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QUITINASE DE Thermothelomyces heterothallicus PA2S4T: PURIFICAÇÃO, 

CARACTERIZAÇÃO BIOQUÍMICA E APLICAÇÃO BIOTECNOLÓGICA 

RESUMO 

As quitinases são enzimas responsáveis por degradarem a quitina, um polímero 

insolúvel presente no exoesqueleto de insetos, em fungos, leveduras, algas e 

crustáceos. São inúmeros os organismos que produzem essas enzimas, sendo os 

fungos as principais fontes de obtenção. Elas são utilizadas em diversas áreas pela 

indústria, como na composição de defensivos agrícolas, em produtos farmacêuticos, 

como conservante e como adjuvante na terapia com medicamentos antifúngicos. Além 

disso, os quitooligossacarídeos (QOS), produtos gerados após a hidrólise da quitina, 

possuem diferentes atividades biológicas, como antimicrobiana e prebiótica. Assim, 

este estudo teve por objetivo purificar e caracterizar bioquimicamente a quitinase 

extracelular do fungo Thermothelomyces heterothallicus PA2S4T, bem como avaliar 

sua aplicação em diferentes metodologias biotecnológicas. A quitinase extracelular 

purificada parcialmente apresentou massa molecular de 120 kDa e, após análise do 

zimograma e características bioquímicas, constatou-se uma β-N-

acetilglicosaminidase (GlcNAcase). A GlcNAcase apresentou maior atividade em 

temperatura de 65 ºC e pH 6,0, sendo estável em temperaturas entre 40 e 55 ºC e na 

faixa de pH 6,0 a 6,5. Os álcoois etílico, isobutílico, isopropílico e o glicerol 

aumentaram a atividade enzimática, enquanto o HgCl2 e FeCl2 a 5 mmol/L inibiram 

totalmente. A GlcNAcase apresentou atividade catalítica elevada com os substratos 

p-nitrofenil N-acetil-β-D-glicosaminídeo e p-nitrofenil β-D-glicopiranosídeo e nenhuma 

atividade na presença de quitina coloidal. Os valores de Vmáx, Km, kcat, kcat/Km e Ea 

foram 971,81 µmol/mL/min, 0,14 mg/mL, 1962,4 s-1, 4867,06 mM/s e 43,92 kJ/mol, 

respectivamente. A análise das imagens obtidas por microscopia eletrônica de 

varredura (MEV) indicaram que a bioconversão da casca de camarão in natura foi 

efetiva e não é necessário o emprego de pré-tratamento para que a degradação seja 

exitosa. Após análise dos produtos obtidos, verificou-se a produção de N-

acetilglicosamina (GlcNAc) e de QOS com maiores graus de polimerização (GP), 

possivelmente diacetilquitobiose e quitotriose, indicando que o extrato bruto de T. 

heterothallicus PA2S4T pode conter dois tipos de quitinases: uma endoquitinase ou 

quitobiase e uma GlcNAcase. Além disso, os QOS obtidos apresentaram um efeito 

prebiótico sobre o crescimento de Lactobacillus paracasei superior ao da glicose. As 

características apresentadas pelas quitinases deste estudo e pelos produtos da sua 
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hidrólise evidenciam o grande potencial para a utilização destes pela indústria 

biotecnológica. 

  

PALAVRAS-CHAVE: β-N-acetilglicosaminidase, endoquitinase, quitina, enzima 

fúngica, quitooligossacarídeos, prebiótico. 
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Thermothelomyces heterothallicus PA2S4T CHITINASE: PURIFICATION, 

BIOCHEMICAL CHARACTERIZATION AND BIOTECHNOLOGICAL 

APPLICATION 

ABSTRACT 

Chitinases are enzymes responsible for degrading chitin, an insoluble polymer present 

in the exoskeleton of insects, fungi, yeasts, algae, and crustaceans. There are 

countless organisms that produce these enzymes, and fungi are the main sources of 

obtaining them. They are used in several areas by the industry such as in the 

composition of agricultural pesticides, in pharmaceutical products as a preservative 

and as an adjuvant in therapy with antifungal drugs. In addition, chitooligosaccharides 

(COS), products generated after the hydrolysis of chitin, have different biological 

activities, such as antimicrobial and prebiotic. Thus, this study aimed to purify and 

biochemically characterize the extracellular chitinase of the fungus Thermothelomyces 

heterothallicus PA2S4T, as well as to evaluate its application in different 

biotechnological methodologies. The partially purified extracellular chitinase exhibited 

a molecular mass of 120 kDa and, after analysis of the zymogram and biochemical 

characteristics, it was found to have a β-N-acetylglucosaminidase (GlcNAcase). 

GlcNAcase exhibited higher activity at 65 ºC and pH 6.0, remaining stable at 

temperatures between 40 and 55 ºC and in the range of pH 6.0 to 6.5. Ethyl, isobutyl, 

isopropyl alcohols, and glycerol increased enzymatic activity, while HgCl2 and FeCl2 at 

5 mmol/L completely inhibited it. GlcNAcase showed high catalytic activity with the 

substrates p-nitrophenyl N-acetyl-β-D-glucosaminide and p-nitrophenyl β-D-

glucopyranoside and no activity in the presence of colloidal chitin. The values of Vmax, 

Km, kcat, kcat/Km, and Ea were 971.81 µmol/mL/min, 0.14 mg/mL, 1962.4 s-1, 4867.06 

mM/s, and 43.92 kJ/mol, respectively. The analysis of images obtained by scanning 

electron microscopy (SEM) indicated that the bioconversion of in natura shrimp shell 

was effective, and that no pre-treatment is necessary for the degradation to be 

successful. After analyzing the products obtained, the production of N-

acetylglucosamine (GlcNAc) and COS with higher degrees of polymerization (DP) was 

verified, possibly diacetylchitobiose and chitotriose, indicating that the crude extract of 

T. heterothallicus may contain two types of chitinases: an endochitinase or chitobiase 

and a GlcNAcase. Furthermore, the COS obtained showed a prebiotic effect on the 

growth of Lactobacillus paracasei superior to that of glucose. The characteristics 
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presented by the chitinase in this study and by the products of their hydrolysis show 

the great potential for their use by the biotechnology industry. 

 

KEYWORDS: β-N-acetylglucosaminidase, endochitinase, chitin, fungal enzyme, 

chitooligosaccharides, prebiotic. 
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1. INTRODUÇÃO 

1.1 Quitina 

A quitina foi descrita pela primeira vez em 1811 como “fungine” pelo professor 

Henri Braconnot após sua identificação em cogumelos e somente em 1823 foi 

renomeada de quitina pelo pesquisador Auguste Odier (ODIER, 1823), após encontrar 

essa mesma substância na cutícula de besouros (SHAALA et al., 2019).  

Presente de forma abundante no planeta, a quitina é um homopolissacarídeo 

insolúvel, não ramificado, formado por ligações β-1,4 de resíduos de N-

acetilglicosamina (GlcNAc) (Figura 1), possui uma estrutura altamente ordenada, 

cristalina, contendo de 6 a 7% de nitrogênio em sua estrutura e que se apresenta de 

três formas: α, β e γ (KHOUSHAB; YAMABHAI, 2010; NAGPURE; CHOUDHARY; 

GUPTA, 2014; LANGNER; GÖHRE, 2016; KAYA et al., 2017; LV et al., 2021).  

 

 

Figura 1 Estrutura química da quitina (Fonte: adaptado de SOUZA et al., 2011). 

 

A α-quitina (Figura 2) está presente em uma maior quantidade de estruturas, 

podendo ser encontrada nos organismos dos filos Porifera e Bryozoa, no 

exoesqueleto de artrópodes e na parede celular fúngica, onde suas cadeias estão 

alinhadas de forma antiparalela, fortalecendo as ligações de hidrogênio e deixando-a 

mais estável e resistente (KHOUSHAB; YAMABHAI, 2010; SOUZA et al., 2011; KAYA 

et al., 2017).  
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Figura 2 Conformação da α-quitina, com cadeias alinhadas de forma antiparalela (Fonte: adaptado de 
ANITHA et al., 2014). 

 

A β-quitina (Figura 3) está geralmente presente em estruturas flexíveis, 

podendo ser encontrada na parede celular de diatomáceas e nos animais da classe 

Cephalopoda, como polvos e lulas. Ainda, apresenta cadeias dispostas de forma 

paralela (KHOUSHAB; YAMABHAI, 2010; ANITHA et al., 2014; KAYA et al., 2017). 
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Figura 3 Conformação da β-quitina, com cadeias alinhadas de forma paralela (Fonte: adaptado de 

ANITHA et al., 2014). 

 

A forma mais incomum é a γ-quitina (Figura 4), composta por duas fitas 

paralelas e uma antiparalela do polissacarídeo, confere flexibilidade às estruturas que 

compõe, sendo encontrada em lulas e muitas vezes é considerada uma junção entre 

a estrutura α e β da quitina, ao invés de uma conformação distinta (KHOUSHAB; 

YAMABHAI, 2010; ANITHA et al., 2014; KAYA et al., 2017). 

Apesar de ser insolúvel em água, a quitina pode ser transformada em produtos 

solúveis, como a quitosana, o que lhe garante a disponibilidade de ser utilizada em 

diferentes preparações, como hidrogéis, esferas e membranas, e apenas as formas α 

e β estão disponíveis comercialmente (KHOUSHAB; YAMABHAI, 2010). 

Nos fungos, a quitina está presente na parede celular, correspondendo de 10 a 

20% de toda essa estrutura. Embora seja o componente minoritário, desempenha um 

papel importante na divisão celular desses microrganismos (RONCERO; VÁZQUEZ 

DE ALDANA, 2020). Em crustáceos, como camarões e caranguejos, a quitina está 
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presente na carapaça, correspondendo de 15 a 20% da sua composição (SILVA, 

2018). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4 Conformação da γ-quitina, com duas fitas paralelas e uma antiparalela (Fonte: adaptado de 

ANITHA et al., 2014). 

 

Devido ao descarte incorreto gerado pela grande quantidade anualmente 

produzida, foi proposto em 2015 um conceito de “refinaria de quitina”, que tem como 

objetivo converter tais moléculas em produtos químicos de valor agregado (YAN; 

FONG, 2018). Assim, estudos sobre a degradação da quitina são importantes não 

somente no âmbito de reciclagem de nutrientes na natureza, mas também contribuem 

para a obtenção de moléculas de interesse industrial (AKEED; ATRASH; NAFFAA, 

2020). 

 

1.2 Quitinases 

Com a característica de produzirem moléculas com atividades atrativas, as 

enzimas têm recebido cada vez mais atenção das indústrias biotecnológicas, onde 

estão sendo utilizadas como biocatalisadores, devido ao baixo custo, à capacidade de 
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agirem em diferentes temperaturas e faixas de pH, e por serem ecologicamente mais 

viáveis, quando comparadas aos catalisadores químicos geralmente empregados 

nesses processos (MONTEIRO; SILVA, 2009; DATTA; CHRISTENA; RAJARAM, 

2013; JEMLI et al., 2016). 

São diversas as fontes utilizadas na obtenção de enzimas para uso comercial, 

que podem ser derivadas de plantas, animais e microrganismos. Obtidas de plantas, 

têm-se as enzimas papaína, bromelina e ficina, e de animais, a renina e pepsina. 

Entretanto, a maior parte desses compostos são gerados a partir de microrganismos 

como fungos e bactérias, em que proteases, amilases, lipases e celulases são as 

responsáveis pelo principal movimento desse mercado (PRAKASH et al., 2013; JEMLI 

et al., 2016).  

Descobertas por Folpmers em 1921, as quitinases (EC 3.2.1.14) têm recebido 

maior atenção da indústria biotecnológica, devido à sua capacidade de degradar a 

quitina, gerando quitooligômeros com menor peso molecular. Elas podem ser 

encontradas em bactérias, plantas, insetos e até mesmo em alguns vírus (BUCOLO 

et al., 2011; KARTHIK et al., 2014; KHAN et al., 2015; DU et al., 2021). 

Com base no modo de ação, as quitinases podem ser classificadas em 

endoquitinases (EC 3.2.1.14), que clivam a quitina, formando polímeros de menores 

pesos moleculares, e em exoquitinases (EC 3.2.1.200 e EC 3.2.1.201), que liberam 

diacetilquitobiose, iniciando pela extremidade não redutora e redutora da quitina, 

respectivamente; e β-N-acetilglicosaminidases (GlcNAcases) (EC 3.2.1.52), que 

geram monômeros de GlcNAc, clivando os produtos das exoquitinases e 

endoquitinases (Figura 5) (HAMID et al., 2013; KARTHIK et al., 2014; LANGNER; 

GÖHRE, 2016; ZHANG et al., 2018). 
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Figura 5 Modo de ação de diferentes tipos de quitinases e os produtos gerados após a clivagem (Fonte: 

adaptado de LE & YANG, 2019).  

 

A partir da sequência de aminoácidos dessas enzimas, pode-se classificar as 

quitinases em três famílias de glicosil hidrolases (GH). A GH 18 inclui as enzimas 

fúngicas e bacterianas; em GH 19, a maior parte das enzimas dessa família são de 

plantas; e GH 20 são compostas por algumas quitinases bacterianas e humanas, mas 

não existem estudos detalhados sobre sua estrutura (HAMID et al., 2013; KARTHIK 

et al., 2014; LANGNER; GÖHRE, 2016). 

Apesar de degradarem compostos semelhantes, as quitinases apresentam 

diferenças na sua estrutura molecular, na especificidade pelo substrato e no produto 

gerado após a reação, em que aquelas pertencentes à família GH 18 geram, após a 

hidrólise, β-anômeros, e as que pertencem à família GH 19 geram α-anômeros 

(HARTL; ZACH; SEIDL-SEIBOTH, 2012; LOBO et al., 2013). 

Pertencendo à família GH 18, as quitinases fúngicas apresentam basicamente 

cinco domínios em sua estrutura: domínio catalítico, região peptídica do sinal N-

terminal, domínio de ligação à quitina, região rica em serina/treonina e região da 

extensão C-terminal. Em algumas enzimas, entretanto, a região rica em 

serina/treonina, o domínio de ligação à quitina e a região da extensão C-terminal estão 
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ausentes, indicando que não são necessárias para a atividade catalítica da quitinase 

(HAMID et al., 2013; KHAN et al., 2015). 

Além disso, a massa molecular das quitinases pode variar de 30 a 200 kDa, o 

pH ótimo para a sua atividade varia de 4.0 a 8.0 e a temperatura ótima de atividade 

catalítica dessa enzima gira em torno de 40 a 50 ºC, em que algumas quitinases 

termoestáveis atuam em temperaturas superiores a 55 ºC (Tabela 1), podendo manter 

sua estabilidade a 70 ºC (KARTHIK et al., 2014; KHAN et al., 2015). 
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Tabela 1 Características bioquímicas de algumas quitinases fúngicas 

NR: informações não relatadas nos artigos. 

Fungo 

Massa 

molecular 

(kDa) 

pH  Temperatura (ºC) Atividade 

Específica 

(U/mg) 

Referência 
Ótimo Estabilidade Ótima Estabilidade 

Aspergillus terreus 60 5,6 5,0 - 7,0 50 40 - 60 182,08 (FARAG et al., 2016) 

Aspergillus terrus NR 5,2 NR 40 NR 4,82 (FARAG; AL-NUSARIE, 2014) 

Chaetomium thermophilum 47,3 5,5 NR 50 50 - 60 6,09 (LI et al., 2010) 

Coprinellus congregatus 68 4,0 NR 35 NR NR (KANG; KIM; CHOI, 2013) 

Gliocladium catenulatum HL-1-1 51 6,0 3,0 - 6,0 60 20 - 40 12,17 (MA et al., 2012) 

Humicola grisea 50 3,0 3,0 - 11,0 70 70 - 85 9,09 (KUMAR et al., 2018) 

Myceliophthora thermophila C1 71 4,5 NR 50 55 - 70 432 (KROLICKA et al., 2018) 

Paecilomyces thermophila 43,7 4,5 4,0 - 10,5 50 30 - 40 NR (KOPPARAPU et al., 2012) 

Penicillium ochrochloron MTCC 517 64 7,0 6,0 - 8,0 40 30 - 50 2360,1 (PATIL; WAGHMARE; JADHAV, 2013) 

Rhizomucor miehei 96 6,5 6,0 – 8,0 50 25 - 45 21,2 (YANG et al., 2014) 

Thermoascus aurantiacus var. levisporus 48,4 8,0 NR 50 50 26,19 (LI et al., 2010) 

Thermothelomyces heterothallicus PA2S4T  120 6,0 6,0 - 6,5 65 40 - 55 127,86 Este estudo 

Trichoderma harzianum GIM 3.442 45 6,0 5,0 - 9,0 45 30 - 35  34,5 (DENG et al., 2019) 



26 
 

 

1.3 Microrganismos produtores de quitinase 

Vários são os microrganismos estudados e descritos como produtores de 

quitinase pela literatura, em que bactérias, leveduras e fungos filamentosos dominam 

esse papel. Além disso, essa enzima pode ser encontrada nas sementes, flores e 

caules de plantas, tubérculos e em insetos, como o bicho-da-seda (HAMID et al., 2013; 

LE; YANG, 2019). 

Serratia marcescens, Bacillus sp., Streptomyces spp., Paenibacillus sp., Vibrio 

spp. e Salinivibrio sp. são exemplos de bactérias comumente utilizadas na produção 

de quitinases, que são produzidas por esses microrganismos devido à necessidade 

de degradar a quitina e utilizá-la como fonte de carbono (HAMID et al., 2013; LE; 

YANG, 2019). 

Apesar de fungos filamentosos possuírem mais genes da família das quitinases 

do que as leveduras, Saccharomyces cerevisiae é bastante utilizada na obtenção 

desses compostos (LE; YANG, 2019), juntamente com os fungos pertencentes aos 

gêneros Trichoderma, Aspergillus, Penicillium, Agaricus, Oenicillium, Lecanicillium, 

Mucor, Beauveria, Neurospora, Lycoperdon, Myrothecium, Conidiobolus, 

Metharhizium e Stachybotrys (KARTHIK et al., 2014; STOYKOV; PAVLOV; 

KRASTANOV, 2015). 

Dentre os diferentes fatores que influenciam a atividade fúngica, aqueles 

microrganismos adaptados genética e fisiologicamente para suportar temperaturas 

elevadas estão sendo utilizados na obtenção de enzimas. Sendo denominados fungos 

termófilos, eles apresentam um ótimo crescimento em temperaturas que variam de 

40 ºC a 50 ºC (SINGH et al., 2016; DE OLIVEIRA; RODRIGUES, 2019).  

A característica termofílica proporciona a produção de enzimas de maior 

estabilidade térmica e, consequentemente, a sua aplicação em diversas áreas que 

necessitam da utilização de temperaturas elevadas, como na produção de 

biocombustíveis, degradação de biomassa vegetal e sacarificação de polissacarídeos 

(VAN DEN BRINK et al., 2013; HAN et al., 2019). 

A maioria dos fungos termófilos já descritos estão agrupados nas ordens 

Eurotiales, Mucorales e Sordariales. Embora se trate de um grupo taxonomicamente 

diverso, com 14 famílias, a termofilia está restrita à família Chaetomiaceae, à qual 

pertence o fungo T. heterothallicus (MORGENSTERN et al., 2012; HUTCHINSON et 

al., 2016). 
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1.4 Thermothelomyces heterothallicus 

Thermothelomyces é um gênero de fungos termófilos e mesófilos, em que as 

primeiras espécies isoladas foram todas classificadas como Myceliophthora 

thermophila. Posteriormente, esse grupo foi dividido em dois, e criou-se a espécie T. 

heterothallicus (VAN DEN BRINK et al., 2013).  

Pertencendo ao filo Ascomycota, classe Sordariomycetes e família 

Chaetomiaceae, o fungo filamentoso T. heterothallicus vem se apresentando como 

um microrganismo promissor na prospecção de enzimas, pois a expressão destas 

pode ocorrer inclusive por indução com diferentes fontes de carbono (AGUILAR-

PONTES et al., 2016; DE AMO et al., 2019). 

Industrialmente, T. heterothallicus tem sido utilizado na obtenção de enzimas 

que degradam materiais compostos por lignina e celulose, além de endoglucanases, 

β-glucosidase e xilanase (DE OLIVEIRA SIMÕES et al., 2019).  

 

1.5 Aplicabilidade industrial da quitinase 

A utilização de enzimas provenientes de microrganismos tem surgido como 

uma opção para a substituição de compostos sintéticos, pois o processo para sua 

obtenção é rápido, gera maiores quantidades e é mais barato. As principais áreas em 

que a quitinase é aplicada atualmente são a farmacêutica, a médica, a alimentícia e a 

agrícola (MONTEIRO; SILVA, 2009; ANBU et al., 2017; BEYGMORADI et al., 2018; 

LE; YANG, 2019).  

Biotecnologicamente, a quitinase tem sido usada como componente de 

defensivos agrícolas, devido à sua capacidade de degradar o principal componente 

do exoesqueleto de insetos e da parede celular de fungos, diminuindo a dependência 

do uso de pesticidas químicos que causam a poluição do meio ambiente e podem 

gerar cepas de microrganismos resistentes. Ainda na área agrícola, a mensuração da 

atividade da quitinase tem sido usada como um indicador da presença de fungos no 

solo e a clivagem de rejeitos de quitina realizada pela quitinase gera fertilizantes 

naturais (HAMID et al., 2013; KHAN et al., 2015; BEYGMORADI et al., 2018). 

Na indústria farmacêutica e alimentícia, a quitinase vem sendo empregada 

como antimicrobiano, antioxidante e conservante de preparações cosméticas e de 

alimentos, além de ser usada como coadjuvante na terapia com medicamentos 

antifúngicos, por aumentar a atividade dessas drogas (HAMID et al., 2013; LOBO et 
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al., 2013; KARTHIK et al., 2014; KHAN et al., 2017; LE; YANG, 2019). Ainda, essas 

enzimas têm sido aplicadas no tratamento de rejeitos produzidos por diferentes 

indústrias, principalmente pela indústria pesqueira (KHAN et al., 2015). 

 

1.6 Quitooligossacarídeos 

Quitooligossacarídeos (QOS) (Figura 6) são os produtos gerados após a 

despolimerização hidrolítica da quitina e quitosana, que apresentam ligações β-1,4 e 

são formados por GlcNAc ou glicosamina (GlcN) (LI et al., 2016).  

 

Figura 6 Estrutura química da quitina, quitosana, homo e heteroquitooligossacarídeos (Fonte: adaptado 

de JAFARI et al., 2020). 
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Essas estruturas podem ser classificadas como homoquitooligossacarídeos, 

quando compostos por GlcNAc ou GlcN, e heteroquitooligossacarídeos, formados por 

GlcNAc e GlcN, com oligômeros que variam em grau de polimerização (GP), grau de 

N-acetilação (GA), grau de desacetilação (GD) e posição dos resíduos N-acetil na 

cadeia oligomérica, características que podem influenciar na solubilidade e aplicação 

biotecnológica, sendo esses compostos mais empregados em processos 

biotecnológicos e industriais (LIAQAT; ELTEM, 2018). 

O grau de polimerização (GP) dos QOS varia de 2 a 20, podendo apresentar 

diferentes graus de N-acetilação e posição dos resíduos N-acetil. Ainda, de acordo 

com essa característica, QOS são denominados de acordo com sua estrutura, por 

exemplo, quitopentaoses (GP 5), quitotetraoses (GP 4) e quitotrioses (GP 3) (LI et al., 

2016; JAFARI et al., 2020). 

Apresentam também características diferentes, com base nessa condição, em 

que QOS com GP menor que 4 são solúveis em metanol e QOS com GP maior que 5 

dificilmente se solubilizam neste composto químico. Além disso, os QOS não são 

solúveis em acetona, butanol, etanol e propanol, mas se dissolvem totalmente em 

água (LIAQAT; ELTEM, 2018; JAFARI et al., 2020). 

QOS podem ser obtidos por meio de diferentes métodos, como hidrólise ácida, 

alcalina, degradação oxidativa e hidrólise enzimática, além de ser possível a utilização 

de métodos físicos, que incluem micro-ondas, ultrasonicação, luz ultravioleta e 

irradiação γ, visando a otimizar a degradação e produção desses compostos (LI et al., 

2016). 

A obtenção de QOS a partir de metodologias químicas foram aperfeiçoadas ao 

longo do tempo. Porém, ainda são processos que contam com vários passos, que 

possuem um alto custo, baixo rendimento, são reações difíceis de controlar, que 

podem produzir moléculas tóxicas, e geram uma grande quantidade de resíduos (JE; 

KIM, 2012; LI et al., 2016; LIAQAT; ELTEM, 2018). 

A hidrólise enzimática da quitina e quitosana vem sendo empregada como um 

método alternativo, em que a síntese ocorre de uma forma mais controlada, em 

melhores condições, como temperaturas mais amenas, e com uma maior taxa de 

produção do que as metodologias mais usadas, como hidrólise ácida e alcalina 

(LIAQAT; ELTEM, 2018). 
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Uma grande variedade enzimática pode ser empregada na obtenção de QOS, 

sendo elas consideradas específicas, como quitinases e quitosanases, e 

inespecíficas, como lisozimas, celulases e pectinases. A utilização de enzimas 

inespecíficas é possível devido à semelhança entre as ligações glicosídicas que estas 

clivam (JUNG; PARK, 2014; HAMED; ÖZOGUL; REGENSTEIN, 2016). 

 

1.7 Propriedades biológicas dos QOS 

Diversas propriedades biológicas já foram atribuídas aos QOS, estando essas 

características intimamente ligadas ao grau de polimerização e grau de N-acetilação 

das moléculas (LI et al., 2016). 

Estudos anteriores têm demonstrado a ação antitumoral dos QOS, em que 

quitohexaoses apresentaram os melhores resultados. O mecanismo por meio do qual 

essa ação ocorre ainda não está totalmente elucidado (LI et al., 2016). Uma das 

hipóteses sugeridas é a de que os QOS, que possuem carga positiva, podem ser 

adsorvidos nas células tumorais, com carga negativa, modificando assim a 

permeabilidade destas. Isso não acontece nas células saudáveis, que também 

possuem carga positiva e repelem as moléculas de QOS. Além disso, esses 

compostos podem provocar uma estimulação do sistema imune e inibir a proliferação 

de células cancerosas (LIAQAT; ELTEM, 2018). 

Os QOS podem possuir propriedades capazes de inibir a atividade da enzima 

conversora de angiotensina (ECA), molécula que desempenha um papel importante 

no controle da pressão arterial. Pesquisas indicam que quitotetraoses são mais 

eficientes que as outras moléculas, e essa característica pode estar relacionada ao 

peso molecular e grau de desacetilação dessas estruturas (PARK et al., 2008; 

WIJESEKARA; KIM, 2010). 

Apesar de a quitosana ser mais efetiva na inibição do crescimento bacteriano, 

sua solubilidade em pH ácido limita sua aplicação pela indústria biotecnológica (JE; 

KIM, 2012). Grau de polimerização e grau de N-acetilação influenciam diretamente a 

ação antibacteriana dessas moléculas, e já se sabe que quitohexaoses possuem 

atividade contra Staphylococcus aureus, sendo esse o GP mínimo para um efeito 

eficiente (LI et al., 2014). Acredita-se que os QOS, ao interagirem com a parede celular 

bacteriana, causem a sua ruptura, além de poderem gerar uma agregação bacteriana 

e interromper a nutrição, levando à apoptose (LI et al., 2016). 
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Por não serem digeridos naturalmente e pela capacidade de inibir patógenos, 

QOS têm se mostrado uma opção interessante na aplicação como prebióticos, em 

que moléculas com um GP de 2 a 8 têm induzido o crescimento de Bifidobacterium e 

Lactobacillus (LIAQAT; ELTEM, 2018), como de L. paracasei BCRC12193 e L.kefir 

BCRC14011 (LIANG et al., 2013). 

Diante da grande possibilidade de aplicação da quitinase como um dos QOS 

em diferentes setores biotecnológicos, como farmacêutico, agrícola, médico e 

alimentício, estudos se fazem necessários para maior compreensão dessas estruturas 

e seus modos de ação, buscando aprimorar e solidificar conhecimentos e práticas já 

existentes. 

 

2. OBJETIVOS 

2.1 Objetivo Geral 

 Purificar e caracterizar a quitinase extracelular do fungo T. heterothallicus 

PA2S4T, além de testar diferentes aplicações para a enzima. 

2.2 Objetivos Específicos 

 Purificar a quitinase extracelular por colunas cromatográficas; 

 Caracterizar bioquimicamente a quitinase purificada (pH e temperatura ótima, 

estabilidade ao pH e temperatura, efeito de íons, massa molecular, Km, Vmáx, 

Kcat, Kcat/Km e Ea); 

 Analisar quais produtos são gerados após a hidrólise da quitina pela quitinase 

por cromatografia de camada delgada; 

 Verificar a capacidade da enzima em degradar casca de camarão in natura; 

 Identificar a atividade prebiótica dos QOS obtidos pela bioconversão da casca 

de camarão in natura com Lactobacillus paracasei. 
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Bioconversão da casca de camarão in natura e produção de prebióticos por 

quitinases do fungo Thermothelomyces heterothallicus PA2S4T 

 

Paula Daniela Helfenstein Rother et al. 

Resumo 

Este estudo investigou as aplicações de quitinases produzidas pelo fungo 

Thermothelomyces heterothallicus PA2S4T na bioconversão da casca de camarão in 

natura e avaliação da atividade prebiótica dos quitooligossacarídeos (QOS) para 

lactobacilos. A GlcNAcase parcialmente purificada apresentou uma massa molecular 

de 120 kDa, temperatura e pH ótimos para a atividade enzimática de 65 ºC e 6,0, 

respectivamente. Os álcoois isobutílico e isopropílico a 1% aumentaram a atividade 

da GlcNAcase, enquanto os íons Hg2+ e Fe2+ inibiram totalmente a atividade 

enzimática. A enzima apresentou maior atividade com o substrato pNP-NAG (165,3 

U/mg) e o Km, Vmax, kcat, kcat/Km e Ea foram 0,40 mM, 981,2 µmol/min/mg, 1962,4 s-1, 

4867,06 mM/s e 43,92 kJ/mol, respectivamente. A estrutura morfológica da casca de 

camarão in natura tratada com as quitinases analisada por microscopia eletrônica de 

varredura (MEV) demonstrou que a bioconversão do resíduo não requer tratamento 

prévio da casca de camarão, e os produtos da hidrólise gerados após ação combinada 

das quitinases eram N-acetilglicosamina, diacetilquitobiose e quitotriose. Além disso, 

os QOS gerados na bioconversão da casca de camarão in natura induziram o 

crescimento de Lactobacillus paracasei, apresentando um efeito prebiótico superior 

em comparação à glicose. Portanto, as quitinases de T. heterothallicus PA2S4T 

apresentam um grande potencial para aplicação na bioconversão de resíduos à base 

de quitina, como casca de camarão, bem como na produção de QOS com função 

prebiótica.  

Palavras-chave: quitina, fungo, N-acetilglicosaminidase, endoquitinase, probiótico. 

1. Introdução 

A criação de crustáceos é um dos principais setores da indústria de frutos do 

mar e gera aproximadamente 6 a 8 milhões de toneladas de resíduos por ano [1, 2]. 
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Em 2018, a produção de camarões alcançou a marca de 9,4 milhões de toneladas, 

tendo movimentado 69,3 bilhões de dólares [3]. Cerca de 45 a 60% dos componentes 

estruturais do camarão não é consumido, como a casca e a cabeça, resíduo que, 

apesar de ser utilizado como alimento na aquicultura ou para animais, tem sua maior 

parte descartada em aterros, no oceano ou é incinerada [4].  

O resíduo de casca de camarão é uma fonte em potencial de quitina, um 

biopolímero insolúvel em água, formada por resíduos de N-acetil-D-glicosamina 

(GlcNAc) que se unem através de ligações β-(1,4) [5–7]. A quitina é um composto 

biocompatível e biodegradável, com inúmeras propriedades biológicas, como sua 

ação antibacteriana e cicatrizante, e é utilizada por áreas como a farmacêutica, 

alimentícia e agrícola [8]. 

Entretanto, os processos químicos convencionais utilizados na obtenção da 

quitina e degradação dos resíduos de casca de camarão possuem um alto custo e 

geram uma grande quantidade de poluição, pois se faz necessária a utilização de 

ácidos, como o ácido clorídrico (HCl), para retirar os minerais, e de bases, como o 

hidróxido de sódio (NaOH), visando à remoção das proteínas presentes na amostra 

[1, 9]. Para se obter 1 tonelada de quitina, cerca de 400 m3 de água residuais 

contendo uma concentração elevada de amônia e sal são descartadas, dificultando o 

tratamento desse recurso natural [10]. Dessa forma, faz-se necessário o 

desenvolvimento de novos métodos que sejam viáveis economicamente e não 

agridam o meio ambiente [11]. 

Uma alternativa aos processos que utilizam reagentes químicos é a bioextração 

da quitina, em que as enzimas recebem um papel de destaque [12, 13]. Quitinases 

são enzimas capazes de hidrolisar as ligações β-(1,4) da quitina e são classificadas 

de acordo com seu modo de ação em endoquitinases e exoquitinases [14]. 

Endoquitinases (EC 3.2.1.14) clivam a quitina na sua porção interna de forma 

aleatória, liberando quitooligossacarídeos (QOS), polímeros solúveis e com menor 

peso molecular, como diacetilquitobiose, quitotriose e quitotetraoses [15]. Em 

contrapartida, as exoquitinases (EC 3.2.1.200 e EC 3.2.1.201) e β-N-

acetilglicosaminidases (EC 3.2.1.52) são responsáveis por liberarem dímeros e 

monômeros de GlcNAc, respectivamente [16, 17]. 

As quitinases fúngicas têm recebido maior atenção devido à possibilidade de 

aplicação em diferentes setores da indústria biotecnológica [18], gerando produtos 
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com maior valor agregado, além de diminuir a contaminação ambiental, pois seu uso 

não necessita de uma grande quantidade de energia ou reagentes químicos [17, 19]. 

Essas enzimas podem ser utilizadas como biocontroles contra fungos e insetos, como 

agente antifúngico na composição de diferentes produtos médicos e alimentícios e na 

degradação de resíduos provenientes da indústria de frutos do mar [20–22].  

Além disso, os quitooligossacarídeos (QOS), produtos compostos por unidades 

de GlcNAc ou glicosamina (GlcN), são gerados pela ação das quitinases e também 

apresentam diferentes funções biológicas, como atividade antifúngica, antitumoral, 

antibacteriana e prebiótica [23, 24]. 

Contudo, ainda são escassos os trabalhos acerca de novas enzimas fúngicas 

capazes de degradarem resíduos de casca de camarão e produzirem compostos com 

potencial prebiótico. Assim, o objetivo deste estudo foi caracterizar bioquimicamente 

a quitinase do fungo T. heterothallicus PA2S4T, além de avaliar sua aplicação na 

bioconversão da casca de camarão, bem como verificar a atividade prebiótica dos 

produtos de hidrólise como suplemento para cultivo dos probióticos L. paracasei. 

2. Materiais e Métodos 

2.1 Materiais 

A quitina em pó de camarão (grau prático), quitina de casca de camarão, 

quitosana, p-nitrofenil N-acetil-β-D-glicosaminídeo (pNP-GlcNAc), p-nitrofenil β-D-

glicopiranosídeo (pNP-Glc) e 4-metilumbeliferil-N-acetil-β-D-glicosaminídeo (4-MUF-

NAG) foram adquiridos da Sigma-Aldrich-Merck (Brasil). A casca de camarão 

(Farfantepenaeus sp.) in natura foi obtida no mercado local, lavada com água 

corrente, secagem em estufa a 50 ºC e triturada. Todos os outros reagentes químicos 

eram de grau analítico e comercialmente disponíveis. 

2.2 Microrganismo e manutenção 

O fungo T. heterothallicus PA2S4T foi isolado de amostras de solo coletado em 

Nova Aurora, Paraná, Brasil (24º30’9” S 53º15’18” W) e identificado taxonomicamente 

em nível de espécie anteriormente [15]. O fungo T. heterothallicus PA2S4T foi 

cultivado em meio ágar batata dextrose, incubado a 40 ºC por 7 dias e conservado em 

geladeira. 

2.3 Produção enzimática  

O fungo foi cultivado no meio líquido Czapek suplementado com 1% de farinha 

de casca de laranja. Um mL da suspensão de esporos (2 x 105 esporos/mL) preparada 
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em água destilada estéril foi inoculado em frascos Erlenmeyer (125 mL), contendo 25 

mL de meio líquido. As culturas foram incubadas a 40 ºC em condições estacionárias 

por 7 dias. As culturas foram filtradas, dialisadas overnight em água deionizada e 

utilizadas para a determinação da atividade enzimática e purificação. 

2.4 Determinação da atividade enzimática e quantificação de proteína 

A atividade da β-N-acetilglicosaminidase foi determinada a partir de uma 

mistura de 50 µL do substrato pNP-GlcNAc (0,73 mM) em tampão fosfato de sódio 50 

mM, pH 6,0 e 50 µL de extrato enzimático incubados a 60 ºC por 10 minutos. A reação 

foi interrompida, adicionando 200 µL de Na2CO3 400 mM e a leitura da absorbância 

foi realizada em espectrofotômetro a 405 nm, conforme a metodologia descrita por 

Yan e Fong [25]. A unidade enzimática (U) foi definida como a quantidade de enzima 

necessária para produzir 1 μmol de p-nitrofenol por minuto de reação em condições 

experimentais. 

A atividade da endoquitinase foi verificada a partir da mistura de 50 µL de 

quitina coloidal 0,5% em tampão acetato de sódio 50 mM (pH 4,5) e 50 µL do extrato 

enzimático incubados a 50 ºC por 30 minutos. A reação foi interrompida, adicionando 

100 µL de 3,5-dinitrosalicílico (DNS) e os QOS (açúcar redutor) foram mensurados de 

acordo com a metodologia de Miller [26]. A quitina coloidal foi preparada conforme 

metodologia descrita por Fu et al. [27]. A unidade enzimática (U) foi definida como a 

quantidade de enzima necessária para produzir 1 μmol de N-acetilglicosamina por 

minuto de reação.  

A dosagem de proteínas foi realizada conforme o método de Bradford [28], 

utilizando albumina de soro bovino (BSA) como padrão. A unidade foi definida como 

mg de proteína por mL. 

2.5 Purificação parcial da quitinase 

O extrato bruto extracelular dialisado (100 mL) de T. heterothallicus PA2S4T foi 

aplicado em coluna de troca iônica DEAE-Sepharose (2 x 6 cm) previamente 

equilibrada com tampão Tris-HCl 20 mM, pH 7,2. As proteínas foram eluídas em um 

fluxo de 2,0 mL/min e frações de 5 mL foram coletadas em tubos. A quitinase foi eluída 

com gradiente de NaCl de 0 a 1M dissolvido em tampão Tris-HCl 20 mM, pH 7,2. Os 

tubos coletados foram monitorados quanto à presença de proteínas e atividade 

enzimática. As frações contendo atividade enzimática foram reunidas, dialisadas 

contra água deionizada por 18 horas a 4 ºC e liofilizadas. A amostra concentrada 
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(500 µL) foi aplicada em coluna de exclusão molecular Sephadex G-75 (2 x 60 cm), 

equilibrada com tampão fosfato de sódio 20 mM, pH 6,0. Frações de 1 mL foram 

coletadas e aquelas com atividade enzimática foram reunidas, dialisadas e utilizadas 

para caracterização enzimática. 

2.6 SDS-PAGE e análise de zimograma 

A análise da pureza da enzima foi realizada por eletroforese SDS-PAGE de 

acordo com Laemmli (1970) [29], utilizando gel de acrilamida a 10% e marcador de 

massa molecular pré-corado (Thermo Scientific) como referência. As proteínas foram 

visualizadas após coloração por Coomassie Brillant Blue R-250. O zimograma foi 

realizado, seguindo a metodologia de Tronsmo e Harman (1993) [30], utilizando 4-

MUF-NAG como substrato.  

2.7 Caracterização bioquímica da quitinase 

O pH ótimo da quitinase foi determinado utilizando os tampões citrato de sódio 

(pH 3,0 e 3,5), acetato de sódio (pH 4,0 a 5,5) e fosfato de sódio (pH 6,0 a 8,0) a 

50 mM a 50 ºC por 10 minutos. A estabilidade ao pH foi determinada dosando a 

atividade residual da enzima após incubação nos mesmos tampões (pH 3,0 a 7,0) a 

4 ºC por 24 horas. 

A temperatura ótima da enzima foi mensurada em tampão fosfato de sódio 

50 mM, pH 6,0 e incubada em diferentes temperaturas (40 a 75 ºC). A estabilidade 

térmica foi determinada por meio da dosagem da atividade residual após incubar a 

enzima sem substrato a 40, 50, 55, 60 e 65 ºC, por um período de até 240 minutos. 

A influência de diferentes compostos químicos sobre a atividade enzimática foi 

realizada a partir da dosagem na presença de HgCl2, MgCl2, CoCl2, KCl, MnCl2, CaCl2, 

NaCl, FeCl2, CuCl2, DTT, β-mercaptoetanol e EDTA a 1 e 5 mM e triton X-100, tween 

20, tween 80, SDS, acetona, álcool butílico, álcool etílico, álcool metílico, álcool 

isobutílico, álcool isopropílico, benzeno, formaldeído e glicerol a 0,5 e 1%. A atividade 

enzimática sem a adição de compostos químicos foi definida como 100%. 

2.8 Especificidade ao substrato e parâmetros cinéticos  

A especificidade ao substrato da quitinase foi verificado após dosagem 

enzimática em condições ótimas (pH 6,0 a 60 ºC por 10 minutos) utilizando pNP-

GlcNAc e pNP-Glc a 0,73 mM e quitina da casca de camarão, quitina coloidal e 

quitosana a 1% como substratos. 
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Os parâmetros cinéticos da quitinase foram determinados utilizando pNP-

GlcNAc em diferentes concentrações (0,15 a 0,73 mM) como substrato. O Km, Vmax, 

Kcat, e Kcat/Km foram obtidos com base na equação de Michaelis-Menten, utilizando o 

software EnzyPlot, versão 3,1. A energia de ativação (Ea) foi calculada de acordo com 

a equação de Arrhenius [31], baseada na inclinação da reta do gráfico semi-log de In 

K versus 1/T. 

2.9 Análise dos produtos de hidrólise da quitina da casca de camarão 

Foi incubado 10 U da GlcNAc purificada parcialmente com quitina da casca de 

camarão 1% em tampão fosfato de sódio (50 mM, pH 6,0) a 55 ºC. Alíquotas foram 

retiradas após 0, 5, 10 e 20 min e fervidas a 100 ºC por 5 minutos. Os produtos da 

hidrólise foram analisados por cromatografia em camada delgada (CCD), a fase móvel 

foi composta por n-butanol:etanol:água (5:3:2, v/v/v) e revelada com solução de 

difenilamina-anilina-ácido fosfórico (DPA) [32]. 

2.10 Análise da bioconversão da casca de camarão in natura pelas quitinases 

A endoquitinase (10 U) presente no extrato enzimático bruto foi misturada com 

1% de casca de camarão in natura (sem tratamento prévio) em tampão acetato de 

sódio (50 mM, pH 4,5) e incubado a 50 ºC de 24 a 72 horas sob agitação de 200 rpm. 

A quantidade de açúcar redutor (QOS) liberado foi quantificada pelo método de Miller 

[26]. O efeito da ação enzimática sobre a casca de camarão in natura foi verificado 

utilizando Microscópio Eletrônico de Varredura (MEV). As amostras submetidas à 

análise foram preparadas sobre uma plataforma de alumínio, utilizando fita de carbono 

dupla face, cobertas com 20 nm de ouro em evaporador (DENTON VACUUM DESK 

V) e analisadas em aparelho TESCAN VEGA3 40XVP operado a 25kV. O controle 

consistiu na casca de camarão in natura sem tratamento enzimático. 

Os produtos liberados após a degradação da casca de camarão in natura foram 

analisados por CCD. 

2.11 Efeito dos quitooligossacarídeos no crescimento do Lactobacillus 

paracasei  

O Lactobacillus foi cultivado em caldo mínimo MRS (de Man Rogosa & Sharpe) 

(peptona de caseína, extrato de carne, extrato de levedura, fosfato de potássio 

dibásico, tween 80, acetato de sódio, sulfato de magnésio, sulfato de manganês e 

citrato de amônia) suplementado com 5 g/L de QOS ou glicose como fonte de carbono, 

conforme a metodologia de Le e Yang (2019) [33]. Culturas com meio mínimo (C-
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MRS) suplementado com glicose e sem fonte de carbono foram os controles positivo 

e negativo, respectivamente. O cultivo foi realizado em microplaca para cultura celular 

com adição de 200 µL do meio C-MRS enriquecido com QOS ou glicose, o inóculo de 

L. paracasei (DO600 inicial de 0,130 a 0,200) e 50 µL de óleo mineral. A microplaca foi 

incubada em jarra de anaerobiose a 37 ºC por até 48 horas. O crescimento bacteriano 

foi monitorado pela leitura da DO600 em espectrofotômetro nos intervalos de 0, 4, 8, 

12, 24, 36 e 48 horas. O consumo da fonte de carbono por L. paracasei foi 

determinado por meio da dosagem de açúcares redutores [26], e os resultados 

expressos como consumo residual (%). 

3. Resultados e discussão 

3.1 Purificação parcial da quitinase 

A β-N-acetilglicosaminidase (GlcNAcase) extracelular foi purificada 5,5 vezes, 

após aplicação em duas colunas cromatográficas (DEAE-Sepharose e Sepharose G-

75) com atividade específica de 127,86 U/mg e recuperação de 4,24% (Tabela 2).  

 

Tabela 2 Resumo da purificação da quitinase extracelular de T. heterothallicus PA2S4T 

 

 

A massa molecular da quitinase parcialmente purificada foi estimada em 120 

kDa (Fig. 7). GlcNAcases fúngicas apresentam massas moleculares maiores do que 

aquelas provenientes de bactérias, sendo a maioria superior a 70 kDa [34], como as 

enzimas de Trichoderma reesei (80 kDa) [35],  Rhizomucor miehei (96 kDa) [34],  

Penicillium oxalicum (160 kDa) [36] e T. heterothallicus PA2S4T (120 kDa) obtida 

neste estudo. 

Etapa de 

purificação 

Atividade 

total (U) 

Proteína 

(mg) 

Atividade 

Específica 

(U/mg) 

Fator de 

purificação 

(fold) 

Recuperação 

 (%) 

Extrato Bruto 4562 195,5 23,34 1,0 100 

DEAE-Sepharose 1788 59,4 30,10 1,3 39,19 

Sephadex G75 193,5 1,51 127,86 5,5 4,24 
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Fig. 7. Análise por SDS-PAGE 10% e zimograma da GlcNAcase de T. heterothallicus PA2S4T. (1) 
Marcador de peso molecular; (2) GlcNAcase parcialmente purificada; (3) Zimograma. 

 

3.2 Caracterização bioquímica da quitinase 

A temperatura ótima para a atividade da GlcNAcase extracelular purificada 

parcialmente de T. heterothallicus PA2S4T foi de 65 ºC (Fig. 8A) e exibiu estabilidade 

nas temperaturas 40 ºC, 50 ºC e 55 ºC, mantendo praticamente 100% da sua 

atividade. Entretanto, em 60 ºC e 65 ºC, a enzima teve sua atividade reduzida após 

30 minutos em aproximadamente 25% e 80%, respectivamente (Fig. 8C). 

A temperatura ótima da maioria das GlcNAcases é entre 37 e 60 ºC e não 

possuem uma estabilidade térmica elevada, como em temperaturas superiores a 

60 ºC [37], a exemplo das quitinases de Lecanicillium (Verticillium) lecanii ATCC 

26854 e Shinella sp. que são estáveis de 30 a 40 e 30 a 37 ºC, respectivamente [38, 

39].  

O pH ótimo exibido pela GlcNAcase foi 6,0 (Fig. 8B), mas apresentou atividade 

elevada na faixa ácida entre os pH 3,5 a 6,0 e se manteve estável na faixa de pH 5,0 

a 6,0, com 90 a 100% de atividade residual, respectivamente (Fig. 8D). 
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Fig. 8. Efeito da temperatura sobre a GlcNAcase parcialmente purificada de T. heterothallicus PA2S4T 
(A) e estabilidade térmica (C). Efeito do pH sobre a atividade da GlcNAcase (B) e estabilidade (D) após 
incubar a enzima sem substrato por 24 h; (■) 40 ºC, (●) 50 ºC, (▲) 55 ºC, (▼) 60 ºC e (♦) 65 ºC. 

 

 

Grande parte das GlcNAcases possuem uma faixa de pH ótimo que varia de 

5,0 a 8,0, em que a maioria desempenha sua atividade máxima entre os pH 6,0 e 7,0 

[37]. A ação dessa enzima em pH ácido (3,5-6,0) é uma característica comum às 

GlcNAcases fúngicas [37].  

Existem GlcNAcases fúngicas já descritas que são estáveis a pH neutros, como 

é o caso das enzimas de Aspergillus oryzae, que manteve sua atividade entre pH 5,0 

a 7,5 [40] e de Rhizomucor miehei na faixa de pH 6,0 a 8,0 [34].  

Os íons metálicos exibiram efeitos inibitórios sobre a atividade enzimática da 

quitinase, indicando que a enzima não depende de cofatores ou íons metálicos para 

catálise enzimática. Além disso, os íons Hg+2 e Fe+2 inibiram totalmente a atividade 

enzimática na concentração de 5 mM (Tabela 3).  
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Tabela 3. Efeito de íons metálicos, reagentes químicos e solventes orgânicos sobre a atividade da 
quitinase. 

Compostos 
Atividade Relativa (%) 

1 mM 5 mM 

Controle  100 ± 1,38 100 ± 1,38 

HgCl2 3 ± 0,53 0 ± 0 

MgCl2 77 ± 1,48 69 ± 0,95 

CoCl2 64 ± 0,85 55 ± 0,53 

BaCl2 93 ± 0,64 80 ± 0,21 

KCl 78 ± 0,11 31 ± 0,53 

MnCl2 70 ± 0,32 68 ± 0,21 

CaCl2 88 ± 0,11 55 ± 0,11 

NaCl 88 ± 1,06 77 ± 0,95 

FeCl2 60 ± 0 0 ± 0 

CuCl2 64 ± 1,59 45 ± 0,32 

DTT 90 ± 0,53 77 ± 0,74 

Β-Mercaptoetanol 66 ± 0,01 64 ± 0,53 

EDTA 82 ± 0,01 77 ± 0,01 

 0,5% 1% 

Triton X-100 94 ± 1,27 75 ± 1,06 

Tween 20 94 ± 0,42 87 ± 1,17 

Tween 80 89 ± 7 68 ± 0,11 

SDS 27 ± 0 19 ± 0,42 

Acetona 88 ± 2,44 87 ± 1,27 

Álcool Butílico 88 ± 0,21 88 ± 0,64 

Álcool Etílico 108 ± 0,42 112 ± 1,80 

Álcool Metílico 99 ± 1,27 96 ± 4,03 

Álcool Isobutílico 123 ± 0,64 123 ± 4,03 

Álcool Isopropílico 109 ± 2,23 120 ± 2,97 

Benzeno 99 ± 1,38 60 ± 0,95 

Formaldeído 90 ± 0,32 72 ± 0,95 

Glicerol 109 ± 2,23 110 ± 3,08 

Os dados são as médias ± desvio padrão de três experimentos. 

 

A maioria das enzimas quitinolíticas são sensíveis e sofrem interferência na sua 

atividade quando expostas aos íons Hg+2 e Fe+2 [41]. O SDS a 0,5 e 1% também inibiu 

a atividade da quitinase em 73% e 91%, respectivamente (Tabela 3). Hg2+ e SDS são 
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descritos como os principais compostos que inibem a atividade das GlcNAcases [37]. 

GlcNAcases de Shinella sp. e Microbulbifer thermotolerans DAU221 apresentaram 

resultados semelhantes, e suas atividades enzimáticas foram totalmente inibidas na 

presença de HgCl2 [39, 42]. 

Essa inibição enzimática pode ocorrer devido à interação desse íon metálico 

com os resíduos de cisteína e pontes dissulfeto presentes na enzima, alterando sua 

estrutura terciária [42, 43]. O SDS pode interferir nas pontes de hidrogênio presentes 

na enzima, desnaturando e modificando a estrutura secundária e terciária [44]. 

A GlcNAcase teve sua atividade aumentada em 23% na presença de álcool 

isobutílico a 0,5% e 1%. Além disso, o álcool etílico, o álcool isopropílico e o glicerol 

aumentaram a atividade enzimática em 12%, 20% e 10%, respectivamente. Enzimas 

com essas características possuem maior importância tecnológica, visto que é 

possível sua aplicação tanto em reações com apenas soluções aquosas quanto em 

reações em que se faz necessário o acréscimo de solventes [45]. 

3.3 Especificidade ao substrato e parâmetros cinéticos 

A GlcNacase de T. heterothallicus PA2S4T foi capaz de hidrolisar ligações β-

1,4 presentes em diferentes substratos, em que a maior atividade se deu com o pNP-

GlcNAc (165,3 U/mg). Além disso, a enzima foi capaz de atuar sobre o pNP-Glc, 

porém, a atividade foi três vezes menor em relação ao pNP-GlcNAc (Tabela 4). Já é 

conhecido que GlcNAcases podem apresentar atividade catalítica dupla, 

conseguindo, assim, clivar substratos que diferem apenas na configuração do 

grupamento hidroxila, como GlcNAc e N-acetilgalactosamina (GalNAc) [46].  

 

Tabela 4. Especificidade ao substrato da quitinase parcialmente purificada 

Substrato 
Atividade Específica 

(U/mg) 

Atividade 

Relativa 

 (%) 

pNP-NAG  165,3 ± 1,25 100 

pNPG 54,26 ± 0,62 33 

Quitina da Casca de Camarão 2,94 ± 0,46 1,8 

Quitosana 0,92 ± 0,18 0,6 

Quitina Coloidal ND ND 

ND: valores não detectados. Os dados são as médias ± desvio padrão de três experimentos. 
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No entanto, a capacidade de clivar os substratos pNP-GlcNAc e pNP-Glc pode 

sugerir que a GlcNAcase desse estudo possua uma atividade bifuncional de β-N-

acetilglicosamidase/β-D-glicosidase, semelhante a Nag3 de Cellulomonas fimi [47], 

embora ainda existam poucos relatos sobre essa característica na literatura. 

Além disso, a enzima deste estudo exibiu uma atividade específica sobre o 

pNP-GlcNAc superior quando comparada a outras GlcNacases, como a de 

Paenibacillus barengoltzii (1,02 U/mg), Rhizomucor miehei (21,2 U/mg) e Aspergillus 

oryzae (32,07 U/mg) [48, 34, 40].  

A habilidade em degradar a quitina e seus derivados com cadeias maiores 

possibilita o emprego da GlcNAcase deste estudo em processos de biorremediação, 

como a degradação de resíduos provenientes da indústria pesqueira. 

O Km e Vmáx obtidos para o substrato pNP-GlcNAc foi de 0,40 mM e 981,2 

µmol/min/mg, respectivamente. Os valores calculados de kcat, kcat/Km e Ea foram 

1962,4 s-1, 4867,06 mM/s e 43,92 kJ/mol, respectivamente. A maioria das GlcNAcases 

já caracterizadas apresentam valores de Vmáx menores de 200 μmol/min/mg. A enzima 

deste estudo apresentou uma Vmáx maior quando comparada a RmNag de 

Rhizomucor miehei (49,3 μmol min-1 mg-1) [34], NagA de Thermotoga maritima (0,28 

μmol min-1 mg-1) e CbsA de Thermotoga neopolitana (0,31 μmol min-1 mg-1) [49]. 

3.4 Análise dos produtos da hidrólise da quitina da casca de camarão  

Os produtos de hidrólise da quitina da casca de camarão pela enzima 

parcialmente purificada (Fig. 9) analisados por CCD confirmaram a ação de uma β-N-

acetilglicosaminidase (GlcNAcase), com atividade de exoquitinase sobre o substrato 

devido ao fato de o produto liberado ser apenas GlcNAc. 
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Fig. 9. Cromatografia em camada delgada (CCD) dos produtos da hidrólise da quitina da casca de 
camarão pela GlcNAcase parcialmente purificada após reação de 0, 5, 10 e 20 min; (S) padrão N-
acetilglicosamina 1 mg/mL. 

 

GlcNAcases podem atuar sinergicamente com outras enzimas quitinolíticas 

para a completa degradação da quitina [37]. Entretanto, são poucas as GlcNAcases 

descritas como capazes de degradarem esse polissacarídeo, como a VhNag2 de 

Vibrio harveyi 650 [50] e a LeHex20A de Lentinula edodes [51]. 

As GlcNAcases fúngicas são conhecidas por degradarem 

quitooligossacarídeos e a clivagem da quitina polimérica não é uma ação 

característica dessas enzimas [52]. Assim, a quitinase deste estudo se diferencia das 

demais, devido à sua ação exoquitinolítica, possibilitando a sua aplicação em setores 

como a produção de GlcNAc a partir de resíduos como aqueles descartados pela 

indústria de frutos do mar. 

3.5 Análise da bioconversão da casca de camarão in natura pelas quitinases de 

T. heterothallicus PA2S4T 

A análise das imagens obtidas por MEV da casca de camarão tratada com as 

quitinases de T. heterothallicus PA2S4T mostrou que a casca de camarão foi 

degradada em 24, 48 e 72 h (Fig. 10D, E e F), exceto pelo controle (casca de camarão 

sem a enzima), que apresentou uma superfície lisa sem degradação (Fig. 10A, B e 

C). 
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Pequenos fragmentos foram gerados pela hidrólise enzimática, principalmente 

após 24 e 48 horas de tratamento com as quitinases (Fig. 10D e E). Observa-se que 

a degradação da casca de camarão foi maior em 24 horas, período em que 

provavelmente a enzima se manteve mais ativa. Além disso, é notável que a atividade 

quitinolítica foi eficaz, mesmo após 72 horas de tratamento (Fig. 10F). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  
  
  
 
Fig. 10. Microscopia eletrônica de varredura (MEV) de casca de camarão in natura tratada com as 
quitinases presentes no extrato bruto. (A), (B) e (C) Controle: casca de camarão incubada apenas no 
tampão por 24 h, 48 h e 72 h, respectivamente. (D), (E) e (F) casca de camarão tratada com o extrato 
bruto enzimático por 24 h, 48 h e 72 h de reação, respectivamente. 

 

A capacidade das quitinases em degradar a casca de camarão que não tenha 

passado por nenhum pré-tratamento é uma vantagem, tendo em vista que geralmente 
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é necessária a utilização prévia de ácidos ou bases para facilitar a bioconversão 

desses resíduos. As quitinases Tk-ChiA [53] e Chi24 também se mostraram eficazes 

na decomposição de pó e materiais de quitina obtidos a partir de biorresíduos de 

camarão [54].  

Portanto, os resultados obtidos neste estudo sugerem a possibilidade da 

incorporação de quitinases em protocolos utilizados por indústrias biotecnológicas e 

de frutos do mar para a bioconversão de resíduos quitinolíticos gerados no mundo 

todo, tornando o processo mais barato e sustentável. 

A análise dos produtos gerados após a bioconversão da casca de camarão in 

natura mostrou que ocorreu a liberação de GlcNAc, quitobiose (GlcNAc)2 e quitotriose 

(GlcNAc)3 como os principais produtos (Fig. 11). Dessa forma, esse perfil hidrolítico 

indica também a presença de uma endoquitinase no extrato bruto de T. heterothallicus 

PA2S4T, além da GlcNAcase. Esses resultados salientam a atuação em sinergia das 

enzimas quitinolíticas para que ocorra a degradação eficiente da quitina. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
  
  
  
  
  
 
Fig. 11. Cromatografia em camada delgada (CCD) dos produtos da hidrólise da casca de camarão in 
natura após 0, 24, 48 e 72 h; (P) Padrão N-acetilglicosamina 1 mg/mL 

 

Esses dados mostram que a endoquitinase de T. heterothallicus PA2S4T 

apresenta um potencial biotecnológico, sugerindo sua aplicação industrial na 
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produção de QOS a partir de fontes quitinolíticas que geralmente não são 

aproveitadas. 

3.6 Efeito dos quitooligossacarídeos sobre o crescimento de L. paracasei 

Os QOS produzidos por meio da hidrólise da casca de camarão in natura pelas 

quitinases presentes no extrato bruto apresentaram um efeito prebiótico melhor 

quando comparada à glicose no crescimento de L. paracasei, em que o probiótico 

cresceu de forma gradativa até 24 horas após sua inoculação (Fig. 12A). Após esse 

período, o crescimento estabilizou, possivelmente devido à falta da fonte de carbono, 

observada pela diminuição da concentração de QOS disponíveis no meio (Fig. 12B).  

 

 
Fig. 12. Efeito (A) e consumo (B) dos QOS obtidos após bioconversão da casca de camarão in natura 
sobre o crescimento L. paracasei. O caldo MRS foi suplementado com QOS a 1 mg/mL. (■) meio 
suplementado com QOS produzidos após 24 hr de hidrólise; (●) meio suplementado com QOS 
produzidos após 48 hr de hidrólise; (▲) meio suplementado com QOS produzidos após 72 hr de 
hidrólise e (▼) meio suplementado com glicose 1 mg/mL (controle positivo). 

 

Sabe-se que a eficiência da ação dos QOS como prebióticos está ligada 

diretamente ao grau de polimerização (GP) da molécula e a dose utilizada, em que 

estruturas menores (GP 2-8) apresentam as maiores taxas de indução de crescimento 

de probióticos [25, 55]. Dessa forma, os resultados indicam que os QOS utilizados 

como prebióticos possuem essa característica, tendo em vista a indução do 

crescimento de L. paracasei, da mesma forma que os oligossacarídeos de quitosana 

com baixo GP que induziram o crescimento de L. paracasei BCRC14023 [55] e L. 

paracasei BCRC12193 [56]. 

Ainda, o tempo de hidrólise da casca de camarão in natura não apresentou 

relevância significativa sobre o efeito prebiótico desempenhado pelos QOS, cujo 
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tempo de 24 horas poderia ser o período de bioconversão empregado em processos 

industriais, tornando a produção de prebióticos mais rápida e vantajosa. 

4. Conclusão 

A β-N-acetilglicosaminidase parcialmente purificada neste estudo apresentou 

características bioquímicas que a tornam ótima candidata para aplicação em 

processos biotecnológicos, como a produção de GlcNAc a partir de biorresíduos 

descartados pela indústria de frutos do mar. Além disso, a ação combinada da 

endoquitinase e β-N-acetilglicosaminidase de T. heterothallicus PA2S4T se mostrou 

eficiente na bioconversão da casca de camarão in natura e os quitooligossacarídeos 

gerados após esse processo exibiram um efeito prebiótico superior ao da glicose 

sobre o crescimento de L. paracasei. 
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5. CONCLUSÃO 

A β-N-acetilglicosaminidase purificada parcialmente apresenta características 

bioquímicas que favorecem sua utilização em protocolos biotecnológicos. Além disso, 

a ação das quitinases presentes no extrato bruto de T. heterothallicus PA2S4T foi 

efetiva na bioconversão da casca de camarão in natura, em que os 

quitooligossacarídeos gerados por essa hidrólise exibiram efeito prebiótico superior 

ao da glicose sobre o crescimento de L. paracasei. Esses resultados evidenciam o 

potencial biotecnológico das quitinases e de seus quitooligossacarídeos, o que 

possibilita a incorporação destes em protocolos industriais. 
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