199 1 0.199 40.592 <0.0001 

Curvature 0.065 1 0.065 13.196 0.0015 

Pure Error 0.108 22 0.005   

Cor Total 0.903 26    

R2 = 0.8093      

Adj R2 = 0.7845      

C.V. % = 21.56       

Analysis of variance table for FP 

Source SS DF MS F-value Prob (P) > F 

Model 1.019 3 0.340 55.512 <0.0001 

Nitrogen 0.221 1 0.221 36.069 <0.0001 

CuSO4 0.387 1 0.387 63.173 <0.0001 

Nitrogen*CuSO4 0.412 1 0.412 67.294 <0.0001 

Curvature 0.149 1 0.149 24.404 <0.0001 
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Pure Error 0.135 22 0.006   

Cor Total 1.303 26    

R2 = 0.7821      

Adj R2 = 0.7537      

C.V. % = 19.14       

Analysis of variance table for CC 

Source SS DF MS F-value Prob (P) > F 

Model 0.979 3 0.326 45.853 <0.0001 

Nitrogen 0.200 1 0.200 28.057 <0.0001 

CuSO4 0.416 1 0.416 58.389 <0.0001 

Nitrogen*CuSO4 0.364 1 0.364 51.111 <0.0001 

Curvature 0.203 1 0.203 28.584 <0.0001 

Pure Error 0.157 22 0.007   

Cor Total 1.339 26    

R2 = 0.7311      

Adj R2 = 0.6961      

C.V. % = 20.56       

Analysis of variance table for DC 

Source SS DF MS F-value Prob (P) > F 

Model 0.451 3 0.150 48.053 <0.0001 

Nitrogen 0.119 1 0.119 38.169 <0.0001 

CuSO4 0.064 1 0.064 20.579 0.0002 

Nitrogen*CuSO4 0.212 1 0.212 67.683 <0.0001 

Curvature 0.117 1 0.117 37.478 <0.0001 

Pure Error 0.059 19 0.003   

Cor Total 0.628 23       

R2 = 0.7185      

Adj R2 = 0.6763      

C.V. % = 15.70       

 
 
Table S2. Factorial design matrix of 22 with uncoded values for levels of tryptophan 
and CuSO4 for CMCase. 

Factor Enzymatic Activity (IU ml−1) 

Nitrogen 
(%) 

CuSO4 

(µmol -1) 
DP WP SB FP CC DC 

−1 −1 
0.206 ± 
0.002 

0.157 ± 
0.007 

0.369 ± 
0.021 

0.435 ± 
0.042 

0.474 ± 
0.018 

0.202 ± 
0.043 

+1 −1 
0.481 ± 
0.009 

0.281 ± 
0.013 

0.290 ± 
0.022 

0.534 ± 
0.011 

0.565 ± 
0.011 

0.696 ± 
0.043 

−1 +1 
1.014 ± 
0.012 

0.669 ± 
0.016 

0.880 ± 
0.094 

1.164 ± 
0.123 

1.195 ± 
0.114 

0.708 ± 
0.119 

+1 +1 
0.489 ± 
0.065 

0.283 ± 
0.038 

0.286 ± 
0.016 

0.522 ± 
0.061 

0.589 ± 
0.048  

0.569 ± 
0.059 

0 0 
0.392 ± 
0.022 

0.428 ± 
0.064 

0.440 ± 
0.068 

0.567 ± 
0.05 

0.559 ± 
0.058 

0.647 ± 
0.077 

0 0 
0.431 ± 
0.017 

0.424 ± 
0.073 

0.351 ± 
0.033 

0.530 ± 
0.080 

0.608 ± 
0.072 

0.697 ± 
0.059 

0 0 
0.530 ± 
0.016 

0.402 ± 
0.077 

0.282 ± 
0.021 

0.446 ± 
0.066 

0.425 ± 
0.019 

0.596 ± 
0.083 
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Table S3. Analysis of variance (ANOVA) for the quadratic model generated for 
xylanase. 

Analysis of variance table for DP 

Source SS DF MS 
F-

value Prob (P) > F 

Model 2.99 5 0.60 12.62 <0.0001 

Nitrogen 0.02 1 0.02 0.35 0.5602 

CuSO4 0.07 1 0.07 1.44 0.2391 

Nitrogen*CuSO4 0.22 1 0.22 4.74 0.0375 

Nitrogen² 1.51 1 1.51 31.94 <0.0001 

CuSO4² 1.44 1 1.44 30.40 <0.0001 

Residual 1.42 30 0.05  
 

Lack of Fit 0.30 3 0.10 2.44 0.0861 

Pure Error 1.12 27 0.04   

Cor Total 4.41 35    

R2 = 0.6777      

Adj R2 = 0.6240      

C.V. % = 14.67           

Analysis of variance table for WP 

Source SS DF MS 
F-

value Prob (P) > F 

Model 4.30 5 0.86 93.64 <0.0001 

Nitrogen 0.07 1 0.07 7.35 0.0086 

CuSO4 0.64 1 0.64 69.31 <0.0001 

Nitrogen*CuSO4 0.04 1 0.04 4.75 0.0330 

Nitrogen² 2.00 1 2.00 217.76 <0.0001 

CuSO4² 2.86 1 2.86 311.98 <0.0001 

Residual 0.59 64 0.01  
 

Lack of Fit 0.04 3 0.01 1.52 0.2186 

Pure Error 0.55 61 0.01   

Cor Total 4.89 69    

R2 = 0.8797      

Adj R2 = 0.8704      

C.V. % = 11.53           

Analysis of variance table for SB 

Source SS DF MS 
F-

value Prob (P) > F 

Model 7.09 5 1.42 36.90 <0.0001 

Nitrogen 0.30 1 0.30 7.84 <0.0001 

CuSO4 1.70 1 1.70 44.12 <0.0001 

Nitrogen*CuSO4 0.03 1 0.03 0.70 0.4114 

Nitrogen² 3.48 1 3.48 90.51 <0.0001 

CuSO4² 0.11 1 0.11 2.95 0.0980 

Residual 1.00 26 0.04  
 

Lack of Fit 0.27 3 0.09 2.90 0.0568 
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Pure Error 0.72 23 0.03   

Cor Total 8.09 31    

R2 = 0.8765 
     

Adj R2 = 0.8527 
     

C.V. % = 23.47           

Analysis of variance table for FP 

Source SS DF MS 
F-

value Prob (P) > F 

Model 25.55 5 5.11 14.47 <0.0001 

Nitrogen 1.32 1 1.32 3.73 0.0629 

CuSO4 1.00 1 1.00 2.83 0.1029 

Nitrogen*CuSO4 0.46 1 0.46 1.29 0.2652 

Nitrogen² 7.53 1 7.53 21.33 0.0001 

CuSO4² 15.49 1 15.49 43.89 <0.0001 

Residual 10.59 30 0.35  
 

Lack of Fit 2.54 3 0.85 2.83 0.0569 

Pure Error 8.05 27 0.30   

Cor Total 36.14 35    

R2 = 0.7069      

Adj R2 = 0.6581      

C.V. % = 20.12           

Analysis of variance table for CC 

Source SS DF MS 
F-

value Prob (P) > F 

Model 71.87 5 14.37 36.15 <0.0001 

Nitrogen 0.08 1 0.08 0.20 0.6554 

CuSO4 0.04 1 0.04 0.10 0.7550 

Nitrogen*CuSO4 0.25 1 0.25 0.62 0.4363 

Nitrogen² 28.54 1 28.54 71.77 <0.0001 

CuSO4² 51.78 1 51.78 130.22 <0.0001 

Residual 13.12 33 0.40  
 

Lack of Fit 2.36 3 0.79 2.19 0.1098 

Pure Error 10.76 30 0.36   

Cor Total 84.99 38    

R2 = 0.8456      

Adj R2 = 0.8222      

C.V. % = 17.37           

Analysis of variance table for DC 

Source SS DF MS 
F-

value Prob (P) > F 

Model 36.68 5 7.34 38.59 <0.0001 

Nitrogen 2.35 1 2.35 12.36 0.0013 

CuSO4 0.02 1 0.02 0.10 0.7542 

Nitrogen*CuSO4 0.66 1 0.66 3.49 0.0709 

Nitrogen² 25.97 1 25.97 136.61 <0.0001 

CuSO4² 13.14 1 13.14 69.11 <0.0001 

Residual 6.08 32 0.19  
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Lack of Fit 1.25 3 0.42 2.50 0.0795 

Pure Error 4.84 29 0.17   

Cor Total 42.77 37    

R2 = 0.8577 
     

Adj R2 = 0.8355 
     

C.V. % = 13.51           

 
 
Table S4. Factorial design matrix of 22 with uncoded values for levels of tryptophan 
and CuSO4 for xylanase. 
 

Factor Enzymatic Activity (IU ml−1) 

Nitrogen CuSO4 DP WP SB FP CC DC 

−1 −1 0.904 ± 0.058 1.258 ± 0.258 1.266 ± 0.037 2.072 ± 0.073 2.256 ± 0.053 2.287 ± 0.273 

+1 −1 1.248 ± 0.205 1.259 ± 0.147 1.674 ± 0.178 1.850 ± 0.045 2.039 ± 0.094 2.529 ± 0.271 

−1 +1 1.512 ± 0.276 0.785 ± 0.325 2.445 ± 0.270 2.362 ± 0.110 2.650 ± 0.458 2.905 ± 0.180 

+1 +1 1.155 ± 0.056 1.014 ± 0.269 1.960 ± 0.137 2.087 ± 0.498 3.007 ± 0.487 2.653 ± 0.635 

−1.41 0 1.335 ± 0.130 0.751 ± 0.308 0.872 ± 0.051 2.035 ± 0.145 2.954 ± 0.138 2.843 ± 0.138 

+1.41 0 1.408 ± 0.041 0.848 ± 0.281 2.085 ± 0.175 3.681 ± 0.399 3.183 ± 0.369 1.384 ± 0.067 

0 −1.41 1.509 ± 0.169 1.123 ± 0.256 1.681 ± 0.322 2.728 ± 0.158 2.624 ± 0.057 2.930 ± 0.726 

0 +1.41 1.387 ± 0.051 0.535 ± 0.170 4.618 ± 0.113 1.708 ± 0.591 1.890 ± 0.311 2.593 ± 0.122 

0 0 1.525 ± 0.429 0.246 ± 0.085 4.184 ± 0.160 4.961 ± 0.657 6.353 ± 0.031 5.020 ± 0.032 

0 0 1.719 ± 0.345 0.171 ± 0.049 3.803 ± 0.027 4.090 ± 0.085 5.934 ± 0.058 4.729 ± 0.213 

0 0 1.900 ± 0.192 0.171 ± 0.055 3.492 ± 0.090 3.825 ± 0.020 5.340 ± 0.477 4.305 ± 0.023 

0 0 2.034 ± 0.094 0.160 ± 0.052 3.001 ± 0.354 3.440 ± 0.196 4.696 ± 0.027 4.071 ± 0.080 

0 0 1.777 ± 0.208 0.130 ± 0.012 2.439 ± 0.139 3.181 ± 0.071 4.276 ± 0.222 3.741 ± 0.112 
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CAPÍTULO 4 – XYLANASE FROM ASPERGILLUS TAMARII SHOWS 

DIFFERENT KINETIC PARAMETERS AND SUBSTRATE SPECIFICITY IN 

THE PRESENCE OF FERULIC ACID 

 

4. Introdução 

 A xilana é o segundo principal componente da holocelulose e mais abundante das 

hemiceluloses. O ácido ferúlico normalmente é encontrado na parede celular com 

ligações do tipo éster com a hemicelulose (arabinose da xilana) e ligações do tipo éter à 

lignina. Além disso, pode ser encontrado após pré tratamento de biomassas 

lignocelulósicas, por ser também um componente fenólico presente na lignina 

(JÖNSSON; MARTÍN, 2016; KLEPACKA; FORNAL, 2006). Na literatura já foi 

extensivamente relatado que componentes fenólicos inibem a atividade enzimática, e que 

eles interagem causando mudanças conformacionais nas enzimas (BOUKARI et al., 

2011; MICHELIN et al., 2016; QIN et al., 2016). Porém, há relatos de enzimas ativas 

e/ou tolerantes ao ácido ferúlico (DE SOUZA MOREIRA et al., 2013; SILVA et al., 

2015). Portanto, sabendo-se que componentes fenólicos normalmente estão presentes em 

biomassas pré tratadas, faz-se necessário um estudo mais aprofundado no mecanismo 

subjacente a essa interação de um componente fenólico a uma enzima, visando formas de 

tornar a degradação da biomassa lignocelulósica mais eficiente. Manuscrito em 

preparação. 
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ABSTRACT 

 

Low-molecular weight xylanases are of great interest for biotechnology industry, 

mainly because of their characteristics, such as specificity to substrate and catalytic 

efficiency. Resistance to lignin-derived components is a very interesting feature for an 

enzyme because it can be used for saccharification of biomass. In this work, a 22 kDa 

xylanase from Aspergillus tamarii was purified by two chromatographic steps, including 

anionic exchange and gel filtration. The enzyme presented preference for oat spelt, 

birchwood and beechwood xylans respectively as substrates. AtXyl1 displays the highest 

activity at pH 5.5 and 55 °C, and showed tolerance over a range of different phenolic 

compounds. The activity of AtXyl1 was not inhibited when the enzyme was incubated in 

the presence of oat spelt xylan or birchwood xylan and ferulic acid. On the other hand, 

the incubation of AtXyl1 with beechwood xylan and ferulic acid resulted in an increase of 

enzyme activity. The molecular docking of a GH11 xylanase from Aspergillus niger with 

ferulic acid showed the preference for binding inside the catalytic site. The position of 

ferulic acid was based on the presence or absence of a complexed substrate. When the 

enzyme from A. niger was docked with no substrate in its crystal structure, ferulic acid 

interacted with Tyr164 and a water molecule. For the enzyme socked with xylo-

oligosaccharides, ferulic acid interacted with Ser94, Tyr89 and the xylo-oligosaccharide 

present in the catalytic site. Thermodynamic parameters from the reaction of AtXyl1 with 

different substrates and ferulic acid indicate that ferulic acid can cause conformational 

change in the enzyme, and this can influence the substrate fitting and makes the enzyme 

tolerant or active toward the substrate. Our findings suggest that enzyme activation or 

tolerance to phenolic compounds can be correlated to subtle changes in enzyme 

conformation due to the presence of the phenolic compound.  
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Key-words: phenolic compounds; GH11; thermodynamic parameters; molecular 

docking; conformational changes. 

  

1. Introduction 

Xylan is the second major component of holocellulose and the most abundant within 

hemicellulose. It is a heteropolysaccharacaride with varied structure consisting 

essentially of a β-1,4-xylose backbone with residues such as arabinose and 4-O-methyl 

glucuronic acid as side chains attached to xylose. The side chains may be extended, 

wherein the arabinose residues may have additional substitutes, such as ρ-coumaric 

acid and ferulic acid [1–3]. Ferulic acid (3-methoxy-4-hydroxycinnamic acid) is commonly 

found in the cell wall linked by ester bonds to hemicellulose and by ether bonds to lignin 

[4] and can be found after pretreatment of lignocellulose biomass derived from lignin 

breakdown [5].  

Cell wall degrading enzymes are grouped and classified by CAZy (Carbohydrate-

Active enZYmes Database – http://www.cazy.org), and their nomenclature is based on 

both on substrate specificity and molecular mechanism. Classification in families is 

based on the amino acids sequence. Enzymes within a family usually have unique and 

very similar tertiary structures, especially in the active site [6]. Xylan-degrading enzymes 

can be grouped into two categories: those that degrade the polysaccharide backbone 

(endo-β-1,4-xylanase e β-xylosidases) and those that remove the side chains (accessory 

enzymes). Endo-β-1,4-xylanases from GH10 and GH11 families can cleave the glyosidic 

bonds of the xylan backbone but with different specificities, the former being less specific 

and capable of hydrolyzing substituted forms of xylan and the latter acting strictly on 

unsubstituted parts of xylan. In addition, they display distinct tertiary structures [7]. 

The effect of phenolic compounds on carbohydrate-active enzymes has been 

extensively studied, most of which have inhibitory effects on cellulases and 

hemicellulases. Ximenes et al. [8] showed that lignin-derived components from 
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pretreated wet cake inhibited cellulases and hemicellulases; similar result was found by 

Qin et al. [9] and Michelin et al. [10]. It was suggested that the interaction of the enzyme 

and lignin-derived components could affect the enzyme structure [11]. Later, it was 

confirmed that the phenolic compounds could cause conformational change of the 

enzyme without direct involvement in the active site [12].  Nevertheless, it was reported 

that some enzymes could tolerate or be active in the presence of some phenolic 

compounds. XynA, a cellulosomal GH11 xylanase, was slightly inhibited in the presence 

of lignin [13]. Some studies showed that phenolic compounds did not inhibited the activity 

of xylanases from Emericella nidulands [14], Aspergillus terreus [15] and A. tamarii [16]. 

Moreira et al. [17] suggested that the incubation of a xylanase from A. terreus with ferulic 

acid, tryptophan residues might affect binding and/or hydrolysis of substrates and 

maintain the integrity of the catalytic domain. Thus, since phenolic compounds can 

interact with enzymes in different ways, the objective of this study was to understand the 

mechanisms underlying this interaction by using a purified  xylanase from A. tamarii, 

aiming an application in rational design of enzymatic cocktails for the degradation of 

biomass. 

2. Material and methods 

2.1 Materials 

Sephadex S-200 and HiTrap Q FF were purchased from GE Healthcare (São Paulo, 

Brazil). All the other reagents and substrates were purchased from Sigma Chemical Co. 

(St. Louis, MO, USA). 

2.2 Organism and enzyme production 

A. tamarii was deposited under strain code RCFS6 in the fungal culture collection 

at the Enzymology Laboratory, University of Brasilia, Brazil (genetic heritage number 

010237/2015-1). The strain was also deposited in the bank of microorganisms for control 

of plant pathogens and weeds of the Brazilian Agricultural Research Corporation 

(Embrapa). The collection is registered at the World Data Centre for Microorganisms 
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(WDCM), under the code MCPPW 1128. Fungus stocks were maintained at -80 C in 

50% glycerol. This strain was molecularly identified as previously described [16]. An 

aliquot (2.5 ml) of spore suspension (106 spores ml−1) was inoculated into Erlenmeyer 

flasks containing 250 ml liquid medium supplemented with 1.0% (w/v) of dark cellulose 

pulp as carbon source. The liquid medium employed was composed of (w/v) 0.7% 

KH2PO4, 0.2% K2HPO4, 0.05% MgSO4.7H2O, 0.1% tryptone and 0.06% yeast extract. 

The culture was incubated at 28 C with constant agitation at 120 rpm for 72 h. Crude 

extract obtained from the culture was filtered through filter paper (Whatman No. 1) and 

stored at 4 C. 

2.3 Enzyme assay 

Enzyme activity was measured by mixing 5 µl of enzyme solution with 5 µl of 2% 

xylan (oat spelt [OSX], beechwood [BeX] or birchwood [BrX]) and 5 µl of 100 mmol l-1 

citrate-phosphate buffer (pH 7.0) at 50 C for 20 min. The amount of reducing sugar 

released was measured using the DNS method (Miller 1959) at 540 nm in a 

SpectraMax® Plus 384 (Molecular Devices, Sunnyvale, CA, USA). The enzyme activity 

was expressed as µmol of reducing sugar released per minute per milliliter (IU ml−1) 

using xylose as the standard. All experiments were carried out with five replicates. The 

acceptable standard deviation was less than 20 % of the mean. 

2.4 Enzyme purification 

A crude extract sample (450 ml) obtained after A. tamarii cultivation in liquid medium 

was concentrated approximately 10-fold by ultrafiltration using an Amicon System 

(Amicon Inc., USA) with a 50-kDa cut-off point membrane. Based on the specific 

xylanase activity of ultrafiltrate, this sample was chosen for further purification. Aliquots 

(5 ml) of the ultrafiltrate were loaded onto HiTrap Q FF ionic column (GE Healthcare) in 

a ÄKTA purifier (GE Healthcare), previously equilibrated with citrate-phosphate buffer 

50 µmol l-1 (pH 7.0) and using the same aforementioned buffer with 1 mol l-1 of NaCl as 

the gradient. Fractions (1.0 ml) were eluted at a flow rate of 60 ml h-1 and those 



Universidade de Brasília 

Departamento de Biologia Celular 

Programa de Pós-Graduação em Biologia Molecular 

 

47 
 

corresponding to xylanase activity were pooled and loaded onto Sephacryl S-200 gel 

filtration column (GE Healthcare). Fractions (1.0 ml) were eluted at a flow rate of 30 ml 

h-1 and those corresponding to xylanase activity were pooled, named AtXyl1 and stored 

at 4 C for further characterization. The molecular mass and purity of AtXyl1 were 

assessed by sodium dodecyl sulfate-polyacrylamide gel electrophoresis (SDS-PAGE) 

using a 12% gel. The gel was stained for proteins using silver nitrate according to the 

method of Blum et al. [18]. 

2.5 Enzyme characterization 

The effects of temperature and pH on enzyme activity were performed by following 

the enzyme assay described previously in 1.3 section. For the temperature effect, 

enzyme and substrate were incubated at the temperature range of 30-80 °C for 30 min;  

whereas for the pH effect, enzyme and substrate were incubated at pH range of 3.0-8.0 

of citrate-phosphate buffer for 30 min at 50 °C. Xylanase activity was expressed as a 

percentage of the maximum activity observed in the experiment. For assessing the effect 

of phenolic compounds, these compounds were individually mixed with buffer at a final 

concentration of 1 mg ml-1 and incubated with AtXyl1 at 50 °C for 30 min [15]. Statistical 

comparison of the effects of phenolic compounds was carried out using PAST 3.11 

software [19]. Comparison was performed using ANOVA with a post-hoc Dunnett’s test 

for control-group comparison. A Shapiro-Wilk normality test was performed previously 

for all data sets. The level of significance was set at P <0.05. 

2.6 Molecular docking 

Prediction of ligand binding was performed with CASTp [20], using two three-

dimensional structures of a GH11 from Aspergillus niger available at PDB (Protein Data 

Bank) [PDB structure code: 1UKR and 2QZ2]. Docking simulations were performed with 

AutoDock Vina. AutoDock Tools was used to prepare the ligand and 1UKR and 2QZ2 

enzymes to determine the space for interaction [21]. 

2.7 Estimation of thermodynamic parameters 
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The Binding-Saturation plot of AtXyl1 was assayed over a temperature range of 30-

55 °C with ferulic acid (FA) mixed with buffer (50 mM citrate-phosphate pH 5.5) at a final 

concentration of 1 mg ml-1. The control was distilled water instead of FA. Xylan 

substrates (OSX, BrX and BeX) were used over a concentration range of 0.006-0.3 µmol 

l-1. The association and dissociation constants (Kd and Ka) were estimated from the 

Binding-Saturation plot with a non-linear regression data analysis program (GraphPad 

Prism® 6). The variations of the standard molar Gibbs free energy (ΔG°), standard molar 

enthalpy (ΔH°) and standard molar entropy (ΔS°) from the Binding-Saturation plots were 

estimated by van’t Hoff equation, according to Eqs. (1)-(3): 

lnKa = - 
𝛥𝐻°

𝑅
 x 

1

𝑇
 + 

ΔS°

𝑅
         

 (1) 

ΔG° = ΔH° - TΔS°         

 (2) 

ΔG° = - RTln(Ka)         

 (3) 

where T is temperature (Kelvin) and R is the ideal gas constant (1.986 cal molˉ¹Kˉ¹). 

When enthalpy is determined by changes in temperature, the heat capacity at constant 

pressure (ΔCp) can be estimated according to Eq. (4): 

ΔCp = 

ΔH

ΔT
          

 (4)  

 

3 Results and discussion 

3.1 Purification of AtXyl1 

The ultrafiltration step showed that AtXyl1 was only detected in the ultrafiltrate 

fraction (results not shown). In the first chromatography procedure, the anion exchange 

chromatography showed a peak with xylanolytic activity corresponding to the non-
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retained fraction at pH 7.0. As AtXyl1 did not bind to QFF in pH 7.0, it seems that it could 

be a basic xylanase. The non-retained peak was subsequently submitted to gel filtration 

chromatography, resulting in two peaks with xylanolytic activity, as the second one 

representing AtXyl1 (Fig. 1-A). A SDS-PAGE gel from the fractions with xylanolytic 

activity was performed to evaluate the purity of the fractions (Fig. 1-B). Based on the high 

level of purity, the fractions 52-61 were pooled and stored. Yield and purification data are 

presented in Table 1 with a final 2.29-fold purification and 7.43% yield. Low molecular-

weight xylanases from Aspergillus sp. have been purified and characterized previously, 

with different purification steps and yields [16,24–26]. The low value of yield obtained in 

our study might be due to different reasons: dilute effect caused by gel chromatography, 

since purified enzymes tend to be unstable when they are not associated [27] or due to 

proteolysis during the purification steps (especially after the anionic exchange, where the 

specific activity decreased) or aggregation of the enzymes [28]. Different conditions must 

be tested during purification to achieve higher values of yield.  

 

Figure 1. A) Gel filtration profile of AtXyl1 on Sephacryl S-200. Fractions 52-61 were 
pooled. B) SDS-PAGE of purification steps of AtXyl1 from A. tamarii. Lane 1: Crude 
extract of A. tamarii when grown in dark cellulose pulp; Lane 2: fractions pooled from 
HiTrap Q FF anionic exchange; Lane 3: 26-32 fractions pooled from Sephacryl S-200 
gel filtration chromatography; Lane 4: 52-61 fractions pooled from Sephadex S-200 gel 
filtration chromatography. 
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Table 1. Purification steps of AtXyl1 from A. tamarii. 

Purification step 
Total Volume Total Protein Total Activity Specific Activity Purification Yield 

(ml) (mg) (UI) (UI mg-1) Factor (%) 

Crude extract 450 42.300 474.300 11.213 1.00 100.00 

Ultrafiltration 400 20.000 227.200 11.360 1.01 47.90 

HiTrap Q FF 62 0.744 66.526 89.417 7.97 14.03 

Sephacryl S-200 156 1.371 35.256 25.711 2.29 7.43 

 

SDS-PAGE revealed a single band after the purification steps. The estimated 

molecular mass of At Xyl1 was 22 kDa. Low molecular-weights xylanases (around 20 

kDa) are classified as belonging to  GH11 [22], a family that comprises enzymes with 

high substrate selectivity, high catalytic efficiency and small size [23].  

2.2 AtXyl1 characterization and molecular docking 

The activity profile of AtXyl1 in different xylan substrates is shown in Figure 2-A. 

AtXyl1 presented higher activity in OSX, (0.739±0.044 IU.ml -1), followed by BrX and 

BeX, (0.532±0.020 and 0.486±0.031 IU.ml -1, respectively). The enzyme presented 

higher activity at pH 5.5 and 50 °C (Figure 2-B and C, respectively). These values are in 

agreement with those that are commonly observed for xylanases from Aspergillus sp. 

[16,24–26]. 

 

Figure 2. Biochemical characterization of AtXyl1. A) AtXyl1.activity in different xylan 
substrates. B) The effect of pH on AtXyl1 activity. C)The effect of temperature on AtXyl1 
activity. 
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Phenolic compounds, generated during pretreatment of biomass, are known to be 

inhibitors of a variety of holocellulose-degrading enzymes  [8,10,12,29,30]. In the present 

work, we evaluated the effect of a range of phenolic compounds (representing those 

normally found in pretreated biomass) on xylanase activity (Table 2). Vanillin inhibited 

and increased AtXyl1 activity when OSX and BrX were used as substrates, respectively.  

The incubation of AtXyl1 with tannic acid and BrX as substrate resulted in an increase in 

enzyme activity. The effect of FA on AtXyl1 showed that the highest activity was obtained 

with BeX as substrate. A previous study [16] showed that FA, at 1 mmol l-1 concentration, 

increased activity of multiple forms of xylanase from A. tamarii when OSX was the 

substrate. Similar results were found previously, where xylanases from Emericela 

nidulans and A. terreus could tolerate FA at a concentration of 1 mmol l-1 [14,15]. The 

main phenolic compounds derived from lignin do not inhibit AtXyl1, which is of great 

interest for the saccharification of lignocellulose biomass, since the enzyme can tolerate 

the presence of these compounds during the hydrolysis. However, the mechanism 

behind this phenomenon is not fully elucidated. 

 

Table 2. The effect of phenolic compounds on AtXyl1 activity.  

Phenolic compound Relative Activity (%) 

(1 mg ml-1) OSX BrX BeX 

Vanilin 73* 110* 110 

Tannic Acid 83 112* 112 

p-Cumaric Acid 93 100 109 

Cinnamic Acid 80 104 116 

Ferulic Acid 100 103 120* 

4-HydroxyBenzoic Acid 81 102 112 

* Indicates statistical difference in Dunnett’s test. 

In order to obtain a better understanding of how FA binds to GH11 xylanase, and 

considering that third-dimensional structure is conserved between GH11 members [23], 

two different three-dimensional structures of the same A. niger GH11 xylanase available 
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in PDB were used: one without xylo-oligosaccharides [30] (structure code PDB: 1UKR) 

and one with xylo-oligosaccharides [31] (PDB structure code: 2QZ2). Molecular docking 

simulations were performed with FA within the catalytic domain of the enzyme. For the 

structure without xylo-oligossacharides, the most energetic position was for FA 

interacting with a tyrosine (Tyr164) and a water molecule close to the C-terminus of the 

enzyme (Figure 3-A). Moreira et al. [17] showed that, for two xylanases from A. terreus 

incubated with FA, different tryptophan environments in the vicinity of the active sites 

could explain the affinity for phenolic compounds, since tryptophan residues were shifted 

when they were analyzed by fluorescence spectroscopy and the kinetic parameters of 

the tested xylanases changed. Boukari et al. [12] also found that 1 mmol l-1 of FA induced 

conformational changes at GH11 xylanase from Thermobacillus xylanilyticus. By 

mapping the binding region of the anchoring experiment, one can see that there is a 

tryptophan (Trp172) near Tyr164 (Figure 3-B). Although the anchor simulations do not 

predict any binding to Trp172, we may assume that the Tyr164 neighborhood structure 

is altered by binding to FA and this may cause the Trp172 to change. For the GH11 

xylanase structure with xylo-oligossacharides, the most energetic position was not 

interacting with Tyr164, but with two other residues (Ser94 and Tyr89) closer to the N-

terminus of the enzyme. FA was also interacting with the xylo-oligosaccharide within the 

catalytic domain (Figure 4). One might ask why this interaction with these amino acid 

residues was not proposed for the first docking simulation (for the enzyme without xylo-

oligosaccharides), since both positions showed the same affinity (around -6 kcal mol -

1)? Then, the two structures were overlapped in order to evaluate differences between 

structures (Figure 5) regarding those amino acids residues (Tyr 164, Ser94 and Tyr 89). 

It was detected a subtle change for Ser94: its –OH orientation in the presence of xylo-

oligosaccharides. This orientation was fundamental for the interaction of FA with Ser94 

and Tyr89, explaining why Ser94 did not show affinity for the docking simulation when 

the enzyme was resolved without xylo-oligosaccharides. Ser94 and Tyr89 are located in 
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the so-called "thumb" loop, a very important flexible region for catalytic events, which 

can perform close open movement based on temperature and substrate binding [23]. A 

study conducted by Cervera Tison et al. [31] showed that amino acids residues presents 

in the thumb region of a GH11 xylanase from Penicillium griseofulvum were important to 

give resistance to XIP-I, a xylanase-inhibitor protein derived from wheat, especially by 

causing strong steric clashes. Therefore, Ser94 may play a key role in the tolerance and 

/ or activation of this enzyme in the presence of FA, and its location is crucial for this 

behavior. More studies are needed to better understand this phenomenon, as Ser94 is 

not conserved in different microorganisms but the structures domains are [23]. 

It seems that the thumb region of the enzyme plays a role in the tolerance and/or 

activation with FA - especially when the substrate is complexed with the enzyme. 

Considering that protein folding is driven by hydrophobic interactions and that there is 

temperature dependence of the thermodynamic parameters that control folding stability 

[32], the thermodynamic parameters of AtXyl1 in the presence of FA were estimated with 

different naturally occurring xylans (OSX, BeX and BrX). The use of different xylans in 

kinetic studies is of great importance, since it has already been reported that different 

activities toward xylans with distinct features (e.g. solubility, chain length, degree of 

substitutes, substitution patterns) can be explained by structural conformation of the 

enzyme [33]. BrX, OSX and BeX have a higher content of O-acetyl groups [34], arabino 

substituent [35] and 4-O-methylglucurono substituent [36], respectively. These xylans 

can present different characteristics, such as arabino groups increasing viscosity of the 

solution, while the presence of glucuronic acid side chains makes the xylan more soluble 

[37]. Acetylation of xylan can also change its solubility, as well as interchain interactions 

with cellulose [38].  
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Figure 3. Molecular docking of a GH11 xylanase from A. niger (PDB structure code: 
1UKR) with FA. A) Interaction between FA (yellow), Tyr164 (pink) and a water molecule 
(blue). B) The presence of a tryptophan (orange) near the interaction between FA, 
Tyr164 and the water molecule. 

 

 

Figure 4. Molecular docking of a GH11 xylanase from A. niger (PDB structure code: 
2QZ2) with FA. Interaction between two amino acids residues (pink) with FA (yellow) and 
xylo-oligosaccharide (green). 
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Figure 5. Overlapping both GH11 xylanase three-dimensional structures from A. niger 
(PDB code: 1UKR in red and 2QZ2 in green). 

 

3.2 Estimation of thermodynamic parameters of AtXyl1 

Table 3 summarizes the thermodynamic parameters of AtXyl1 from the binding 

saturation assay. These parameters were estimated at a temperature range of 30-50°C, 

in which was the increasing slope of enzymatic activity according to the optimum 

temperature of the enzyme (Figure 2-C). All the interactions were exothermic (ΔH < 0.0) 

and the enthalpy values ranged from 2.569 to 17.938 cal mol-1. For the pure enzyme 

without FA, the most entropic reaction was achieved with BrX as substrate, followed by 

OSX and BeX. The values of these different parameters reflect a large affinity for BrX (-

13.451 kcal mol-1) compared to BeX (-2.664 kcal mol-1). Similar results were found for 

other xylanases from Aspergillus sp., where higher activity was detected in BrX, followed 

by OSX and BeX [39,40]. The -ΔH, ΔS and -ΔCp values increased when the enzyme 

was incubated without FA and using OSX and BrX as substrates. When incubated with 

FA, BeX showed to be the most favorable substrate, with higher levels of -ΔG, -ΔH, ΔS 

and -ΔCp compared to control, where the increase of these values agrees with Table 2. 

This experiment showed that, for BrX or OSX as substrates, the enzyme had more 
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affinity in the absence of FA; for BeX, the enzyme had more affinity in the presence of 

FA. Changes in entropy can be a result from hampering side-chains conformers in the 

native structure due to flexibility that occur upon ligand binding [41,42]. It is interesting to 

note that this occurred with xylan that has a higher content of glucuronic acid; since these 

side chain residues can behave as a polyelectrolyte complex [38], the charge of these 

side chains during the enzymatic complex-FA could have induced the formation of salt 

bridges between amino acids with opposite charges [43]. Furthermore, the changes in 

heat capacity after ligand binding show that there is a dependence of the enthalpy 

change, which can be linked to the conformational rearrangement and the hydrogen 

bonding of the solvent [44,45].  

These notorious differences in the thermodynamic parameters might be correlated 

to a modification in the three dimensional structure of the enzymes when the complex 

xylanase-FA was formed and was acting toward different xylans.  

Based on the last statement and considering that: 1) Enzyme activity was not 

impaired by the presence of FA for all xylans (Table 2); 2) FA did influence the affinity of 

the enzyme for the substrate (Table 3) and with different values regarding the type of the 

xylan; 3) Molecular docking shows that FA interact with amino acid residues in the thumb 

region of the enzyme; we can propose that modifications in the three-dimensional 

structure of the thumb region in the presence of FA, are responsible for those changes 

in the kinetic parameters, also influenced by different features from the substrate. 

Although these aspects are relevant for application in biotechnology industry, many 

different questions still have to be addressed, for example the role of Ser94 in GH11 

xylanase structure from A. niger and if this phenomenon is observed in GH11 xylanases 

from other microorganisms; and the impact of xylan side chains in stability and catalytic 

efficiency of xylanases. Concentration of the phenolic compound is also another 

interesting issue, since all the studies have reported tolerance of the enzyme toward 

phenolic compounds at 1 mmol -1 concentration. A better understanding of the 
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conformational changes that underlies the tolerance/activation will also be useful for 

rational designing of enzymatic cocktails aiming different applications.   

 

Table 3. Thermodynamic parameters of AtXyl1 when incubated with different types of 
xylan and with/without the presence of ferulic acid. 

 

AtXyl1 ΔG (kcal mol-1) ΔH (kcal mol-1) ΔS (cal mol-1K-1) ΔCp (cal mol-1K-1) 

OSX + FA -7.584±1.000 -5.030±0.724 8.571±2.316 -201.190±28.971 

OSX + H2O -11.006±1.293 -6.817±0.939 14.055±2.981 -272.686±37.577 

BrX + FA -6.743±0.764 -4.638±0.555 7.066±1.762 -185.508±22.216 

BrX + H2O -13.451±1.653 -8.105±1.198 17.938±3.820 -324.203±47.921 

BeX + FA -8.653±0.820 -5.589±0.819 10.283±0.132 -223.560±32.768 

BeX + H2O -2.664±0.245 -1.898±0.177 2.569±0.570 -75.925±7.080 
 
 

4. Conclusion 

AtXyl1 was purified from A. tamarii by two-purification steps. It presented a tolerance 

over a range of different phenolic compounds. AtXyl1 was activated by vanillin and tannic 

acid when birchwood xylan was the substrate; while ferulic acid activated AtXyl1 when 

beechwood xylan was the substrate. The molecular docking of the enzyme predicted a 

possible interaction of ferulic acid in the catalytic site of a GH11 xylanase from A. niger; 

where the interaction occurred with different amino acid residues based on the presence 

or absence substrate. Thermodynamic parameters indicate that, when the enzyme is 

incubated with ferulic acid, the phenolic compound is responsible for conformational 

change in the enzyme, and this change can influence the substrate fitting, hence 

modifying enzyme activity toward different substrates. Our findings suggest that the 

activation or tolerance of xylanase to phenolic compounds can be correlated to subtle 

changes in enzyme conformation.  
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CAPÍTULO 5 - FUNGAL LYTIC POLYSACCHARIDE MONOOXYGENASES 

FROM FAMILY AA9: RECENT DEVELOPMENTS AND APPLICATION IN 

LIGNOCELULLOSE BREAKDOWN 

 

5. Introdução 

 Esta revisão focou nas LPMOs da família AA9 no contexto de hidrólise de 

biomassa lignocelulósica e biorefinaria. Sabendo-se da importância atual dessas enzimas 

para degradação e conversão da biomassa para produtos de valor agregado, a revisão foi 

elaborada baseada nos últimos achados sobre sua estrutura e modo de ação e foi discutido 

seu papel em relação ao sinergismo com outras enzimas e perspectivas futuras para 

aplicação industrial em biorefinarias.  
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CAPÍTULO 6 - ESTUDOS DO MECANISMO DE DEGRADAÇÃO OXIDATIVA 

DE BIOMASSA LIGNOCELULÓSICA POR MONOOXIGENASES LÍTICAS DE 

POLISSACARÍDEOS (LPMOs) DE ASPERGILLUS TAMARII 

 

 6.1 Introdução 

 Estudos sobre a caracterização funcional de todas as enzimas de um único 

microrganismo é uma etapa crucial para o entendimento do impacto biológico e do 

potencial industrial desses sistemas enzimáticos. Sabe-se que as LPMOs atuam 

diretamente na sacarificação enzimática da biomassa lignocelulolósica e aumentam a 

eficiência de outras enzimas através de sinergismo, tanto que atualmente essas enzimas 

já estão inclusas em coquetéis enzimáticos (HU et al., 2015). Dentre os fungos 

extensamente estudados, o A. oryzae é um fungo saprófito filogeneticamente próximo ao 

A. tamarii e amplamente utilizando industrialmente. Seu genoma apresenta 8 genes 

codificando AA9 LPMOs, enquanto que o transcriptoma de A. tamarii apresenta 7 genes 

codificando AA9 LPMOs. Ambos os fungos possuem um número considerável de genes 

para essa enzima, principalmente com outros microrganismos do gênero Aspergillus. Os 

fungos representam um modelo de sistema enzimático apropriado para se estudar a 

desconstrução oxidativa da biomassa, pois além de demonstrarem potencial na 

decomposição da biomassa, nenhuma de suas AA9 foram caracterizadas. Além disso, por 

serem microrganismos filogeneticamente próximos, a comparação entre suas enzimas 

pode ser importante para compreender relações filogenéticas entre eles e elucidar o 

porquê que há uma grande quantidade da mesma enzima presente no mesmo 

microrganismo. 

 6.2 Objetivos do Capítulo 

 Análises in silico das AA9 de A. oryzae e A. tamarii. Clonagem e expressão 

heteróloga de 9 LPMOs em Pichia pastoris.. Purificação de três AA9 de A. tamarii e uma 

AA9 de A. oryzae. Análise de seus produtos de reação e caracterização bioquímica, 

focando em sinergismos e bioprocessos. 

6.3 Materiais e Métodos 

6.3.1 Escolha das LPMOs candidatas 

6.3.1.1 Obtenção das sequências das LPMOs de A. tamarii 

As sequências foram provenientes do RNA-seq realizado por Midorikawa 

(GLAUCIA EMY OKIDA MIDORIKAWA, 2014), onde A. tamarii foi cultivado 



Universidade de Brasília 

Departamento de Biologia Celular 

Programa de Pós-Graduação em Biologia Molecular 

 

71 
 

utilizando bagaço de cana-de-açúcar e glicose como fonte de carbono, por 36 e 48 hoas, 

em meio líquido e meio sólido. Os sete genes preditos para AA9 foram identificados. Para 

confirmar os domínios conservados de AA9, as sequências foram submetidas ao banco 

de dados dbCAN (disponível em http://csbl.bmb.uga.edu/dbCAN/), que compila 

informações sobre sequências e anotações dos genes das CAZymes (HUANG et al., 

2017), e Uniprot (disponível em: http://www.uniprot.org/).  

6.3.1.2  Obtenção das sequências das LPMOs de A. oryzae 

O genoma do fungo A. oryzae foi sequenciado em 2005 (MACHIDA et al., 2005) 

e as sequências completas dos genes estão depositadas no banco de dados GenBank, do 

National Center for Biotechnology Information (NCBI). 

6.3.1.3 Comparação entre as LPMOs de A. tamarii e A. oryzae 

Após a confirmação dos domínios presentes, as sequências dos transcritos foram 

submetidas à ferramenta Translate tool (disponível em http://web.expasy.org/translate/) 

para avaliação de ORFs (open reading frame), considerando ATG como códon iniciador 

e TAA ou TGA como códon de parada. Sabendo-se que todas AA9 possuem histidina 

como o primeiro aminoácido após o peptídeo sinal (TANGHE et al., 2015), as ORFs 

foram submetidas então à ferramenta SignalP 4.1 (disponível em 

http://www.cbs.dtu.dk/services/SignalP/) para predição dos peptídeos sinais e 

confirmação do primeiro aminoácido ser uma histidina (códons: CAT e CAC). Após a 

confirmação, as análises in silico realizadas foram: i) ferramenta ProtParam (disponível 

em: http://web.expasy.org/protparam/) para computar parâmetros físicos e químicos da 

sequência de aminoácidos; ii) ferramenta NetNGlyc 1.0 (disponível em: 

http://www.cbs.dtu.dk/services/NetNGlyc/) para predição de N-glicosilações; iii) 

ferramenta NetOGlyc 4.0 (disponível em: http://www.cbs.dtu.dk/services/NetOGlyc/) 

para predições de O-glicosilações; e v) ferramenta MUSCLE (disponível em: 

https://www.ebi.ac.uk/Tools/msa/muscle/) para alinhamentos múltiplos das sequências. 

Para comparação de aminoácidos conservados entre genes ortólogos de diferentes 

espécies de Aspergillus, as sequência foram obtidas no banco de dados GenBank, do 

National Center for Biotechnology Information (NCBI).  

6.3.2 Estratégia de clonagem em PichiaPink™ 

As sequências selecionadas não continham o peptídeo sinal e foram harmonizadas 

(ANGOV et al., 2008) para clonagem em P. pastoris. A harmonização combina, através 

de um algoritmo, a frequência de uso dos códons inerentes ao hospedeiro nativo (A. 

http://csbl.bmb.uga.edu/dbCAN/
http://www.uniprot.org/
http://web.expasy.org/translate/
http://www.cbs.dtu.dk/services/SignalP/
http://web.expasy.org/protparam/
http://www.cbs.dtu.dk/services/NetNGlyc/
http://www.cbs.dtu.dk/services/NetOGlyc/
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tamarii e A. oryzae) com os códons mais próximos possíveis no hospedeiro heterólogo 

(P. pastoris).  Os genes foram sintetizadas pela empresa GenScript® e o vetor pUC57 foi 

utilizado para clonagem. 

6.3.2.1 Preparação do plasmídio pUC57  

 Para a transformação por choque térmico, as células quimicamente compententes 

One Shot® TOP10 de Escherichia coli da Invitrogen™ foram utilizadas. A transformação 

por choque térmico foi realizada da seguinte forma: 10 μl da One Shot® TOP10 termo 

competente com 0.5 μl do plasmídio. A mistura foi incubada em gelo por 30 minutos, 

logo após esse período a mistura foi rapidamente incubada a 42 ºC por 30 segundos e em 

seguida novamente incubada no gelo. Para a recuperação das células transformadas, 

foram adicionados 1 ml de meio S.O.C. (Super Optimal broth with Catabolite 

repression), seguido por incubação a 37 ºC e 225 rpm por 1 hora. Após esse período, 20-

200 µl células foram plaqueadas em meio LB (Luria-Bertani) sólido, contendo 10 μg/ml 

do antibiótico ampicilina. As placas foram então incubadas a 37ºC por aproximadamente 

16 horas.  Após as 16 horas de incubação, duas colônias foram selecionadas e 

cultivadas (separadamente) durante a noite em 7 ml de meio líquido BHI (Brain Heart 

Infusion) contendo 10 μg/ml de ampicilina. Da cultura overnight, 1 ml foi utilizado para 

fazer estoque em glicerol 50%, o restante para extração do plasmídio, utilizando o kit de 

purificação Nucleaspin® plasmid da MACHEREY-NAGEL GmbH & Co. KG. A 

concentração de DNA foi determinada com o kit Qubit dsDNA BR, da Invitrogen™. 

6.3.2.2 Ensaio de restrição no plasmídio pUC57 

 A liberação dos genes de interesse com eas enzimas de restrição a partir dos 

plasmídios isolados ocorreu da seguinte forma: 1 μg do plasmídio isolado (podendo 

chegar no total de 16 µl), 2 μL de tampão 10x FD (Fast Digest), 1 μL de EcoRI e 1 μL de 

Acc65I (Thermo Scientific™), enzimas de restrição. A reação foi incubada por 30 

minutos a 37 ºC. Após, as amostras foram aplicadas em gel de agarose 1%, 80 Volts, por 

40 minutos. As bandas correspondentes aos genes de interesse foram excisadas do gel e 

purificadas com o kit NucleoSpin® Gel and PCR Clean-up da  MACHEREY-NAGEL 

GmbH & Co. KG. A concentração de DNA foi medida com o kit Qubit dsDNA BR, da 

Invitrogen™. 

6.3.2.3 Inserção no plasmídio pGAP em E. coli TOP10 
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 Os genes provenientes da digestão foram ligados ao plasmídio previamente 

linerarizado  pPINK-GAP (VÁRNAI et al., 2014), através do kit Quick Ligation™ da 

New England BioLabs®. A reação de ligação ocorreu baseado na seguinte equação:  

 

[inserto] = 
[ 𝑣𝑒𝑡𝑜𝑟]𝑥 𝑡𝑎𝑚𝑎𝑛ℎ𝑜 𝑑𝑜 𝑖𝑛𝑠𝑒𝑟𝑡𝑜

𝑡𝑎𝑚𝑎𝑛ℎ𝑜 𝑑𝑜 𝑣𝑒𝑡𝑜𝑟
               Eq.(1) 

 

 Foram combinadas 50 ng de pPINK-GAP com os insertos, na proporção 3 

(inserto):1 (vetor). A reação ocorreu a temperatura ambiente por 5 minutos, em seguida 

resfriada em gelo. A transformação foi feita com as células quimicamente compententes 

One Shot® TOP10 de E. coli, conforme descrito na seção 5.3.2.1. A partir da cultura 

overnight, quatro a oito colônias foram selecionadas para confirmação da transformação 

correta. A PCR foi realizada com o kit Q5® High-Fidelity DNA Polymerase, da New 

England BioLabs. Os primers GAPseq e CYCr foram utilizados. A confirmação da 

amplificação dos genes de interesse foi realizada por eletroforese em gel de agarose 1%, 

80 V por 40 minutos.  

6.3.2.4 Linearização do plasmídio pPINK-GAP 

 O plasmídio pPINK-GAP foi linearizado com apenas uma enzima de restrição da 

seguinte forma: 10 μg do plasmídio isolado (podendo chegar no total de 40 µl), 5 μL de 

tampão 10x FD (Fast Digest) e 1 μL da enzima de restrição BspTI (Thermo Scientific™). 

A reação foi incubada por 30 minutos a 37ºC. A precipitação do plasmídio foi realizada 

da seguinte forma: 125 µl de etanol 100% e 5 µl de acetato de sódio 3 mM foram 

adicionados à reação e os tubos foram centrifugados a 20.000 x g por 15 minutos; o 

sobrenadante foi descartado, o pellet foi lavado com 80 µl de etanol 100% e os tubos 

foram novamente centrifugados a 20.000 x g por 15 minutos; o sobrenadante foi 

decartado. Após evaporção completa do etanol, o pellet foi ressuspendido em 15-30 µl de 

água esterilizada. 

6.3.2.5 Preparo de células eletrocompetentes 

 As células de PichiaPink™ utilizadas nas etapas de transformação foram 

preparadas da seguinte forma: uma colônia da linhagem de PichiaPink™ foi inoculada 

em tubo tipo Falcon (50 mL) contendo 5 mL de meio YPD e incubada a 30ºC overnight. 

No dia seguinte, a densidade óptica de 600 nm (OD-600) foi medida e os inóculos foram 

diluídos em YPD (Yeast extract-Peptone-Dextrose) para que a OD-600 começasse em 
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torno de 0,002. Após 20 horas de incubação, a OD-600 começou a ser medido de hora 

em hora, até que a cultura alcançasse a OD-600 entre 1,0-1,5 abs. Assim que a 

concentração foi alcançada, a cultura foi centrifugada a 1500 x g por 5 minutos a 4 °C. O 

sobrenadante foi descartado e as células foram ressuspendidas em 100 ml de meio YPD 

suplementado com 20 ml de HEPES 1M pH 8,0 e 2,5 ml de DTT 1 M. As células foram 

incubadas a 30 °C por 15 minutos, centrifugadas novamente a 1500 x g por 5 minutos a 

4 °C e o sobrenadante foi descartado. As células foram ressuspensas em 250 ml de água 

estéril gelada, centrifugada a 1500 x g por 5 minutos a a 4 °C e o sobrenadante foi 

descartado. As células foram ressuspensas em 50 ml de água estéril gelada, centrifugada 

a 1500 x g por 5 minutos a a 4 °C e o sobrenadante foi descartado.  As células foram 

ressuspensas em 10 ml de sorbitol 1 M, centrifugada a 1500 x g por 5 minutos a a 4 °C e 

o sobrenadante foi descartado. Após essa última etapa, as células foram ressuspensas em 

500 μL de sorbitol 1 M, aliquotadas em frações de 80 μL e imediatamente armazenadas 

a -80º C. 

6.3.2.6 Eletroporação 

 As células eletrocompetentes de PichiaPink™ foram utilizadas para 

eletroporação. As alíquotas foram descongeladas em gelo e 15 µl de plasmídio linearizado 

(ou concentração de 5-10 µg) foi adicionado à aliquota. A reação foi transferida para uma 

cubeta de eletroporação de 0,2 mm de largura e incubada no gelo por 5 minutos. A cubeta 

foi pulsada no eletroporador com as seguintes constantes: 1,5 kV, 25 µFm e 200 Ω. Essas 

constantes resultaram em 4,5-5 ms de pulso constante. Imediatamente após o pulso, 1 ml 

de meio YPDS (meio próprio de PichiaPink™) foi adicionado às células e misturado por 

pipetagem. A mistura foi transferida para um tubo Eppendorf de 1,5 ml e incubada por 

30 °C por pelo menos 2 horas e no máximo 12 horas, sem rotação. Após a incubação, 50 

µl da mistura foi adicionada em placa PAD (Pichia Drop Out Adenine) para seleção das 

colônias de PichiaPink™ recombinantes. As placas foram incubadas por 30 °C de 3-10 

dias. De três a oito colônias foram escolhidas para serem novamente plaqueadas, e a partir 

dessas foram feitos testes de expressão. 

 A levedura PichiaPink™ é uma linhagem autoxotrófica de adenina, por ter 

deleção do gene ade2. O gene ade2 é responsável por codificar a proteína 

fosforibosilaminoimidazol carboxilase, envolvida na biosíntese de nucleotídeos 

purínicos. Na ausência de transcrição de ade2, os precursores purínicos se acumulam nos 

vacúolos, e se tornam vermelhos. A pigmentação das colônias é tido então como marcador 
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de seleção e triagem. O vetor pPINK-HC, ao ser corretamente transformado, insere 

novamente o gene ade2 deletado no cromossoma da linhagem, reestabelecendo a via de 

biosíntese de adenina. Dessa forma, as colônias transformadas não possuem acúmulo de 

precursor, sendo brancas e de fácil seleção (VÁRNAI et al., 2014).  

6.3.2.7 Clonagem e ligação de genes truncados 

 Os genes truncados foram obtidos das sequências clonadas em pPINK-GAP. O 

sistema de ligação In-Fusion®, da Clontech Laboratories, Inc., foi utilizado. Para 

obtenção dos genes truncados amplificados, primers foram desenhados para utilização 

nesse sistema. Por isso, alguns fatores precisaram ser considerados: 1) Os primers 

reverses precisaram ter 15 bases homólogas às bases do fragmento de DNA que seriam 

inseridos (no caso, o vetor pPINK-GAP); 2) Os primers forwards precisaram ser gene-

específicos, possuir 18-25 bases de tamanho, teor de G-C entre 40-60% e TM (melting 

temperature) entre 58-65 °C (a diferença com o primer reverse não podia ultrapassar de 

4 °C).  A ferramenta online pDRAW32 (disponível em: http://www.acaclone.com/) 

auxiliou no desenho. Os genes truncados foram amplificados do vetor pPINK-GAP com 

o inserto original. A PCR foi realizada com o kit Q5® High-Fidelity DNA Polymerase, 

da New England BioLabs. Os insertos amplificadas foram aplicadas em gel de agarose 

1%, 80 Volts, por 40 minutos. As bandas correspondentes aos genes de interesse foram 

excisadas e purificadas com o kit NucleoSpin® Gel and PCR Clean-up da  MACHEREY-

NAGEL GmbH & Co. KG. A ligação do inserto ao plasmídio pPINK-GAP linearizado e 

sem vetor se deu da seguinte forma: num total de 10 µl de reação, foram misturados 100 

ng de fragmento de PCR purificado com 100 ng de vetor linearizado, e 2 µl da ligase HD 

do kit In-Fusion®. A reação foi incubada a 50 °C por 15 minutos e colocada no gelo logo 

depois. A reação foi diluída 5x e utilizada para transformação nas células quimicamente 

compententes One Shot® TOP10 de E. coli. As etapas seguintes de clonagem e 

eletroporação já foram descritas nos tópicos anteriores.  

6.3.3 Expressão e purificação das LPMOs candidatas 

6.3.3.1 Testes de expressão 

 A partir das colônias de PichiaPink™ transformadas, testes de expressão foram 

conduzidos, para checar a expressão gênica de cada transformante. Para cada 

transformante, duas a oito colônias foram escolhidas. O teste de expressão se deu em três 

dias da seguinte forma: no primeiro dia, foram utilizados 25 ml de meio BGMY estéril 

(1% [m/v] de extrato de levedura, 2% [m/v] de peptona, 100 mM de fosfato de potássio 

http://www.acaclone.com/
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pH 6,0, 1,34% [m/v] de YNB e 1% [v/v] de glicerol) em Erlenmeyers de 250 ml. Após o 

inóculo de cada colônia, os frascos foram incubados a 30 °C a 200 rpm overnigth. No 

segundo dia, foi adicionado 1% (v/v) de glicerol à cultura. No terceiro dia, os frascos 

foram centrifugados a 8000 g por 15 minutos e o sobrenadante foi armazenado a 4 °C. 

Para checar a expressão enzimática, para cada 1350 µl de amostra foi adicionado 150 µl 

de ácido tricloroacético 100% (v/v). As amostras foram incubadas a 4 °C por 1 hora. Em 

seguida, as amostras foram centrifugadas a 18.600 g por 15 minutos a 4,0º C, e então 

lavadas com 1000 µl de etanol 100% e centrifugadas novamente. Este processo foi feito 

duas vezes. Após a última etapa de centrifugação, as amostras foram ressuspensas em 15 

µl de água destilada e 5 µl de tampão de amostra ([tris-HCl 125 mmol/l, pH 6,8; SDS 

2,0% (v/v); azul de bromofenol 0,05% (m/v); glicerol 20% (v/v) e β-mercaptoetanol 5,0% 

(v/v)] e fervidas por 5 minutos. As amostras foram então aplicadas em um gel de 

poliacrilamida pré-fabricado (Mini-PROTEAN® TGX Stain-Free™ Precast Gels da Bio-

Rad Laboratories) e a corrida se deu à temperatura ambiente, com voltagem fixa em 200 

V, por 30 minutos. As proteínas foram detectadas por fluorescência, pois a formulação 

do gel continha componentes que modificavam os triptofanos e podiam ser detectados 

por luz UV. Para determinação das massas moleculares aparentes fori utilizado o 

marcador de massa molecular BenchMark™ (Thermo Fisher Scientific), com 15 

proteínas recombinantes que variam a massa entre 10 a 200 kDa.  

6.3.3.2 Produção e purificação de AtAA9.1_SD e AtAA9.1_SD 

 A partir do resultado do teste de expressão, a colônia que demonstrou melhor nível 

de expressão foi selecionada. Uma nova expressão foi realizada, que se deu em quatro 

dias: no primeiro dia, foram utilizados 25 ml de meio BGMY para o pré-inóculo em 

Erlenmeyers de 250 ml. Após o inóculo de cada colônia, os frascos foram incubados a 30 

°C a 200 rpm overnigth. No segundo dia, os 25 ml do inóculo overnight foram 

adicionados à 450 ml de meio BMGY estéril, e os frascos foram novamente incubados a 

30 °C a 200 rpm overnigth. No terceiro dia, foi adicionado 1% (v/v) de glicerol à cultura. 

No quarto dia, os frascos foram centrifugados a 8000 g por 15 minutos. O sobrenadante 

obtido foi concentrado 10x no concentrador de fluxo tangencial VivaFlow® 200 com 

corte de 10 kDA (Sartorius Stedim Biotech GmbH, Alemanha), e depois foi feita diálise 

com o tampão Tris-HCl 20 mM pH 8,0 até que a amostra chegasse à condutância de 2-4 

mS/cm. A amostra foi submetida então a uma cromatografia de troca iônica em uma 

resina do tipo HiTrap Q FF 5 ml, em um sistema cromatográfico automatizado 
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ÄKTAprime plus (GE HealthCare Bio-Sciences AB, Suécia). A resina foi previamente 

equilibrada com tampão Tris-HCl 20 mM pH 8,0 até a condutância 2-4 mS/cm. O volume 

de amostra aplicado foi de 100 ml e o fluxo de corrida foi de 5 ml/min. O pico da fração 

correspondente às proteínas que não se ligaram foi coletada, para posterior análise. Um 

gradiente de NaCl (0-0,5 M) foi aplicado à coluna, e as frações referentes ao pico de 

absorbância em 280 nm foram reunidas As frações dos picos não retidos e retidos foram 

submetidas à eletroforese de gel de poliacrilamida, para detecção das proteínas de 

interesse através de sua massa molecular. As frações correspondentes à massa da proteína 

foram reunidas, dialisadas contra o tampão Bis-Tris 20 mM pH 6,0 através do 

concentrador de centrífuga Vivaspin® 20, e concentradas até alcançar 2 ml. A 

cromatografia de exclusão molecular foi a etapa de purificação seguinte realizada, em 

uma resina HiLoad Superdex 75 16/600  de 120 ml (GE HealthCare Bio-Sciences AB, 

Suécia), em um sistema cromatográfico automatizado ÄKTA purifier (GE HealthCare 

Bio-Sciences AB, Suécia). A resina foi previamente equilibrada com tampão Bis-Tris 20 

mM pH 6,0 suplementada com 150 mM de NaCl. O volume de amostra aplicado foi de 2 

ml e o fluxo de corrida foi de 0,75 ml/min. As frações referentes aos picos de absorbância 

em 280 nm foram coletadas e submetidas à eletroforese de gel de poliacrilamida, para 

detecção da proteína pura através de sua massa molecular. As frações puras 

correspondentes à massa da proteína foram coletadas e concentradas através do 

concentrador de centrífuga Vivaspin® 20 até alcançar 1 ml. As quantificações protéicas 

foram realizadas através da lei de Lambert-Beer: 

 

                A = e.b.c      Eq.(2) 

 

 Onde A se refere à absorbância a 280 nm; e equivale à absortividade molar em 

L/mol/cm (usando valores teóricos calculados pela ferramenta ProtParam do servidor 

ExPASy); b é o comprimento do caminho que a luz tem que atravessar na solução (em 

centímetros); c é a concentração do elemento que absorve na solução, em mol/L. 

 As enzimas foram submetidas à saturação de cobre, para que elas saíssem do seu 

estado apo- para o estado holo-. Baseado na concentração obtida anteriormente, a apo-

enzima foi saturada numa proporção 5 (cobre):1 (enzima) utilizando uma solução de 33 

mM de CuSO4. Para obtenção da holo-enzima, foi utilizada uma resina de dessanilização 
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de bancada G-25 de 5 ml (PD MidiTrap, GE HealthCare Bio-Sciences AB, Suécia). O 

volume final de holoenzima foi de 1 ml. 

 

6.3.4 Caracterização das LPMOs purificadas 

 A reação enzimática foi realizada da seguinte forma: 0,5-1 µM de LPMO 

purificada incubada com 0,2% (m/v) de celulose Avicel inchada com ácido fosfórico 

(PASC) preparada de acordo com Wood (WOOD, 1988), 50 mM de tampão Bis-Tris pH 

6,0 e 1 mM de ácido ascórbico como o doador de elétrons. A mistura foi incubada 

overnigth a 37 °C e 1000 rpm em um Eppendorf ThermoMixer®. No dia seguinte, o 

produto de reação foi filtrado em filtros de 0,45 µM, para retirada do substrato insolúvel, 

e analisado por Cromatografia Iônica de Alta Performance (HPAEC) com detecção 

amperiométrica pulsada (PAD) utilizando um Dionex™ ICS-5000 acoplado a uma coluna 

CarboPac PA1 (Thermo Fisher Scientific). A metodologia utilizada foi descrita 

previamente (WESTERENG et al., 2013). Outros substratos foram testados para avalição 

enzimática, nas mesmas condições descritas anteriormente: celopentose (C5), celohexose 

(C6), xiloglucana (TXG), xilana (BWX), e liquenana (Lich), na concentração de 1% 

(m/v). Para controle negativo, a cada reação não foi adicionado ácido ascórbico. Para 

avaliação do padrão de oxidação, foi utilizada a enzima NcLPMO9C de Neurospora 

crassa (BORISOVA et al., 2015); o ensaio foi realizado nas mesmas condições de reação 

das AA9. Celo-oligossacarídeos com com DP de 1-6 foram utilizados como padrões para 

o ensaio com os celo-oligômeros.  

6.4 Resultados e discussão 

6.4.1 Escolha das LPMOs candidatas 

 Através dos múltiplos alinhamentos das sequências e identificação dos domínios 

conservados, realizados pelo Uniprot e dbCAN tanto com as enzimas de A. oryzae quanto 

as de A. tamarii, a estrutura dos domínios foi representada na Figura 3. Baseado em sua 

semelhança de domínios conservados, as AA9 foram subdivididas em 8 espécies. Além 

das sequências preditas apresentarem um domínio conservado para AA9, algumas 

apresentaram domínios conservados de módulo de ligação ao carboidrato (CBM) da 

família 1. De acordo com o CAZy, o CBM1 é um módulo exclusivo dos fungos, que se 

liga preferencialmente à celulose, mas tem atividade em quitina também. Esse módulo 

possui a característica de apresentar resíduos de cisteínas conservados em sua 

composição, responsáveis pelo dobramento correto do módulo (LARROQUE et al., 
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2012). Os linkers de CBM costumam ser altamente O-glicosilados, para evitar proteólise. 

Normalmente são estruturas finas e flexíveis, que servem para que o CBM consiga 

ancorar e dar mais mobilidade ao domínio conservado. Tipicamente, essas regiões se 

apresentam com alto teor de aminoácidos serina, treonina (que sofrem as O-glicosilações) 

e alanina.  

 

 

Figura 3. Representação esquemática dos domínios conservados encontrados nas LPMOs da família AA9 

presente em A. tamarii e A. oryzae. 

 

 Além dos CBM, prováveis domínios desconhecidos foram identificados nas 

porções C-terminas das enzimas AtAA9.2 e AtAA9.3 de A. tamarii e AoAA9.2, 

AoAA9.3 e AoAA9.7 de A. oryzae. Múltiplos alinhamentos desses módulos foram 

realizados pelo Uniprot, a fim de encontrar estruturas parecidas (resultados não 

mostrados). Em relação ao módulo da AA9.2, a busca por sequências similares encontrou 

57 estruturas semelhantes, sendo 41 pertencentes à LPMOs de Aspergillus sp. e 

Penicillium sp., o que demonstra ser uma estrutura única a essas espécies. As outras 11 

estruturas encontradas não possuiram homologia com as LPMOs e não se encontravam 

no C-terminal. O módulo de AA9.3 de A. tamarii é menor, comparado ao de A. oryzae. 

Além disso, nos resultados do alinhamento, houve muita variação na porção C-terminal, 

indicando variações de splicing alternativo entre espécies. O módulo de AA9.7 

aparentemente demonstra ter uma estrutura mais rígida por ter duas cisteínas presentes, 
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indicando possíveis pontes dissulfetos, além de possuir vários aminoácidos positivamente 

carregados. As enzimas AA9.6 apresentaram apenas um linker em sua composição, sem 

um domínio identificado. As enzimas AA9.4 demonstraram diferenças entre suas 

estruturas, onde AoAA9.4 apresenta um linker, enquanto a sequência de AtAA9.4 foi 

identificada como um fragmento. 

 Baseado nos dados de RNA-seq obtidos por Midorikawa et al. (2014), onde A. 

tamarii  foi cultivado em meio líquido e meio sólido contendo bagaço de cana-de-açúcar 

como fonte de carbono por 36 e 48 horas (Tabela 1), nos homólogos de cada enzima 

previamente caracterizados (Tabela 2), e nas informações provenientes da análise de 

estrutura das enzimas (Figura 3), pode-se analisar quais AA9 seriam mais adequadas para 

caracterização enzimática, visando aplicação dessas à degradação da biomassa. 

 

Tabela 1. Regulação de transcritos de AA9 em bagaço de cana de açúcar comparado com glicose como 

fonte de carbono. 

Proteína 36h 48h Proteína 36h 48h 

Meio líquido Meio sólido 

AtAA9.1 4.7   5.3 AtAA9.1 3.5 2.6 

AtAA9.2   0.78   2.1 AtAA9.2 2.3 2.4 

AtAA9.3 1.4   1.1 AtAA9.3 -1.9 -3.8 

AtAA9.4 7.0   6.7 AtAA9.4 6.6 4.1 

AtAA9.5 10.5   11.0  AtAA9.5 8 7.3 

AtAA9.6 - - AtAA9.6 1.9 -1.0 

AtAA9.8 5.5   6.1 AtAA9.8 5.6 3.7 

 

Tabela 2. Homólogos de cada AA9 previamente caracterizados 

Proteína LPMO homólogo Característica Referência 

AtAA9.1 LsLPMO9A Oxidação em C4 (FRANDSEN et al., 2016) 

AtAA9.2 TaLPMO9A Oxidação em C1/C4, 

ativa em xiloglucana 

(QUINLAN et al., 2011) 

AtAA9.3 - Nenhum grupo 

caracterizado 

- 

AtAA9.4 AN3046 Oxidação em C1, ativa 

em xiloglucana 

(JAGADEESWARAN et al., 2016) 

AtAA9.5 TaLPMO9A Oxidação em C1/C4, 

ativa em xiloglucana 

(QUINLAN et al., 2011) 

AtAA9.6 TaLPMO9A Oxidação em C1/C4 (QUINLAN et al., 2011) 

AtAA9.8 AN3046 Oxidação em C1, ativa 

em xiloglucana 

(JAGADEESWARAN et al., 2016) 

 

 Pode-se observar que as enzimas AtAA9.1, AtAA9.2, AtAA9.5 e AtAA9.8 

tiveram aumento no acúmulo de transcritos ao longo do tempo. Isso indica alto potencial 
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dessas enzimas na degradação da biomassa, ao terem aumento de expressão gênica ao 

longo do tempo. Além disso, pelos homólogos próximos caracterizados, elas possuem 

modos de ações diferentes, indicando que o aumento da expressão gênica de quatro 

enzimas da mesma família pode estar correlacionado com sinergismo para degradação da 

biomassa. As enzimas AtAA9.1 e AtAA9.8 carregam um CBM1, domínio conservado 

em enzimas homólogas de Aspergillus sp. e Penicillium sp. Além disso, dentre seus 

homólogos caracterizados, uma apresenta oxidação em C1 e a outra em C4, o que as torna 

boas candidatas para comparação. As enzimas AtAA9.2 e AtAA9.5 tiveram homologia 

com a mesma enzima, TaLPMO9A. Ao analisar suas sequências, percebe-se que o 

domínio LPMO de AtAA9.2 tem 68% de homologia com o de AtAA9.5, o que os torna 

interessantes para comparação pelo alto grau de homologia, diferindo pela presença do 

domínio desconhecido. Comparando AtAA9.5 com AoAA9.5, elas possuem 23 

aminoácidos de diferença, sendo que para AtAA9.5 aparentemente houve uma deleção 

de alguns pares de base. Considerando que AtAA9.5, enzima que apresenta um único 

domínio, foi a que apresentou maior expressão gênica na degradação do bagaço, porém a 

sequência obtida não aparentava estar correta, a enzima AoAA9.5 demonstrou ser uma 

candidata interessante para caracterização e efeito sinérgico com as outras enzimas. Dessa 

forma, os candidatos escolhidos para clonagem foram: AtAA9.1, AtAA9.2, AtAA9.8 e 

AoAA9.5. Além disso, as versões truncadas de seus domínios catalíticos (sem a presença 

do CBM) também foram utilizados para clonagem.    

6.4.2 Clonagem em PichiaPink™ 

 Os genes de interesse inseridos no plasmídio pPINK-GAP estão representados na 

Figura 4. Os genes estão inseridos entre o promotor GAP e CYC1. O promotor GAP 

(gliceraldeído-3-fosfato desidrogenase) é constitutivo e, comparado com o promotor 

AOX1, simplifica o cultivo evitando o consumo do metanol como fonte de carbono, além 

de alcançar concentrações de proteínas produzidas pela levedura equiparáveis com 

leveduras que utilizam o promotor AOX1 (VÁRNAI et al., 2014). 
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Figura 4. Representação dos plasmídios pPINK/GAP com as quatro enzimas candidatas. 

 

 Os genes foram inseridos de tal forma no plasmídio pPINK/GAP que se 

iniciassem (códon ATG) logo após o sítio de restrição da enzima EcoRI e fossem 

terminados (códon TAG) antes do sítio de restrição da enzima Acc65I. A partir dos genes 

inseridos no plasmídio, foram feitas as amplificações dos genes truncados, sem os 

domínios não catalíticos. Para que os genes truncados amplificados pudessem ser 

inseridos em novos plasmídios, o primer forward possuía um sítio de ancoragem 

equivalente ao sítio de restrição da enzima EcoRI, e o primer reverse possuía um sítio de 

ancoragem equivalente ao sítio de restrição da enzima Acc65I, conforme demonstrado na 

figura 5. Em azul, os sítios de ancoragem inseridos em cada primer. Em rosa o códon 

inicando ATG. Os nucleotídeos em vermelho indicam onde há formação da extremidade 

coesiva (“sticky end”).  
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Figura 5. Sítios de restrição de EcoRI e Acc65I no vetor. 

 

 Os primers utilizados estão descritos na Tabela 3, sendo que em azul estão 

destacados os sítios de ancoragem e em rosa o códon iniciador das LPMOs (histidina), já 

que elas foram clonadas sem peptídeo sinal. 

 

Tabela 3. Primers desenhados para proteínas truncadas. 

 Primer forward Primer reverse 

AtAA9.1 5’-TTT CGA AAA GGA ATT CGA 

AAG CAT GAA GTC -3 ’ 

5’ – ATG GCC CGG TAC CCT 

AAC CAT CCC AAA – 3’ 

AtAA9.2 5’-TTT CGA AAA GGA ATT CGA 

AAG CAT GTC TAT -3 ’ 

5’ – ATG GCC CGG TAC CCT 

AAC CAG AAT ACA – 3’ 

AtAA9.8 5’-TTT CGA AAA GGA ATT CGA 

AAG CAT GAA GTC -3 ’ 

5’ – ATG GCC CGG TAC CCT 

AAC CAG ACC AAA – 3’ 

 

 Para confirmar que os genes de interesse estavam inseridos no plasmídio pPINK-

GAP, uma PCR de colônia foi realizada, utilizando primers para GAP e CYC1 (Figura 

6). O tamanho dos genes são: AtAA9.1: 1130 pb (par de base); AtAA9.1_SD (“single 

domain”): 702 pb; AtAA9.2: 1146 pb; AtAA9.2_SD: 732 pb; AtAA9.8: 1000 pb; 

AtAA9.8_SD: 711 pb; AoAA9.5: 760 pb. 
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Figura 6. Gel de agarose com PCR de colônia de transformantes. 1 – AtAA9.1; 2 – AtAA91_SD; 3 – 

AtAA9.2; 4 – AtAA9.2_SD, 5 – AtAA9.8, 6 – AtAA9.8_SD, 7 – AoAA9.5. 

 

 Após a confirmação dos genes inseridos nos plasmídios apresentarem massas 

similares às calculadas, os plasmídios recombinates foram linearizados com a enzima 

BspTI. É um sítio de restrição raro e se encontra no domínio TRP2 do plasmídio pPINK-

GAP.  

6.4.3 Teste de expressão das LPMOs candidatas 

 Os plasmídios recombinantes foram eletroporados e plaqueados. Após 3 dias, 

colônias positivas para os transformantes apareceram, como é demonstrado na Figura 7. 

 

 

Figura 7. Colônias de PichiaPink™ após eletroporação. Em branco, tranformantes positivos. Em 

vermelho, transformantes negativos. 
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 Duas a oito colônias foram selecionadas para um teste de expressão, baseado na 

quantidade de transformantes positivos que cresceram nas placas. As figuras 8-14 

mostram o resultado dos testes. 

 

 

Figura 8. Teste de expressão de AtAA9.1. Massa molecular teórica calculada: 38,63 kDa. Seta preta indica 

provável expressão da enzima. Colunas 1-8: colônias selecionadas para o teste. 

 

 

Figura 9. Teste de expressão de AtAA9.1_SD. Massa molecular teórica calculada: 27 kDa. Seta preta indica 

alta expressão da enzima. Colunas 1-8: colônias selecionadas para o teste. 
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Figura 10. Teste de expressão de AtAA9.2. Massa molecular teórica calculada: 38,03 kDa. Seta preta 

indica provável expressão da enzima. Colunas 1-8: colônias selecionadas para o teste. 

 

 

Figura 11. Teste de expressão de AtAA9.2_SD. Massa molecular teórica calculada: 29 kDa. Seta preta 

indica alta expressão da enzima. Colunas 1-8: colônias selecionadas para o teste. 
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Figura 12. Teste de expressão de AtAA9.8. Massa molecular teórica calculada: 34,86 kDa. Seta preta 

indica provável expressão da enzima. Colunas 1-8: colônias selecionadas para o teste. 

 

 

Figura 13. Teste de expressão de AtAA9.8_SD. Massa molecular teórica calculada: 26 kDa. Seta preta 

indica alta expressão da enzima. Colunas 1-2: colônias selecionadas para o teste. 
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Figura 14. Teste de expressão de AoAA9.5. Massa molecular teórica calculada: 26,11 kDa. Seta preta 

indica alta expressão da enzima. Colunas 1-2: colônias selecionadas para o teste. 

 

 Como pode-se perceber, as enzimas que possuíam um domínio extra (AtAA9.1, 

AtAA9.2 e AtAA9.8) não tiveram níveis altos de expressão comparados às versões que 

somente possuíam o módulo catalítico. Vários fatores podem afetar a expressão de genes 

de proteínas heterólogas em P. pastoris, como preferência do códon, transcrição 

modulada pelo promotor, translocação determinada pelo peptídeo sinal, processamento e 

dobramento no retículo endoplasmático e Golgi, secreção da célula e proteólise (DALY; 

HEARN, 2005; HOHENBLUM et al., 2004). Considerando que a linhagem PichiaPink™ 

possui quatro genes de protease deletados, e que algumas proteínas heterólogas tiveram 

alto nivel de expressão, pode-se pressupor que os problemas na expressão não estão 

relacionados com a transcrição e sim com a secreção. A proteína pode ter tido um 

dobramento incorreto devido tanto à glicosilação alterada ou pela falta de outra 

modificação pós-traducional que não ocorreu (DALY; HEARN, 2005).   

 

6.4.4 Purificação de AtAA9.1_SD e AtAA9.2_SD 

 Baseado no resultado do teste de expressão, as enzimas AtAA9.1_SD e 

AtAA9.2_SD foram selecionadas primeiramente para expressão devido ao alto nível de 

expressão (Figs. 9 e 11) obtido por todas as colônias. 

 Na primeira etapa de purificação foi utilizada uma resina de troca aniônica. As 

amostras foram  dialisadas até que alcançassem o pH 8.0 Tris-HCl, na forca iônica 

correspondente à 20 mM, que ficou em torno de 2-4 mS/cm. Como o pI teórico calculado 

das proteínas foi 5,20 e 4,75 para AtAA9.1_SD e AtAA9.2_SD, respectivamente, ao entrar 

em contato com um pH maior que seu pI, as amostras ficaram na forma desprotonada, 
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com carga negativa. Dessa forma, elas se ligaram à coluna Q FF, que possui uma amina 

quaternária de carga positiva. As figuras 15-21 mostram o gel das frações obtidas na 

purificação das enzimas.  

 

 

Figura 15. Frações de cromatografia de troca iônica em Q FF de AtAA9.1_SD. 1-17: frações ímpares 

coletadas com a abertura do gradiente. NL: frações não ligadas à coluna. 

 

 A colônia 4 (Figura 9) foi escolhida para expressar a enzima em grande 

quantidade. Baseado na massa molecular predita da AtAA9.1_SD, pode-se perceber que a 

proteína não se ligou à resina. Isso signfica que no pH 8,0, não necessariamente a enzima 

estava com carga líquida total negativa. O volume da fração não ligada correspondeu à 

100 ml. Essa fração foi extensivamente dialisada com tampão Bis-Tris pH 6,0 20 mM e 

concentrada para um volume final de 2 ml. Essa fração foi então aplicada numa coluna 

Superdex 75. As frações puras provenientes  da cromatografia estão representadas nas 

figura 16. 

 

 

Figura 16. Frações de cromatografia de exclusão molecular em Superdex 75 de AtAA9.1_SD. 35-43: 

frações correspondentes ao pico de absorbância de UV.  
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 As frações 38-42 foram reunidas, concentradas para 1 ml e quantificadas através 

da lei de Lambert-Beer. Considerando seu coeficiente de extinção molar predito (e = 

39545/M.cm) e a absorbância de 0,564 em 280 nm, a concentração estimada da enzima 

foi de 14,4 µM. Para a saturação da enzima, foram utilizados 71,5 µM de CuSO4.  

 Para a enzima AtAA9.2_SD, a colônia 4 (Figura 11) foi escolhida para expressar a 

enzima em grande quantidade. A figura 17 representa o fracionamento por troca iônica 

da enzima AtAA9.2_SD. 

 

 

Figura 17. Frações de cromatografia de troca iônica em Q FF de AtAA9.2_SD. 1-21: frações coletadas com 

a abertura do gradiente. 

 

 Baseado na massa molecular predita da AtAA9.2_SD, pode-se perceber que a 

proteína saiu entre as frações 4-13. Isso signfica que no pH 8,0 a enzima estava com carga 

líquida total negativa. As frações 3-13 foram coletadas, totalizando um volume de 16,5 

ml.. Essa fração foi extensivamente dialisada com tampão Bis-Tris pH 6,0 20 mM e 

concentrada para um volume final de 2 ml. Essa fração foi então aplicada numa coluna 

Superdex 75. As frações puras provenientes  da cromatografia estão representadas nas 

figura 18. 
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Figura 18. Frações de cromatografia de exclusão molecular em Superdex 75 de AtAA9.2_SD. 20-25: 

frações correspondentes ao pico de absorbância de UV. 

 

 As frações 38-42 foram reunidas, concentradas para 1 ml e quantificadas através 

da lei de Lambert-Beer. Considerando seu coeficiente de extinção molar predito (e = 

41620/M.cm) e a absorbância de 0,248 em 280 nm, a concentração estimada da enzima 

foi de 6 µM. Para a saturação da enzima, foram utilizados 30 µM de CuSO4. 

 As etapas de purificação usadas para as duas enzimas – troca aniônica em pH 

básico seguida de gel filtraçäo - foram as mesmas utilizadas para NcLPMO9C 

(BORISOVA et al., 2015), demonstrando que é um procedimento eficiente e rápido para 

obtenção dessas enzimas.  

 Obtidas as enzimas purificadas e em sua forma apo, a próxima etapa foram as 

caracterizações bioquímicas. 

6.4.5 Caracterização bioquímica de AtAA9.1_SD e AtAA9.2_SD 

  As enzimas foram testadas com vários substratos para avaliar o padrão de 

oxidação e se há atividade em outros substratos, não somente celulose. Além disso, o 

doador de elétrons utilizado foi o ácido ascórbico (AscA). O primeiro substrato utilizado 

foi PASC (figura 19 e 20). 
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Figura 19. Perfil de produtos gerados analisados por HPAEC-PAD, de AtAA9.1_SD e NcLPMO9C em 

PASC.  

 

 

Figura 20. Perfil de produtos gerados analisados por HPAEC-PAD, de AtAA9.2_SD e NcLPMO9C em 

PASC. 
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 A enzima NcLPMO9C é notoriamente conhecida por oxidar a posição C4 

(ISAKSEN et al., 2014), sendo utilizada como padrão para essa clivagem. Como pode-se 

observar, a enzima AtAA9.1_SD possui exatamente o mesmo padrão de clivagem que 

NcLPMO9C, sendo considerada oxidativa de C4 (ou LPMO2). Já a enzima AtAA9.2_SD 

possui ação nas posições C1 e C4, sendo considerada oxidativa em C1/C4 (LPMO3). 

Interessante notar que o padrão de clivagem delas se assemelha com os homólogos mais 

próximos já caracterizados. Isso provavelmente se dá pela posição dos aminoácidos 

conservados que especificam o padrão de clivagem. Para as enzimas que clivam na 

posição C1, há um resíduo de tirosina na área de superfície de contato ao substrato, que 

esconde o acesso dessa área ao substrato; para enzimas que clivam na posição C4, há a 

presença de resíduo de alanina ou aspartato no lugar da tirosina, permitindo maior 

permissividade da enzima ao substrato para alcançar a posição C4; enquanto que para as 

enzimas que clivam tanto na posição C1 quanto C4, há um resíduo de prolina, sendo um 

intermediário em permissividade (BORISOVA et al., 2015). Porém essa classificação não 

sempre determina o padrão de clivagem, pois a enzima PaLPMO9H, de Podospora 

anserina, foi predita como tipo 2 porém atuou como tipo 3 (BENNATI-GRANIER et al., 

2015). As enzimas foram testadas também contra celopentose (Glc5) e celohexose (Glc6) 

(Figura 21 e 22). 

 

 

Figura 21. Perfil de produtos gerados analisados por HPAEC-PAD, de AtAA9.1_SD em celopentose.  
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Figura 22. Perfil de produtos gerados analisados por HPAEC-PAD, de AtAA9.2_SD em celopentose e 

celohexose. 

 

 Enquanto a enzima AtAA9.2_SD não apresentou atividade nos celo-

oligossacarídeos, AtAA9.1_SD apresentou atividade em celopentose. Pode-se perceber na 

figura 20 que o pico de Glc5 diminuiu enquanto o de Glc3 aumentou, com produção de 

picos oxidados em C4, conforme mostra a figura. LPMOs ativas em celo-oligossacarídeos 

já foram descritas antes (BENNATI-GRANIER et al., 2015; ISAKSEN et al., 2014), 

sendo considerado que ação em oligossacarídeos podem indicar atividade em 

hemicelulose que contenha glicoses em suas cadeias laterais. As figuras 23 e 24 mostram 

a atividade das enzimas em xiloglucana (TGX). 

 

 

Figura 23. Perfil de produtos gerados analisados por HPAEC-PAD, de AtAA9.1_SD em xiloglucana. 
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Figura 24. Perfil de produtos gerados analisados por HPAEC-PAD, de AtAA9.2_SD em xiloglucana. 

 

 Ambas as enzimas demonstraram ter uma suposta atividade em xiloglucana. 

Interessante notar que o padrão de clivagem foi diferente para cada enzima. Para 

AtAA9.1_SD, que possui oxidação em C4, percebe-se que o gráfico foi menos complexo 

(menos presença de picos) que o de AtAA9.2_SD, que é oxidativa em C1/C4. Um estudo 

realizado por Kojima et al. (KOJIMA et al., 2016) demonstrou que a enzima NcLPMO9C, 

uma LPMO de N. crassa com oxidação em C4, possui um padrão de clivagem muito 

parecido com a de AtAA9.1_SD; enquanto a enzima GtLPMO9A-2, uma LPMO de 

Gleophyllum trabeum com oxidação em C1/C4, demonstrou um padrão de clivagem 

muito parecido com a de AtAA9.2_SD, assim como a FgLPMO9A, LPMO de Fusarium 

graminearum, com atividade em C1/C4 (NEKIUNAITE et al., 2016). A xiloglucana é 

um substrato solúvel que possui uma cadeia principal de glicose com abundantes 

substituições de α-1,6 xilose, sendo estes podendo conter galactose ou arabinose como 

substituinte (MISHRA; MALHOTRA, 2009). A xiloglucana de tamarindo, substrato 

utilizado, possui uma cadeia principal de glicose, com 3 unidades de glicose substituidas 

com xilose, e uma glicose sem substituinte. Os resultados encontrados por Kojima et al. 

(KOJIMA et al., 2016) e Nekiunaite et al. (NEKIUNAITE et al., 2016) demonstraram 

que NcLPMO9C liberou apenas produtos oxidados em C4 enquanto que GtLPMO9A-2 

e FgLPMO9A liberaram uma mistura de produtos oxidados em C1 e C4, onde esses 

produtos de clivagem foram analisados por MALDI-TOF. Dentre os produtos analisados, 

identificou-se que ambas enzimas que atuam como C1/C4 conseguiram acessar os grupos 

substituídos e não substituídos da xiloglucana, gerando maior espectro de produtos 

oxidados, enquanto que a enzima que oxida C1 conseguiu acessar apenas os grupos de 

glicose não substituídos, provavelmente devido a um impedimento estérico do substrato. 
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Para afirmar que o padrão de clivagem de AtAA9.1_SD e AtAA9.2_SD foi similar ao 

dessas LPMOs, é necessário identificar os produtos de reação por MALDI-TOF, análise 

que está em progresso no momento. 

 O próximo substrato testado foi xilana de birchwood (BrX) (Figura 25 e 26). 

 

 

Figura 25. Perfil de produtos gerados analisados por HPAEC-PAD, de AtAA9.1_SD em xilana. 

 

 

Figura 26. Perfil de produtos gerados analisados por HPAEC-PAD, de AtAA9.2_SD em xilana. 

 

 Ambas as enzimas demonstraram ter uma suposta atividade em xilana, com um 

padrão semelhante entre elas, porém não houve complexidade nos cromatogramas. A 

primeira LPMO identificada com atividade em xilana, MtLPMO9A, foi descrita por 

Frommhagen et al. (FROMMHAGEN et al., 2015), obtida de Myceliophtora thermophila 
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diretamente na xilana. Porém, não se pode afirmar que houve atividade de fato de 

AtAA9.1_SD e AtAA9.2_SD pois os produtos de reação não foram identificados. A análise 

por MALDI-TOF está em progresso, assim como uma nova reação das enzimas com 

xilana e celulose, para avaliar se o padrão de clivagem foi similar ao de MtLPMO9A. 

 O último substrato analisado foi liquenina, que consiste de unidades de glicose 

ligadas por ligações do tipo β-1,3 e β-1,4 (Figura 27 e 28). 

 

 

Figura 27. Perfil de produtos gerados analisados por HPAEC-PAD, de AtAA9.1_SD em liquenana. 

 

 

Figura 28. Perfil de produtos gerados analisados por HPAEC-PAD, de AtAA9.1_SD em liquenana. 
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unidades de glicose (BENNATI-GRANIER et al., 2015). A análise por MALDI-TOF está 

em progresso para analisar os produtos de reação e confirmar a atividade em liquenana. 

6.5 Conclusões 

 Os dados obtidos pelo RNA-seq demonstraram ser uma estratégia interessante 

para aquisição de sequências viáveis de proteínas, pois o perfil de expressão dos genes de 

A. tamarii no bagaço de cana-de- açúcar já foi um indicativo pertinente de escolha de 

proteínas candidatas para serem analisadas. Provavelmente a quantidade de transcrito 

acumulados durante a degradação do bagaço de cana-de-açúcar está relacionado com a 

estrutura da parede celular que o fungo encontra para degradar, induzindo que diferentes 

enzimas sejam produzidas baseado na recalcitrância encontrada. A partir das enzimas 

candidatas, a utilização de um sistema de expressão heterólogo demonstrou ser crucial, 

pois, especialmente para enzimas com atividade oxidativa, a purificação das enzimas 

fazendo screening por atividade enzimática é oneroso e com muita variabilidade. O 

sistema de expressão PichiaPink™ mostrou ser excelente para produção de enzimas com 

domínios únicos. Não foi um sistema interessante para expressar os genes das enzimas 

que possuem um domínio extra, dessa forma, faz-se necessário testar diferentes tipos de 

sistema de expressão para esse tipo de enzima. Foram caracterizadas duas AA9 com 

regioseletividade diferente para oxidação, uma em C4 e outra em C1/C4. As enzimas 

AtAA9.1_SD e AtAA9.2_SD de A. tamarii demonstraram potencial para degradação de 

biomassa por possuírem ampla especificidade ao substrato, sendo ativas em celulose 

(PASC), xiloglucana e possivelmente xilana. Além disso, AtAA9.1_SD demonstrou 

atividade em celopentose e possivelmente em liquenana. A ação num amplo espectro de 

substratos indica que a degradação da biomassa pelo fungo saprófito é orquestrado não 

só por diferentes enzimas, mas por enzimas da mesma família mas com características 

distintas, como a regioseletividade. Por suas diferentes características, as enzimas 

apresentam um potencial de aplicação em coquetéis enzimáticos focados em degradar 

diferentes biomassas. 

6.6 Perspectivas futuras 

 Para uma melhor compreensão das principais AA9 do fungo e o seu papel na 

degradação da biomassa, outras candidatas estão sendo analisadas. Além disso, análises 

por espectrometria de massa para identificação de produtos oxidados de reação também 

estão sendo efetuados, para que as potenciais atividades em diferentes substratos sejam 

confirmadas. As enzimas serão cristalizadas, na presença e ausência do substrato, para 
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melhor elucidação de sua estrutura, especificidade ao substrato e regioseletividade. Por 

fim, estudos na hidrólise do bagaço de cana-de-açúcar in natura e pré-tratado serão 

realizados para estudos envolvendo sinergismo das diferentes enzimas na degradação da 

biomasas. 
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CONCLUSÃO GERAL 

 O objeto de estudo principal dessa tese foi o fungo A. tamarii e seu potencial na 

degradação de biomassa lignocelulósica. Esse potencial na degradação foi estudado de 

forma mais aprofundada visando três diferentes abordagens: a primeira, que avaliou a 

influência de componentes do cultivo nas atividades enzimáticas e concluiu que além de 

ferramentas estatísticas serem extremamente úteis para analisar comportamento 

enzimático em diferentes circustâncias, pequenas variações em meios de cultivo afetam 

a atividade enzimática, e que isso deve ser levado em conta ao planejar coquetéis 

enzimáticos para degradação de biomassa. A segunda abordagem procurou elucidar o 

mecanismo adjacente à ativação enzimática na presença de um derivado fenólico, 

implicando em possíveis aplicações na tolerância de enzimas à componentes fenólicos de 

biomassas pré tratadas, focando em otimizações na degradação da biomassa. A última 

abordagem caracterizou duas AA9 que demonstraram aplicação na degradação da 

biomassa, por apresentarem regioseletividade distinta e ampla especificidade a diferentes 

substratos. Demonstrou-se então que, além do potencial latente do fungo A. tamarii para 

degradação da biomassa lignocelulósica, suas enzimas possuem habilidades intrínsecas 

que podem ser aproveitadas no contexto de conversão enzimática em uma biorefinaria.  

 Fungos são microrganismos singulares, extremamente adaptados ao planeta em 

diferentes condições, e com imensa implicação e aplicação à humanidade, em contextos 

de saúde humana à aplicações biotecnológica para o bem estar social. Logo, 

conhecimentos adquiridos sobre eles são de notória importância para manutenção da vida 

no planeta. 
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ANEXO 1 – ARTIGO PUBLICADO NA MYCOSPHERE EM 2016: 

CHARACTERIZATION OF MULTIPLE XYLANASE FORMS FROM 

ASPERGILLUS TAMARII RESISTANT TO PHENOLIC COMPOUNDS.  
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ANEXO 2 – CAPÍTULO DE LIVRO PUBLICADO NO FUNGAL 

BIOMOLECULES: SOURCES, APPLICATIONS AND RECENT 

DEVELOPMENTS EM 2015: LIGNOCELLULOSE-DEGRADING ENZYMES: 

AN OVERVIEW OF THE GLOBAL MARKET. 
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