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RESUMO DO PROJETO 
 

A produção de etanol de segunda geração (bioetanol) compreende uma série de etapas para o 

pré-tratamento da biomassa vegetal e hidrólise enzimática da hemicelulose e da celulose a açúcares 

fermentescíveis. Nos últimos anos, várias pesquisas estão sendo feitas para o desenvolvimento de 

coquetéis enzimáticos que realizem a hidrólise completa e eficiente de biomassas vegetais pré-

tratadas, gerando com isso, principalmente, glicose e xilose como açúcar final. Estes coquetéis, 

produzidos a partir da manipulação de fungos, principalmente dos gêneros Trichoderma e 

Aspergillus, atuam sobre a biomassa vegetal a cerca de 50 oC em pH 4,8 durante 24-48 horas. 

Subseqüentemente,o hidrolisado é fermentado a álcool por leveduras, especialmente 

Saccharomyces cerevisiae e Scheffersomyces stipitis. Neste ponto destaca-se um importante 

gargalo do processo para sacarificação e fermentação simultâneas (SFS), pois durante o cultivo e 

fermentação alcoólica, o crescimento destas leveduras ocorre em temperaturas mais brandas (em 

torno de 32 oC), sendo necessário o resfriamento do hidrolisado antes da fermentação.  

Dessa forma, a sacarificação e a fermentação são realizadas separadamente e em 

temperaturas diferentes, o que gera custos às indústrias que poderiam ser reduzidos caso fosse 

possível reunir essas duas etapas em uma única. Estudos destacam a importância da utilização de 

coquetéis enzimáticos que atuem em temperaturas mais brandas, possibilitando sua utilização em 

processos atuais de fermentação alcoólica eficiente com leveduras industriais (ex.: PE-2 e CAT1) 

ou outros micro-organismos geneticamente modificados para a fermentação alcoólica. 

Nesse contexto, o presente projeto pretende investigar as diferenças funcionais, 

estruturais e de aplicação entre β-glicosidases psicrofílica, mesofílica e termofílica. β-

glicosidases são enzimas chaves e que apresentam grande importância na temática do bioetanol 

de segunda geração. Essas enzimas participam da última etapa de hidrólise da celulose atacando 

moléculas de celobiose e liberando os açúcares fermentescíveis de cadeia C6. 

O potencial resultado deste trabalho atuará em duas frentes importantes de ciência e 

aplicação, pois possibilitará explorar um conjunto de enzimas chaves no processo de hidrólise 

da celulose que atue em baixas e altas temperaturas; e contribuirá com as etapas de 

desenvolvimento de uma plataforma tecnológica que poderá ser utilizada em um bioprocesso 

consolidado de suplementação de coquetéis fúngicos.  

 

 

 

 

 

 

 



 
 

1. INTRODUÇÃO 

 O Brasil ocupa uma posição de destaque no cenário mundial como um dos maiores 

produtores de etanol de primeira geração (aproximadamente 20 bilhões de litros), produzido a 

partir da fermentação alcoólica da sacarose, usando como matéria-prima a cana-de-açúcar (Nass et 

al., 2007; Soccol et al., 2010; Dias et al., 2012). Ainda assim, existe a perspectiva de aumentar essa 

produtividade. Nesse contexto, sabe-se que dois terços da cana-de-açúcar correspondem à biomassa 

vegetal (material ligno-celulósico) que, apesar de ser constituída em grande parte por 

polissacarídeos como celulose e hemicelulose (formados principalmente por glicose C6 e xilose 

C5, respectivamente), não pode ser diretamente utilizada para a produção de bioetanol durante a 

primeira geração, sendo necessárias etapas de pré-tratamento e hidrólise para a liberação dos 

açúcares fermentescíveis. 

 

1.1. A utilização da biomassa vegetal na produção de bioetanol 

Muitos estudos têm sido feitos para o desenvolvimento da conversão eficiente da biomassa 

vegetal a um substrato que possa ser hidrolisado e fermentado, gerando uma maior quantidade de 

álcool (Leite e Cortez, 2008). Nesse contexto, denomina-se “etanol de segunda geração” (ligno-

celulósico) aquele derivado da biomassa vegetal, sendo necessárias quatro principais etapas para a 

sua produção: (1) pré-tratamento, para promover a dissociação dos componentes da parede celular 

e possibilitar as etapas subsequentes de hidrólise dos mesmos; (2) hidrólise enzimática da celulose 

e hemicelulose (sacarificação); (3) fermentação dos monômeros de açúcares gerados: hexoses (C6) 

e pentoses (C5); e (4) destilação e separação do etanol, com o intuito de atingir as especificações de 

combustíveis e derivados (Goldschmidt e Ackermann, 2008). 

Os substratos para a produção do etanol de segunda geração são principalmente celulose e 

hemicelulose, que são, sobretudo polímeros de carboidratos e quando hidrolisados formam 

açúcares fermentescíveis (hexoses e pentoses). Estes polímeros são os principais constituintes da 

parede celular de plantas (Figura 1), correspondendo a aproximadamente 70 % de sua composição. 

Na cana-de-açúcar, a parede celular é composta por cerca de 40 -50% de celulose e cerca de 30 % 

de hemicelulose, além de possuir na sua composição lignina (~ 20 %) e pectina (~ 5-10 %) 

(Brienzo et al., 2009; Gírio et al., 2010; Chandel et al., 2011). A celulose é um polissacarídeo 

homogêneo composto principalmente por moléculas de D-glicose (cerca de 10 a 15 mil unidades) 

unidas por ligação β-(1,4)-glicosídica. Essas moléculas de glicose formam longas cadeias não 

ramificadas (Figuras 1 e 2) que se agrupam em arranjos cristalinos (e algumas porções amorfas) 

denominados microfibrilas, que são unidas por pontes de hidrogênio (Goldschmidt e Ackermann, 

2008; Nelson e Cox, 2006). 
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Figura 1. Distribuição dos principais componentes da parede celular vegetal . Adaptado de Raven et al., 

2001. A, desenho esquemático de uma parede celular vegetal ilustrando fibras de celulose envolvidas por hemicelulose e 

pectina. A hemicelulose se liga à superfície das microfibrilas de celulose por pontes de hidrogênio, formando um 
complexo que é circundado por pectinas. As pectinas também são abundantes na lamela mediana, que une as paredes 

celulares de células adjacentes. B, diagrama ilustrativo da disposição das microfibrilas e moléculas de celulose na parede 

celular vegetal, com representação dos monômeros de glicose que compõem a molécula de celulose.  
 

A hemicelulose constitui um grupo de polímeros heterogêneos compostos por pentoses (β-D-

xilose, -L-arabinose), hexoses (β-D-manose, β-D-glicose, -D-galactose) e/ouácidos 

urônicos(ácidos -D-glucurônico, -D-4-O-metilgalacturônicoe -D-galacturônico), podendo 

apresentar também, em menor quantidade, outros tipos de açúcares (Figura 2), como -L-ramnosee 

-L-fucose (Raven et al., 2001). Sua estrutura polissacarídica forma cadeias de açúcares de menor 

extensão do que as da celulose. As hemiceluloses encontram-se imersas na parede celular de 

plantas, algumas vezes ligadas à celulose juntamente com pectina, formando uma rede de fibras 

interligadas. Os grupos mais relevantes de hemicelulose para a produção de bioetanol são as 

xilanas. 

Figura 2. Exemplos de polissacarídeos que podem ser encontrados na parede celular vegetal, ilustrando a 

heterogeneidade em sua estrutura. Ao lado direito da figura são listadas as unidades básicas que compõem tais polímeros, 

unidas por ligações (1,4)-β no caso de celulose, xiloglucano, (1,3;1,4)-β-glucano, heteroxilano e heteromanano, e ligações 

(1,4)-α no caso de resíduos de galacturonosil, formando galacturonanos, que são os principais constituintes dos 

polissacarídeos pécticos.Adaptado de Burton et al., 2010. 

 



 
 

A pectina é um outro heteropolímero que confere elasticidade, porosidade, adesão e firmeza 

à parede celular, além de participar de vários processos celulares, inclusive relacionados à 

sinalização da céula vegetal. Porções de pectina entrelaçadas fazem sua estrutura apresentar um 

aspecto gelatinoso, formando uma rede cristalina tridimensional que aprisiona água e solutos. Tem 

natureza polissacarídica e geralmente contém cadeias principais de ácido D-galacturônico e 

ramnose (Figura 2), com muitas ramificações compostas principalmente por arabinose e galactose 

(Heldt, 2005; Pedrolli et al., 2009; Burton et al., 2010). 

Um outro constituinte importante da biomassa vegetal é a lignina. Esta possui uma estrutura 

aromática complexa que é altamente recalcitrante, portanto não contribui como fonte de carbono 

fermentescível e dificulta etapas posteriores do processo. Assim, a lignina precisa ser removida da 

biomassa durante o pré-tratamento para que não ligue a celulose e a hemicelulose em matrizes 

complexas e recalcitrantes (refratárias), que dificultariam o processamento posterior de hidrólise 

enzimática da biomassa (Taylor et al., 2013). Em alguns casos, é adicionada uma etapa de 

delignificação alcalina durante o pré-tratamento que remove a maior parte da lignina (Rocha et al., 

2012). 

Os componentes da parede celular são fortemente ligados entre si; portanto, para que as 

enzimas utilizadas na sacarificação de celulose e hemicelulose possam ter acesso aos seus 

substratos, torna-se essencial a etapa de pré-tratamento da biomassa. Esta pode ser realizada por 

estratégias químicas (ex.: hidrólise ácida), físicas (ex.: explosão a vapor; tratamento hidrotérmico), 

biológicas (emprego de micro-organismos ou enzimas que usem os polissacarídeos da parede 

celular como substrato), ou uma combinação desses métodos, dependendo da fonte vegetal de onde 

é obtido o material ligno-celulósico e da infra-estrutura de cada biorefinaria (Soccol et al., 2010).  

Uma corrente de tratamento muito utilizada, inclusive em nossos laboratórios de pesquisa, a 

qual apresenta resultados muito promissores, é o tratamento hidrotérmico (Rocha et al., 2012). Esse 

tipo de pré-tratamento da biomassa vegetal gera duas frações (correntes) principais: uma fração 

sólida, composta principalmente por celulose (C6), juntamente com uma pequena fração de 

hemicelulose (C5) e lignina; e uma fração líquida (licor rico em xilo-oligômeros), que contém uma 

grande porcentagem de xilo-oligossacarídeos originados a partir da hemicelulose (C5). Estas 

frações geradas podem então ser utilizadas para a hidrólise enzimática e posteriormente 

fermentadas a etanol por micro-organismos. 

 

1.2. Hidrólise enzimática da biomassa vegetal 

Conforme discorrido anteriormente, o pré-tratamento da biomassa vegetal promove a 

dissociação dos componentes da parede celular, o que é especialmente importante para expor os 

polímeros de celulose e hemicelulose, deixando-os mais suscetíveis à ação da hidrólise enzimática 

(etapa de sacarificação). Nesta etapa é utilizada principalmente a ação sinérgica de celulases e 

hemicelulases.  



 
 

O alvo de hidrólise das celulases são as pontes β-(1,4)-glicosídicas da molécula de celulose. 

Dependendo do tipo de celulase, a hidrólise de pontes glicosídicas ocorre em diferentes regiões da 

molécula (Figura 3-A). Assim, principalmente três enzimas merecem destaque, pois agem 

sinergicamente: as endo-glucanases, as celobiohidrolases (CBH I e II) e as β-glicosidases. 

Inicialmente, as endo-glucanases hidrolisam aleatoriamente as ligações glicosídicas internas da 

celulose amorfa solúvel, gerando celulo-oligossacarídeos; em seguida, as celobiohidrolases atacam 

as extremidades desses subprodutos e a celulose cristalina, liberando resíduos de celobiose. As 

celobioses podem ser hidrolisadas no meio extracelular pela ação de β-glicosidases (Horn et al., 

2012; Taylor et al., 2013).  

À medida que são gerados monômeros de glicose e sua concentração aumenta no meio, 

ocorre a problemática da inibição das β-glicosidases pelo seu produto. Sabe-se que tanto as CBHs 

quanto as β-glicosidases são fortemente inibidas pela glicose, o que acarreta o aumento de 

moléculas de celobiose com conseqüente inibição das celobiohidrolases e assim diminui a 

eficiência do processo (Decker et al.; 2000; Yun et al., 2001). Nesse sentido, os sistemas de SFS e 

CBP podem ser uma forma de resolver o problema de inibição das β-glicosidases, uma vez que 

leveduras industriais (ou uma bactéria etanologênica) poderiam consumir a glicose antes que esta 

se acumulasse em quantidade suficiente para inibir a ação das β-glicosidases finais.   
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Figura 3. Mecanismos de ação das principais hidrolases de interesse para a produção do etanol de segunda 

geração. A, degradação enzimática de celulose a glicose. A CBHI (celobiohidrolase I) age nas extremidades redutoras, 

enquanto a CBHII (celobiohidrolase II) age nas extremidades não-redutoras; as EG (endo-glucanases) hidrolisam as 

pontes internas e a BG (β-glicosidase) cliva a celobiose (um dissacarídeo) a moléculas de glicose (monômero). B. 

Degradação enzimática de glucuronoxilanas. 1, endo-xilanase; 2, acetilxilana-esterase; 3, -glucuronidase; 4, β-

xilosidase; 5, -arabinase (sendo esta necessária apenas para hidrolisar glucuronoxilanas de gimnospermas). Adaptado de 

Pérez et al., 2002. 

 



 
 

As hemiceluloses são constituídas principalmente por xilana com ramificações de arabinose 

e manose, dependendo da origem vegetal. A parte do esqueleto hemicelulósico ligada à xilana é 

hidrolisada por uma combinação de enzimas (Figura 3-B), entre elas as endo-1,4-β-xilanases e as 

β-xilosidases, que clivam as ligações glicosídicas no arcabouço de xilana e hidrolisam pequenos 

xilo-oligômeros e xilobiose, respectivamente (Subramaniyan e Prema, 2002; Sumardi et al., 2005; 

Gírio et al., 2010). A hidrólise das hemiceluloses gera açúcares fermentescíveis, incluindo pentoses 

(D-xilose e arabinose) principalmente, e hexoses (D-glicose, D-galactose e D-manose) em menor 

quantidade (Subramaniyan e Prema, 2002).  

Além das celulases e hemicelulases, a degradação de pectina e lignina é de grande interesse 

para a indústria de biocombustíveis, por contribuírem para a exposição da celulose e hemicelulose 

às suas respectivas hidrolasese por um possível e mais eficiente reaproveitamento dos açúcares 

liberados (Delabona et al., 2013). A degradação das pectinas da parede celular pode ser catalisada 

por hidrolases e liases, em reações de despolimerização, além de esterases, que provocam sua 

desesterificação (Pedrolli et al., 2009).  

Apesar da alta recalcitrância da lignina, algumas enzimas com ação oxidativa conseguem 

promover a sua decomposição a radicais aromáticos. Exemplos dessas enzimas são as lacases, a 

lignina peroxidase (LiP) e a manganês peroxidase (MnP), além de oxidases capazes de gerarem 

H2O2 e desidrogenases. A LiP degrada unidades não-fenólicas da lignina, enquanto a MnP gera o 

íon Mn3+, por sua vez oxida as unidades de lignina fenólicas e não-fenólicas (Martínez et al., 2005). 

 

1.3. Micro-organismos extremofílicos e sua contribuição para a biotecnologia 

Como alternativa às enzimas e aos micro-organismos atualmente empregados nas pesquisas 

envolvendo etanol de segunda geração, ambientes que apresentam condições extremas à vida, 

como extremos de temperatura (temperaturas muito altas ou muito baixas), radiação, pH e 

salinidade, podem ser explorados como fontes de material para aplicação biotecnológica, 

especialmente no que diz respeito à ação de novas enzimas isoladas de micro-organismos 

extremofílicos.  

Existe um grande interesse em se obter novas hidrolases que funcionem nas várias condições 

de reação utilizadas na indústria (principalmente xilanases e celulases, devido à sua vasta aplicação 

biotecnológica, além de se destacarem como gargalo do bioprocesso do bioetanol– resultados não 

publicados). Uma grande parte das pesquisas tem sido direcionada para a descoberta de enzimas 

termotolerantes (termozimas), pois nos bioprocessos industriais, temperaturas mais elevadas de 

reação são atraentes por favorecerem um ambiente estéril, a solubilidade da reação e a 

acessibilidade do substrato (Ribeiro et al., 2012; Taylor et al., 2013). Já no caso das hidrolases 

psicrofílicas (ativas em baixas temperaturas), em especial hemicelulases e celulases, há muito 

menos trabalhos, apesar da grande contribuição que estas também podem oferecer, por exemplo, 

tornando possível a realização de SFS e CBP na produção de bioetanol de segunda geração.  Para 



 
 

funcionar em ambientes frios, enzimas psicrofílicas precisam superar a redução das taxas de 

reações químicas induzidas por baixas temperaturas (Georlette et al., 2004). Isto pode ser alcançado 

através do aumento do número de turnover (kcat), diminuindo a afinidade pelo substrato (km) ou 

alterando ambos os parâmetros (Smalas et al., 2000). Como resultado, as enzimas adaptadas ao frio 

são mais eficientes a temperaturas entre 0 e 30 °C comparadas aquelas mesofílicas (Gerday et al., 

2000). Essa característica torna esses biocatalisadores atraentes para muitas aplicações, uma vez 

que podem contribuir, por exemplo, para poupar energia em processos de grande escala 

(dispensando o caro aquecimento dos reatores); para transformar produtos sensíveis ao calor na 

indústria alimentar; e bio-remediar solos e águas contaminadas em regiões frias (Feller, G. e 

Gerday, 2000). 

A adaptação ao frio envolve tipicamente um aumento na flexibilidade conformacional do 

sítio ativo ou da superfície da proteína, à custa de uma diminuição da estabilidade (Isaksen et al., 

2014). Várias alterações estruturais - dentro ou fora do centro catalítico – podem contribuir para 

melhorar a flexibilidade de uma macromolécula, incluindo maior acessibilidade ao sítio ativo, 

menor teor de resíduos de prolina e arginina, menor hidrofobia, menor numero de interações fracas 

(eletrostática, aromático, ligação de hidrogênio e dipolo), menor conteúdo de solvente exposto e 

uma maior proporção de grupos não polares expostos ao solvente (Georlette et al., 2004; Gerday et 

al., 2000; Feller & Gerday, 2000). Cada família de proteínas parece ter estabelecido a sua estratégia 

de adaptação ao frio, usando um ou uma combinação dos aspectos mencionados acima como 

modificação estrutural. 

Em alguns casos, os micro-organismos encontrados em ambientes extremos são resistentes a 

mais de um tipo de condição adversa (poli-extremófilos). Um exemplo são as bactérias do gênero 

Exiguobacterium, classificadas dentro do filo Firmicutes, com representantes isolados de uma 

grande variedade de ambientes (com temperatura de -12 a 55 oC), inclusive do ambiente antártico 

(Carneiro et al., 2012), o que evidencia o seu potencial biotecnológico. 

 

1.5 A suplementação do coquetel enzimático celulolítico com atividades enzimáticas 

acessórias 

Um aspecto fundamental no que diz respeito à hidrólise do bagaço da cana de açúcar é a 

recalcitrância da biomassa lignocelulósica.  A literatura tem demonstrado que o coquetel 

enzimático celulolítico produzido pelos fungos filamentosos se beneficiam em termos de seu 

potencial hidrolítico quando suplementados com as denominadas “atividades acessórias” 

melhorando a hidrólise da biomassa lignocelulósica, tanto em termos da velocidade (massa 

açúcar liberado/volume de reação *tempo) quanto do rendimento de hidrólise (massa de açúcar 

liberado/massa de celulose e hemicelulose presente na biomassa). 

Benko e co-autores analisaram a hidrólise de diferentes substratos celulósicos e 

demonstraram que a suplementação com atividade xilanolítica foi capaz de aumentar o 



 
 

rendimento de hidrólise de um coquetel enzimático sintético constituído de enzimas purificadas 

de T. reesei celobiohidrolase I e II e endoglucanase II (Benko et al., 2008).  Dados reportados na 

literatura demonstraram que a suplementação de coquetel celulolítico comercial (Accelerase 

1500, Genencor) com endoxilanase e α-L-arabinofuranosidase provenientes de Aspergillus sp 

aumentaram o rendimento de hidrólise da palha de trigo (Alvira et al., 2011). Maeda e 

colaboradores também obtiveram resultados melhorados de hidrólises do bagaço de cana-de-

acucar suplementando culturas dos sobrenadantes de Penicillium funiculosum e T. harzianum 

com xilanases (Maeda et al., 2011). Além da xilanase, a atividade pectinolítica também possui 

efeito benéfico no rendimento de hidrólise, provavelmente, pela remoção de polissacarídeos 

não-celulósicos que recobrem as fibras de celulose impedindo o acesso das celuloses àquele 

substrato (Berlin et al., 2006). A otimização da hidrólise de resíduo de milho foi estudada com o 

uso da preparação comercial celulolítica (Celuclast 1.5L, Novozyme) associada à preparações 

comerciais com alta atividade pectinolítica (Multifect Pectinase, Genencor), xilanolítica 

(Multifect Xylanase, Genencor) e β-glicosidásica (Novozym 188, Novozyme) (Berlin et al., 

2006). Com isso, pode-se notar que a suplementação com atividades acessórias possui uma 

correlação dependente com o tipo de pré-tratamento e biomassa, havendo, portanto, a 

necessidade de um estudo cuidadoso para cada um destes aspectos. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 
 

2. MOTIVAÇÃO PARA ESTE TRABALHO E RESULTADOS PRELIMINARES 

 
Enzimas com atividades em temperaturas baixas (psicrofílicas) são de grande interesse 

biotecnológico, uma vez que alguns processos industriais exigem o uso de temperaturas mais 

brandas para evitar alterações e desnaturação do produto final bioprocessado. Dentre esses 

processos, o de SFS (sacarificação e fermentação simultâneos) utilizando leveduras industriais tem 

destaque por representar uma grande economia de energia, dispensando a etapa de resfriamento. 

Somados à isso, estudos direcionados à hidrolases psicrofílicas ainda são muito poucos explorados; 

em uma revisão recente (Paës et al., 2012), é relatado que apenas duas xilanases psicrofílicas já 

foram descritas, ambas isoladas da Antártica. Nesse sentido, o estudo de enzimas psicrofílicas e sua 

aplicação em temperatura similar de crescimento das leveduras representariam uma possibilidade 

de redução das etapas atualmente envolvidas nos ensaios na produção de etanol de segunda 

geração, possibilitando um processo de SFS. Em trabalhos anteriores (Crespim et al., 2016; 

Zanphorlin et al., 2016), uma β-glicosidase de Exiguobacterium antarcticum B7 foi investigada, 

sendo altamente expressa em cepas de E.coli, purificada e caracterizada bioquímica e 

estruturalmente. Interessantemente, a enzima apresentou estímulo e alta tolerância a quantidades 

significativas de glicose. Além disso, mostrou-se em um arranjamento tetramérico em solução e no 

cristal de difração, diferentemente de outras GH1 que possuem estrutura monomérica. Essas 

características e também o fato do alto rendimento na obtenção dessa enzima, nos motivaram a dar 

continuidade ao estudo com outras β-glicosidases psicrofílica provenientes do filo Firmicutes, 

bactérias importantes na obtenção de hidrolases. Esse projeto também se estenderá no estudo de β-

glicosidases mesofílica e termofílica. Há alguns anos o grupo vem se empenhando na obtenção e no 

entendimento de β-glicosidases que possam atuar em temperaturas por volta de 50oC (temperaturas 

em que os reatores industriais trabalham) e que apresentem alta tolerância a glicose. Essa é uma 

importante frente para o CTBE, uma vez que os principais coquetéis que estão em desenvolvimento 

em nosso laboratório apresentam baixa tolerância à glicose nas atividades de β-glicosidase 

(Delabona et al., 2013); e em alguns casos deficiência na secreção dessas enzimas. Nesse sentindo, 

a busca por β-glicosidases que possam suplementar a atividade desses coquetéis se destaca como 

um dos importantes objetivos do nosso centro, visando tornar nossos coquetéis enzimáticos viáveis 

para a comunidade e para o mercado do bioetanol de segunda geração.  

Por fim, nesse projeto, esperamos ampliar nosso entendimento sobre os componentes 

essenciais para a especificidade, tolerância à inibidores, estabilidade e catálise dessa família de 

enzimas; além de permitir uma minuciosa comparação (em termos de funcionalidade, aspectos 

estruturais e de aplicação) entre β-glicosidases psicrofílicas, mesofílicas e termofílicas. A 

compreensão dos mecanismos pelos quais as enzimas psicrofílicas se mantêm estáveis em baixas 

temperaturas poderá direcionar estudos futuros de Engenharia Molecular e de Evolução Dirigida 

com enzimas atualmente utilizadas na pesquisa e aplicação industrial. 



 
 

3. OBJETIVOS 

3.1. Objetivo geral 

O presente projeto irá explorar as diferenças funcionais, estruturais e de aplicação de β-

glicosidases psicrofílicas, mesofilicas e termofilicas.  

 

3.2. Objetivos específicos  

 Expressão e purificação de β-glicosidases psicrofílicas, mesofílicas e termofílicas do filo 

Firmicutes  

 Caracterização funcional (pH, temperatura, inibidores, ativadores, cinética enzimática, 

eletroforese capilar) e biofísica (dicroísmo circular e DLS) de β-glicosidases psicrofílicas, 

mesofílicas e termofílicas do filo Firmicutes 

 Testes de suplementação em coquetéis fúngicos de β-glicosidases mesofílicas e termofílicas 

 

 

 

4. PLANO DE TRABALHO 

 

4.1 Cronograma do bolsista de Iniciação Científica 

 

ATIVIDADES 

 

TRIMES TRE 

Expressão de β-glicosidases 

 
1  

  

Técnicas em purificação (afinidade e exclusão molecular) 

 
  

  

Caracterização funcional com substratos sintéticos  

(pH, temperatura, inibidores, ativadores e capilar) 
  

  

Cinética enzimática de β-glicosidases (pNPG e celobiose) 

 
  

  

Caracterização biofísica (dicroísmo circular e DLS)  

 
  

  

Suplementação de β-glicosidases em coquetéis fungicos  

 
  

  

Escrita de relatório 

 
  

  

 

 

 

 



 
 

5. MATERIAIS E MÉTODOS 

 

   5.1. Obtenção dos genes 

Os genes sintéticos otimizados para expressão em E.coli já foram obtidos comercialmente da 

GenScript.  

 

5.2. Testes de expressão heteróloga das enzimas em linhagens de  E. coli BL21 

As enzimas serão produzidas individualmente, utilizando o vetor pET28a seguindo o 

protocolo descrito por Sambrooket al. (2001) e por metodologia bem estabelecida pelo nosso grupo 

de pesquisa (Giuseppe et al., 2014; Santos, et al. 2014; Diogo et al., 2015; Crespim et al., 2016;) 

Para a expressão das proteínas recombinantes, após transformação de células de E.coli 

competentes, o crescimento individual dos clones será feito em placas com meio líquido LB 

seletivo (canamicina 50 µg/mL) durante 16 horas a 37oC. O pré-inóculo será cultivado 

posteriormente em 500 mL de meio líquido seletivo LB. O crescimento bacteriano será 

acompanhado pela medida da densidade óptica (D.O.) em espectrofotômetro (D.O.600nm) até 0,8 e 

será induzida a expressão com 0,5 mM de IPTG. Serão coletadas amostras a cada hora para análise 

de “time course” (entre 4-5 horas de expressão), sendo avaliados níveis de expressão e solubilidade 

mediante eletroforese em gel de poliacrilamida com SDS. Após as 5 horas de expressão, as culturas 

serão centrifugadas individualmente (20 minutos a 7000 x g). O sobrenadante será descartado e as 

células sedimentadas serão ressuspendidas em 20 mL de tampão de lise (50 mM de fosfato de sódio 

pH 7,4; PMSF 1 mM; NaCl 0,5 M e lisozima 0,3 mg/mL). Será incubado em temperatura ambiente 

por 30 minutos e a lise celular será provocada por 6 ciclos de sonicação (Sonics®) com 50 % de 

amplitude por 10 segundos, intercalados com 1 minuto de intervalo. O lisado será então 

centrifugado (24.000 x g por 25 minutos) e o sobrenadante contendo as proteínas será submetido a 

análise eletroforética (SDS-PAGE) e testes de atividade contra substratos comerciais. 

 

5.3. Purificação das enzimas recombinantes e análise em gel desnaturante SDS-PAGE 

O sistema de expressão utilizando os vetores pET28a possibilita um alto nível de expressão 

intra-celular do gene clonado, devido ao forte promotor do bacteriófago T7. As construções em 

pET28a, quando utilizadas em linhagens de BL21, possibilitam a expressão de enzimas 

recombinantes fusionadas a 6 histidinas na porção N terminal da proteína recombinante, o que 

facilita as etapas subsequentes de purificação por afinidade utilizando resinas imobilizadas com 

níquel. A otimização da expressão descrita acima, as proteínas serão purificadas individualmente 

por cromatografia de afinidade em coluna de níquel-sefarose (IMAC – Immobilized Metal Affinity 

Chromatography em ÄKTA FPLC, GE Healthcare®), a 0,3 MPa de pressão e 1,0 mL/min de 

fluxo.Um gradiente de imidazol (0-500 mM) contribuirá para a eluição e a pureza das amostras será 

verificada por SDS-PAGE. As amostras consideradas puras e com atividade serão permeadas e 



 
 

concentradas por ultrafiltração (Amicon® Ultra-4 CentrifugalFilter, Millipore). O concentrado será 

submetido a cromatografia de exclusão molecular (ÄKTA FPLC, GE Healthcare®) usando coluna 

Superdex 200 16/60 (GE Healthcare®). Para confirmação da pureza, alíquotas das enzimas 

purificadas serão submetidas a eletroforese em gel desnaturante SDS PAGE. 

 

5.4. Ensaio de atividade das enzimas recombinantes sobre diferentes substratos  

A atividade das β-glicosidases purificadas serão aferidas utilizando substratos comercias 

pNPGlu (ρ-nitrophenyl-β-D-glucopiranoside-Sigma-Aldrich) entre outros pNPs; e também 

substrato natural celobiose, utilizando o kit de glicose oxidada. Basicamente, a reação enzimática 

será conduzida com 40 µL de tampão acetato 50 mM (pH 5,5), 50 µL do substrato pNPG a 4 mM e 

10 µL de enzima, em um volume final de 100 µL. A mistura será incubada nas temperaturas 

desejáveis durante 10 minutos e a reação será inativada com a adição de 100 μL de carbonato de 

sódio (1M), com leitura da absorbância em 405 nm. Para a determinação da concentração, será 

construída uma curva padrão utilizando-se pNP (ρ-nitrophenol). Assim, uma unidade (U) de 

atividade enzimática será definida como a quantidade de enzima necessária para liberar 1μmol de 

pNP por minuto, sob as condições de ensaio acima descritas. Toda a etapa de caracterização 

enzimática será feita em colaboração com o Dr. Roberto Ruller. 

 

5.5 Eletroforese capilar para análise da digestão de carboidratos  

 A eletroforese capilar é uma técnica que se baseia na separação de espécies no interior de 

um pequeno capilar, de acordo com a razão tamanho/carga e apresenta altíssima sensibilidade 

(picomol). Para isso os carboidratos necessitam ser derivatizados com um fluoróforo. Além disso, 

os experimentos podem ser realizados de duas formas: 1) marcação do substrato, seguida de 

hidrólise pela enzima, e análise dos produtos por eletroforese capilar; ou 2) hidrólise de substrato 

pela enzima, seguida de marcação dos produtos e análise por eletroforese capilar. Em nosso caso, a 

marcação será realizada usando 9-aminopireno-1,4,6-trisulfonato (APTS) (Chen & Evangelista, 

1995), o sacarídeo marcado será acompanhado pela emissão de fluorescência em 520 nm, após 

excitação a 488 nm. O tamanho do sacarídeo pode ser estimado comparando-se o tempo de eluição 

com aquele obtido para padrões de peso molecular conhecido. Essa técnica tem sido usada para 

determinar o modo de operação (endo/exo) e também o número de subsítios que formam o sítio 

ativo de hidrolases glicosídicas.O equipamento que será utilizado para essas análises é o P/ACE 

MDQ da Beckman Coulter Inc (Brea, CA, Estados Unidos), que foi recentemente adquirido através 

do processo FAPESP nº 2014/07135-1 e está operante no LNBio como equipamento multiusuário. 

 

5.6. Efeitos de pH e temperatura 

O pH ideal para a atividade enzimática será determinado por incubação por 10 minutos em 

diferentes tampões na concentração de 50mM citrato-fosfato-glicina (tampão universal), nos 



 
 

seguintes valores de pHs 3,0; 4,0; 4,5; 5,0; 5,5; 6,0; 7,0; 8,0; 9,0; e 10,0. Após a incubação, a 

atividade hidrolásica será medida como descrito no item 5.6. 

Após a determinação da melhor faixa de atuação de pH, a temperatura ótima e a estabilidade 

térmica das enzimas isoladas serão determinadas por teste de atividade com incubação em tampão 

universal (citrato-fosfato-glicina 50 mM, no valor de pH que for ideal para cada enzima, 

individualmente). Neste contexto, será avaliada uma ampla faixa de temperaturas (20, 25, 30, 35, 

40, 45, 50, 55, 60, 65, 70, 75 e 80oC) por períodos que irão variar de 10 a 120 minutos (10, 25, 40, 

55, 70, 85, 100 e 120); e a atividade será dosada como previamente descrito no item 5.6. Todas 

análises serão feitas no mínimo em triplicata para avaliação. 

 

5.7. Parâmetros cinéticos 

Devido aos problemas de baixa solubilidade e recalcitrância do bagaço de cana-de-açúcar, 

serão utilizados os substratos comerciais e celobiose para a determinação dos parâmetros cinéticos 

das enzimas recombinantes. Uma vez determinada as condições ótimas de temperatura e pH de 

cada enzima individualmente, os parâmetros cinéticos serão determinados utilizando cerca de 10 

diferentes concentrações do substrato (1-10mg/mL). Os valores de Kcat e Km serão determinados 

de acordo com as constantes cinéticas de Michaelis-Menten em gráficos Lineweaver-Burk, 

seguindo protocolos já descritos na literatura (Segato et al., 2012; Textor et al., 2013), os quais 

estão bem estabelecidos no nosso laboratório. Todas análises serão feitas no mínimo em triplicata 

para avaliação. 

 

5.8. Efeitos de íons metálicos, agentes redutores e sais na atividade enzimática 

A atividade enzimática será avaliada com a adição de 2, 5 e 10 mM dos seguintes íons ao 

tampão de reação: KCl, LiCl, NaCl, CaCl2, CdCl2,CuCl2, FeCl2, HgCl2, MgCl2, MnCl2, NH4Cl, e 

ZnCl2. As atividades também serão avaliadas com a adição de 0,6 a 15 % de NaCl (p/v) ao tampão 

fosfato de sódio 20 mM. O ensaio enzimático seguirá o protocolo já descrito no item 5.6.  

 

5.9. Estudos de estrutura secundária utilizando dicroísmo circular (CD) 

Uma vez as proteínas purificadas e quantificadas, serão realizados experimentos de 

dicroísmo circular (CD) para a investigação de suas estruturas secundárias. Os espectros de CD 

serão medidos utilizando-se um espectropolarímetro J-715 (JASCO) em cuβs de quartzo de 1 mm 

de caminho óptico. Os experimentos de CD serão realizados no Laboratório de Análises de 

Macromoléculas do CTBE - LAM (instalação aberta à usuários). Os resultados serão gerados a 

partir da média de no mínimo 10 espectros de 200-260 nm medidos a 100 nm/min, 0,4 nm de 

resposta. A temperatura da cela será controlada constante através de um sistema interno de controle 

(Peltier TypeControl System PFD 425S- Jasco). O programa utilizado para o tratamento de dados 

será o Origin (OriginLAB Corporation). Os experimentos serão conduzidos com as hidrolases 



 
 

recombinantes identificadas durantes etapas anteriores desenvolvidas neste projeto. Os valores 

obtidos na leitura de CD (mDeg) foram convertidos para elipticidade molar residual [Θ]EMR, de 

acordo com a equação: 

                       [Θ]EMR = (θ.100.MM) / (C.l.n)                                          

Onde “θ” é a elipticidade em graus (Deg), “MM” é a massa molecular da proteína (g/mol), 

“C” é a concentração da proteína (mg/ml), “l” é o comprimento do caminho ótico (cm) e “n” é o 

número de resíduos de aminoácidos da respectiva proteína (Correa e Ramos, 2009). O programa 

CDNN (Versão 2 – http://Bioinformatik.biochemtech.uni-halle.dee/cdnn) será utilizado para a 

deconvolução dos dados e obtenção da porcentagem de hélice-α, folha-β e estrutura randômica de 

cada proteína.  

 

 

5.10 Espalhamento dinâmico de luz (DLS)  

Todos os experimentos de DLS serão realizados no Laboratório de Análises de 

Macromoléculas – LAM (instalação aberta à usuários). O DLS mede o movimento browniano e 

relaciona isso com o tamanho das partículas. O método consiste em medir a função de auto-

correlação da intensidade da luz espalhada pela partícula. Para uma espécie monodispersa, essa 

função decai exponencialmente com o tempo e, para espécies polidispersas, a função é uma soma 

de exponenciais. A velocidade do movimento browniano é definida pelo coeficiente de difusão 

translacional (D), que é obtido pelo ajuste exponencial da curva de auto-correlação. A partir do 

coeficiente de difusão é possível obter, através da equação de Stokes-Einstein, o raio 

hidrodinâmico médio (Rh) ou raio de Stokes (Rs) (Gast e Fieldler, 2012).  

                                D = KT / 6πηRh                                                      

Onde, “D” é o coeficiente de difusão, “K”, a constante de Boltzman, “T”, a temperatura, “η”, 

a viscosidade e Rh, o raio hidrodinâmico. Para as medidas de DLS, as amostras protéicas serão 

centrifugadas à 10.000 x g a 4°C para eliminar possíveis agregados. Todas as análises 

serãorealizadas em equipamentos Malvern da linha Zetasizer com comprimento de onda fixo em 

633 nm e cuetass de poliestireno com 1 cm de caminho óptico.  

 

 

5.11 Suplementação em coquetéis fúngicos  

Estudos de suplementação de coquetéis fúngicos com proteínas específicas são muito 

importantes e podem contribuir significativamente para o aumento da performance enzimática 

durante a hidrólise de materiais lignocelulósicos, diminuindo tempo, carga enzimática total e 

efeitos de inibição do processo de obtenção de açúcares fermentescíveis. Nesse trabalho 

pretendemos avaliar as diferentes β-glicosidases recombinantes, na suplementação de coquetéis 

enzimáticos comerciais e também aqueles produzidos pelo CTBE/CNPEM. Para isso, será 



 
 

utilizado como substrato a cana-de-açúcar proveniente de diferentes processos de pré-tratamento 

(explodido e/ou hidrotérmico na ausência e presença de ácido) produzidos pelo CTBE/CNPEM 

(dados ainda não publicados). Inicialmente, será obtida uma curva dose-resposta para cada 

enzima recombinante em escala laboratorial. Diferentes concentrações de enzima serão 

misturadas à 50 mg de bagaço pré-tratado (5 % de sólido) em tubos de 2,0 mL e 0,02 FPU do 

coquetel base em tampão 50 mM citrato de sódio (pH 5,0) em volume final de 1 mL. A reação 

será incubada em termo-mixer à 50 oC por 48 horas. A cada 24 horas será retirada uma alíquota 

de 100 µL e adicionado 100 µL do reagente DNS (durante 5 minutos e 99oC) para dosagem do 

açúcar redutor liberado (Delabona et al., 2013). Posteriormente, os resultados também serão 

confirmados por metodologia de HPLC. Após análise da curva dose-resposta, a melhor 

concentração encontrada para cada enzima será repetida em experimentos de maior escala (10 

% de sólido em frascos de 125 mL). 
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