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RESUMO 

As cutinases são serina esterases pertencentes à superfamília das α/β hidrolases. Os substratos 

naturais dessas enzimas são cutina e suberina, componentes da cutícula vegetal. Alguns fungos 

filamentosos produzem cutinases como estratégia para facilitar a infecção de plantas. Os 

primeiros relatos da detecção de cutinases ocorreram na década de 1960 e estavam relacionados 

a características de patogenicidade e virulência de alguns fungos produtores dessa enzima. O 

aumento no interesse por cutinases tem ocorrido principalmente devido ao seu potencial para 

hidrólise de plásticos. No entanto, essas enzimas são capazes de hidrolisar diversos outros 

substratos, como cutículas de plantas, para obtenção de produtos com valor agregado. As 

cutinases de Fusarium verticillioides são pouco exploradas na literatura. Nesse sentido, o 

presente estudo tem por objetivo explorar as cutinases produzidas pelo ascomiceto F. 

verticillioides, Para tanto foi avaliada a produção de cutinase pelo microrganismo selvagem via 

fermentação em estado sólido (FES) e a produção via expressão heteróloga. A produção via 

FES foi otimizada. A composição do meio foi uma das variáveis avaliadas, com o objetivo de 

aumentar a porosidade do substrato sólido. Após otimização e avaliação dos parâmetros 

espessura do meio e tempo de fermentação a atividade de cutinase aumentou aproximadamente 

10 vezes. A atividade chegou a 9,14 U/gsubstrato para uma espessura de substrato de 4 cm e 12 

dias de fermentação. Na etapa de scale up, a produção de cutinase em reator com agitação 

mecânica não obteve sucesso. A maior atividade para 7 dias de fermentação foi 0,4 U/gsubstrato. 

A produção em reator de leito fixo foi razoavelmente superior (1,3 U/gsubstrato em 7 dias). As 

baixas atividades obtidas no scale up podem ser atribuídas a condições ambientais e ao menor 

tempo de fermentação avaliado, em comparação com a atividade em frascos menores. Diante 

das limitações de produção da enzima pelo microrganismo selvagem utilizando FES, as 

cutinases de F. verticillioides foram produzidas por expressão heteróloga e caracterizadas 

individualmente quanto a função e estrutura. As três sequências codificadoras de cutinases 

(CDS) foram clonadas, produzidas em Escherichia coli e purificadas por cromatografia de 

exclusão de tamanho (SEC). FvCut1 apresenta diferenças estruturais e funcionais mais 

evidentes. FvCut1, FvCut2 e FvCut3 apresentaram temperaturas ótimas de 20, 40 e 35 °C e pH 

ótimo de 9, 7 e 8, respectivamente. Alguns produtos químicos foram capazes de melhorar a 

atividade enzimática, como CaCl2 e fluoreto de fenilmetilsulfonil (PMSF) no caso de FvCut1 e 

Triton X-100 para FvCut2 e FvCut3, enquanto o KCl mostrou o mesmo efeito para FvCut3. Os 

parâmetros cinéticos revelaram que FvCut1 possui maior eficiência enzimática no substrato p-

nitrofenilbutirato (p-NPB) em comparação com FvCut2 e FvCut3. A estrutura tridimensional 



dessas enzimas revela que as três cutinases possuem um sítio catalítico do tipo fenda rasa 

exposta ao solvente, típico de cutinases. FvCut1 possui um sítio catalítico mais fechado. Essa 

abertura de fenda pequena pode resultar em dificuldade para hidrolisar substratos volumosos, 

como polietileno tereftalato (PET). Portanto, FvCut1, FvCut2 e FvCut3 foram avaliadas quanto 

a capacidade de hidrolisar PET e não foi possível detectar produtos de hidrólise nas amostras 

avaliadas. Um indício de que essas cutinases apresentam dificuldade para hidrolisar esse tipo 

de polímero. Essa foi a primeira vez que se avaliou o scale-up da produção de cutinases de F. 

verticillioides via FES e, também, a primeira vez que três cutinases desse fungo foram expressas 

em sistema procarioto e caracterizadas funcional e estruturalmente. Os resultados do presente 

estudo fornecem insights que podem orientar a produção de cutinases de F. verticillioides e 

influenciar futuras decisões referentes a aplicações dessas enzimas, além de contribuir para a 

ampliação do conhecimento da diversisdade de cutinases. 

 

Palavras-chave: Fungos. Casca de arroz. Fermentação em estado sólido. Cutinases 

recombiantes. Caracterização functional. Caracterização estrutural. 

  



ABSTRACT 

Cutinases are serine esterases belonging to the α/β hydrolases superfamily. The natural 

substrates of these enzymes are cutin and suberin, components of the plant cuticle. Some 

filamentous fungi produce cutinases as a strategy to facilitate plant infection. The first reports 

of the detection of cutinases occurred in the 1960s and were related to the pathogenicity and 

virulence characteristics of some fungi that produce this enzyme. The increased interest in 

cutinases has been mainly due to their potential for the hydrolysis of plastics. However, these 

enzymes can hydrolyze several other substrates, plant cuticles to obtain products with added 

value. Fusarium verticillioides cutinases are little explored in the literature. In this sense, the 

present study aims to explore the cutinases produced by the ascomycete F. verticillioides, 

contributing to increasing knowledge about the diversity of cutinases. For this purpose, cutinase 

production by the wild microorganism via solid-state fermentation (FES) and production via 

heterologous expression were evaluated. Production via FES has been optimized. The 

composition of the medium was one of the evaluated variables, with the aim of increasing the 

porosity of the solid substrate. After optimization and evaluation of the parameters of medium 

thickness and fermentation time, the cutinase activity increased approximately 10 times. The 

activity reached 9.14 U/gsubstrate for a substrate thickness of 4 cm and 12 days of fermentation. 

In the scale-up stage, the production of cutinase in a reactor with mechanical agitation was 

unsuccessful. The highest activity for 7 days of fermentation was 0.4 U/gsubstrate. Production in 

a fixed bed reactor was reasonably higher (1.3 U/gsubstrate in 7 days). The low activities obtained 

in the scale-up can be attributed to environmental conditions and the shorter fermentation time 

evaluated, in comparison with the activity in smaller flasks. Given the limitations of enzyme 

production by the wild microorganism using FES, cutinases from F. verticillioides were 

produced by heterologous expression and individually characterized in terms of functionality 

and structure. The three cutinases coding sequences (CDS) were cloned, produced in 

Escherichia coli and purified by size exclusion chromatography (SEC). FvCut1 presents more 

evident structural and functional differences. FvCut1, FvCut2 and FvCut3 showed optimum 

temperatures of 20, 40 and 35 °C and optimum pH of 9, 7 and 8, respectively. Some chemicals 

were able to improve enzyme activity, such as CaCl2 and phenylmethylsulfonyl fluoride 

(PMSF) in the case of FvCut1 and Triton X-100 for FvCut2 and FvCut3, while KCl showed the 

same effect for FvCut3. Kinetic parameters revealed that FvCut1 has higher enzymatic 

efficiency on p-nitrophenylbutyrate (p-NPB) substrate than FvCut2 and FvCut3. The three-

dimensional structure of these enzymes reveals that the three cutinases have a shallow slit-type 



catalytic site exposed to the solvent, typical of cutinases. FvCut1 has a more closed catalytic 

site. This small slit opening can result in difficulty hydrolyzing bulky substrates such as 

polyethylene terephthalate (PET). Therefore, FvCut1, FvCut2 and FvCut3 were evaluated for 

their ability to hydrolyze PET and it was not possible to detect hydrolysis products in the 

evaluated samples. An indication that these cutinases have difficulty hydrolyzing this type of 

polymer. This was the first time that the scale-up of cutinase production by F. verticillioides 

was evaluated via FES, and the first time that three cutinases from this fungus were expressed 

in a prokaryotic system and functionally and structurally characterized. The results of the 

present study provide insights that can guide the production of cutinases by F. verticillioides 

and influence future decisions regarding the application of these enzymes, in addition to 

contributing to the expansion of knowledge of the diversity of cutinases. 

 

Keywords:  Fungi. Rice husk. Solid-state fermentation. Recombinant cutinases. Functional 

characterization. Structural characterization. 
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DIAGRAMA CONCEITUAL 

 

POR QUE? 

- A cutinase é uma enzima multifuncional e com potencial aplicação na hidrólise de vários 

polímeros sintéticos e naturais; 

- Existe um grande número de cutinases inexploradas. 

- Considerando a possibilidade de aplicação da cutinase surge a necessidade de desenvolver 

estratégias de aumento da produção da enzima. 

- O aumento de escala e o uso estratégias de engenharia genética são geralmente aplicadas para 

o aumento da produção de outras biomoléculas. 

- A expressão heteróloga é frequentemente utilizada para contornar as limitações de 

microrganismos selvagens. 

 

QUEM FEZ? 

- Não foram encontrados na literatura relatos do aumento de escala da produção de cutinase via 

fermentação em estado sólido; 

- A produção de cutinases recombinantes de Fusarium verticillioides em sistema procarioto não 

foi relatada na literatura, 

- Caracterização funcional e insights estruturais das cutinases de F. verticillioides não foram 

reportados na literatura. 

 

HIPÓTESES 

- Quais parâmetros influenciam significativamente no processo em pequena escala? 

- O aumento de escala na produção de cutinase aplicando reatores com e sem agitação é 

eficiente? 

- Um microrganismo procarioto é capaz de expressar as cutinases de F. verticillioides? 

- Quais são as principais características funcionais e estruturais das cutinases de F. 

verticillioides? 

- Essas cutinases são capazes de liberar produtos de degradação de PET? 

 

METODOLOGIAS 

- Planejamentos experimentais para avaliação da significância de variáveis do processo de 

fermentação em estado sólido; 

- Estratégias de aumento de escala; 

- Descobertas dos genes de cutinase de F. verticillioides; 

- Produção, purificação e caracterização funcional e estrutural das enzimas recombinantes. 

 

RESPOSTAS 

- Produzir cutinase, em maior escala, com valores de atividade semelhantes àqueles obtidos em 

pequena escala; 

- Produzir cutinases recombinantes funcionais em sistema de expressão procarioto. 



19 
 

1 INTRODUÇÃO 

  

Cutinases (EC 3.1.1.74) são uma classe de enzimas que hidrolisam poliésteres naturais, 

além de ésteres de ácidos graxos solúveis, triglicerídeos e poliésteres sintéticos de alto peso 

molecular (CARVALHO; AIRES-BARROS; CABRAL, 1999; DIMAROGONA et al., 2015b; 

GUI et al., 2018). As primeiras publicações relatando a detecção de cutinases ocorreram na 

década de 1960. Foi relatada a capacidade do fungo Penicillium spinulosum de hidrolisar 

materiais cerosos e penetrar na camada cuticular das folhas (HEINEN, 1960, 1962). A partir 

dessa descoberta, outros fungos fitopatogênicos passaram a ser avaliados quanto à capacidade 

de produção dessa enzima (LINSKENS; HAAGE, 1963).  

Na década de 1970, um grupo de pesquisadores estudou a biossíntese da cutina, a 

composição desse polímero (KOLATTUKUDY, 1970) e os processos de despolimerização 

com cutinases (CROTEAU; KOLATTUKUDY, 1974). Observou-se que algumas cutinases 

eram capazes de hidrolisar apenas cadeias laterais menores de ácidos graxos (SHISHIYAMA; 

ARAKI; AKAI, 1970), enquanto outras enzimas conseguem hidrolisar a estrutura principal dos 

poliésteres (ARNLING BÅÅTH; BORCH; WESTH, 2020). Desde então, uma série de estudos 

da cutinase de Fusarium solani f. pisi foram publicados, propriedades enzimáticas foram 

avaliadas (PURDY; KOLATTUKUDY, 1975a), purificação e composição de aminoácidos 

foram descritas (PURDY; KOLATTUKUDY, 1975b), estudos de indução foram feitos em 

diferentes substratos (LIN; KOLATTUKUDY, 1978) e novas cutinases foram descobertas 

(DICKMAN; PATIL; KOLATTUKUDY, 1982; MAITI; KOLATTUKUDY; SHAYKH, 1979; 

SEBASTIAN; KOLATTUKUDY, 1988). 

Os estudos iniciais foram focados em compreender a influência da cutinase na 

fitopatogenicidade dos fungos (MAITI; KOLATTUKUDY, 1979). Nesse sentido, estudos de 

mutagênese foram realizados em fungos patogênicos de plantas e algumas cepas mutantes 

deficientes em cutinase deixaram de ser patogênicas ou perderam a virulência (DANTZIG; 

ZUCKERMAN; ANDONOV-ROLAND, 1986; DICKMAN; PATIL, 1986; SWEIGARD; 

CHUMLEY; VALENT, 1992). 

Os primeiros relatos de clonagem de genes de cutinases ocorreram na década de 1980. 

A cutinase de Colletotrichum capsici foi clonada e expressa em sistema procariótico, utilizando 

as cepas de E. coli Y1088 e Y1090 (ETTINGER; KOLATTUKUDY; THUKRAL, 1987). 

Posteriormente, a cutinase de F. solani f. pisi foi clonada e expressa em sistema eucariótico, o 
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hospedeiro utilizado foi outro fungo fitopatogênico, o ascomiceto Mycosphaerella spp. 

(DICKMAN; PODILA; KOLATTUKUDY, 1989). Após a clonagem e expressão, a estrutura 

cristalina da cutinase de F. solani f. pisi foi determinada (ABERGEL et al., 1990).  

Uma das primeiras revisões sobre cutinases descreve aplicações no campo da biocatálise 

que incluem hidrólise, esterificação, transesterificação e resolução de misturas racêmicas 

(CARVALHO; AIRES-BARROS; CABRAL, 1999). Posteriormente, destacou-se o papel 

significativo das cutinases como biocatalisadores na indústria têxtil, além do potencial de 

biodegradação de polímeros e pesticidas (CHEN et al., 2013). Em uma revisão mais recente, 

são relatadas as características bioquímicas e estruturais das cutinases, técnicas para melhorar 

a estabilidade térmica e operacional e aplicações mais recentes dessa enzima (NIKOLAIVITS 

et al., 2018). 

Estudos sobre o potencial de aplicação na área de polímeros, tanto na degradação quanto 

na síntese desses compostos, têm se destacado (DUTTA; SEN; VEERANKI, 2009; 

NIKOLAIVITS et al., 2018). Em particular, tem sido estimulada a possibilidade de degradar 

polímeros sintéticos, compostos de difícil decomposição em ambientes naturais. Estudos desse 

tipo podem contribuir para minimizar o acúmulo de plásticos no meio ambiente (GIGLI et al., 

2019). 

Um fator importante para viabilizar aplicações de enzimas é a necessidade de alto 

rendimento enzimático. Portanto, estratégias de otimização de processos de produção são 

fundamentais, mas nem sempre são suficientes. É comum que a produção de enzimas por 

microrganismos selvagens apresente limitações, principalmente relacionadas a baixos 

rendimentos. A técnica de expressão heteróloga é uma alternativa amplamente aplicada para 

superar as preocupações com a produtividade (BORRELLI; TRONO, 2015; MENG et al., 

2022). O uso dessa técnica facilita a obtenção e caracterização de uma única enzima. Além 

disso, estudos de caracterização funcional e estrutural também são fundamentais para auxiliar 

na compreensão da relação estrutura função das enzimas e dar indícios de potenciais aplicações. 

Diante do exposto buscou-se, no presente trabalho, ampliar o conhecimento sobre a 

diversidade de cutinases. Para tanto, foi proposta a otimização da produção de cutinase 

utilizando F. verticillioides selvagem, um fungo pouco estudado para a produção de cutinase, 

e a produção das cutinases desse microrganismo em um sistema de expressão heteróloga 

seguido da purificação e caracterização das cutinases recombinantes.  
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1.1 OBJETIVOS 

 

1.1.1 Objetivo Geral 

 

Contribuir para o conhecimento da biodiversidade de cutinases através de estudos de 

otimização da produção de cutinases de F. verticillioides via FES, expressão heteróloga e 

caracterização funcional e estrutural dessas enzimas. 

 

1.1.2 Objetivos Específicos 

 

• Otimizar a produção de cutinase de F. verticillioides via FES em pequena escala. 

• Avaliar o escalonamento da produção de cutinases via FES em biorreator com agitação 

e biorreator de leito fixo. 

• Selecionar genes de cutinase no genoma de F. verticillioides e expressar as proteínas 

individualmente em sistema heterólogo procarioto. 

• Purificar as cutinases e caracterizar as enzimas funcionalmente e estruturalmente. 

• Testar o potencial de hidrólise de PET das enzimas recombinantes. 
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2 REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

 

Este capítulo apresentará uma revisão de literatura sobre os assuntos pertinentes ao 

desenvolvimento desse trabalho. Primeiramente, será apresentada uma visão geral sobre 

cutinases. Em seguida serão discutidas as fontes microbianas dessas enzimas, as formas de 

produção e as principais limitações. Posteriormente, os sistemas de expressão heteróloga de 

cutinases serão abordados como uma estratégia para contornar as limitações de produção de 

enzimas a partir de organismos nativos e, por fim, as aplicações de cutinases serão revisadas. 

Os tópicos referentes a cutinases recombinantes (2.3) e aplicações (2.4) são parte de um artigo 

de revisão intitulado “Production of recombinant cutinases and their potential applications in 

polymer hydrolysis: the current status”, submetido à revista Process Biochemistry em maio de 

2023. 

 

2.1 CUTINASES 

 

As cutinases são enzimas extracelulares (EC 3.1.1.74) capazes de hidrolisar ligações 

éster e são conhecidas pela capacidade de degradar cutina (HALONEN et al., 2009; 

NIKOLAIVITS et al., 2018; NYYSSÖLÄ, 2015). A cutina é um polímero com estrutura 

tridimensional complexa, formada por estruturas esterificadas heterogêneas. Os principais 

componentes dessas estruturas são ácidos graxos hidroxi e epóxi com cadeias de carbono C 16 

e C 18 (Figura 1B). A cutina é o principal constituinte estrutural da cutícula de plantas, 

considerada uma barreira densa e resistente que cobre as partes aéreas das plantas e tem funções 

como proteger contra infecções microbianas e poluentes ambientais (Figura 1A) (HALONEN 

et al., 2009; HEREDIA, 2003; KOLATTUKUDY, 2001; RYAN et al., 1995). As cutinases 

também são capazes de degradar a suberina, um biopoliéster complexo, componente da casca 

de plantas, que também exerce papel fundamental como barreira protetora (FERREIRA et al., 

2013; KAWAI; KAWABATA; ODA, 2020).  

 

Figura 1: Localização da cutícula de plantas e estrutura molecular da cutina. A) Imagem de 

microscopia da seção transversal do pericarpo de frutos de tomate. A cutícula da planta é a 

membrana mais externa (amarela) que cobre a epiderme. B) Possível estrutura molecular da 

cutina. 
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Fonte: Fonte: Adaptada de (HEREDIA-GUERRERO et al., 2018) e (NIKOLAIVITS et al., 

2018). 

 

As cutinases bem caracterizadas bioquimicamente são classificadas como serina 

esterases pertencentes à família das α/β hidrolases. Além disso, possuem a clássica tríade 

catalítica Ser-His-Asp e um orifício oxianion para estabilização do estado de transição do 
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substrato. (CARVALHO; AIRES-BARROS; CABRAL, 1998; HALONEN et al., 2009; NOVY 

et al., 2021). Essa enzima também é classificada como uma carboidrato-esterase da família 5 

(CE5) (NOVY et al., 2021). O pH ótimo relatado para as cutinases está caracteristicamente na 

faixa neutra a alcalina (7,0 a 9,5). Eventualmente, condições ligeiramente ácidas (pH 6) ou 

ácidas (pH 4-5) são preferíveis (NIKOLAIVITS et al., 2018). A faixa de temperatura ótima 

varia em função do organismo fonte. As cutinases bacterianas derivadas de microrganismos 

termofílicos atuam otimamente de 50 a 60 °C. Tipicamente, as cutinases fúngicas têm 

temperaturas ótimas de 40 a 45 °C. Em alguns casos a faixa ótima de temperatura varia de 20 a 

30 °C e em outros casos varia de 50 a 60 °C (NIKOLAIVITS et al., 2018; YANG et al., 2018).  

De modo geral, as cutinases são consideradas intermediárias de esterases e lipases. 

Diferente das lipases, a tríade catalítica das cutinases é localizada em uma fenda de ligação rasa, 

exposta ao solvente. Isso permite que cutinases atuem em moléculas hidrofóbicas e de alto peso 

molecular sem a necessidade de ativação de superfície (NOVY et al., 2021). Essas enzimas 

apresentam capacidade de hidrolisar uma ampla gama de substratos, essa característica pode 

estar relacionada a heterogeneidade das estruturas esterificadas encontradas na cutina, substrato 

natural da enzima (HALONEN et al., 2009). Avaliações da especificidade do substrato 

realizadas com ésteres p-nitrofenil (p-NP) são comuns. A maioria das cutinases prefere ésteres 

com comprimentos de cadeia de dois a quatro átomos de carbono, como p-nitrofenil acetato (p-

NPA) e p-NPB. Outras preferem ésteres com cadeias um pouco mais longas (NIKOLAIVITS 

et al., 2018). 

Diversos microrganismos são capazes de produzir cutinases. Os fungos fitopatogênicos 

são frequentemente relacionados a produção dessas enzimas, uma vez que elas são necessárias 

para que esses microrganismos penetrem na cutícula das plantas e provoquem a infecção 

patogênica (DUTTA; SEN; VEERANKI, 2009; NYYSSÖLÄ, 2015). Além dos fungos, 

algumas fontes bacterianas são frequentemente relatadas na literatura como produtoras de 

cutinases (LI et al., 2022a; LU et al., 2022; TOURNIER et al., 2020; WEI et al., 2019). O tópico 

a seguir explorará a produção de cutinases, bem como as principais fontes microbianas.  

 

2.2 PRODUÇÃO DE CUTINASES 

 

Neste tópico serão abordadas as diferentes fontes microbianas de cutinases, 

especialmente os fungos patogênicos de plantas e suas estratégias para infecção. 
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Posteriormente, serão discutidas as características fundamentais da FES e aspectos importantes 

para o aumento de escala da FES. 

 

2.2.1 Microrganismos produtores de cutinase 

 

Na literatura existem relatos da produção de cutinase de fontes microbianas (DUTTA; 

SEN; VEERANKI, 2009; LIN; KOLATTUKUDY, 1980b; NIKOLAIVITS et al., 2018) e de 

origem vegetal (DUTTA; SEN; VEERANKI, 2009; MAITI; KOLATTUKUDY; SHAYKH, 

1979). As fontes vegetais apresentam alguns problemas principalmente relacionados ao cultivo, 

à manutenção e ao isolamento da enzima em larga escala, que são mais complexos em relação 

a produção microbiana (DUTTA; SEN; VEERANKI, 2009). 

Os microrganismos produtores de cutinases incluem fungos e bactérias. As bactérias 

Thermobifida fusca, Ideonella sakaiensis e um conjunto misto de genes de actinomicetos são 

alguns exemplos de fontes procarióticas relatadas na literatura (LI et al., 2022a; LU et al., 2022; 

TOURNIER et al., 2020; WEI et al., 2019). Além disso, essa enzima é tipicamente produzida 

por fungos fitopatogênicos para facilitar as diversas fases de infecção das plantas hospedeiras. 

(CHEN et al., 2008, 2013; DUTTA; SEN; VEERANKI, 2009; NIKOLAIVITS et al., 2018) . 

Fungos do gênero Fusarium sp. são exemplos de causadores de infecção em plantas 

(BOGDAN, 1953) que já foram sugeridos como produtores de cutinase, conforme Tabela 1. F. 

solani pisi foi um dos primeiros microrganismos relatado como produtor de cutinase. 

Posteriormente diversos estudos foram realizados com cutinases nativas desse fungo. Outra 

espécie bastante explorada para obtenção dessas enzimas é o Fusarium oxysporum. Por outro 

lado, algumas espécies como F. verticillioides, Fusarium acuminatum e Fusarium equiseti, por 

exemplo, são pouco investigadas na literatura. 

 

Tabela 1: Microrganismos Fusarium sp. produtores de cutinase. 

Microrganismo Referência 

F. solani pisi (BADENES; LEMOS; CABRAL, 2011b)  

(EGMOND; DE VLIEG, 2000)  

(GRISWOLD et al., 2003)  

(KWON et al., 2009) 

(PURDY; KOLATTUKUDY, 1975a) 
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F. oxysporum (CHAUDHARI; SINGHAL, 2015)  

(DIMAROGONA et al., 2015a)  

(FRAGA; CARVALHO; MACEDO, 2012)  

(HALONEN et al., 2009)  

(PIO; MACEDO, 2007, 2008)  

(SPERANZA; CARVALHO; MACEDO, 

2011) 

F. verticilioides (DE OLIVEIRA et al., 2019a) 

(GU et al., 2021) 

F. acuminatum (DE OLIVEIRA et al., 2019a) 

F. equiseti (DE OLIVEIRA et al., 2019a) 

Fusarium roseum culmorum (LIN; KOLATTUKUDY, 1980a)  

(SOLIDAY; KOLATTUKUDY, 1976) 

Fusarium venenatum (SORENSEN; PETERSEN; WIEBE, 2007) 

Fusarium roseum sambucinum (LIN; KOLATTUKUDY, 1980a) 

Fusarium falciforme (SOOKSAI et al., 2019) 

 

Os fungos patogênicos de plantas podem utilizar diferentes estratégias para superar a 

barreira formada pela cutícula. A entrada do fungo pode ocorrer pelos estômatos ou fendas 

naturais, através da perfuração da superfície por força mecânica ou a partir da secreção de uma 

mistura de enzimas especializadas em degradar a parede celular. A cutinase é uma dessas 

enzimas, com capacidade única de liberar monômeros de cutina (ARYA et al., 2021; 

KUBICEK; STARR; GLASS, 2014). Esses patógenos podem abrigar vários genes que 

codificam cutinases diferentes, essa condição facilita a degradação de uma ampla gama de 

polímeros vegetais e facilita a atuação da enzima em diferentes etapas da infecção (CHEN et 

al., 2013; GUI et al., 2018). O processo de infecção passa por estágios iniciais de adesão dos 

esporos na superfície da planta, germinação dos esporos, formação de órgãos de infecção 

especializados, quebra da cutícula e colonização da planta hospedeira. A cutinase é capaz de 

impactar cada uma dessas fases (ARYA et al., 2021; KOLATTUKUDY, 1985). A Figura 2 

apresenta um esquema de interação de um fungo patogênico com a planta hospedeira. 

 Após as investigações iniciais que visavam a compreensão do processo de infecção desses 

patógenos surgiram os primeiros estudos focados em possíveis aplicações biotecnológicas para 

as cutinases. Consequentemente, uma nova linha de pesquisa focada em aplicações de cutinases 

demandava um maior entendimento sobre o processo de produção dessa enzima. Portanto, no 

tópico a seguir será abordada a produção de cutinase via processos fermentativos. 
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Figura 2: Interação de um fungo hemibiotrófico com a planta hospedeira. No estágio inicial de 

infecção os esporos entram em contato com a superfície da cutícula e secretam cutinases que 

liberam monômeros de cutina de forma localizada. Os primeiros monômeros liberados emitem 

sinais para a secreção de mais cutinases para a continuação e progressão da infecção. Em 

seguida ocorre o desenvolvimento de uma estrutura de infecção especializada chamada 

apressório, que coloniza a célula infectada sem causar morte celular (estágio inicial). 

Posteriormente, em um estágio avançado de infecção, ocorre a degradação parede celular e da 

membrana plasmática, seguida da morte celular (estágio final). 

 

 

Fonte: Adaptada de (ARYA et al., 2021). 
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2.2.2 Processo de fermentação 

 

Tipicamente, as cutinases microbianas são obtidas via fermentação submersa (DUTTA; 

SEN; VEERANKI, 2009; FETT et al., 1992, 2000). Esse tipo de cultura é fundamentada no 

cultivo de microrganismos em meio líquido enriquecido com nutrientes (MARTINS et al., 

2011).  

Na literatura também é relatada a produção de cutinase via FES (DE OLIVEIRA et al., 

2019a; MACEDO; FRAGA, 2007). Esse método é baseado no crescimento microbiano e 

formação simultânea de produtos em partículas sólidas (MARTINS et al., 2011). Para tanto, 

deve ser adicionada quantidade suficiente de água ao meio sólido, possibilitando o crescimento 

e metabolismo do microrganismo (PANDEY, 2003; TOSUNER; TAYLAN; ÖZMIHÇI, 2019). 

Esse processo é uma alternativa adequada para produções onde resíduos agroindustriais são 

usados como substratos (RAHARDJO; TRAMPER; RINZEMA, 2006; TOSUNER; TAYLAN; 

ÖZMIHÇI, 2019). 

Devido ao baixo teor de umidade em FES, condição semelhante ao meio natural de 

fungos, esses microrganismos crescem facilmente no meio. Por outro lado, bactérias costumam 

encontrar dificuldades de crescimento em meio sólido (DE CASTRO; SATO, 2015; 

MANSOUR et al., 2016; MARTINS et al., 2011). Diante do exposto, é importante considerar 

as particularidades do microrganismo para seleção de um processo fermentativo adequado (DE 

CASTRO; SATO, 2015). Além disso, muitos fatores e condições de processo influenciam a 

FES. A seleção do substrato, as condições iniciais de umidade do substrato e temperatura na 

qual ocorrerá a fermentação são alguns exemplos de variáveis decisivas no desenvolvimento e 

otimização da FES (DE CASTRO; SATO, 2015). O substrato ou matriz sólida, nesse caso, pode 

apresentar duas funções distintas: suporte físico e fonte de nutrientes para o microrganismo (DE 

CASTRO; SATO, 2015; SCHMIDELL et al., 2001).  

A matriz sólida deve apresentar características que promovam um maior rendimento do 

processo. É necessário que o substrato apresente alto grau de acessibilidade em todo o meio, o 

que ressalta a importância da porosidade, tamanho e formato das partículas. Cada caso deve ser 

avaliado separadamente, pois tamanhos de partículas menores, apesar de oferecer uma área 

superficial maior, podem comprometer a circulação de ar no meio bem como a dissipação de 

gases e calor produzidos durante a fermentação (SCHMIDELL et al., 2001). A porosidade do 

meio deve ser considerada para definição da granulometria e da altura do substrato no reator 

(BELLON-MAUREL; ORLIAC; CHRISTEN, 2003; THOMAS; LARROCHE; PANDEY, 
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2013), pois trata-se de uma variável crítica no processo de FES que interfere na ocorrência dos 

fenômenos de transferência de calor e massa no processo (TOSUNER; TAYLAN; ÖZMIHÇI, 

2019). 

Além da porosidade, o substrato também deve dispor de uma capacidade mínima de 

absorção de água. É essa característica que irá assegurar que o microrganismo cresça e realize 

suas atividades biológicas nas horas iniciais de fermentação. Em alguns casos pode ocorrer que 

a matriz sólida selecionada não é naturalmente adequada para o desenvolvimento de 

microrganismos, nesse caso pode ser feita a adição de nutrientes ao meio (DE CASTRO; SATO, 

2015). Essa suplementação deve ser avaliada individualmente, pois alguns suplementos podem 

favorecer o crescimento do microrganismo e ao mesmo tempo inibir a produção de alguns tipos 

de enzimas. Isso ocorre no caso da produção de cutinase com adição de glicose, a glicose é um 

repressor para a produção dessa enzima (DUTTA; SEN; VEERANKI, 2009).  

Resíduos e subprodutos agroindustriais podem ser excelentes substratos para a FES. 

Muitos desses resíduos e subprodutos são ricos em nutrientes necessários para o crescimento 

microbiano. Além disso, podem representar uma fonte de substrato sólido de baixo custo (DE 

CASTRO; SATO, 2015; DE OLIVEIRA et al., 2019a). Diversos resíduos e subprodutos 

agroindustriais já foram avaliados quanto a aplicação em processos fermentativos para 

produção de enzimas. Os estudos apresentados na Tabela 2 demonstraram a capacidade de 

produção de cutinase a partir de diferentes meios e indicam o potencial de subprodutos 

agroindustriais como fonte de carbono em fermentações em estado sólido. 

Os resíduos da produção de arroz estão entre os mais produzidos no mundo (DAGNINO 

et al., 2013). Dentre os substratos apresentados na Tabela 2, o farelo de arroz é apontado como 

um excelente substrato para produção de enzimas via FES, sua aplicação pode ocorrer sem a 

necessidade de suplementação adicional (CHUTMANOP et al., 2008). A casca de arroz 

também é um resíduo agroindustrial adequado para diferentes bioprocessos (DAGNINO et al., 

2013) e já foi aplicado em processos de FES para obtenção de diferentes produtos (DAGNINO 

et al., 2013; POSTEMSKY et al., 2017; POTUMARTHI et al., 2013; TOSUNER; TAYLAN; 

ÖZMIHÇI, 2019). Farelo e casca de arroz possuem cutina em sua composição. A casca de arroz 

funciona como um revestimento do grão e possui uma espessa camada de cutícula na parte 

externa. Já o farelo de arroz é um subproduto do polimento do grão de arroz. A etapa de 

polimento inclui a retirada de várias camadas que envolvem o grão de arroz branco, incluindo 

uma espessa camada de cutícula chamada tegumento (GALERA, 2006; JULIANO; TUAÑO, 
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2019; NASCIMENTO et al., 2015; PEDROSO, 2019). A estrutura geral do grão de arroz e 

alguns componentes da casca e farelo de arroz estão representados na Figura 3. 

 

Tabela 2: Subprodutos agroindústrias utilizados na produção de cutinase microbiana. 

Subproduto agroindustrial Referência 

Azeite de oliva (PIO; MACEDO, 2008) 

Óleo de soja (PIO; MACEDO, 2008) 

Óleo de girassol (PIO; MACEDO, 2008) 

Óleo de palma (PIO; MACEDO, 2008) 

Farelo de trigo (FRAGA; CARVALHO; MACEDO, 2012) 

Farelo de arroz 
(DE OLIVEIRA et al., 2019a; FRAGA; CARVALHO; 

MACEDO, 2012) 

Casca de soja (FRAGA; CARVALHO; MACEDO, 2012) 

Resíduo de malte (DE OLIVEIRA et al., 2019a) 

Arroz (DE OLIVEIRA et al., 2019a) 

Casca de melancia (CHAUDHARI; SINGHAL, 2015) 

Casca de tomate 
(CHAUDHARI; SINGHAL, 2015; FETT et al., 1992, 

1999) 

Bagaço de maçã (FETT et al., 1992, 1999) 

 

Figura 3: Estrutura do grão de arroz e componentes da casca e farelo do arroz. 
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Fonte: Fonte: Figura adaptada (GALERA, 2006; JULIANO; TUAÑO, 2019; NASCIMENTO 

et al., 2015; PEDROSO, 2019). 

 

 Além da seleção de um substrato sólido adequado, o controle do teor de umidade do meio 

também é um parâmetro que interfere na eficiência da FES (BELLON-MAUREL; ORLIAC; 

CHRISTEN, 2003; THOMAS; LARROCHE; PANDEY, 2013). O grau de umidade de um 

substrato, tanto no início quanto ao longo da fermentação, pode variar de acordo com o 

microrganismo selecionado e com o produto desejado (DEMIR; TARI, 2016; ZHANG et al., 

2013). Teores de umidade abaixo de 12% não são suficientes para o crescimento microbiano 

(CAHN, 1935; SCHMIDELL et al., 2001). Usualmente, para FES esse parâmetro varia entre 

18 e 85%, de acordo com o poder de absorção da matriz sólida. O indicado para facilitar a 

dispersão e a transferência de massa de nutrientes e oxigênio é a presença de um filme 

superficial de água no meio e simultaneamente essa condição deve permitir a difusão de gases 

e dissipação do calor pelos interstícios (DEMIR; TARI, 2016; STREDANSKY; CONTI, 1999). 

Altos teores de umidade podem diminuir a porosidade do meio e favorecer a contaminação 

principalmente por bactérias e o contrário (baixa umidade) poderá prejudicar o crescimento do 

microrganismo bem como reduzir o rendimento do produto (YAZID et al., 2017).  

 A temperatura é outro parâmetro importante que deve ser controlado. Segundo Schmidell 
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et al. (2001) o crescimento microbiano, a germinação dos esporos, a esporulação e a formação 

de produto estão diretamente ligadas a esse fator. O controle da temperatura pode ser feito pela 

introdução de ar através do meio de cultura, controlando a temperatura do ambiente ou do 

biorreator, além disso também é possível projetar um sistema de camisas com circulação de 

água refrigerante em torno do equipamento. A altura da camada de substrato dentro do 

fermentador também é determinante no controle da temperatura (DEMIR; TARI, 2016; 

STREDANSKY; CONTI, 1999). 

Após a etapa de produção da cutinase via FES o produto obtido pode ser extraído por 

suspensão do meio com água, solução tampão ou solventes e em alguns casos (como para a 

produção de bioinseticidas) o meio fermentado pode ser simplesmente seco e armazenado para 

uso posterior (SCHMIDELL et al., 2001). Considerando a necessidade de extração do produto 

a etapa seguinte é a aplicação de técnicas de concentração e/ou purificação (DUTTA; SEN; 

VEERANKI, 2009), fundamental para posterior exploração do potencial comercial de 

biomoléculas (GUPTA; GUPTA; RATHI, 2004). O grau de purificação desses produtos está 

relacionado com a aplicação pretendida. As metodologias geralmente utilizadas envolvem a 

concentração do sobrenadante da cultura que contém a enzima (GANGADHARAPP et al., 

2017) através de precipitação, ultrafiltração, cromatografia entre outras metodologias (CHEN 

et al., 2007; ESCOBAR; BARNETT, 1995; SEBASTIAN; KOLATTUKUDY, 1988).  

No entanto, a produção em pequena escala não é capaz de atender demandas industriais. 

Diante disso, surge a necessidade de buscar estratégias para o aumento da produção e, 

consequentemente, o aumento de escala da FES. Diversos tipos de reatores podem ser utilizados 

de acordo com a estratégia estabelecida. 

 

2.2.3 Escalonamento 

A ampliação de escala para FES geralmente está relacionada a desafios de transferência 

de calor e de homogeneidade do meio, que são as principais limitações desse tipo de cultivo 

(DI LUCCIO et al., 2004). No entanto, existe uma série de vantagens na obtenção de produtos 

por essa via. Para Martins et al. (2011) tais produtos apresentam melhores características e 

maior rendimento e produtividade em relação aos produtos obtidos em cultivos submersos. 

Como o produto final é mais concentrado em alguns casos é possível utilizar um processo direto 

de secagem e embalagem do produto final obtido, sem necessidade de extração. Essa estratégia 

pode ser aplicada para a produção de bioinseticidas ou ração animal, por exemplo. Além disso, 
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quando houver a necessidade de extração para recuperação do material é possível utilizar 

menores quantidades de solventes. Os baixos teores de umidade utilizados, juntamente com a 

alta concentração de inóculo incorporado ao meio, reduzem o problema de contaminação por 

outros microrganismos indesejáveis diminuindo os custos de esterilização. Além disso, 

raramente é necessária a agitação contínua do substrato e a aeração, natural ou forçada, é 

facilmente conduzida devido aos interstícios existentes entre as partículas do substrato (CHEN; 

LIU; DAI, 2014; PANDEY, 2003). 

No entanto, apesar da FES de apresentar algumas vantagens para o escalonamento de 

processo, alguns parâmetros da pequena escala não são compatíveis com uma escala industrial. 

Os parâmetros que usualmente exigem reavaliações são referentes aos efeitos da compactação 

do substrato, da taxa de aeração e da dissipação de calor (SCHMIDELL et al., 2001). Nesse 

sentido, a escolha do tipo de biorreator é fundamental. Para o aumento de escala dos processos 

fermentativos em estado sólido existem alguns tipos de biorreatores usuais (SINGHANIA et 

al., 2009; SOCCOL et al., 2017):  

• Reatores estáticos ou reatores com bandejas; 

• Reatores com agitação ou tambor rotativo; 

• Reatores com leito fixo e; 

• Reatores com leito fluidizado gás-sólido. 

Os reatores de bandeja são muito utilizados, no entanto, as condições de transferência 

de oxigênio e o controle das condições do ambiente são bastante limitadas. Nesse quesito, os 

reatores agitados parecem mais atrativos, pois permitem a agitação do meio de cultivo e 

consequentemente a melhoria na transferência de oxigênio e de controle das condições 

ambientais (DESGRANGES et al., 1991; SRINIVAS; CHAND; LONSANE, 1994). Esse tipo 

de biorreator permite o uso de agitação contínua ou intermitente do meio sólido e podem ser 

equipados com camisa de água para controle de temperatura. No entanto, o uso de agitação 

pode afetar o crescimento do microrganismo (SOCCOL et al., 2017). 

Também podem ser utilizados os reatores de leito fixo e de leito fluidizado. Nos dois 

casos ocorre a passagem de ar ou gás inerte através do meio de cultivo, porém no leito fluidizado 

a velocidade de passagem do fluído é mais elevada e resulta na suspensão do sólido na corrente 

gasosa. Esse sistema contribui no controle da temperatura e na transferência de oxigênio e 

nutrientes (PANDEY, 1991; SOCCOL et al., 2017). 
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Alguns autores já utilizaram reatores de leito fixo para obtenção de produtos via FES 

(ASTOLFI et al., 2011; ÁVILA et al., 2019; MOLDES et al., 2003) e atingiram resultados 

promissores. Um grupo de pesquisadores realizou um estudo referente a utilização de reator de 

leito fixo com diferentes formas de aeração (ASTOLFI et al., 2011). Segundo os autores, 

convencionalmente, utiliza-se um sistema de resfriamento evaporativo (realizado pelo ajuste da 

taxa de aeração) para manutenção da temperatura adequada do processo. Quando a temperatura 

estiver muito baixa, a diminuição da taxa de aeração permite que a temperatura aumente. Por 

outro lado, se a temperatura do substrato estiver elevada, o aumento da taxa de aeração promove 

o resfriamento do substrato. No entanto, o resfriamento do meio pela elevação da taxa de 

aeração não favorece o crescimento do microrganismo. Diante desse impasse, Astolfi et al. 

(2011) propuseram a utilização de ar parcialmente saturado para a aeração. Ainda segundo os 

mesmos autores existe a possibilidade de uso de biorreatores de mistura intermitente. Essa 

estratégia pode ser empregada em associação com a operação do biorreator no modo batelada 

alimentada, pois a adição de substrato sólido em intervalos de tempo determinados, seguido da 

mistura do leito resultaria na diminuição da temperatura. Mais tarde, outro estudo avaliou a 

aplicação de um biorreator de leito fixo multiuso (ÁVILA et al., 2019). Nesse caso a 

temperatura foi regulada através de uma camisa de água e foi injetado ar umidificado através 

do leito. O processo foi analisado em diferentes condições de temperatura e taxas de fluxo de 

ar e resultou em alto rendimento do processo. 

No entanto, nem todos os organismos são facilmente cultivados através desses métodos 

tradicionais. Frequentemente ocorrem problemas de reprodutibilidade e rendimento da 

produção para microrganismos selvagens. Essas limitações levaram ao desenvolvimento de 

novas técnicas para obtenção de enzimas, como a expressão heteróloga. A produção de 

proteínas recombinantes minimizou os problemas de reprodutibilidade e rendimento e facilitou 

o uso de enzimas em escala industrial (BORRELLI; TRONO, 2015).  

 

2.3 CUTINASES RECOMBINANTES 

  

Os microrganismos são as principais fontes de enzimas recombinantes para fins 

industriais. O genoma relativamente simples de alguns organismos favorece a identificação de 

sequências gênicas que codificam as enzimas de interesse (BORRELLI; TRONO, 2015). 



35 
 

 A expressão heteróloga impulsionou o uso de enzimas em escala industrial, aumentando 

a reprodutibilidade e os rendimentos da produção enzimática. Essa técnica permite a produção 

de enzimas nativas de microrganismos que não podem ser facilmente cultivadas. Além disso, 

também é possível produzir enzimas de engenharia por meio desse sistema (BORRELLI; 

TRONO, 2015). Diferentes organismos hospedeiros podem ser aplicados a sistemas de 

expressão. As duas categorias gerais de hospedeiros de expressão abrangem organismos 

procarióticos e eucarióticos. Os sistemas procarióticos incluem bactérias. Os sistemas 

eucarióticos incluem o uso de leveduras, fungos filamentosos, insetos e células de mamíferos. 

Os fungos filamentosos, leveduras e bactérias são considerados hospedeiros mais fáceis de 

manipular, mais acessíveis e, portanto, preferidos para aplicações industriais (BORRELLI; 

TRONO, 2015; SINGHA et al., 2017).  

No entanto, cada sistema de expressão possui características particulares que podem 

oferecer vantagens e desvantagens (BAGHBAN et al., 2019). Portanto, nos tópicos a seguir 

serão apresentadas as principais características dos sistemas de expressão procariotos e 

eucariotos na produção de cutinases recombinantes. 

 

2.3.1 Sistemas de expressão procariotos na produção de cutinases 

 

Hospedeiros procarióticos são frequentemente usados para expressão de proteínas 

heterólogas. Isso ocorre devido à facilidade de manipulação desse tipo de microrganismo, que 

além de apresentarem curtos tempos de crescimento, atingem altas densidades celulares em 

meios de baixo custo e são microrganismos bem caracterizados geneticamente. A 

disponibilidade de uma ampla variedade de vetores para clonagem e de cepas hospedeiras 

mutantes também favorece o uso de sistemas de expressão procarióticos (BORRELLI; 

TRONO, 2015). 

Os principais sistemas procariotos de expressão de proteínas incluem bactérias, tal como 

de Bacillus sp., E. coli e Corynebacterium glutamicum. As espécies de Bacillus sp. são bastante 

atraentes devido à alta capacidade de secretar proteínas no meio extracelular (SCHALLMEY; 

SINGH; WARD, 2004). Além disso, em geral, são organismos robustos em relação às 

condições de crescimento e possuem baixa demanda nutricional (HEMMERICH et al., 2016; 

LIU et al., 2013a, 2013b). Além das espécies de Bacillus sp., uma alternativa atraente para 

expressão de proteínas extracelulares é a C. glutamicum. Essa bactéria tem demonstrado 
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capacidade de secretar proteínas, amplo conhecimento de bioprocessos e disponibilidade de 

métodos para manipulação genética (HEMMERICH et al., 2016). No entanto, as vias de 

secreção bacterianas ainda são um fator limitante para o desenvolvimento de sistemas de 

expressão extracelulares eficientes em organismos procarióticos (BYUN et al., 2022; 

HELLECKES et al., 2022; HEMMERICH et al., 2019). 

De modo geral, a E. coli é notoriamente o sistema procarioto de expressão mais utilizado 

para aplicações industriais e laboratoriais, sendo o organismo mais bem caracterizado para este 

fim (BORRELLI; TRONO, 2015; PONTRELLI et al., 2018; ROSANO; CECCARELLI, 2014). 

O amplo conhecimento em bioquímica, fisiologia e genética de E. coli possibilitou a obtenção 

de novos fenótipos que superam os produtores nativos tradicionais (PONTRELLI et al., 2018). 

Atualmente, uma grande variedade de ferramentas moleculares é comercializada. Essas 

ferramentas permitem a construção de um sistema de expressão adequado para obtenção de 

altos rendimentos (BORRELLI; TRONO, 2015). A Figura 4 apresenta um esquema geral de 

produção de enzimas por expressão heteróloga usando E. coli como hospedeiro.  

 Várias cepas de E. coli estão disponíveis para uso como hospedeiros de expressão. No 

entanto para uma triagem de primeira expressão, apenas algumas cepas podem ser suficientes. 

As linhagens do tipo B são frequentemente utilizadas, especialmente BL21(DE3) assim como 

algumas cepas derivadas da linhagem K-12. A cepa BL21 (DE3) juntamente com suas 

derivadas, são as mais utilizadas para expressão de proteínas. As principais características 

genéticas dessas cepas são as exclusões dos genes que codificam as proteases lon e ompT 

(FATHI-ROUDSARI; AKHAVIAN-TEHRANI; MAGHSOUDI, 2016; ROSANO; 

CECCARELLI, 2014). A ausência das proteases lon dificulta a degradação proteolítica de 

enzimas estranhas dentro da célula. Por outro lado, a ausência de ompT dificulta a degradação 

de proteínas extracelulares, evitando a hidrólise da enzima recombinante após a etapa de lise 

celular. Porém, muitas outras situações podem impedir a obtenção de quantidades suficientes 

de proteína em sua forma funcional (ROSANO; CECCARELLI, 2014).  

 

Figura 4: Esquema geral de produção de enzimas por expressão heteróloga usando E. coli como 

hospedeiro de expressão. 
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Fonte: O autor. 

 

A formação de aglomerados de proteínas biologicamente inativas, chamados de corpos 

de inclusão, é um dos principais problemas reportados na expressão heteróloga (ROSANO; 

CECCARELLI, 2014). Fatores como a formação incorreta de ligações dissulfeto, dobramento 

incorreto, baixa solubilidade da proteína e ausência de modificações pós-traducionais essenciais 

são algumas explicações possíveis para a formação de corpos de inclusão. Cada um desses 

fatores pode exigir soluções diferentes. Algumas possíveis soluções para dobramento incorreto 

de proteínas, por exemplo, são a co-expressão de chaperonas moleculares, suplementação do 

meio e redução da taxa de produção de enzima através da redução da temperatura de expressão 

da proteína. A cepa Arctic Express (DE3) derivada de E. coli BL21-Gold é um exemplo de 

hospedeiro que expressa chaperonas exógenas e é adaptado para produção em baixas 

temperaturas (BELVAL et al., 2015; ROSANO; CECCARELLI, 2014).  

No que se refere a problemas de formação incorreta de ligações dissulfeto as possíveis 

soluções são diferentes e em geral envolvem expressão da proteína no periplasma ou o uso de 

cepas com o ambiente citoplasmático oxidativo (ROSANO; CECCARELLI, 2014). Cepas 
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derivadas de K-12, que também são utilizadas em alguns casos, são exemplos de hospedeiros 

com a região do citoplasma adaptada para formação de ligações dissulfeto (BABA et al., 2006; 

PONTRELLI et al., 2018). Linhagens de Origami, por exemplo, possuem menor poder redutor 

no citoplasma (PONTRELLI et al., 2018). Cepas SHuffle T7 também foram projetadas para 

expressar proteínas recombinantes com múltiplas pontes dissulfeto. Isso foi possível através da 

expressão de uma versão da proteína dissulfeto isomerase periplasmática DsbC no citoplasma 

e da exclusão de genes que codificam a glutaredoxina redutase e a tioredoxina redutase 

(FATHI-ROUDSARI; AKHAVIAN-TEHRANI; MAGHSOUDI, 2016; LOBSTEIN et al., 

2012). As mesmas mutações de glutaredoxina redutase e tioredoxina redutase também 

caracterizam as cepas Rosetta-gami B (DE3). Além do ambiente citoplasmático com menor 

poder redutor a Rosetta-gami B (DE3) também pode superar um outro problema conhecido 

como viés de códons (FATHI-ROUDSARI; AKHAVIAN-TEHRANI; MAGHSOUDI, 2016; 

MENG et al., 2018; ROSANO; CECCARELLI, 2014; SCHWEICKERT; CHENG, 2020).  

De modo geral, o campo de expressão de proteínas recombinantes está em constante 

desenvolvimento. Hospedeiros de expressão podem ser melhorados considerando as 

particularidades da proteína recombinante alvo, buscando evitar a degradação e aumentar a 

solubilidade da proteína no sistema de expressão, além de contornar problemas de toxicidade 

para a célula hospedeira (ROSANO; CECCARELLI, 2014). 

Para a produção de cutinases recombinantes em E. coli já foram aplicadas diferentes 

estratégias que variam entre as soluções apresentadas anteriormente (Tabela 3). Alguns autores 

expressaram uma cutinase de F. oxysporum na região do periplasma de E. coli BL21 (DE3) 

utilizando um peptídeo sinal pelB e obtiveram maiores quantidades de enzima solúvel em 

comparação a expressão no citoplasma dessa mesma cepa (DIMAROGONA et al., 2015a; 

NIKOLAIVITS et al., 2016). A expressão da mesma cutinase de F. oxysporum no citoplasma 

oxidativo de E. coli Origami 2 (DE3) também obteve sucesso e produziu uma enzima mais 

termoestável em comparação com a cutinase produzida no periplasma de BL21 (DE3) 

(NIKOLAIVITS et al., 2016). Outros autores optaram por outras cepas de E. coli com ambiente 

citoplasmático oxidativo, como a Shuffle T7 e a Rosetta-gami B (DE3) (JABLOUNE et al., 

2020; KAWAI et al., 2014). 

Além da cepa hospedeira, a escolha de um vetor de expressão apropriado para a 

produção de proteínas também é um fator importante. Muitos vetores estão disponíveis 

comercialmente. Vantagens e desvantagens de vários tipos de vetores para E. coli estão 

disponíveis na literatura (RIGGS, 2018). Em geral, um vetor de expressão plasmidial é 
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composto pelo promotor e pelas sequências regulatórias necessárias para seu controle. Além 

dos elementos reguladores, há um sítio de ligação ao ribossomo (RBS) que promove a tradução, 

um marcador de resistência a antibióticos e uma origem de replicação que garante a manutenção 

do plasmídeo em seu hospedeiro de expressão (RIGGS, 2018; SINGHA et al., 2017). A Figura 

5 mostra um esquema geral da estrutura ideal para vetores de expressão. 

 

Tabela 3: Sistemas procariotos utilizados para expressão de diferentes cutinases. 

Organismo fonte Hospedeiro de 

expressão 

Vetor de 

expressão 

Referência 

Streptomyces scabies  E. coli Shuffle T7 pET30a(+) (JABLOUNE et al., 2020) 

F. oxysporum  E. coli BL21 

(DE3) 

pET22b(+) (DIMAROGONA et al., 

2015a) 

F. oxysporum E. coli BL21 

(DE3) 

pET22b(+) (NIKOLAIVITS et al., 

2016) 

F. oxysporum E. coli Origami 2 

(DE3) 

pET22b(+) (NIKOLAIVITS et al., 

2016) 

Humicola insolens E. coli BL21 

(DE3) 

pET20b(+) (SU et al., 2020) 

Moniliophthora roreri E. coli BL21 

(DE3) 

pET22b(+) (VÁZQUEZ-

ALCÁNTARA et al., 

2021) 

T. fusca  E. coli BL21 

(DE3) 

pET24a(+) (SU; HONG; WU, 2015) 

Saccharomonospora 

viridis 

E. coli Rosetta-

gami B (DE3) 

pQE80L (KAWAI et al., 2014) 

Rhizoctonia cerealis E. coli 

BL21(DE3) 

pMAL-c5x (LU et al., 2018) 

Pseudomonas 

pseudoalcaligenes 

E. coli BL21-Gold 

(DE3) 

pET26b (+)  (HAERNVALL et al., 

2018) 

 

Figura 5: Estrutura geral para um vetor de expressão ideal. 
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Fonte: Figura adaptada (SINGHA et al., 2017). 

 

Dentre os inúmeros vetores disponíveis comercialmente, a série de plasmídeos de 

expressão pET é amplamente utilizada para a produção de proteínas recombinantes em E. coli. 

O plasmídeo de expressão pET28a é o mais popular do mercado (SHILLING et al., 2020). 

Diversos sistemas de expressão de cutinase em E. coli alcançaram bons resultados utilizando 

vetores da série pET (DIMAROGONA et al., 2015a; NIKOLAIVITS et al., 2016; SU et al., 

2015; SU; HONG; WU, 2015). 

Mas apesar dos esforços para aumentar robustez dos sistemas baseados em E. coli, eles 

são ineficazes na realização de modificações pós-traducionais, como correto enovelamento de 

algumas proteínas, fosforilação e glicosilação (BORRELLI; TRONO, 2015; PONTRELLI et 

al., 2018). Dessa forma, algumas vezes pode ser necessário recorrer a expressão em sistemas 

eucariotos, por exemplo (SCHWEICKERT; CHENG, 2020; SINGHA et al., 2017).  
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2.3.2 Sistemas de expressão eucariotos na produção de cutinases 

 

Hospedeiros eucarióticos, como leveduras e fungos filamentosos, são conhecidos por 

suas vantagens na expressão de proteínas complexas. Organismos eucarióticos são capazes de 

fazer modificações pós-traducionais, ao contrário dos procariotos (BORRELLI; TRONO, 

2015). Algumas leveduras geralmente aplicadas como hospedeiros de expressão para obtenção 

de cutinases recombinantes incluem Saccharomyces cerevisiae, Pichia pastoris, Arxula 

adeninivorans (BAGHBAN et al., 2019; BURDETTE et al., 2018).  

S. cerevisiae é um microrganismo modelo na pesquisa científica. Foi a primeira levedura 

utilizada para expressão heteróloga (BORRELLI; TRONO, 2015). É um versátil hospedeiro de 

expressão e a principal levedura utilizada na indústria alimentícia. Além disso, as ferramentas 

para edição do genoma deste organismo estão bem estabelecidas (AL-FAHAD et al., 2020; 

BAO et al., 2020; LI et al., 2021). No entanto, esse microrganismo também apresenta algumas 

limitações, como hiperglicosilação, baixo rendimento e instabilidade plasmidial (XIE; HAN; 

MIAO, 2018). Sistemas de expressão de cutinase em S. cerevisiae utilizaram a cepa INVSc1 

(His-, Leu-, Trp-, Ura-) (AOYAGI; KATAKURA; IWASAKI, 2016; ZHANG et al., 2017). 

INVSc1 é uma cepa auxotrófica diploide que cresce em meio mínimo com suplementos de 

histidina, leucina, triptofano e uracila (TANG et al., 2013). As cutinases de Thermobifida fusca 

e Aspergillus oryzae, produzidas na cepa INVSc1, atingiram atividades de 12,00 e 0,13 U/mL, 

respectivamente (AOYAGI; KATAKURA; IWASAKI, 2016; ZHANG et al., 2017). 

P. pastoris é considerada uma hospedeira robusta para aplicações biotecnológicas em 

laboratório e na indústria (BILL, 2014; ZHANG; LIU; LI, 2020). É uma levedura que pode 

utilizar o metanol como fonte exclusiva de carbono e energia e a mudança do meio glicose para 

metanol induz alto nível de expressão da proteína recombinante em P. pastoris (BORRELLI; 

TRONO, 2015). No entanto, o metabolismo do metanol pode ser ineficiente e dificultar a 

ampliação do processo (THERON et al., 2017; ZAVEC; GASSER; MATTANOVICH, 2020). 

Apesar disso, a utilização desse microrganismo como sistema de expressão é atrativa devido à 

disponibilidade de ferramentas de manipulação genética (RASCHMANOVÁ et al., 2018; 

ZHANG; LIU; LI, 2020). Além disso, cepas mutantes deficientes em protease dificultam a 

degradação da proteína recombinante produzida, aumentando o rendimento do produto 

(BAGHBAN et al., 2019; ZHANG; LIU; LI, 2020). Várias cepas selvagens e mutantes foram 

relatadas na literatura (BAGHBAN et al., 2019; DALY; HEARN, 2005; KARBALAEI; 

REZAEE; FARSIANI, 2020). Entre elas, as cepas X-33, KM71H e GS115 já foram utilizadas 
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na produção de cutinases e atingiram atividades de 4370,00 U/mgproteína (PING et al., 2017), 

1059,96 U/mgproteína (YANG et al., 2018) e 2322,40 U/mgproteína (DUAN et al., 2019) 

respectivamente. A cepa X-33 é uma levedura do tipo selvagem, enquanto a KM71 e a GS115 

são cepas deficientes em histidina desidrogenase. Este fato permite a seleção de transformantes 

com base em sua capacidade de crescer em meio sem histidina (BAGHBAN et al., 2019). No 

entanto, KM71 tem um fenótipo de utilização de metanol lento, enquanto GS115 tem um 

fenótipo de utilização de metanol semelhante a levedura de tipo selvagem (CHAROENRAT et 

al., 2013; DALY; HEARN, 2005). 

A. adeninivorans é uma levedura halotolerante com potencial para uso como hospedeiro 

de expressão heteróloga. Algumas características, como a variação da morfologia em função da 

temperatura e modificações pós-traducionais dependentes da morfologia, reforçam esse 

potencial. Essa levedura apresenta um metabolismo flexível, que permite o uso de uma ampla 

variedade de fontes de carbono e nitrogênio (BISCHOFF et al., 2017; MALAK; BARONIAN; 

KUNZE, 2016). Plataformas de transformação/expressão foram desenvolvidas para este 

organismo, possibilitando manipulações genéticas simples e rápidas. Algumas cepas mutantes 

são bem descritas na literatura (BISCHOFF et al., 2017), incluindo A. adeninivorans G1212 

[aleu2 atrp1::ALEU2] que se destaca na estabilidade mitótica durante o cultivo em meio rica e 

mínimo (MALAK; BARONIAN; KUNZE, 2016). Porém, a expressão de cutinase em A. 

adeninivorans G1212 resultou em altos níveis de secreção de proteínas estranhas juntamente 

com a cutinase, característica indesejada para sistemas de expressão heteróloga (BISCHOFF et 

al., 2015). 

Além das leveduras os fungos filamentosos também são ótimos sistemas de expressão, 

e são capazes de produzir proteínas industriais, como hospedeiros nativos e hospedeiros 

heterólogos. Além disso, apresentam grande capacidade de fazer modificações pós-traducionais 

corretamente (BERGQUIST et al., 2002; BORRELLI; TRONO, 2015; ZHANG et al., 2020a).  

Os fungos filamentosos também possuem uma poderosa via secretora e podem rapidamente 

eliminar proteínas mal dobradas (BORRELLI; TRONO, 2015). Aspergillus niger, Aspergillus 

oryzae, Trichoderma reesei são hospedeiros especialmente atrativos para a produção de 

proteínas recombinantes. Mas, apesar de plataformas fúngicas oferecerem vantagens claras em 

comparação com outros sistemas de expressão enzimática, elas ainda são plataformas em 

desenvolvimento. Estudos com foco no aumento da produtividade e secreção de proteínas têm 

sido realizados. A compreensão dos mecanismos de transcrição, tradução, processamento pós-

traducional e vias de secreção desses organismos tem avançado. Apesar disso, a secreção de 
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proteínas estranhas nesses sistemas ainda não atingiu os níveis intrínsecos desses organismos 

(NEVALAINEN; PETERSON, 2014; NEVALAINEN; TE’O; BERGQUIST, 2005; 

SAKEKAR; GAIKWAD; PUNEKAR, 2021). Portanto, como o esperado, a produção de 

cutinase nesse tipo de plataforma é pouco explorada e o rendimento é baixo em relação ao 

rendimento de P. pastoris (5,3 mgcutinase/mL) (DUAN et al., 2019). Por exemplo, a cutinase 

produzida em Aspergillus niger PY11 atingiu uma atividade de 36,70 U/mL (KAMARUDDIN 

et al., 2018) e a produção em Aspergillus oryzae atingiu 203 μgcutinase/mL (ICHIKAWA et al., 

2022).  

 

2.4 APLICAÇÕES 

  

A cutinase é uma enzima versátil com potencial de aplicação industrial extremamente 

diversificado (CHEN et al., 2013). Pode ser amplamente aplicada na indústria de alimentos, 

farmacêutica, de detergentes, têxtil, agricultura, meio ambiente, entre outras (CARVALHO; 

AIRES-BARROS; CABRAL, 1999) (DUTTA; SEN; VEERANKI, 2009). A hidrólise de 

cutina, substrato natural dessa enzima, produz ácidos graxos com uma combinação 

diversificada de grupos funcionais, incluindo grupos epóxi, álcool e carboxi. Os ácidos graxos 

derivados da cutícula vegetal têm potencial para utilização como precursores de polímeros 

interessantes para aplicações químicas e podem substituir compostos petroquímicos 

convencionais (FERREIRA et al., 2013; NOVY et al., 2021). 

Na indústria de alimentos, cutinases foram avaliadas como catalisadores para a 

produção de frutas secas, vários produtos lácteos, compostos aromáticos e alguns importantes 

ácidos graxos, incluindo o ácido eicosapentaenóico (EPA) e o ácido docosahexaenóico (DHA) 

(DUTTA; SEN; VEERANKI, 2009; NYYSSÖLÄ, 2015). No processo de produção de frutas 

secas a cutinase pode atuar no aumento da permeabilidade da água, facilitando a secagem da 

fruta (DUTTA; SEN; VEERANKI, 2009; NYYSSÖLÄ, 2015; POULOSE; BOSTON, 1994). 

Essas enzimas também podem ser eficazes para obtenção de edulcorantes, conservantes e 

estabilizadores em frutas e vegetais (POULOSE; BOSTON, 1994). A produção de aromas 

naturais pela síntese de compostos aromáticos utilizando enzimas hidrolíticas no processo de 

catálise é uma possibilidade de aplicação para a indústria de alimentos bem como a 

farmacêutica (PIO et al., 2008). Além do mais, a cutinase também pode substituir a lipase 
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utilizada na indústria alimentar para produção de sabores caseiros em produtos de padaria, 

manteiga e molhos (NYYSSÖLÄ, 2015).  

Na indústria química, cutinases podem ser utilizadas para a produção de biodiesel, 

compostos fenólicos, surfactantes e síntese de materiais. Na produção de biodiesel pode ser 

aplicada na etapa de transesterificação de óleos vegetais e gorduras animais (DUTTA; SEN; 

VEERANKI, 2009). Usualmente lipases são utilizadas como catalisadores nessa reação, no 

entanto a cutinase mostra-se vantajosa por não precisar de ativação interfacial na hidrólise de 

triacilglicerol solúvel e emulsionado (MARTINEZ et al., 1992). Além disso, apresentam 

potencial para funcionalização da superfície dos polímeros e remoção de revestimentos 

(BADENES; LEMOS; CABRAL, 2010, 2011a; BARROS et al., 2009; CHEN et al., 2013). Um 

estudo recente sugere a aplicação de cutinase para obtenção de materiais porosos (SHI et al., 

2020b).  Este tipo de material apresenta grande potencial de aplicação na engenharia de tecidos. 

O objetivo dos autores era criar materiais porosos sintetizados por degradação enzimática 

seletiva. Uma cutinase de Fusarium solani foi utilizada juntamente com uma proteinase K na 

degradação seletiva de uma mistura de PBS e PLA(SHI et al., 2019, 2020b). Segundo os autores 

é possível controlar o tamanho dos poros formados ajustando a proporção de PBS na mistura e 

o tempo de reação enzimática. A síntese de outros materiais, como ésteres de amido com alto 

teor de ácidos graxos, também pode ser realizada usando cutinase. Esses ésteres podem ser 

usados como produtos químicos essenciais em vários setores industriais. Em um estudo recente, 

a síntese de éster de amido foi realizada usando uma variante de cutinase de Cryptococcus sp. 

(RAJAN; SUDHA; ABRAHAM, 2008; SISILA et al., 2021). 

Na indústria de detergentes, as cutinases foram avaliadas como enzimas lipolíticas em 

formulações de detergentes para lavagem de roupa e louça (CHEN et al., 2013). Diante da boa 

estabilidade da enzima à temperaturas de 20-50 °C e em pH  8-11, bem como da estabilidade 

na presença de outras enzimas (DUTTA; SEN; VEERANKI, 2009), essa biomolécula é ideal 

para aplicação em formulações de detergentes (DUTTA; SEN; VEERANKI, 2009; 

NYYSSÖLÄ, 2015). Além disso, a inclusão de cutinase na formulação desses produtos não 

ocasiona limitação de uso (KOLATTUKUDY; POULOSE, 1996).  

As cutinases também desempenham um papel significativo como biocatalisadores na 

indústria têxtil (CHEN et al., 2007). Os tecidos crus de algodão são cobertos com uma cutícula 

hidrofóbica, da qual a cutina é o principal componente (DEGANI; GEPSTEIN; DOSORETZ, 

2002; NYYSSÖLÄ, 2015). A molhabilidade das fibras é melhorada através da remoção dessa 

cutícula por lavagem, isso facilita o tingimento uniforme e o acabamento (DONG et al., 2020; 
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HONG et al., 2019; NYYSSÖLÄ, 2015). A lavagem é tradicionalmente realizada via hidrólise 

alcalina a altas temperaturas, o que gera grandes volumes de águas residuais alcalinas e causa 

danos às fibras (AGRAWAL; NIERSTRASZ; WARMOESKERKEN, 2008; CHEN et al., 

2013; LEE; SONG; KIM, 2009; NYYSSÖLÄ, 2015). Nesse sentido, as cutinases têm sido 

sugeridas como uma alternativa à lavagem química. Além da cutina, os alvos para a hidrólise 

catalisada pela cutinase são as ceras amorfas incorporadas na matriz da cutina (NYYSSÖLÄ, 

2015). Recentemente, uma cutinase mutante de T. fusca foi construída para aplicação em 

lavagem de algodão (DONG et al., 2020). Os autores tentaram melhorar a remoção da cutícula 

modificando o local de ligação da enzima ao substrato. A eficiência de remoção da cutícula do 

algodão foi avaliada com a enzima mutante e a selvagem. O tratamento com a cutinase mutante 

reduziu significativamente o tempo de umedecimento da fibra de algodão. A cutinase de T. 

fusca selvagem também foi aplicada para o tratamento de algodão em combinação com cutinase 

de H. insolens. A ação sinérgica das duas enzimas foi mais eficiente na lavagem dos tecidos do 

que o uso de uma única enzima. Além de melhorar a molhabilidade e facilitar o tingimento do 

tecido, o tratamento enzimático também resultou em menos danos ao tecido do que o tratamento 

alcalino tradicional (HONG et al., 2019). Além disso, cutinases também podem ser aplicadas 

em outros setores da indústria têxtil, como na modificação de fibras sintéticas e tratamento de 

tecidos de lã (CHEN et al., 2013). 

No setor agrícola as cutinases foram sugeridas como adjuvantes em produtos químicos 

utilizados nesse setor (DUTTA; SEN; VEERANKI, 2009). Os adjuvantes são capazes de 

aumentar o efeito farmacológico de químicos agrícolas, o que pode resultar em aplicação de 

uma quantidade reduzida desses produtos e mesmo assim chegar ao efeito desejado 

(KOLATTUKUDY; POULOSE, 1996). Nesse sentido, Kolattukudy e Poulose (1996) 

desenvolveram uma patente que propõe a seleção de uma enzima capaz de degradar pelo menos 

uma porção do polímero de células vegetais de uma planta para a qual um produto químico 

agrícola terá um efeito farmacológico. Essa enzima pode ser aplicada à planta antes ou 

concomitantemente com a aplicação do produto químico agrícola na planta. Outro estudo (DE 

OLIVEIRA et al., 2019a) relata o uso da cutinase como adjuvante em uma formulação contendo 

cutinase e um bioherbicida. Normalmente, os bioherbicidas apresentam baixa eficiência, 

necessitando aplicação conjunta com outros compostos que potencializem sua atividade (DE 

ALMEIDA et al., 2020). Foram realizados testes em folhas de plantas daninhas, que apresentam 

uma fina camada de cutina que dificulta a entrada do ingrediente ativo. A enzima foi utilizada 
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para degradar a cutina, aumentando a taxa de absorção do produto aplicado e, 

consequentemente, aumentando a atividade bioherbicida (DE OLIVEIRA et al., 2019a). 

Na área ambiental, a cutinase é útil na biodegradação de resíduos, incluindo resíduos de 

polímeros e pesticidas (BHARDWAJ; GUPTA; TIWARI, 2013; DUTTA; SEN; VEERANKI, 

2009; KLEEBERG et al., 1998). Cutinases já foram aplicadas na remediação de solo 

contaminado por produtos químicos (NYYSSÖLÄ, 2015). A degradação enzimática de 

produtos químicos, como o parabeno, presentes nas águas residuais também foi relatada (ZHU; 

WEI, 2019). Os parabenos são compostos amplamente utilizados em cosméticos, fármacos e 

produtos alimentícios por apresentarem atividade antibacteriana e antifúngica (GUO; 

KANNAN, 2013; KARTHIKRAJ et al., 2018; LIAO; LIU; KANNAN, 2013; ZHU; WEI, 

2019). As estações convencionais de tratamento de águas residuais não são projetadas para 

eliminar os parabenos. Portanto, o desenvolvimento de tecnologias inovadoras para a 

eliminação desse tipo de composto é fundamental (NAGHDI et al., 2018; ZHU; WEI, 2019). 

O sistema utilizado envolveu a expressão de uma cutinase de F. solani pisi na superfície da 

célula de S. cerevisiae EBY100. O sistema de display de superfície tem demonstrado potencial 

para o desenvolvimento de biocatalisadores funcionais, estáveis, reutilizáveis e regeneráveis 

para a degradação de contaminantes no tratamento de água (CHEN et al., 2016). O 

biocatalisador desenvolvido demonstrou efetivamente a remoção de parabenos mediada por 

cutinase. Em uma solução real de esgoto, a cutinase degradou propilparabeno, butilparabeno e 

benzilparabeno, como um único composto ou como uma mistura (ZHU; WEI, 2019).  

Ainda considerando as preocupações ambientais emergentes, nos últimos anos 

investigações sobre a capacidade de degradação de plásticos por cutinases têm sido 

extensamente exploradas na literatura (KAWAI; KAWABATA; ODA, 2020; LIU; ZHANG; 

WU, 2022; TOURNIER et al., 2020; XI et al., 2021). No tópico a seguir esse potencial de 

aplicação será abordado com maior profundidade. 

 

2.4.1 Degradação de plásticos 

 

A dificuldade de decomposição de polímeros sintéticos em ambientes naturais 

incentivou o desenvolvimento de pesquisas em busca de soluções capazes de minimizar o 

acúmulo de plásticos sintéticos no meio ambiente. Nesse sentido, a degradação enzimática de 
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polímeros é uma alternativa promissora e tem recebido atenção especial nos últimos anos 

(GIGLI et al., 2019; HAERNVALL et al., 2018; KAWAI, 2021; SHI et al., 2020a). 

Os processos enzimáticos são atraentes porque promovem a despolimerização dos 

plásticos e permitem a recuperação dos monômeros resultantes. Os monômeros recuperados 

podem ser reutilizados para sintetizar novos materiais, mantendo os resíduos plásticos em um 

ciclo fechado. Esta proposta está alinhada com os princípios da economia circular. Além disso, 

diferentemente do processo tradicional de reciclagem termomecânica, a reciclagem de plásticos 

pela rota enzimática minimiza a perda de propriedades mecânicas do produto. Portanto, através 

da via enzimática é possível produzir plásticos reciclados de melhor qualidade em relação ao 

processo termomecânico tradicional  (TOURNIER et al., 2020). 

A hidrólise enzimática de vários tipos de poliésteres tem sido investigada na literatura. 

No entanto, estudos recentes focam principalmente na degradação do PET para gerenciamento 

de resíduos de plásticos (CHEN et al., 2022; EUGENIO et al., 2022; LU et al., 2022; 

TOURNIER et al., 2020; ZENG et al., 2022). O PET é um polímero produzido em grande 

quantidade e quando utilizado em embalagens apresenta baixos índices de reciclagem. 

Diferentes enzimas já foram avaliadas quanto ao potencial de despolimerização do PET, em 

especial cutinases termofílicas (KAWAI, 2021; KAWAI; KAWABATA; ODA, 2019, 2020). 

Mas, apesar dos esforços, os processos enzimáticos ainda são menos eficientes do que a 

despolimerização com catalisadores químicos (CASTRO et al., 2019). Parâmetros de 

degradação, como temperatura de reação, tamanho de partícula, cristalinidade do polímero e 

subprodutos de inibição, podem interferir significativamente na atividade enzimática 

(NIKOLAIVITS et al., 2018). Nesse sentido, uma das principais limitações no uso de alguns 

biocatalisadores é a temperatura necessária para a hidrólise do polímero. Para facilitar o acesso 

enzimático nesse tipo de material, recomenda-se aumentar sua flexibilidade, o que ocorre com 

o aumento da temperatura acima da temperatura de transição vítrea do polímero (ODA et al., 

2018). A temperatura de transição vítrea do PET em meio aquoso, por exemplo, é de 75 – 80 

°C (KAWAI et al., 2014; TOURNIER et al., 2020). Isso explica os esforços direcionados para 

a melhoria da termoestabilidade de cutinases e a frequente preferência por cutinases 

termofílicas para esse fim (NIKOLAIVITS et al., 2018). No entanto, enzimas capazes de 

hidrolisar PET em temperaturas moderadas também foram investigadas (ALTAMMAR et al., 

2022; CUI et al., 2019; JOO et al., 2018; LU et al., 2022). Uma vez que grandes quantidades 

de plásticos são descartadas de forma inadequada em ambientes naturais, é interessante 

descobrir enzimas que possam ser aplicadas em soluções para degradação in situ do PET. Além 
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disso, as reações de hidrólise em temperaturas moderadas podem reduzir os custos do processo 

(LU et al., 2022; WORM et al., 2017).  

Vários microrganismos são fontes de cutinases com potencial para degradação de 

polímeros, e características particulares de cada enzima podem influenciar na eficiência do 

processo de degradação. Além disso, a eficiência dos biocatalizadores também é dependente do 

tipo de poliéster utilizado (Tabela 4).  
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Tabela 4: Cutinases com atividade hidrolítica em polímeros. 

Enzima Mutação? Organismo fonte 

Degradação de polímeros Referência 

Informações de 

degradação 
Polímero 

Condições 

de reação 
 

Fontes bacterianas 

Cut1 (GenBank: 

MK689853) 
Não Streptomyces scabies 

Liberou 213 µg/mL de 

ácido tereftálico (TA) 
Grânulos PET 

37 °C,  

20 days 

(JABLOUNE 

et al., 2020) 

Thc_Cut2_DM 

(PDB: 5LUK) 
N29R/ V30A 

Thermobifida 

cellulosilytica 

Liberou 900 µM ácido 

lático 
Filme de PLLA 

37 °C,  

72 h 

(RIBITSCH et 

al., 2017) 

Cut190* variante 

D250C-

E296C/Q138

A/Q123H/ 

N202H 

Saccharomonospora 

viridis AHK190 

Taxa de degradação de 

28,6 µmol/cm2 e 

despolimerização de 

33,6 %. 

Filme de PET-

GF amorfo 

(cristalinidade: 

6,3%) 

70 °C,  

3 dias 

(ODA et al., 

2018) 

DuraPETase (PDB: 

6KY5) 

S214H/ 

Q119Y/ 

L117F/ 

I168R/S188Q

/W159H/ 

T140D/R280

A/A180I/ 

G165A 

Ideonella sakaiensis 

Liberou 3,1 mM de 

produtos de degradação e 

despolimerização de 15% 

Filme de PET 

semicristalino 

(cristalinidade: 

30%) 

37 °,  

10 dias 

(CUI et al., 

2021) 

DuraPETase (PDB: 

6KY5) 

S214H/ 

Q119Y/ 

L117F/ 

I168R/S188Q

/W159H/ 

Ideonella sakaiensis 
Liberou 5,7 µM de 

produtos de degradação 

Filme de 

Polibutileno 

Tereftalato 

(PBT) 

37 °C, 

10 dias 

(CUI et al., 

2021) 
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T140D/R280

A/A180I/ 

G165A 

(cristalinidade: 

34%) 

DuraPETase (PDB: 

6KY5) 

S214H/ 

Q119Y/ 

L117F/ 

I168R/S188Q

/W159H/ 

T140D/R280

A/A180I/ 

G165A 

Ideonella sakaiensis 
Liberou 48 µM de 

produtos de degradação 

Filme de 

Polietileno 

Naftalato (PEN)  

(cristalinidade: 

21%) 

37 °C, 

10 dias 

(CUI et al., 

2021) 

 

BhrPETase 

(GenBank: 

GBD22443) 

Não 
Cepa de bacteria 

termofílica HR29 

Liberou 6,3 mM de 

produtos de degradação 

PET amorfo em 

pó 

(cristalinidade: 

11,2%) 

70 °C,  

20 h 

(XI et al., 

2021) 

IsPETase 

(UniprotKB: 

A0A0K8P6T7) 

Não Ideonella sakaiensis 
Liberou 2,1 mM de 

produtos de degradação 

PET amorfo em 

pó 

(cristalinidade: 

11,2%) 

40 °C,  

20 h 

(XI et al., 

2021) 

LCC (UniprotKB: 

G9BY57) 
Não 

Metagenoma de 

composto de folhas e 

galhos 

Liberou 5,8 mM de 

produtos de degradação 

PET amorfo em 

pó 

(cristalinidade: 

11,2%) 

70 °C,  

20 h 

(XI et al., 

2021) 

DSI-Tfuc2 1 
D204C/ 

E253C 
Thermobifida fusca 

Despolimerização de 

58% 

Filme de PET 

amorfo pré-

tratado 

70°,  

96 h 

(LIU; 

ZHANG; WU, 

2022) 

TfCut2 variante 2 

S121P/ 

D174S/ 

D204P 

Thermobifida fusca 

KW3 

Liberou 11 mM de 

produtos de degradação e 

degradou 21 % 

PET em pó 

(cristalinidade: 

35,5%) 

70 °C,  

48 h 

(LI et al., 

2022a) 

ThermoPETase 

(PDB: 6IJ6) 

S121E/ 

D186H/ 

R280A 

Ideonella sakaiensis 
Liberou 120,9 µM de 

produtos de degradação 

Filme de PET 

(cristalinidade: 

41,8%) 

40 °C, 

3 dias 

(SON et al., 

2019) 



51 
 

FAST-PETase 

(PDB: 7SH6) 

N233K/ 

R224Q/ 

S121E/ 

D186H/ 

R280A 

Ideonella sakaiensis 

Taxa de degradação de 

1,4 mM/h, e perda de 

peso de 100 % 

Embalagem de 

plástico para 

bolo 

(cristalinidade: 

2,1%) 

50 °C,  

24 h 

(LU et al., 

2022) 

Rcut (GenBank: 

OL660765)  
Não Rhodococcus sp. 

Taxa de degradação de 

76 mg/h/mg Rcut 
Filme de PCL  

30 °C,  

6 h 

(WON; YIM; 

KIM, 2022) 

LC-cutinase (PDB: 

4EB0) 
Não 

Metagenoma de 

composto de folhas e 

galhos 

52 % de 

despolimerização do PET 

Garrafa PET 

pós-consumo 

pré-tratada 

72 °C,  

24 h 

(TOURNIER 

et al., 2020) 

LC-cutinase 

variante (PDB: 

6THT) 3 

F243I/ 

/Y127G/ 

D238C-

S283C 

Metagenoma de 

composto de folhas e 

galhos 

90 % de 

despolimerização do PET  

Garrafa PET 

pós-consumo 

pré-tratada 

72 °C,  

10 h 

(TOURNIER 

et al., 2020) 

LC-cutinase 

variante (PDB: 

6THT) 3 

F243I/ 

/Y127G/ 

D238C-

S283C 

Metagenoma de 

composto de folhas e 

galhos 

Perda de peso de 7 % 

Filme de PET 

semi-cristalino 

(cristalinidade: 

37%) 

70 °C, 

8 dias 

(OH et al., 

2022) 

TfCut-4Mz 
H184S/Q92G

/F209I/I213K 
Thermobifida fusca 

Despolimerização de 

68% 

Garrafas 

comerciais pré-

tratadas 

60 °C, 

96 h 

(CHEN et al., 

2022) 

LCC-SGIK 

H218S/ 

Y127G/ 

F243I/ 

S247K 

Metagenoma de 

composto de folhas e 

galhos 

Taxa de degradação de 

26 % 

Garrafas 

comerciais pré-

tratadas 

60 °C, 

96 h 

(CHEN et al., 

2022) 

BhrPETase-SGIK 

H184S/ 

F93G/F209I/

S213K 

Cepa de bacteria 

termofílica HR29 

Taxa de degradação de 

73% 

Garrafas 

comerciais pré-

tratadas 

60 °C, 

96 h 

(CHEN et al., 

2022) 

PET2 7M (PDB: 

7ECB) 

F105R/ 

E110K/R47C

/G89C/ 

Metagenoma de reator 

de degradação de 

gelatina 

Liberou 125 µM de 

produtos de degradação 

Filme de PET 

amorfo 

68 °C, 

24 h 

(NAKAMUR

A et al., 2021) 
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G180A/ 

S156P/T297P 

PES-H1 variante 1 L92F/Q94Y 

Biblioteca de 

metagenoma de 

composto 

Despolimerização de 

40%, e liberação de 85 

mM de produtos de 

degradação (TPA e 

MHET) 

PET em pó pré-

tratado 

(cristalinidade: 

33%) 

72 °, 

24 h 

(PFAFF et al., 

2022) 

PES-H1 variante 2 
R204C/ 

S250C 

Biblioteca de 

metagenoma de 

composto 

Despolimerização de 7%, 

e liberação de 12 mM de 

produtos de degradação 

(TPA e MHET) 

PET em pó pré-

tratado 

(cristalinidade: 

33%) 

72 °C, 

24 h 

(PFAFF et al., 

2022) 

 

LC-cutinase RIP 

(PDB: 7W44) 

A59R/V63I/

N248P 

Metagenoma de 

composto de folhas e 

galhos 

Liberou 1070 µM de 

produtos de degradação  

PET reforçado 

(cristalinidade: 

7,58%)  

85 °C, 

6 dias 

(ZENG et al., 

2022) 

LC-cutinase KIP 

(PDB: 7W45) 

A59K/V63I/

N248P 

Metagenoma de 

composto de folhas e 

galhos 

Liberou 980 µM de 

produtos de degradação 

PET reforçado 

(cristalinidade: 

7,58%) 

85 °C, 

7 dias 

(ZENG et al., 

2022) 

 

LC-cutinase KRP 

(PDB: 7W1N) 

A59K/V75R/

N248P 

Metagenoma de 

composto de folhas e 

galhos 

Liberou 920 µM de 

produtos de degradação 

PET reforçado 

(cristalinidade: 

7,58%) 

85 °C, 

7 dias 

(ZENG et al., 

2022) 

 

Ple629 variante  
D226A/S279

A 

Consórcio microbiano 

marinho  

Liberou 4,4 mM de 

produtos de degradação 

Nanopartículas 

de PET amorfo 

30 °C, 

24 h 

(LI et al., 

2022b) 

Fontes fúngicas 

HiC variante L66A/I169A Humicola insolens 

Liberou 0,11 mg/mL de 

produtos de degradação 

(ácido acético) 

Resina 

composta 

macroporosa de 

poli(vinil 

acetato) 

70 °C, 

8 h 

(SU et al., 

2020) 

HiC variante L66A/I169A Humicola insolens 

Liberou 2,88 μL/mL de 

produtos de degradação 

(metanol e etanol) 

Resina 

composta 

70 °C, 

8 h 

(SU et al., 

2020) 
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macroporosa de 

poli(acrilato) 

 

HiC 4 - Humicola insolens 

Liberou 105,62 mmol/L 

de produtos de 

degradação (TPA) 

Flocos moídos 

de PET pós-

consumo 

(cristalinidade: 

41,1%) 

70 °C, 

96 h 

(EUGENIO et 

al., 2022) 

HiC 4 - H. insolens 

Liberou 2593 µM de 

produto de degradação 

(TPA) 

Fibras de PET 

NML 10 mm 

(cristalinidade: 

35,4%) 

70 °C, 

14 dias 

(DE CASTRO 

et al., 2022) 

 

HiC 4 - H. insolens Perda de peso de 65% Filme de PBS  
40 °C, 

4 h 

(ROSATO et 

al., 2022) 

 

HiC 4 - H. insolens 

Perda de peso de 100% e 

taxa de degradação de 

6,38 mg/h/cm2 

Filme de PBSA  
40 °C, 

2 h 

(ROSATO et 

al., 2022) 

 

HiC 4 - H. insolens 

Perda de peso de 100% e 

taxa de degradação de 

1,96 mg/h/cm2  

Filme de 

PCL6800D  

40 °C, 

4,5 h 

(ROSATO et 

al., 2022) 

 

AnCUT3 Não Aspergillus niger 
Perda de peso 

indetectável 
Pellet de PET 

25 °C, 

7 dias 

(ALTAMMAR 

et al., 2022) 

AnCUT3 Não Aspergillus niger Perda de peso de 8 mg 
Pellet de PCL 

pré-tratado 

25 °C, 

7 dias 

(ALTAMMAR 

et al., 2022) 

CUT_FS 

(UniprotKB: 

P00590) 

Não Fusarium solani pisi 

Liberou 1,96 g/L de 

produtos de degradação 

(TPA e MHET) 

PET em pó pré-

tratado 

28 °C,  

240 h 

(KOSIOROW

SKA et al., 

2022) 

CUT_FS 

(UniprotKB: 

P00590) 

Não Fusarium solani pisi Perda de peso de 91 %  
Filme de PCL 

pré-tratado 

28 °C,  

144 h 

(KOSIOROW

SKA et al., 

2021) 



54 
 

CUT_TR 

(GenBank: 

ETS02914) 

Não Trichoderma reesei Perda de peso de 5 % 
Filme de PCL 

pré-tratado 

28 °C,  

144 h 

(KOSIOROW

SKA et al., 

2021) 

MRCUT1 

(UniprotKB: 

WG66_16246) 

Não Moniliophthora roreri Perda de peso de 59 %  Filme de PES 
37 °C,  

21 dias 

(VÁZQUEZ-

ALCÁNTARA 

et al., 2021) 

MRCUT1 

(UniprotKB: 

WG66_16246) 

Não M. roreri Perda de peso de 43 %  Filme de PCL 
37 °C,  

21 dias 

(VÁZQUEZ-

ALCÁNTARA 

et al., 2021) 

MRCUT1 

(UniprotKB: 

WG66_16246) 

Não M. roreri Perda de peso de 31 %  

Garrafas 

plásticas 

comerciais 

37 °C,  

21 dias 

(VÁZQUEZ-

ALCÁNTARA 

et al., 2021) 

Fonte:  A autora.  

Legenda: Todas as enzimas listadas são cutinases recombinantes. 1 Tfuc2 é um mutante de Tfu_0883 (GenBank: YP_288944). 2 TfCut2 variante 

(TfCut2 S121P/D174S/D204P) é um mutante de TfCut2 (ENA: HG939556). 3 LC-cutinase variante ICCG-S165A. 4 Enzima comercial. 



55 
 

Cutinases fúngicas e bacterianas já foram avaliadas quanto à capacidade de hidrolisar 

diferentes poliésteres, como PET, Policaprolactona (PCL), Ácido Poli-L-Lático (PLLA), 

Polibutileno succinato (PBS), Polibutileno succinato adipato (PBSA) e Polietileno succinato 

(PES). A maioria das publicações faz uma avaliação preliminar da degradação de plásticos em 

pó ou filme, e poucos estudos avaliaram a degradação de plásticos pós-consumo. Alguns 

estudos que avaliaram a hidrólise de PET pós-consumo ou filme de PET com cristalinidade 

maior que 30% em temperaturas amenas (menos de 40 °C) utilizaram longos tempos de reação 

de hidrólise, chegando a 10 (CUI et al., 2021), 20 (JABLOUNE et al., 2020) e 21 dias 

(VÁZQUEZ-ALCÁNTARA et al., 2021) de reação. No entanto, outras publicações recentes 

mostraram resultados encorajadores para a hidrólise de plásticos pós-consumo. 

A variante LC-cutinase alcançou um dos melhores resultados de degradação para PET 

pós-consumo (90%) usando PET pré-tratado (14,6% de porcentagem de cristalinidade) e 10 h 

de reação em temperatura elevada (72 ° C) (TOURNIER et al., 2020). A enzima mutante é 

derivada da LCC cutinase. O LCC foi isolado de um metagenoma composto de folhas e ramos 

(SULAIMAN et al., 2012) e é considerado um agrupamento misto de genes de cutinase de 

actinomicetos. Alguns pesquisadores (KAWAI; KAWABATA; ODA, 2019) consideram os 

actinomicetos termofílicos as fontes microbianas mais promissoras para PET hidrolases. No 

entanto, em outro estudo, a variante LC-cutinase foi usada na hidrólise de filme PET 

semicristalino não tratado (cristalinidade: 37%) com uma temperatura de reação de 70 °C por 

8 dias e resultou em uma perda de peso de PET de apenas 7 % (OH et al., 2022). Esses dados 

podem indicar que o pré-tratamento do plástico ainda é um fator decisivo para a hidrólise 

enzimática de PET.  

Outra enzima com excelentes resultados de hidrólise para embalagens plásticas pós-

consumo (cristalinidade: 2,1%) sem pré-tratamento foi a FAST-PETase, que atingiu 100% de 

degradação em 24 h (LU et al., 2022). Essa enzima resultou do redesenho da IsPETase, cujo 

principal objetivo era hidrolisar o PET em temperaturas mais amenas. Para fins de comparação, 

os pesquisadores realizaram reações de hidrólise de PET com FAST-PETase e a variante LC-

cutinase, nas mesmas condições, exceto pela temperatura de reação. FAST-PETase mostrou 

atividade ligeiramente maior a 50 °C e 24 h de reação, liberando 34 mM de monômeros (TPA 

e MHET). A variante LC-cutinase liberou 30 mM de produtos a 60 °C e 24 h de reação. No 

entanto, é essencial observar que a hidrólise do PET pode resultar em outros compostos além 

do TPA e do MHET. Por exemplo, um subproduto comumente liberado durante a degradação 

do PET é o bis(2-hidroxietil) tereftalato (BHET) (TOURNIER et al., 2020), que os autores não 
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consideraram na comparação entre FAST-PETase e LC-cutinase (LU et al., 2022). Além disso, 

a LC-cutinase atingiu sua maior eficiência de hidrólise de PET a 72 °C (TOURNIER et al., 

2020), diferente da temperatura avaliada para comparação com FAST-PETase (60 °C) (LU et 

al., 2022). 

As enzimas variantes BhrPETase-SGIK, TfCut-4Mz, LCC-SGIK (CHEN et al., 2022), 

e PES-H1 variante 1 (PFAFF et al., 2022) também foram capazes de hidrolisar o PET pós-

consumo. BhrPETase-SGIK, TfCut-4Mz e LCC-SGIK foram avaliados durante 96 h, em 

reações de hidrólise a 60 °C, quanto à sua capacidade de degradar garrafas plásticas comerciais 

pré-tratadas e atingiram taxas de degradação de 73, 68 e 26%, respectivamente (CHEN et al., 

2022). Enquanto isso, PES-H1 variante 1 liberou 85 mM de produtos de degradação TPA e 

MHET após 24 h de reação de hidrólise de pó de PET pós-consumo pré-tratado (cristalinidade: 

33%) a 72 °C (PFAFF et al., 2022). 

A hidrólise do filme ou pellets de PCL também foi avaliada algumas vezes com e sem 

pré-tratamento da amostra. Várias cutinases foram estudadas e resultaram em taxas de 

degradação diferentes. A cutinase de H. insolens resultou em uma perda de peso de 100% dos 

filmes de PCL sem pré-tratamento em apenas 4,5 h a 40 °C (ROSATO et al., 2022). A cutinase 

de F. solani pisi também resultou em alta perda de peso (91%) do filme de PCL. No entanto, o 

PCL foi pré-tratado, o tempo de reação foi longo (6 dias) e a temperatura de reação foi menor 

(28 ° C) (KOSIOROWSKA et al., 2021). Uma perda de peso menor (43%) ocorreu para a 

hidrólise do filme de PCL sem pré-tratamento com cutinase de M. roreri. Além disso, o tempo 

de reação foi longo (21 dias) (VÁZQUEZ-ALCÁNTARA et al., 2021) em comparação com 

cutinases de H. insolens e F. solani pisi. Duas outras cutinases também mostraram potencial 

para hidrólise de PCL sob diferentes condições de reação, porém o percentual de perda de peso 

do material não foi calculado (ALTAMMAR et al., 2022; WON; YIM; KIM, 2022). 

Adicionalmente, algumas cutinases hidrolisaram parcial ou totalmente outros tipos de 

polímeros sintéticos (CUI et al., 2021; RIBITSCH et al., 2017; ROSATO et al., 2022; SU et al., 

2020; VÁZQUEZ-ALCÁNTARA et al., 2021).  

Em geral, a maioria dos estudos de hidrólise de polímeros se concentrou no uso de 

cutinases selvagens e variantes obtidas a partir de fontes bacterianas. Portanto, apesar do 

interesse em descobrir enzimas capazes de hidrolisar polímeros, a diversidade de cutinases 

ainda precisa ser explorada. Analisando as entradas do banco de dados CAZy (LOMBARD et 

al., 2014), um banco de dados focado em exibir e analisar informações genômicas, estruturais 

e bioquímicas sobre enzimas ativas de carboidratos (CAZymes), existem mais de 4.500 entradas 
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para a família de carboidratos-esterases 5 (CE5). As cutinases pertencem à família CE5, 

juntamente com as acetil xilana esterases. Das enzimas pertencentes a família CE5, apenas 18 

foram caracterizados, sendo que 12 possuem estrutura descrita. Ressalta-se também que 

algumas cutinases relatadas na literatura não pertencem à família CE5, como a LC-cutinase e a 

IsPETase. À vista disso, existe uma variedade de enzimas classificadas como cutinases que 

permanecem inexploradas.  

Além disso, apesar dos esforços concentrados para projetar cutinases mais ativas e 

termoestáveis, a hidrólise de plásticos com alta cristalinidade ainda é um desafio que pode 

exigir abordagens mais robustas. Nesse sentido, é essencial continuar aprimorando os métodos 

de previsão de mutações estabilizadoras de proteínas para melhorar a atividade enzimática e a 

estabilidade térmica das cutinases. No tópico a seguir, serão relatadas algumas estratégias bem-

sucedidas aplicadas para projeção de cutinases mutantes visando melhoria de atividade e 

aumento de termoestabilidade. 

 

2.4.2 Otimização de cutinases via engenharia de proteínas 

 

As enzimas são biomoléculas sensíveis e em sua forma selvagem, geralmente 

apresentam limitações que dificultam algumas aplicações práticas específicas. Diante desse 

cenário, a engenharia de proteínas tem um papel fundamental a desempenhar no design de 

sequências enzimáticas otimizadas (MUSIL et al., 2019). Esforços para produzir cutinases mais 

estáveis, especialmente, com atividade hidrolítica em plásticos têm se expandido nos últimos 

anos e várias otimizações baseadas em mutações únicas ou múltiplas com efeitos estruturais ou 

funcionais foram relatadas (Tabela 5).
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Tabela 5: Efeitos estruturais e funcionais de mutações em cutinases. 

Enzima inicial Enzima variante Mutações Efeitos estruturais das mutações 
Efeitos funcionais das 

mutações 
Referências 

Thc_Cut2 

(PDB: 5LUJ) 

Thc_Cut2_DM 

(PDB: 5LUK) 

1. R29N/ A30V. 1. A variante não apresentou diferenças 

conformacionais significativas e 

mostrou diferenças na carga de 

superfície. 

Aumento na liberação de 

produtos de degradação de 

PLLA de 350 µM para 900 µM. 

(RIBITSCH 

et al., 2017) 

Cut190* (PDB: 

5ZNO) 

Cut190* variante 1.  D250C/E296C. 

2. Q138A. 

3. Q123H/N202H. 

1. Substituição do sítio de ligação de 

Ca2+ por uma ponte dissulfeto para 

aumentar a estabilidade térmica e 

estrutural. 

2. Aumento do espaço disponível para 

ligação com substrato visando 

aumento de afinidade e atividade em 

direção a substratos poliméricos. 

3. Modificações de superfície para 

aumentar a atividade e 

termoestabilidade. 

Aumento na taxa de 

degradação de PET de 16 para 

33%, e aumento no valor da 

temperatura de melting (Tm) de 

68,4 para 85,7 °C. 

 

(ODA et al., 

2018) 

IsPETase 

(UniprotKB:  

A0A0K8P6T7) 

DuraPETase 

(PDB: 6KY5) 

1. S214H/Q119Y/L117F. 

2. I168R/S188Q. 

3. W159H/T140D. 

4. R280A/A180I. 

5. G165A. 

1. Formação de um domínio 

hidrofóbico bem-organizado. 

Melhorias no encaixe de PET no 

sítio catalítico. Aumento da 

estabilidade da fenda de ligação ao 

substrato.  

2. Inserção de novas interações de 

pontes salinas. 

3. Inserção de novas interações de 

ligações de hidrogênio.  

4. Aumento das interações 

hidrofóbicas e atividade enzimática.  

Aumento da taxa de degradação 

de PET de 12 μM para 3,1 mM, 

e aumento do valor de Tm de 46 

para 77 °C. 

(CUI et al., 

2021) 
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5. Estabilização da hélice α4. 

PE-H (PDB: 

6SBN) 

PE-H/Y250S 

(PDB: 6SCD) 

1. Y250S. 1. Aumento da abertura e da 

profundidade da fenda do sítio 

catalítico.  

Aumento na liberação de 

produtos de degradação de PET 

de 4,2 mg/L para 5,4 mg/L. 

(BOLLING

ER et al., 

2020) 

TfCut2 (ENA: 

HG939556) 

TfCut2 variante 1. S121P/D174S/D204P 1. Redução do número de ligações de 

hidrogênio com o ambiente 

externo, aumento da 

hidrofobicidade e aumento da 

estabilidade da proteína. 

Aumento da taxa de degradação 

de PET de  0,45 to 20,89%, e 

aumento do valor de Tm de 71,4 

para 80,7 °C). 

(LI et al., 

2022a) 

 IsPETase 

(UniprotKB:  

A0A0K8P6T7) 

FAST-PETase 

(PDB:  7SH6) 

1. N233K 

2. R224Q 

3. S121E/D186H 

4. R280A. 

1. Formação de pontes Salinas 

intramoleculares. 

2. Formação de pontes de hidrogênio. 

3. Permite uma nova rede de ligação 

de hidrogênio mediada por água. 

4. Melhoria das interações 

hidrofóbicas e a atividade 

enzimática. 

Aumento da liberação de 

produtos de degradação de PET 

de <1 para 30 μM, e aumento do 

valor de Tm de 48,8 para 67,1 

°C. 

(LU et al., 

2022) 

 IsPETase 

(UniprotKB:  

A0A0K8P6T7) 

ThermoPETase 

(PDB:   6IJ6) 

1. S121E/D186H 

2. R280A 

1. Formação de ligações de hidrogênio 

entre os resíduos Glu121 e Asn172, 

contribuindo para e estabilidade 

térmica. 

2. Aumento das interações 

hidrofóbicas, contribuindo para 

atividade enzimática. 

Aumento do valor de Tm de 48,8 

para 57,61 °C, e aumento da 

liberação de produtos de 

degradação de PET de 8,7 para 

120,9 μM. 

(SON et al., 

2019) 

LC-cutinase 

(PDB:  4EB0) 

LC-cutinase 

variant (PDB: 

6THT) 

1. F243I/Y127G 

2. D238C/S283C 

1. Modificação da região de superfície 

de contato com o substrato. 

2. Inserção de uma ligação dissulfeto. 

Aumento da taxa de degradação 

de PET de 52 para 85%, e 

aumento no valor de Tm de 84,7 

para 94 °C). 

(TOURNIE

R et al., 

2020) 

TfCut (PDB:  

5ZOA) 

TfCut-4Mz 1. H184S/Q92G/F209I/I21

3K 

1. Modificação da fenda de ligação ao 

substrato PET para eliminar o 

Aumento da taxa de degradação 

de PET de 2,5 para 90%. 

(CHEN et 

al., 2022) 
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impedimento estérico e aumentar o 

espaço para ligação do substrato. 

PET2 

(UniprotKB: 

C3RYL0) 

PET2 7M (PDB: 

7ECB) 

1. F105R/E110K 

2. R47C/G89C 

3. G180A 

4. S156P/T297P 

1. Inserção de aminoácidos de carga 

positive para modificação da carga 

de superfície. 

2. Inserção de uma ponte dissulfeto. 

3. Aumento da estabilidade da α-

hélice e melhoria da estrutura 

secundária. 

4. Redução da flexibilidade da região 

de loop. 

Aumento do valor de Tm de 69 

para 75,7 °C, e aumento da 

liberação de produtos de 

degradação de PET de 2,4 para 

7,8 μM. 

(NAKAMU

RA et al., 

2021) 

PES-H1 (PDB: 

7CUV) 

PES-H1 variante 

1 

1. L92F/Q94Y 1. Modificação da fenda de ligação ao 

substrato PET. 

Aumento da taxa de degradação 

de PET de 27 para 62,4%, e 

aumento do valor de Tm de 84,9 

para 86,7 °C. 

(PFAFF et 

al., 2022) 

PES-H1 (PDB: 

7CUV) 

PES-H1 variante 

2 

1. R204C/S250C 1. Inserção de uma ponte dissulfeto. Aumento do valor de Tm de 84,9 

para 91,3 °C e aumento da taxa 

de degradação de PET de 27 

para 35%. 

(PFAFF et 

al., 2022) 

LC-cutinase 

variant (PDB: 

6THT) 

LC-cutinase KIP 1. A59K 

2. V63I 

3. N248P 

1. Estabilização da estrutura local por 

empacotamento. 

2. Pode fortalecer as interações 

hidrofóbicas locais. 

3. Estabiliza P248 situado no loop 

β8−α6 e promove interações 

adicionais entre o loop e a hélice 

α1. 

Aumento da liberação de 

produtos de degradação de PET 

de 600 para 980 μM, e aumento 

do valor de Tm de 95,2 para 

98,9°C. 

(ZENG et 

al., 2022) 

LC-cutinase 

variant (PDB: 

6THT) 

LC-cutinase RIP 1. A59R 

2. V63I 

3. N248P 

1. Estabilização da estrutura local por 

empacotamento e formação de 

ligação de hidrogênio. 

Aumento da liberação de 

produtos de degradação de PET 

de 600 para 1070 μM, e 

(ZENG et 

al., 2022) 
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2. Pode fortalecer as interações 

hidrofóbicas locais. 

3. Estabiliza P248 situado no loop 

β8−α6 e promove interações 

adicionais entre o loop e a hélice 

α1. 

aumento do valor de Tm de 95,2 

para 98 °C. 

LC-cutinase 

variant (PDB: 

6THT) 

LC-cutinase KRP 1. A59K 

2. V75R 

3. N248P 

1. Estabilização da estrutura local por 

empacotamento. 

2. Formação de duas ligações de 

hidrogênio adicionais. 

3. Estabiliza P248 situado no loop 

β8−α6 e promove interações 

adicionais entre o loop e a hélice 

α1. 

Aumento da liberação de 

produtos de degradação de PET 

de 600 para 920 μM, e aumento 

do valor de Tm de 95,2 para 98,6 

°C. 

(ZENG et 

al., 2022) 

Ple629 (PDB: 

7VPA) 

Ple629 variante  1. D226A/S279A 1. Modificação da fenda de ligação ao 

substrato para aumentar o espaço 

para ligação do PET. 

Aumento da liberação de 

produtos de degradação de PET 

de 0,7 para 4,4 mM, e aumento 

dos valores de Tm de 42,9 para 

46,9°C. 

(LI et al., 

2022b) 

HiC (PDB: 

4OYY) 

HiC variante 1. L66A/I169A 1. Modificação da fenda de ligação ao 

substrato para eliminar o 

impedimento estérico e aumentar o 

espaço para ligação com o 

substrato. 

Aumento da liberação de 

produtos de degradação de 

resinas compostas 

macroporosas de poli(acetate de 

vinila) de 0,083 mg/mL para 

0,11  mg/mL, e  aumento da 

liberação de produtos de 

degradação de resinas 

compostas macroporosas de 

poliacrilatos de 1,1 mg/mL para 

2,88 mg/mL. 

(SU et al., 

2020) 
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Tfu_0883 

(NCBI: 

YP_288944) 

Tfu_0883 variante 1. L90A 1. Aumento da acessibilidade da 

enzima para substrates de cadeia 

longa e flexibilização do 

movimento de regiões de loop ao 

redor do substrato. 

Aumento da habilidade relativa 

de hidrólise de cutina de 100 

para 540%. 

(DONG et 

al., 2020) 

Fonte: A autora.
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As melhorias de eficiência mais cruciais neste grupo de enzimas estão relacionadas ao 

aumento da termoestabilidade e atividade enzimática. Para este fim, diferentes modificações 

foram sugeridas, incluindo o redesenho da fenda de ligação ao substrato (TOURNIER et al., 

2020), a estabilização das voltas β e α-hélices aumentando a frequência da prolina ou 

aumentando o número total de resíduos hidrofóbicos (ZENG et al., 2022), adição de pontes 

dissulfeto (PFAFF et al., 2022), ligações de hidrogênio adicionais (LU et al., 2022), inserção 

de pontes salinas (CUI et al., 2021), estabilização da α-hélice pela substituição de glicina por 

alanina (NAKAMURA et al., 2021), e modificações de carga superficial (RIBITSCH et al., 

2017). 

A arquitetura da fenda de ligação ao substrato é uma característica bem explorada em 

cutinases. Vários estudos se concentraram na estrutura dessa fenda de ligação e identificaram 

mutações que facilitam a interação entre o substrato e a enzima (LI et al., 2022b; PFAFF et al., 

2022; SU et al., 2020; TOURNIER et al., 2020; ZHANG et al., 2022). O desenho da variante 

HiC (SU et al., 2020) ocorreu a partir de comparações estruturais com uma cutinase de T. fusca. 

O sítio catalítico da cutinase HiC tem uma estrutura semelhante a um “gatekeeper” acima da 

região ativa. A substituição de L66 e V169 por alanina via mutagênese direcionada ao local 

resultou em uma lacuna mais ampla entre os resíduos 66 e 169 nos mutantes (L66A, I169A e 

L66A/I169A) em comparação com o tipo selvagem. Essas mutações impactaram positivamente 

a atividade catalítica da enzima. 

Análises estruturais também apoiaram o redesenho da cutinase variante Tfu_0883 

(DONG et al., 2020). Por meio dessas análises, os pesquisadores identificaram resíduos 

volumosos próximos à tríade catalítica e ao local de ligação do substrato para substituição por 

alanina por mutagênese direcionada ao local. O objetivo era melhorar a ligação a substratos de 

poliéster natural e a atividade hidrolítica da cutinase. A mutação L90A aumentou a 

acessibilidade da enzima a substratos de cadeia longa e variante mostrou atividades mais altas 

em poliéster natural. Usando um protocolo de simulação MD, os autores concluíram por meio 

de cálculos de energia livre que a variante L90A era mais favorável do que o tipo selvagem no 

reconhecimento de substrato. Para construir outra variante, Ple629 (LI et al., 2022b), os autores 

se basearam principalmente na estrutura de DuraPETase e IsPETase (CUI et al., 2019). Em 

seguida, eles construíram as enzimas mutantes por mutagênese dirigida ao local e avaliaram a 

atividade no PET e a estabilidade térmica. As substituições D226A/S279A resultaram nas 

melhorias mais notáveis. Segundo os autores, a troca de resíduos mais volumosos por outros 

menos volumosos reduziu consideravelmente o impedimento estérico para interação com 

substratos de poliéster, resultando em maior eficiência de degradação do PET. 
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Na variante da LC-cutinase, o objetivo das mutações era melhorar o encaixe do substrato 

PET. Para tanto, os pesquisadores selecionaram os aminoácidos da primeira camada de contato 

do sítio ativo para mutagênese de saturação sítio-específica. Em seguida identificaram 

mutações de ponto único capazes de aumentar a atividade enzimática da cutinase. 

Posteriormente, realizaram a análises de superfície de contato da enzima e do dinâmica 

molecular. Esta estratégia permitiu melhorar a atividade de hidrólise com a mutação F243I e 

aumentar o valor de Tm sem interferir na atividade enzimática com a mutação Y127G 

(TOURNIER et al., 2020). Para a variante Cut190* (ODA et al., 2018), as simulações de 

dinâmica molecular com o substrato PET indicaram que a mutação Q138A aumentou a área de 

superfície para ligação ao PET e diminuiu a energia de ligação. Para confirmar o efeito, após a 

inserção da mutação única por mutagênese sítio-dirigida, os autores realizaram uma avaliação 

funcional da enzima mutante Q138A, indicando aumento da capacidade de degradação do PET. 

Para a projeção de TfCut-4MzA aplicou-se uma estratégia semelhante (CHEN et al., 2022). A 

partir de simulações de dinâmica molecular, os locais de subligação do PET foram identificados 

e classificados. Em seguida, os pesquisadores remodelaram os locais vitais inserindo 

aminoácidos neutros de cadeia lateral curta para eliminar o impedimento estérico ou 

substituindo aminoácidos positivos rígidos de alto impedimento estérico por aminoácidos 

positivos de cadeia lateral curta. Finalmente, a combinação das melhores mutações de ponto 

único resultou em uma variante mais eficiente. As mutações H184S/Q92G/F209I/I213K 

combinadas ao longo da via direcional causaram um encurtamento da distância para um ataque 

nucleofílico, levando a uma melhor eficiência de degradação do PET. 

Para a enzima PE-H (BOLLINGER et al., 2020), os autores focaram na abertura e 

profundidade do sítio catalítico e algumas outras regiões essenciais em cutinases que hidrolisam 

plásticos. A partir disso, eles fizeram várias mutações de ponto único, e apenas o Y250S 

aumentou a capacidade de degradação do PET de PE-H; no entanto, diminuiu o valor de Tm. 

Análises estruturais da variante mostraram que a mutação Y250S causou um rearranjo da alça 

que conecta a folha β3 e a hélice α2 e criou mais espaço no sítio catalítico da enzima, o que 

pode explicar o aumento da atividade em relação ao PET. Por outro lado, a variante 

DuraPETase (CUI et al., 2021) foi projetada usando uma estratégia computacional chamada 

estratégia acumulada gulosa para engenharia de proteínas (GRAPE). Os pesquisadores 

procuraram por mutações de ponto único potencialmente estabilizadoras ao longo de toda a 

sequência da proteína na primeira etapa da projeção. Eles identificaram mutações de ponto 

único e as construíram comercialmente. Em seguida, avaliaram as variantes em busca de 

aumento da Tm e manutenção da atividade catalítica. Posteriormente, as mutações foram 
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classificadas em grupos e acumuladas para a melhor combinação de estabilidade térmica e 

capacidade de degradação do PET. As substituições S214H, L117F e Q119Y forneceram um 

ajuste fino na abertura do sítio ativo adequado para a cadeia PET. L117F e Q119Y, localizados 

próximos ao sítio ativo, promoveram maior estabilidade da fenda de ligação, enquanto S214H 

preveniu a oscilação de W185. Simulações da estrutura cristalina e MD sugeriram um domínio 

hidrofóbico bem-organizado adequado para ligação de PET e um arranjo de "ajuste induzido" 

da lacuna do sítio ativo. As substituições L117F/Q119Y da DuraPETase forneceram a base para 

as mutações L92F e Q94Y de PES-H1 (PFAFF et al., 2022), que aumentaram a atividade 

enzimática da variante projetada. Segundo os autores, esse efeito decorre da natureza 

hidrofóbica das mutações que aumentam as interações não covalentes com o substrato e 

melhoram o empacotamento hidrofóbico geral e a estabilidade da enzima, como ocorreu com a 

DuraPETase. O efeito estabilizador das substituições hidrofóbicas está relacionado à ligação 

mais eficiente da enzima a substratos de natureza hidrofóbica, facilitando a adsorção efetiva 

das enzimas à superfície do polímero para a reação hidrolítica (WEI; ZIMMERMANN, 2017; 

ZIMMERMANN; BILLIG, 2011). 

Outros estudos também focaram na inserção de resíduos hidrofóbicos para estabilização 

de proteínas, focando em regiões específicas de β-turns e α-hélices. Essas substituições visam 

aumentar a frequência de ocorrência de prolina em voltas β ou aumentar o número total de 

resíduos hidrofóbicos para aumentar a termoestabilidade da proteína. Este efeito é 

particularmente verdadeiro para dois locais específicos: as segundas posições nas voltas β e as 

posições N1 nas hélices α. Esses locais são considerados os mais críticos para a 

termoestabilização de proteínas. No entanto, as substituições de prolina dependem dos pré-

requisitos estruturais da proteína (WATANABE; SUZUKI, 1998). Mutações deste tipo foram 

introduzidas em PET2 7M (NAKAMURA et al., 2021) e nas LC-cutinases KIP, RIP e KRP 

(ZENG et al., 2022). Para a inserção das mutações S156P/T297P em PET2 7M, os autores 

utilizaram a estrutura obtida através da modelagem por homologia e identificaram resíduos de 

aminoácidos que se ajustam ao ângulo diedro da prolina para introduzir as mutações. As 

análises funcionais dessas inserções indicaram um aumento no valor de Tm, enquanto a 

atividade de hidrólise do PET foi apenas levemente afetada em comparação com a enzima do 

tipo selvagem. Por outro lado, a mutação única N248P, projetada para estabilizar uma região 

de loop introduzindo interações de prolina nas LC-cutinases KIP, RIP e KRP, aumentou a 

capacidade de hidrólise de PET dessas variantes em altas temperaturas (90 °C) em comparação 

com a enzima parental. 
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Inserções de pontes dissulfeto foram aplicadas em quatro cutinases mutantes: variante 

Cut190* (ODA et al., 2018), variante LC-cutinase (TOURNIER et al., 2020), PET2 7M 

(NAKAMURA et al., 2021), e variante 2 de PES-H1 (PFAFF et al., 2022). O objetivo geral 

dessa estratégia também é aumentar a estabilidade térmica das enzimas, algo bem descrito na 

literatura (YAMAGUCHI et al., 1996; ZABETAKIS et al., 2014). Portanto, PET2 7M foi 

construído, incluindo o par de mutação R47C e G89C, responsável por um aumento de 3 °C na 

Tm. Além disso, a adição de íons em reações enzimáticas pode contribuir para aumentar a 

termoestabilidade de algumas enzimas (TOURNIER et al., 2020), e a substituição dos sítios de 

ligação desses íons por pontes dissulfeto pode resultar no mesmo efeito (THEN et al., 2016). 

Com base nisso, as ligações dissulfeto substituíram os sítios de ligação de metal para as 

variantes Cut190* (ODA et al., 2018), LC-cutinase (TOURNIER et al., 2020) e variante 2 de 

PES-H1. Para Cut190*, o par de mutação D250C/E296C mostrou um aumento no valor de Tm 

de 23,1 °C no estado livre de íons de cálcio, sugerindo que a ponte dissulfeto projetada contribui 

para a estabilização térmica. Por outro lado, os pares de mutações R204C/S250C na PES-H1 

variante 2 e D238C/S283C na variante LC-cutinase resultaram em contribuições menores para 

a termoestabilidade, aumentando Tm em 6,4 e 9,8 °C, respectivamente. 

A adição de ligações de hidrogênio está associada a uma melhor estabilidade térmica e 

estrutural, e as interações entre diferentes mutações podem maximizar esses efeitos positivos. 

Em DuraPETase (CUI et al., 2021), obtida através da estratégia GRAPE, uma análise estrutural 

sugeriu duas mutações relacionadas à formação de pontes de hidrogênio: W159H e T140D. De 

acordo com os autores, a mutação W159H formou novas interações de ligação de hidrogênio 

com o átomo de oxigênio da espinha dorsal de H237, por análise da estrutura cristalina. Por 

outro lado, em análises de simulação, W159H formou uma nova ligação de hidrogênio com 

S160 que aparentemente pode reconstruir o sítio ativo de DuraPETase. A estrutura cristalina da 

enzima mutante também sugere que T140D resultou em uma nova ligação de hidrogênio com 

o grupo hidroxila de S142. Outra enzima mutante, FAST-PETase (LU et al., 2022), foi 

projetada usando um algoritmo de aprendizado de máquina baseado em estrutura. O algoritmo 

fez previsões de mutações potencialmente estabilizadoras ao longo de toda a sequência da 

proteína. Os autores realizaram uma varredura abrangente de mutagênese in silico, 

classificaram as previsões por probabilidades previstas (mudança de ajuste) e geraram mutações 

únicas e combinadas usando uma estratégia de combinação passo a passo. Posteriormente, as 

variantes foram obtidas por mutagênese sítio-dirigida e caracterizadas. Aqueles que 

apresentaram melhor atividade catalítica em direção ao plástico e melhores valores de Tm foram 

usados para construir novas combinações. A melhor combinação obtida inclui as mutações 
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R224Q/S121E/D186H, que adicionam novas ligações de hidrogênio. Quando mutado para 

glutamina, a cadeia lateral de R224 forma uma ligação de hidrogênio com o grupo carbonila de 

S192, e a mutação S121E permite uma nova rede de ligações de hidrogênio mediadas por água 

com H186 e N172. As mutações S121E e R224Q, em cenários isolados e combinados, 

aumentaram a temperatura de fusão e a capacidade de hidrolisar o PET nas enzimas mutantes. 

Por outro lado, a construção das variantes LC-cutinase KRP e LC-cutinase RIP teve 

como objetivo aumentar a termoestabilidade da LC-cutinase. Uma das estratégias utilizadas foi 

aumentar as interações hidrofóbicas internas. Nesse sentido, as mutações V75R e A59R 

formaram novas pontes de hidrogênio, e a avaliação funcional das mutações individuais indicou 

que essas substituições aumentaram a termoestabilidade da LC-cutinase e facilitaram a hidrólise 

do PET a 90 °C. Além de adicionar uma nova ponte de hidrogênio, a mutação A59R, localizada 

na cadeia β mais externa da enzima, estabiliza a estrutura local empacotando-se contra o Y78 

adjacente da LC-cutinase RIP. O mesmo efeito de estabilização da estrutura local ocorreu para 

a mutação A59K nas LC-cutinases KRP e KIP.  

As mutantes DuraPETase(CUI et al., 2019) e FAST-PETase (LU et al., 2022) também 

mostraram novas interações de pontes salinas. Em DuraPETase, a mutação I168R estabeleceu 

uma outra interação de ponte salina entre os resíduos I168R e D186. As simulações de estrutura 

cristalina e dinâmica molecular sugerem que o I168R sozinho pode conferir maior estabilidade 

à enzima variante. Na FAST-PETase, a mutação N233K introduziu uma lisina carregada 

positivamente adjacente a E204, formando uma ponte salina intramolecular. Além disso, a 

mutação N233K aumentou significativamente a termoestabilidade e a atividade da enzima 

variante. Para avaliar a portabilidade do N233K, os pesquisadores introduziram essa mutação 

de lisina correspondente em outras cutinases (LC-cutinase e Cut190) (LU et al., 2022) e 

observaram um aumento substancial na termoestabilidade e na atividade hidrolítica do PET nas 

variantes resultantes. 

A estratégia de estabilizar α-hélices pela substituição de glicina por alanina foi 

empregada em DuraPETase (CUI et al., 2019) e PET2 7M (NAKAMURA et al., 2021). A 

presença de resíduos de glicina em estruturas α-helicoidais geralmente está associada à 

instabilidade. Em contraste, a presença de alanina é considerada mais estável devido ao seu 

efeito hidrofóbico e entropia de dobramento (LÓPEZ-LLANO et al., 2006). A enzima PET2 

(NAKAMURA et al., 2021) contém uma α-hélice com resíduos de glicina próximos ao resíduo 

de serina da tríade catalítica. Consequentemente, os autores substituíram G177 até G180 por 

alanina, uma de cada vez. A mutação G180A foi uma das mais eficazes, melhorando a estrutura 

secundária da enzima variante e aumentando significativamente sua temperatura de fusão e 
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atividade enzimática em PET. A DuraPETase (CUI et al., 2019) apresentou resultados similares 

com a mutação G165A, que aumentou tanto a atividade de degradação do PET quanto a 

estabilidade térmica da enzima devido à estabilização da hélice α4 e a consequente estabilização 

da tríade catalítica. 

Finalmente, a estratégia de modificação de carga superficial foi usada para projetar 

Thc_Cut2_DM (RIBITSCH et al., 2017) e PET2 7M (NAKAMURA et al., 2021). As mutações 

N29R/V30A projetadas nas regiões de superfície de Thc_Cut2_DM influenciaram 

significativamente a hidrólise de PET (HERRERO ACERO et al., 2011) e PLLA (RIBITSCH 

et al., 2017). As estruturas das enzimas mutantes e do tipo selvagem foram resolvidas e 

analisadas. No entanto, os autores não observaram mudanças estruturais significativas entre as 

enzimas. Para explicar o aumento da atividade da enzima variante em relação ao PLLA, os 

autores usaram estudos de dispersão de raios X de pequeno ângulo (SAXS) e descobriram que 

a variante Thc_Cut2_DM parece mais compacta e exibe mudanças na interface proteína-água. 

Já as mutações F105R/E110K em PET2 7M (NAKAMURA et al., 2021) foram baseadas em 

resíduos de aminoácidos característicos da IsPETase, para aumentar a atividade enzimática e a 

estabilidade térmica. Quando avaliadas individualmente, ambas as mutações aumentaram a Tm 

e a atividade enzimática. As cargas de superfície das enzimas selvagens e mutantes foram 

calculadas pelo software Adaptive Poisson-Boltzmann Solver (APBS) e comparadas. A enzima 

PET2 de tipo selvagem mostrou cargas neutras a negativas em torno de F105 e E110. Por outro 

lado, em PET2 7M, a área com cargas positivas foi mais proeminente do que a enzima selvagem 

e semelhante às cargas positivas na superfície da IsPETase. 

De modo geral, as variantes de cutinases com melhorias notáveis envolvem o uso de 

estratégias combinadas para melhoria da atividade e termoestabilidade. A variante LC-cutinase 

(TOURNIER et al., 2020), por exemplo, exibiu melhorias significativas na atividade de 

hidrólise de PET (aumento na taxa de degradação de 52 para 85%) e nos valores de Tm (aumento 

de 9,3 °C). Para isso, duas estratégias distintas de modificação foram combinadas: remodelação 

do sítio catalítico (Figura 6) e substituição de sítios de ligação de metais divalentes por pontes 

dissulfeto. Uma combinação de estratégias semelhantes resultou em uma taxa aumentada de 

degradação de PET (de 16 para 33%) e valores de Tm (aumento de 17,3 °C) para a variante 

Cut190*(ODA et al., 2018). 

 

Figura 6: Estrutura tridimensional da LC-cutinase do tipo selvagem (magenta) (PDB: 4EB0) e 

LC-cutinase variante (rosa claro) (PDB: 6THT). (A) A estrutura é representada em forma de 

desenho com destaque para os aminoácidos da tríade catalítica (amarelo) e aminoácidos 
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mutantes (verde). (B) Representação da superfície de contato da enzima com o solvente, 

destacando os aminoácidos da tríade catalítica (amarelo) e aminoácidos mutados (verde). 

 

Fonte: Figura gerada pela autora, com base na estrutura cristalina resolvida e depositada no 

banco de dados PDB. 

 

Apesar dos excelentes resultados da estratégia colaborativa, algumas projeções focadas 

em uma única estratégia também alcançaram resultados animadores. O ajuste da fenda de 

ligação ao substrato, por exemplo, parece ser uma modificação significativa e 

consideravelmente eficiente para algumas cutinases como PES-H1 variante 1 (PFAFF et al., 

2022) que aumentou a taxa de degradação do PET de 27 para 62,4% após mutações para 

remodelar a abertura do sítio catalítico e a cutinase TfCut-4Mz (CHEN et al., 2022) que 

aumentou a taxa de degradação do PET de 2,5 para 90%. Além disso, duas outras cutinases 

(LCC, GenBank AEV21261.1 e BhrPETase, GenBank A0A2H5Z9R5) projetadas com 

mutações correspondentes às mutações TfCut-4Mz aumentaram as taxas de degradação de PET 

em 26% (LCC-SGIK) e 73% (BhrPETase-SGIK) (CHEN et al., 2022). 

Outro aspecto relevante na projeção das cutinases são os dois grandes grupos de 

abordagens aplicadas na identificação de mutações potencialmente positivas. A maioria dos 
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estudos revisados usou uma abordagem racional para obter variantes mais eficientes 

(BOLLINGER et al., 2020; ODA et al., 2018; TOURNIER et al., 2020). Estratégias racionais 

são baseadas em mutações pontuais específicas, ou seja, conhecimento prévio ou previsão da 

relação entre os aminoácidos mutados e a funcionalidade a ser otimizada (MARTÍNEZ; 

SCHWANEBERG, 2013). Além do conhecimento da estrutura terciária da enzima, 

bioinformática, modelagem molecular e técnicas de química computacional são necessárias 

para prever a relação estrutura-função de proteínas otimizadas por meio desse tipo de estratégia 

(KUMAR; SINGH, 2013). 

Alguns estudos recentes aplicaram métodos computacionais mais robustos para 

redesenhar cutinases com fluxos de trabalho complexos que prometem melhorar a qualidade 

das previsões de estabilidade de proteínas (CUI et al., 2021; LI et al., 2022a; LU et al., 2022). 

A variante TfCut2, por exemplo, foi obtida combinando os métodos modelagem Dinâmica 

Molecular (MD) e Machine Learning (ML). As características estruturais foram obtidas pelo 

método MD e usadas como entrada para o método ML (LI et al., 2022a). Para a projeção da 

FAST-PETase, os autores usaram uma rede neural convolucional auto-supervisionada (CNN) 

tridimensional (3D), e as previsões foram feitas com base em estruturas cristalinas resolvidas. 

Além das mutações previstas pelo aprendizado de máquina, duas outras mutações, também 

presentes em outros mutantes de IsPETase, foram inseridas na FAST-PETase (LU et al., 2022). 

Outra variante de IsPETase, DuraPETase, foi obtida pela combinação de métodos 

computacionais. As mutações foram previstas com base na função estatística de energia, função 

de energia baseada em campo de força e um método baseado em filogenia (CUI et al., 2019). 

Ambas as abordagens de projeção de mutações apresentam vantagens e desvantagens. 

As abordagens racionais para redesenho de proteínas podem limitar a exploração dos efeitos de 

múltiplas mutações. Projetar enzimas mais eficientes pode exigir variações complexas de 

sequência. E quanto maior o número de mutações ou intervenções, maior a possibilidade de 

efeitos não intencionais, como dobramento incorreto de proteínas. Com avanços em métodos 

computacionais baseados em cálculos de energia, aprendizado de máquina e análise 

filogenética, é possível fornecer maneiras de evitar isso (BOMMARIUS; BLUM; 

ABRAHAMSON, 2011; KUMAR; SINGH, 2013; MARTÍNEZ; SCHWANEBERG, 2013). 

No entanto, apesar dos avanços, os métodos computacionais ainda apresentam limitações. 

Algumas técnicas envolvem altos custos computacionais. Além disso, as previsões podem ser 

limitadas devido à quantidade e qualidade dos dados experimentais disponíveis (CUI et al., 

2021; MUSIL et al., 2019). 
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Por fim, outro aspecto crítico observado é que os estudos mais recentes de engenharia 

de cutinases focam em enzimas derivadas de organismos procarióticos. A LC-cutinase é uma 

das enzimas mais exploradas, juntamente com a IsPETase. No entanto, existe uma diversidade 

de microrganismos produtores de cutinases. Organismos eucarióticos, como fungos 

fitopatogênicos, podem conter vários genes de cutinase no genoma que codificam proteínas 

com ampla funcionalidade e baixa similaridade de sequência. Portanto, várias enzimas podem 

ser exploradas para projetar sequências otimizadas para aplicações biotecnológicas específicas 

(ARYA; COHEN, 2022; NOVY et al., 2021). A exploração dessa diversidade de cutinases pode 

contribuir para o aumento de dados experimentais robustos e, juntamente com a evolução dos 

métodos computacionais, levar ao desenvolvimento de enzimas altamente ativas e estáveis. Este 

cenário facilitará o redesenho de cutinases para aplicações específicas, reduzindo o esforço 

experimental e permitindo o uso eficiente de métodos com custos computacionais razoáveis. 

 

2.5 CONSIDERAÇÕES SOBRE O ESTADO DA ARTE 

 

Com base na revisão de literatura apresentada neste capítulo, a produção de cutinases 

de F. verticillioides é pouco explorada na literatura. As cutinases são uma classe de enzimas 

com ampla gama de aplicações, recentemente o interesse em aplicá-las na hidrólise de 

polímeros tem ganhado destaque. No entanto, explorar o potencial dessas enzimas exige o uso 

de estratégias de produção que proporcionem um aumento de rendimento. Além disso, é 

necessário explorar características funcionais e estruturais dessas enzimas para inferir suas 

possíveis aplicações com maior precisão. Muitas cutinases podem apresentar dificuldades para 

hidrolisar alguns tipos de compostos, especialmente plásticos. Nesse sentido, análises de 

estrutura in silico da enzima combinadas com análises funcionais podem fornecer um panorama 

geral sobre as enzimas e nortear as propostas de aplicação. Sendo assim, o presente trabalho 

contribui para a ampliação do conhecimento sobre cutinases de F. verticillioides.  

 

3 MATERIAL E MÉTODOS 

 

Este tópico é composto por duas etapas experimentais (Figura 7). A primeira fase 

envolve a produção de cutinase por F. verticillioides selvagem. Em seguida apresenta-se a 

metodologia aplicada na produção das cutinases recombinantes. 
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Figura 7: Fluxograma das etapas experimentais desenvolvidas. A etapa 1 refere-se à produção 

de cutinase pelo fungo selvagem e resultou em baixos rendimentos enzimáticos. A etapa 2 

refere-se à produção das cutinases de F. verticillioides em um sistema de expressão 

 

 

3.1 PRODUÇÃO DE CUTINASE PELO MICRORGANISMO NATIVO 

 

3.1.1 Substratos e outros químicos 
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Todos os produtos químicos utilizados foram adquiridos da Sigma-Aldrich e Neon 

Reagentes Analíticos. Os substratos utilizados neste estudo foram subprodutos agroindustriais 

obtidos nas agroindústrias da região de Santa Maria, no estado do Rio Grande do Sul, Brasil. 

Os substratos foram: farelo de arroz e casca de arroz. Ambos foram usados como recebidos. O 

farelo de arroz foi mantido a -12 °C até o momento da fermentação. 

 

3.1.2 Microrganismo e inóculo 

 

No presente estudo foi utilizado o microrganismo F. verticillioides. A cepa foi obtida 

no Laboratório de Fitopatologia da Universidade Federal de Santa Maria (UFSM). O 

microrganismo foi cultivado em placas de Petri contendo batata-dextrose- ágar (BDA) a 28 °C 

por 7 dias e mantido a 4 °C. 

Para inoculação do substrato sólido utilizou-se uma estratégia que consistiu na 

inoculação de uma suspensão líquida contendo micélios fúngicos. Três discos de 6 mm de 

micélio fúngico foram transferidos para um frasco de Erlenmeyer contendo 100 mL de meio de 

batata-dextrose e mantidos a 28 °C por 3 dias sob agitação a 120 rpm. Utilizou-se uma 

incubadora refrigerada com agitação TE-424 (Tecnal). 

 

3.1.3 Fermentação em estado sólido 

 

As fermentações foram realizadas em frascos cônicos (500 mL) contendo 30 g de 

substrato seco. O teor de umidade e a proporção dos substratos foram ajustados de acordo com 

o planejamento experimental. Posteriormente, o material sólido foi autoclavado a 121 °C por 

20 minutos. Após o resfriamento até a temperatura ambiente (aproximadamente 25 °C), o 

inóculo foi adicionado e as fermentações foram conduzidas em uma incubadora BOD TE-371 

(Tecnal) por tempo especificado. No final da fermentação, o material sólido fermentado foi 

utilizado para a extração da enzima produzida. Foi realizada uma triagem inicial que consistiu 

no uso de um planejamento Plackett-Burmann com 12 experimentos (PB12) mais cinco pontos 

centrais para identificar as variáveis significativas no processo. As variáveis estudadas foram a 

porcentagem, em peso, de farelo de arroz no meio (30 g de meio composto por farelo de arroz 

+ casca de arroz), densidade de inóculo, solução de micronutrientes com proporção em peso de 
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cada componente 1:1 (K2HPO4, MgSO4, KCl e FeSO4·7H2O e NaCl), temperatura e teor de 

umidade do meio. A Tabela 6 apresenta o intervalo de variáveis investigadas. As fermentações 

foram realizadas utilizando o fungo F. verticillioides e diferentes proporções de farelo de arroz 

e casca de arroz como substrato por 10 dias. 

 

Tabela 6: Matriz do planejamento Plackett-Burmann para seleção de variáveis significativas no 

processo de fermentação. Planejamento consistiu em 12 experimentos variando os valores de 

cada variável em torno dos pontos centrais. Foram realizados cinco ensaios com os valores 

médios das variáveis (pontos centrais). Todos os valores reais e codificados utilizados para os 

cálculos estatísticos são fornecidos na tabela. 

Ensaio X1 X2 X3 X4 X5 

1 75,0 (+1) 10,0 (-1) 5,0 (+1) 25,0 (-1) 40,0 (-1) 

2 75,0 (+1) 20,0 (+1) 0,0 (-1) 35,0 (+1) 40,0 (-1) 

3 25,0 (-1) 20,0 (+1) 5,0 (+1) 25,0 (-1) 80,0 (+1) 

4 75,0 (+1) 10,0 (-1) 5,0 (+1) 35,0 (+1) 40,0 (-1) 

5 75,0 (+1) 20,0 (+1) 0,0 (-1) 35,0 (+1) 80,0 (+1) 

6 75,0 (+1) 20,0 (+1) 5,0 (+1) 25,0 (-1) 80,0 (+1) 

7 25,0 (-1) 20,0 (+1) 5,0 (+1) 35,0 (+1) 40,0 (-1) 

8 25,0 (-1) 10,0 (-1) 5,0 (+1) 35,0 (+1) 80,0 (+1) 

9 25,0 (-1) 10,0 (-1) 0,0 (-1) 35,0 (+1) 80,0 (+1) 

10 75,0 (+1) 10,0 (-1) 0,0 (-1) 25,0 (-1) 80,0 (+1) 

11 25,0 (-1) 20,0 (+1) 0,0 (-1) 25,0 (-1) 40,0 (-1) 

12 25,0 (-1) 10,0 (-1) 0,0 (-1) 25,0 (-1) 40,0 (-1) 

13 50,0 (0) 15,0 (0) 2,5 (0) 30,0 (0) 60,0 (0) 

14 50,0 (0) 15,0 (0) 2,5 (0) 30,0 (0) 60,0 (0) 

15 50,0 (0) 15,0 (0) 2,5 (0) 30,0 (0) 60,0 (0) 

16 50,0 (0) 15,0 (0) 2,5 (0) 30,0 (0) 60,0 (0) 

17 50,0 (0) 15,0 (0) 2,5 (0) 30,0 (0) 60,0 (0) 

Onde: X1 Porcentagem de farelo de arroz (%); X2 Densidade de inóculo (%); X3 Solução de 

micronutrientes (%); X4 Temperatura (°C); X5 Umidade (%). 

 

A etapa seguinte consistiu na maximização da produção de cutinase por Fusarium 

verticillioides aplicando um delineamento composto central rotacional (DCCR) para três 

variáveis independentes (temperatura, umidade e a porcentagem de farelo de arroz). A 

densidade de inóculo foi fixada em 20% em peso. A Tabela 7 apresenta o intervalo de variáveis 

investigadas. 

Fermentações adicionais foram realizadas, nas condições ótimas obtidas através do 

DCCR, com o intuito de avaliar a influência da espessura do meio na produção de cutinase. 
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Para tanto, foram preparadas fermentações com 2, 4, 6 e 8 cm de espessura de substrato seco. 

Em seguida avaliou-se a produção de cutinase em diferentes tempos de fermentação. Os tempos 

de fermentação avaliados foram 2, 4, 6, 8, 10 e 12 dias. 

 

Tabela 7: Matriz do planejamento DCCR para otimização das variáveis significativas no 

processo de fermentação. Planejamento consistiu na avaliação de três variáveis independentes 

(temperatura, umidade e a porcentagem de farelo de arroz). Todos os valores reais e codificados 

das variáveis, utilizados para os cálculos estatísticos, são fornecidos na tabela. 

Ensaio 
Porcentagem de farelo de 

arroz (%) 
Temperatura (°C) Umidade (%) 

1 60,0 (-1) 22,4 (-1) 60,0 (-1) 

2 80,0 (+1) 22,4 (-1) 60,0 (-1) 

3 60,0 (-1) 29,6 (+1) 60,0 (-1) 

4 80,0 (+1) 29,6 (+1) 60,0 (-1) 

5 60,0 (-1) 22,4 (-1) 80,0 (+1) 

6 80,0 (+1) 22,4 (-1) 80,0 (+1) 

7 60,0 (-1) 29,6 (+1) 80,0 (+1) 

8 80,0 (+1) 29,6 (+1) 80,0 (+1) 

9 53,2 (-1,68) 26,0 (0) 70,0 (0) 

10 86,8 (+1,68) 26,0 (0) 70,0 (0) 

11 70,0 (0) 20,0 (-1,68) 70,0 (0) 

12 70,0 (0) 32,0 (+1,68) 70,0 (0) 

13 70,0 (0) 26,0 (0) 53,2 (-1,68) 

14 70,0 (0) 26,0 (0) 86,8 (+1,68) 

15 70,0 (0) 26,0 (0) 70,0 (0) 

16 70,0 (0) 26,0 (0) 70,0 (0) 

17 70,0 (0) 26,0 (0) 70,0 (0) 

18 70,0 (0) 26,0 (0) 70,0 (0) 

 

3.1.4 Composição centesimal do substrato 

 

O farelo e a casca de arroz utilizados como substrato foram submetidos a análises de 

composição centesimal. As análises foram realizadas pelo Laboratório de Análises LABCAL, 

no Departamento de Ciência e Tecnologia de Alimentos do Centro de Ciências Agrárias da 

Universidade Federal de Santa Catarina (UFSC), conforme os certificados de ensaio do 

ANEXO I. Foram analisados resíduo mineral fixo, teor de gordura e umidade e voláteis, ambos 
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pelo Método IAL. O teor de proteína e fibra alimentar total, ambos pelo Método AOAC, e 

carboidratos totais pelo Método RDC n° 360. 

 

3.1.5 Scale up da produção de cutinase 

 

A produção de cutinase foi testada em duas configurações de reatores. Foram utilizadas 

750 g de substrato (farelo e casca de arroz), preenchendo aproximadamente 50% do volume 

total do reator. As fermentações foram mantidas a temperatura ambiente, de aproximadamente 

28 °C durante 7 dias. A temperatura de 28 °C está dentro da faixa de temperatura otimizada no 

DCCR e 7 dias são suficientes para visualizar o crescimento do microrganismo e a consequente 

atividade de cutinase. 

A primeira configuração consistiu em um reator com agitação mecânica e injeção de ar 

na parte inferior do reator, conforme Figura 8. Com essa configuração foram realizadas duas 

fermentações. Na primeira fermentação utilizou-se a umidade inicial de 80%, injeção de ar 

úmido no reator e agitação durante 5 minutos a cada 12 horas. Na segunda fermentação utilizou-

se umidade de 60%, intercalou-se a injeção de ar seco e úmido a cada 24 horas e agitação 

durante 2 minutos a cada 24 horas.  

A segunda configuração consistiu em um reator de leito fixo com injeção de ar na parte 

inferior do reator, conforme Figura 9. Também foram conduzidas duas fermentações nesta 

configuração de reator. A primeira em condição de umidade inicial de 80%, e injeção de ar 

úmido. A segunda com condição de umidade inicial de 60% e intercalando a injeção de ar seco 

e úmido a cada 24 horas. 

 

Figura 8: Configuração do biorreator com agitação mecânica utilizado nos testes de aumento 

de escala da produção de cutinase de F. verticillioides. 
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Figura 9: Configuração do biorreator de leito fixo utilizado nos testes de aumento de escala da 

produção de cutinase de F. verticillioides. 

 

 

3.1.6 Extração da enzima 

 

O material sólido fermentado foi usado para extração da enzima. Para tanto adicionou-

se água destilada ao material sólido, em uma proporção de massa sólida/ massa líquida de 1:10, 

condição semelhante às encontradas na literatura (DE OLIVEIRA et al., 2019a; FRAGA; 
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CARVALHO; MACEDO, 2012). O material + água destilada foi mantido sob agitação a 30 

°C, 120 rpm por 30 minutos. Utilizou-se uma incubadora refrigerada com agitação TE – 424 

(Tecnal). Posteriormente, o material foi filtrado usando papel filtro e o sobrenadante utilizado 

na determinação da atividade enzimática. 

 

3.1.7 Determinação da atividade de cutinase  

 

Para determinação da atividade da enzima foi aplicado o método espectrofotométrico 

após a hidrólise de p-NPB a 405 nm (GIGLI et al., 2019). O volume total da reação foi de 4 

mL. Seguiu-se uma metodologia relatada na literatura (PIO; MACEDO, 2008). Uma mistura 

reacional contendo 1,12 mM de p-NPB dissolvido em solução de tampão fosfato 50 mM, pH 

6,8, composta por 0,2% de Tween 80 e 0,43 M de tetrahidrofurano (THF). Alíquotas de 0,07 

mL de sobrenadante obtido na extração foram adicionadas a 3,43 mL da mistura reacional. 

Durante 15 minutos a reação acompanhou-se a reação e em seguida comparou-se com o branco. 

A mistura reacional foi utilizada no preparo do branco, neste caso adicionou-se 0,07 mL de 

tampão fosfato a 3,43 mL da mistura. Uma unidade de atividade cutinolítica foi definida como 

a quantidade de cutinase necessária para liberar um micromol de p-nitrofenil em 1 minuto nas 

condições determinadas. 

 

3.1.8 Análise estatística dos resultados 

 

Todos os resultados foram analisados usando o software Statistica® 7.0 (Statsoft Inc., 

Tulsa, OK, USA), considerando um nível de significância de 95 %. 

 

3.2 PRODUÇÃO DE CUTINASE RECOMBINANTE DE FUSARIUM VERTICILLIOIDES 

 

3.2.1 Análise das sequências de cutinases 

 

O banco de dados EnsemblFungi foi usado para pesquisar genes de cutinase no genoma 

de F. verticillioides. As sequências dos genes resultantes da pesquisa foram avaliadas quanto a 
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presença de sítio catalítico e de domínios conservados de cutinases. As previsões de domínio 

conservado e sítios catalíticos ativos foi realizada no InterPro Scan (QUEVILLON et al., 2005; 

ZDOBNOV; APWEILER, 2001). As pesquisas por genes homólogos foram realizadas usando 

o servidor NCBI BLAST (ALTSCHUL et al., 1990). A plataforma SignalP 5.0 foi utilizada 

para prever a existência de peptídeo sinal nativo nos genes (ARMENTEROS et al., 2019). Para 

expressão do gene em um sistema procarioto o peptídeo sinal nativo do fungo precisa ser 

removido para correta expressão da proteína. A presença de ligações dissulfeto foi prevista no 

servidor web DiANNA (FERRÈ; CLOTE, 2005). Os sítios de N-glicosilação e O-glicosilação 

foram previstos nos servidores NetNglyc (GUPTA; BRUNAK, 2002) e NetOglyc 

(STEENTOFT et al., 2013), respectivamente. A ferramenta ExPASy foi utilizada para calcular 

o ponto isoelétrico (pI) teórico das proteínas (GASTEIGER et al., 2005). O peso molecular 

teórico foi calculado com a ferramenta Protein Molecular Weight 

(https://bioinformatics.org/sms/prot_mw.html). 

 

3.2.2 Análise filogenética das cutinases 

 

Para a análise de filogenia, as sequências de todas as cutinases de F. verticillioides foram 

recuperadas da base de dados do EnsemblFungi. Um alinhamento multiplo foi realizado 

considerando estas sequências, todas as enzimas CE5 caracterizadas na base CAZy, além de 

todas as sequências revisadas de Sordariomycetes contidas no banco de dados Uniprot. O 

alinhamento foi realizado com a plataforma T-COFFEE (análise por homologia) com 

parâmetros pré-definidos pelo servidor e a análise de máxima verossimilhança foi executada 

no modo “a la carte”. O alinhamento obtido após a análise no T-COFFEE foi utilizado como 

input para a construção da árvore filogenética usando PhyML. Approximate Likelihood-Ratio 

Test (aLRT) foi o teste estatístico para definição dos ramos tendo modelo SH-like com 

substituição como parâmetro. A figura da árvore final foi obtida usando a plataforma online 

iTOL. 

 

3.2.3 Produção da proteína recombinante 

 

https://bioinformatics.org/sms/prot_mw.html
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As sequências CDS de três cutinases precursoras de Fusarium verticillioides FvCut1, 

FvCut2 e FvCut3, obtidas do EnsemblFungi com os números de acesso FVEG_12346T0, 

FVEG_03395 e FVEG_13638, respectivamente, foram inseridas no plasmídeo pET28a (+) 

(Figura 10). As sequências de nucleotídeos dos genes foram otimizadas para E. coli sem alterar 

a sequência de aminoácidos codificada e os peptídeos de sinal nativos foram removidos. O 

relatório de otimização está disponível no ANEXO II. Os genes foram clonados nos sítios de 

restrição únicos no pET28a (+) e marcados com 6xHis-tag em N-terminal. A marcação da 

proteína com 6xHis-tag possibilita a purificação por afinidade. Os sítios de restrição usados 

para FvCut1 foram BamHI e XhoI e no caso de FvCut2 e FvCut3 os sítios de restrição foram 

EcoRI e SalI. Os genes otimizados, inseridos nos respectivos sítios de restrição foram 

sintetizadas pela FastBio Ltda (Ribeirão Preto, Brasil). 

 

Figura 10: Mapa do vetor de expressão pET28a (+) utilizado para produção das cutinases de F. 

verticillioides nas cepas de E. coli BL21 (DE3) e Arctic Express (DE3) antes da clonagem dos 

genes de cutinase. 

 

Fonte: Imagem gerada no SnapGene a partir da sequência do vetor comercial. 
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Células competentes das cepas E. coli DH5-α, BL21(DE3) e Arctic Express (DE3) 

foram preparadas. As construções sintéticas pET28a(+)_FvCut1, pET28a(+)_FvCut2 e 

pET28a(+)_FvCut3 foram transformadas em E coli DH5-α para replicação vetorial. Os 

plasmídeos foram extraídos da cepa DH5-α e usados para transformação das cepas de 

expressão. As proteínas foram expressas em E. coli BL21(DE3) e Arctic Express (DE3). Todas 

as transformações foram realizadas por eletroporação e selecionadas em placas de ágar com 

meio Luria-Bertani (LB) contendo 50 µg/mL de canamicina para seleção de cepas BL21(DE3) 

e 35 µg/mL de canamicina e 12,5 µg/mL de gentamicina para seleção de cepas Arctic Express 

(DE3). Os transformantes positivos foram selecionados por PCR de colônia usando iniciadores 

T7. As colônias de BL21(DE3) e Arctic Express (DE3) selecionadas foram avaliadas para 

produção de cutinases em volume de 50 mL. A cepa Arctic Express (DE3) foi selecionada e 

cultivada por 12 horas a 37 °C, 250 rpm com os respectivos antibióticos, depois diluída (1:50) 

em um volume final de 800 mL. Após, as células foram cultivadas a 30 °C, 250 rpm por 4 horas 

e a indução realizada pela adição de 1 mM de Isopropil β-d-1-tiogalactopiranósido (IPTG) e 

outra incubação a 12 °C por 24 horas. A cultura induzida foi centrifugada a 10.000 rpm por 15 

minutos a 4 °C. O sedimento foi ressuspenso em 10 mL de tampão de lise contendo lisozima, 

PMSF, DNAse e Tris-HCl (50 mM, pH 7,5 para FvCut1 e FvCut2 e pH 8,5 para FvCut3) e foi 

sonicado (Sonicator QR500 W) com amplitude de 30% em 5 ciclos de pulsos de 20 segundos 

com um intervalo de 30 segundos. A fração insolúvel foi separada por centrifugação (10.000 

rpm por 20 minutos) a 4 °C. As proteínas solúveis do sobrenadante foram utilizadas na etapa 

de purificação. 

 

3.2.4 Purificação da proteína 

 

FvCut1, FvCut2 e FvCut3 foram purificados por cromatografia de afinidade de íons 

metálicos imobilizados (IMAC) usando resina TALON carregada com Co2+ (Takara Bio®). O 

fluxo geral de purificação da proteína com etiqueta 6xHis está representado na Figura 11. A 

resina foi equilibrada com 50 mM Tris-HCl (pH 7,5 para FvCut1 e FvCut2 e pH 8,5 para 

FvCut3). Foi feita a lavagem da coluna com tampão e as cutinases foram eluídas da resina com 

um gradiente linear de imidazol (0-500 mM). Uma segunda etapa de purificação foi realizada 

por SEC usando um Superdex 200 16/600 HiLoad (GE Healthcare - 124 mL) no sistema AKTA 

automatizado equipado com detector de UV (280 nm). A coluna SEC foi equilibrada com 

50 mM Tris-HCl, pH 7,5 para FvCut1 e FvCut2, e 50 mM Tris-HCl, pH 8,5 para FvCut3. As 
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frações contendo a proteína alvo foram concentradas usando um Vivaspin Turbo 15 3K 

(Sartorius, Gottingen, Alemanha). A concentração de proteína foi estimada no fluorômetro 

Qubit 3.0 (Life Technologies, Carlsbad, Califórnia, EUA) com base na absorbância de UV a 

280 nm. A pureza das cutinases foi determinada por eletroforese em gel de dodecil sulfato de 

sódio e poliacrilamida (SDS-PAGE). 

 

Figura 11: Fluxo de trabalho geral para purificação de proteína com etiqueta 6xHis por IMAC 

usando resina TALON carregada com Co2+. A coluna é carregada com a fração solúvel de 

cutinase, em seguida são realizadas etapas de lavagem para eliminar compostos indesejáveis, 

inclusive outras proteínas, por fim a cutinase marcada com a etiqueta 6xHis é eluida em tampão 

com imidazol. 
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Fonte: A autora. 

 

3.2.5 Atividade enzimática 

 

A atividade da esterase foi medida à temperatura ambiente usando p-NPB como 

substrato de acordo com (GIGLI et al., 2019). A reação foi realizada com tampão Tris-HCl 50 

mM (pH 7,7), p-NPB 1 mM e 10 ng de proteína em um volume final de 200 µL. Após 2 minutos 
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de reação, a enzima foi inativada em nitrogênio líquido (CAUSSETTE et al., 1998) e foi medida 

a absorbância a 405 nm por espectrofotometria em placa de 96 poços. Nas amostras de controle 

foram adicionados 4 μL do tampão ao invés da solução enzimática e este valor foi descontado 

das condições testadas. Uma unidade (U) de atividade enzimática foi definida como a 

quantidade de enzima necessária para hidrolisar 1 μmol de substrato por minuto nas condições 

testadas. 

 

3.2.6 Caracterização das cutinases 

 

3.2.6.1 Efeitos da temperatura e do pH na atividade enzimática 

 

O efeito da temperatura na atividade enzimática foi determinado incubando a reação em 

tampão Tris-HCl 50 mM (pH 7,7) e avaliando as temperaturas de 10 a 65 °C. O efeito do pH 

foi determinado incubando a reação com a temperatura ideal em tampão HCl-glicina 50 mM 

(pH 2,0 - 3,0), tampão acetato de sódio (pH 3,0 - 6,0), tampão fosfato de sódio (pH 6,0 - 7,0), 

Tris-HCl tampão (pH 7,0 - 9,0) e tampão NaOH-glicina (pH 9,0 - 10,0). Para definir os efeitos 

da temperatura e do pH na atividade enzimática, a atividade máxima obtida foi definida como 

100%. 

 

3.2.6.2 Efeitos de solventes orgânicos, íons metálicos, inibidores e detergentes na atividade 

enzimática 

 

O efeito dos solventes orgânicos foi investigado adicionando separadamente 15 e 30% 

(v/v) de metanol, etanol, isopropanol, butanol, acetona e dimetil sulfóxido (DMSO) na reação. 

O efeito de íons metálicos, inibidores e detergentes no sistema de reação também foi avaliado 

separadamente. Os íons, inibidores e detergentes usados foram (1 ou 5 mM) MgSO4, MnSO4, 

CaCl2, CoCl2, NaCl, KCl, NiSO4, ZnSO4, Tween 80, Triton-X100, dodecil sulfato de sódio 

(SDS), PMSF, e ácido etilenodiaminotetracético (EDTA). As reações foram realizadas em 

condições ótimas de temperatura e pH. A atividade da amostra controle, sem aditivos, foi 

considerada 100%. 



85 
 

 

3.2.6.3 Determinação dos parâmetros cinéticos 

 

Os ensaios enzimáticos para determinação dos parâmetros bioquímicos das cutinases 

(Km e Vmax) foram realizados com diferentes concentrações de p-NPB (0,03-2,50 mM) sob 

temperatura e pH ótimos previamente determinados. Com base nas medidas de absorbância, os 

valores aparentes de Km e Vmax foram calculados usando gráficos de Lineweaver-Burk após 

medir as velocidades iniciais de reação em várias concentrações de substrato. Kcat e Kcat/Km 

também foram calculados. 

3.2.7 Modelagem por homologia 

 

Os modelos enzimáticos tridimensionais foram estabelecidos usando o servidor online 

SWISS MODEL (sem as sequências de peptídeo sinal e tag) (BERTONI et al., 2017; BIENERT 

et al., 2017; GUEX; PEITSCH; SCHWEDE, 2009; WATERHOUSE et al., 2018). As estruturas 

de referência (templates) foram selecionadas de acordo com a identidade de sequência com 

FvCut1, FvCut2 e FvCut3. Os templates com maior identidade de sequência foram utilizados. 

A referência para FvCut1 foi a cutinase de H. insolens (PDB id: 4OYY.1.A), para FvCut2 foi 

a cutinase de F. solani (PDB id: 1XZM.1.A) e para  FvCut3 foi a cutinase de F. oxysporum 

(PDB: 5AJH.2.A). As visualizações dos arquivos PDB gerados foram realizadas usando o 

software PyMOL™ viewer (2.5) para fins acadêmicos. 

 

3.2.8 Análises de hidrólise de PET 

 

FvCut1, FvCut2 e FvCut3 foram testados quanto à capacidade de degradação do PET. 

As garrafas PET pós-consumo foram moídas em moinho de martelos até um tamanho de 

partícula inferior a 0,5 mm. Os testes de hidrólise foram realizados em triplicata por 96 h, 300 

rpm, sob 2 condições de temperatura diferentes (30 e 50 °C). Em cada reação foram adicionados 

10 mg de PET, 10 µg da enzima e tampão Tris-HCl pH 8 até um volume final de 250 µL. Uma 

reação de controle foi preparada usando 10 mg de PET e tampão Tris-HCl pH 8 para um volume 

final de 250 µL. Após a hidrólise, as amostras foram preparadas para detecção UV com HPLC 
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(ARNLING BÅÅTH; BORCH; WESTH, 2020). O HPLC foi um Dionex UltiMate 3000 

(Thermo Scientific) com um detector de arranjo de diodos, equipado com uma coluna 

Acclaim™ 120 C18 (4,6 x 150 mm) empacotada com partículas C18, com 3 μm de diâmetro. 

O volume de injeção foi de 10 μL e as amostras foram eluídas com acetonitrila durante 25 min 

a uma taxa de fluxo de 0,8 mL/min e 25 °C. TPA e BHET foram usados como padrão para 

determinar o tempo de retenção e identificar a presença desses monômeros de PET nas amostras 

hidrolisadas. 
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4 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

  

Este tópico está dividido em duas seções principais. A primeira envolve a otimização da 

produção de cutinase por F. verticillioides selvagem via FES e testes de escalonamento. A 

segunda seção abrange a descoberta dos genes de cutinases no genoma de F. verticillioides, a 

produção heteróloga dessas enzimas em sistema procarioto, análises estruturais in sílico, 

caracterização funcional e testes de hidrólise de PET. 

 

4.1 PRODUÇÃO DE CUTINASE PELO MICRORGANISMO NATIVO 

  

Nesta seção são apresentados os resultados de otimização da produção de cutinase via 

FES. A enzima produzida nessa etapa foi obtida através do microrganismo nativo. Não foi 

aplicada nenhuma etapa de purificação de proteína. Todas as atividades enzimáticas foram 

obtidas a partir do extrato bruto que pode conter mais de uma cutinase, além de outras enzimas 

que podem ser produzidas e secretadas pelo fungo. Nos tópicos a seguir serão abordadas as 

etapas de screening de variáveis e scale up para produção de cutinase por FES. Os resultados 

obtidos nessa etapa foram publicados nos Anais do Simpósio Nacional de Bioprocessos (XXIII 

SINAFERM, XIV SHEB, ENZITEC) em 2022, com o título “Optimization of solid-state 

fermentation for the production of cutinase from Fusarium verticillioides”. 

 

4.1.1 Screening de variáveis para o processo de fermentação 

 

Inicialmente foi realizado um processo de screening das principais variáveis que 

poderiam influenciar na produção de cutinase via FES, utilizando o microrganismo selvagem. 

Em um estudo anterior a produção de cutinase via FES foi realizada utilizando um único 

substrato sólido (farelo de arroz) (DE OLIVEIRA et al., 2019a). Nessas condições percebeu-se 

algumas limitações no crescimento do fungo. Portanto, optou-se por avaliar a utilização da 

casca de arroz na composição do meio sólido, com o intuito de tornar o meio mais poroso e, 

consequentemente, melhorar a produção de cutinase pelo fungo selvagem. O screening inicial 

das variáveis foi realizado através de um planejamento experimental PB12. A Tabela 8 

apresenta as variáveis avaliadas e os resultados em termos de atividade enzimática obtidos no 
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PB12. Observa-se que os melhores resultados foram para os ensaios 6 e 10, com atividades de 

4,76 U/gsubstrato e 4,85 U/gsubstrato, respectivamente. O tempo de fermentação para cada ensaio 

foi de 10 dias (DE OLIVEIRA et al., 2019a). 

Os ensaios 6 e 10 diferem quanto a densidade de inóculo e a presença de solução de 

micronutrientes. Essas duas variáveis não foram significativas, conforme os efeitos de variáveis 

calculados e apresentados na Tabela 8. Já as variáveis proporção de farelo de arroz e casca de 

arroz, temperatura e umidade apresentam influência significativa na atividade enzimática (p < 

0,05). Os efeitos de todas as variáveis sobre a atividade enzimática apresentam-se na Tabela 9.  

 

Tabela 8: Matriz do planejamento Plackett-Burmann para seleção de variáveis significativas no 

processo de fermentação. Planejamento consistiu em 12 experimentos variando os valores de 

cada variável em torno dos pontos centrais. Foram realizados cinco ensaios com os valores 

médios das variáveis (pontos centrais). Todos os valores reais e codificados utilizados para os 

cálculos estatísticos são fornecidos na tabela, assim como os resultados em termos de atividade 

enzimática. 

Ensaio X1 X2 X3 X4 X5 X6 

1 75,0 (+1) 10,0 (-1) 5,0 (+1) 25,0 (-1) 40,0 (-1) 3,06 

2 75,0 (+1) 20,0 (+1) 0,0 (-1) 35,0 (+1) 40,0 (-1) 1,45 

3 25,0 (-1) 20,0 (+1) 5,0 (+1) 25,0 (-1) 80,0 (+1) 2,82 

4 75,0 (+1) 10,0 (-1) 5,0 (+1) 35,0 (+1) 40,0 (-1) 1,87 

5 75,0 (+1) 20,0 (+1) 0,0 (-1) 35,0 (+1) 80,0 (+1) 2,23 

6 75,0 (+1) 20,0 (+1) 5,0 (+1) 25,0 (-1) 80,0 (+1) 4,76 

7 25,0 (-1) 20,0 (+1) 5,0 (+1) 35,0 (+1) 40,0 (-1) 0,96 

8 25,0 (-1) 10,0 (-1) 5,0 (+1) 35,0 (+1) 80,0 (+1) 2,10 

9 25,0 (-1) 10,0 (-1) 0,0 (-1) 35,0 (+1) 80,0 (+1) 2,17 

10 75,0 (+1) 10,0 (-1) 0,0 (-1) 25,0 (-1) 80,0 (+1) 4,85 

11 25,0 (-1) 20,0 (+1) 0,0 (-1) 25,0 (-1) 40,0 (-1) 1,17 

12 25,0 (-1) 10,0 (-1) 0,0 (-1) 25,0 (-1) 40,0 (-1) 1,54 

13 50,0 (0) 15,0 (0) 2,5 (0) 30,0 (0) 60,0 (0) 4,00 

14 50,0 (0) 15,0 (0) 2,5 (0) 30,0 (0) 60,0 (0) 3,52 

15 50,0 (0) 15,0 (0) 2,5 (0) 30,0 (0) 60,0 (0) 3,88 

16 50,0 (0) 15,0 (0) 2,5 (0) 30,0 (0) 60,0 (0) 4,14 

17 50,0 (0) 15,0 (0) 2,5 (0) 30,0 (0) 60,0 (0) 3,74 

Legenda: X1 Porcentagem de farelo de arroz (%); X2 Densidade de inóculo (%); X3 Solução 

de micronutrientes (%); X4 Temperatura (°C); X5 Umidade (%); X6 Atividade (U/gsubstrato). 
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Tabela 9: Efeitos individual e médio das variáveis analisadas no planejamento Plackett-Burman 

sobre a atividade de cutinase produzida via FES. 

Variáveis Efeitos Erro padrão P-Valor 

Média 2,84 0,22 < 0,0001 

Proporção farelo de arroz/ 

casca de arroz 
1,24 0,52 0,0348 

Densidade de inóculo -0,37 0,52 0,4890 

Solução de micronutrientes 0,36 0,52 0,5028 

Temperatura -1,24 0,52 0,0358 

Umidade 1,48 0,52 0,0155 

 

A influência da temperatura e umidade já haviam sido avaliadas em trabalho anterior 

(DE OLIVEIRA et al., 2019a), uma vez que são variáveis críticas nos processos de FES 

(BELLON-MAUREL; ORLIAC; CHRISTEN, 2003; THOMAS; LARROCHE; PANDEY, 

2013). Nesse outro estudo foi utilizado apenas o farelo de arroz como substrato e observou-se 

que a umidade teve um efeito negativo e prejudicou o crescimento do microrganismo, 

provavelmente, devido à baixa distribuição de oxigênio no meio (DE OLIVEIRA et al., 2019a). 

Esse fato provavelmente ocorreu devido à porosidade baixa do meio sólido. A porosidade pode 

ser influenciada pelo teor de umidade, bem como pelo tamanho de partículas (SCHMIDELL et 

al., 2001). Diante disso, no presente estudo, optou-se por modificar a composição do substrato 

sólido, adicionando casca de arroz juntamente com o farelo de arroz, a fim de melhorar a 

porosidade do meio. Adicionando a casca de arroz ao meio, a umidade inicial passou a ter efeito 

positivo (Tabela 9). No entanto, a atividade enzimática (Tabela 8) obtida com a adição da casca 

de arroz foi menor (atividade máxima 4,85 U/gsusbtrato) se comparada aos resultados obtidos por 

(DE OLIVEIRA et al., 2019a) (atividade máxima 13,45 U/gsubstrato). A temperatura apresentou 

efeito negativo nos dois casos. 

 Com base nos resultados anteriores, um novo planejamento foi elaborado para melhor 

avaliação das variáveis significativas (relação farelo/ casca de arroz, temperatura e umidade). 

As respostas do DCCR, em termos de atividade enzimática, são apresentadas na Tabela 10.   

 

Tabela 10: Matriz do planejamento DCCR para otimização das variáveis significativas no 

processo de fermentação. Planejamento consistiu na avaliação de três variáveis independentes 

(temperatura, umidade e a porcentagem de farelo de arroz). Todos os valores reais e codificados 
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das variáveis, utilizados para os cálculos estatísticos, são fornecidos na tabela, assim como os 

resultados em termos de atividade enzimática. 

Ensaio 
Porcentagem de farelo 

de arroz (%) 

Temperatura 

(°C) 

Umidade 

(%) 

Atividade 

(U/gsubstrato) 

1 60,0 (-1) 22,4 (-1) 60,0 (-1) 2,77 

2 80,0 (+1) 22,4 (-1) 60,0 (-1) 3,01 

3 60,0 (-1) 29,6 (+1) 60,0 (-1) 3,17 

4 80,0 (+1) 29,6 (+1) 60,0 (-1) 3,44 

5 60,0 (-1) 22,4 (-1) 80,0 (+1) 3,29 

6 80,0 (+1) 22,4 (-1) 80,0 (+1) 3,06 

7 60,0 (-1) 29,6 (+1) 80,0 (+1) 4,61 

8 80,0 (+1) 29,6 (+1) 80,0 (+1) 4,09 

9 53,2 (-1,68) 26,0 (0) 70,0 (0) 3,53 

10 86,8 (+1,68) 26,0 (0) 70,0 (0) 3,36 

11 70,0 (0) 20,0 (-1,68) 70,0 (0) 1,76 

12 70,0 (0) 32,0 (+1,68) 70,0 (0) 1,53 

13 70,0 (0) 26,0 (0) 53,2 (-1,68) 3,13 

14 70,0 (0) 26,0 (0) 86,8 (+1,68) 5,09 

15 70,0 (0) 26,0 (0) 70,0 (0) 4,40 

16 70,0 (0) 26,0 (0) 70,0 (0) 4,75 

17 70,0 (0) 26,0 (0) 70,0 (0) 4,54 

18 70,0 (0) 26,0 (0) 70,0 (0) 4,47 

 

A análise dos resultados demonstra que a maior atividade de cutinase (5,09 U/gsubstrato) 

ocorreu no ensaio 14, cujas condições foram: meio contendo 70% de farelo de arroz, 

temperatura de 26 °C e umidade de 86,8%. A temperatura é semelhante a utilizada em outros 

processos fermentativos (CHAUDHARI; SINGHAL, 2015; DE OLIVEIRA et al., 2019a; PIO; 

MACEDO, 2008). É percebida uma diferença no teor de umidade inicial do meio na condição 

otimizada do presente estudo em relação ao estudo prévio (DE OLIVEIRA et al., 2019a). Os 

dados anteriores indicaram melhor atividade com umidade inicial de 50%. As diferenças 

encontradas no presente trabalho podem estar relacionadas a adição do substrato casca de arroz. 

Esse substrato adicional aumentou a porosidade do meio e possivelmente absorveu mais 

umidade em comparação ao farelo de arroz puro. Conforme (SOARES JÚNIOR et al., 2009), 

materiais com alta porcentagem de fibras em sua composição apresentam maior capacidade de 

absorção de água. Isso justificaria o atual resultado, já que a casca de arroz apresenta quase três 

vezes mais fibras em sua composição do que o farelo de arroz (Tabela 11). 
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Tabela 11: Composição centesimal dos substratos farelo e casca de arroz, utilizados na FES 

para produção de cutinase. 

Análise Casca de arroz (g/100g) Farelo de arroz (g/100g) 

Carboidratos totais 10,20 25,90 

Gordura (lipídeos) < 0,10 19,84 

Proteína 1,56 12,33 

Resíduo mineral fixo 17,40 10,84 

Umidade e voláteis 8,62 8,50 

Fibra alimentar total 61,70 22,6 

 

Além das diferenças notáveis no parâmetro umidade inicial do meio, também se 

observou que a atividade de cutinase foi menor quando o meio sólido continha uma mistura de 

substratos (casca de arroz e farelo de arroz) em comparação ao processo fermentação contendo 

farelo de arroz puro. A atividade máxima obtida para a mistura de substratos foi de 5,09 

U/gsubstrato (Tabela 10), enquanto no estudo anterior, após otimização, a atividade foi de 13,24 

U/gsubstrato. Essa queda na atividade de cutinase aparentemente também está relacionada à 

mistura de substratos utilizada. As análises de composição centesimal (Tabela 11) indicam que 

a casca de arroz é composta por uma quantidade menor de carboidrato, gordura e proteína se 

relação ao farelo de arroz. 

Conforme BORZANI et al. (2001) os fungos, por serem microrganismos heterotróficos, 

precisam de uma fonte orgânica de carbono para seu desenvolvimento. A fonte mais comum é 

o carboidrato. Portanto o uso da casca de arroz (com menor teor de carboidrato) na formulação 

do substrato para fermentação fornece uma quantidade menos desse nutriente e pode estar 

relacionada a diminuição da atividade de cutinase. Outros fatores importantes para o 

crescimento microbiano são compostos como aminoácidos e ácidos graxos (BORZANI et al., 

2001). Os aminoácidos podem ser encontrados em proteínas, enquanto os ácidos graxos podem 

ser obtidos a partir de gorduras. Os teores desses compostos também são mais baixos na casca 

de arroz em relação ao farelo de arroz. Além disso, a casca de arroz possui lignina em sua 

composição (JULIANO; TUAÑO, 2019). A lignina é uma molécula complexa que confere 

rigidez a camada protetora da planta e atua como barreira física contra o ataque dos 

microrganismos sobre a parede celular vegetal. Essa molécula é capaz de retardar, ou mesmo 

impedir completamente a atuação microbiana sobre o substrato (DE CASTRO; PEREIRA, 

2010). Esse conjunto de fatores pode estar relacionado ao decréscimo nos valores de atividade 
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de cutinase no presente estudo. 

 Apesar dos menores valores de atividade enzimática, buscou-se compreender os efeitos 

individuais das variáveis otimizadas, bem como as interações desses efeitos sobre a atividade 

de cutinase. Os dados da Tabela 10 foram utilizados para calcular os efeitos lineares, 

quadráticos e interações entre variáveis, que são apresentados na Tabela 12. Os resultados 

indicam que a temperatura quadrática e umidade linear, juntamente com a média das variáveis 

foram significantes para a produção de cutinase. Com base nesses dados foi gerada a superfície 

de contorno para atividade da cutinase (Figura 12). 

 

Tabela 12: Efeitos lineares (L), quadráticos (Q) e de interação entre variáveis do DCCR na 

produção enzimática. (R² = 0,89957). 

Variáveis Efeitos Erro Padrão P-Valor 

Média 4,52 0,23 <0,0001 

Proporção farelo de arroz/ casca de arroz(L) -0,08 0,25 0,7657 

Proporção farelo de arroz/ casca de arroz(Q) -0,57 0,26 0,0557 

Temperatura (L) 0,41 0,26 0,1346 

Temperatura (Q) -1,85 0,26 <0,0001 

Umidade (L) 0,87 0,25 0,0077 

Umidade (Q) -0,11 0,26 0,6858 

Interação entre Proporção farelo de arroz/ casca de arroz 

(L) e Temperatura (L) 
-0,06 0,32 0,8457 

Interação entre proporção farelo de arroz/ casca de arroz 

(L) e Umidade (L) 
-0,31 0,32 0,3587 

Interação entre Temperatura (L) e Umidade (L) 0,38 0,32 0,2694 

 

Figura 12: Superfície de contorno para atividade de cutinase otimizada através do planejamento 

DCCR para três variáveis independentes (umidade, temperatura, composição do meio). A)  

Região de atividade ótima (vermelho escuro) quando a umidade foi fixada em 86,8%. B) Região 

de atividade ótima (vermelho escuro) quando a temperatura foi fixada em 26 °C. C) Região de 

atividade ótima (vermelho escuro) quando a composição do meio foi fixada em 70% farelo de 

arroz e 30% casca de arroz. 
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Além das variáveis otimizadas via planejamento DCCR, outro parâmetro de grande 

importância no processo estático de fermentação em estados sólido é a espessura da camada de 

substrato (DEMIR; TARI, 2016; STREDANSKY; CONTI, 1999), pois é uma variável 

relacionada ao teor de umidade durante a fermentação (DEMIR; TARI, 2016; ZHANG et al., 

2013). Para investigar o efeito da espessura da camada de substrato na produção cutinase por 

F. verticillioides foram realizados ensaios em frascos cilíndricos variando a espessura de meio 

seco de 2 a 8 cm. Os resultados são apresentados na Figura 13. 

 

Figura 13: Efeito de diferentes espessuras do substrato na atividade de cutinase para processo 

de produção via FES em frascos cilíndricos. 

 

As melhores atividades de cutinase foram obtidas para espessuras de substrato de 4 e 6 

cm; sendo que para a altura de meio de 6 cm foi possível observar uma queda leve na produção 

de cutinase. Esse resultado possivelmente está relacionado à quantidade de oxigênio disponível 

no meio. A espessura da camada de substrato é relacionada com a formação de gradientes de 

temperatura e oxigênio no leito (DEMIR; TARI, 2016). Para espessuras maiores a tendência é 

possuir uma quantidade menor de oxigênio no meio (STREDANSKY; CONTI, 1999). Essa 

característica pode influenciar as condições de transferência de calor e massa. O processo de 

FES envolve o transporte de oxigênio e água para a biomassa microbiana, dessa forma é gerado 
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calor metabólico devido à respiração e ao transporte de calor e dióxido de carbono do interior 

do substrato para a fase gasosa (DEMIR; TARI, 2016). A resistência a esses processos de 

transferência leva a formação de gradientes de concentração e temperatura, que podem ser 

minimizados a partir do parâmetro de espessura do leito (DEMIR; TARI, 2016).  

Além da espessura do meio, a produção de cutinase também foi avaliada em função do 

tempo de fermentação. Um aumento relevante na produção da enzima foi observado em todos 

os pontos amostrados. A atividade de cutinase foi de 7,74 e 9, 14 U/gsubstrato, em 10 e 12 dias de 

fermentação, respectivamente (Figura 13). Esses tempos de fermentação podem variar e 

dependem de diversos parâmetros de processo. Na literatura encontram-se dados de produção 

máxima de cutinase por F. oxysporum em 72 horas (FRAGA; CARVALHO; MACEDO, 2012), 

por outro lado, tempos de 10 dias de cultivo também foram observados para produção dessa 

enzima pelo mesmo microrganismo (DEGANI, 2015). Da mesma forma, tempos de 

fermentação de 10 dias foram observados para produção de cutinase por F. verticillioides (DE 

OLIVEIRA et al., 2019). Neste estudo optou-se por utilizar 7 dias de fermentação para uma 

avaliação inicial de scale up. Esse tempo de fermentação é suficiente para observar o 

crescimento do microrganismo no meio, e permite uma comparação com a produção de cutinase 

em pequena escala durante o mesmo período. 

 

Figura 14: Efeito de diferentes tempos de fermentação na atividade enzimática de cutinase via 

FES em frascos cilíndricos. 
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4.1.2 Escalonamento da produção de cutinase 

 

A produção de cutinase foi avaliada em um biorreator para FES com capacidade para 

750 g de substrato sólido seco, o qual possui um sistema de aeração forçada na parte inferior e 

permite a realização de análises com dois tipos de configurações de processo.  

A primeira configuração consiste em um processo com agitação mecânica. No presente, 

estudo para essa configuração de biorreator utilizou-se os seguintes parâmetros de processo: 

umidade inicial de 80%, injeção de ar úmido no reator e agitação durante 5 minutos a cada 12 

horas. O resultado obtido em termos de atividade enzimática foi de 0,20 U/gsubstrato, valores 

inferiores aos alcançados em menor escala e sem agitação. Visualmente observou-se que ao 

final da fermentação o substrato apresentava um teor de umidade elevado e o microrganismo 

apresentou dificuldades para o crescimento. Realmente o excesso de água pode diminuir o 

rendimento da esporulação, pois os poros do meio são ocupados pela água, reduzindo os 

espaços livres para o desenvolvimento de formas de reprodução fúngica (QUIROZ et al., 2015). 

Diante disso, optou-se por realizar um ensaio com umidade inicial mais baixa (60%), intercalar 

a injeção de ar entre ar úmido e seco, ligando a agitação durante menos tempo (2 minutos) a 

cada 24 h. Esse ensaio resultou em uma atividade de 0,40 U/gsusbtrato. Observou-se novamente 

que o crescimento do microrganismo não foi semelhante ao crescimento em frascos. 

Possivelmente, a agitação mecânica não foi um fator positivo para produção de cutinase por F. 

verticillioides via FES. Condições de agitação contínua de meio sólido usualmente resultam em 

quebra da região responsável pela reprodução do fungo, levando a rendimentos de esporulação 

inferiores aos obtidos em meios sólidos sem agitação (QUIROZ et al., 2015). Nesse caso, 

aparentemente, a agitação intermitente já foi capaz de limitar o crescimento do microrganismo. 

Sendo assim optou-se por analisar outra configuração de biorreator, desta vez sem agitação. 

A segunda configuração consiste em um reator de leito fixo com injeção de ar na parte 

inferior. O primeiro ensaio foi realizado em condição de umidade inicial de 80% e injeção de 

ar úmido durante os 7 dias de fermentação. Nessa condição obteve-se uma atividade de cutinase 

de 1,29 U/gsubstrato, acima do valor máximo encontrado para o reator com agitação mecânica 

(0,40 U/gsubstrato). Um segundo ensaio foi feito em condição de umidade inicial de 60% e 

intercalando a injeção de ar seco e úmido a cada 24 horas, que resultou em uma atividade de 

1,02 U/gsusbtrato. Esses resultados sugerem que a produção de cutinase por Fusarium 

verticillioides via FES, utilizando casca de arroz e farelo de arroz, é mais efetiva quando se 
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utiliza o reator de leito fixo. A injeção intercalada de ar seco e úmido juntamente com a 

condição de umidade inicial parece exercer uma pequena influência na produção de cutinase. 

Os resultados encontrados para o biorreator de leito fixo foram visivelmente melhores 

em relação àqueles obtidos para o reator com agitação mecânica. As diferenças na atividade de 

cutinase encontradas na literatura (DE OLIVEIRA et al., 2019) e os obtidos no presente estudo 

parecem estar ligados à adição do substrato casca de arroz e ao aumento na escala de produção. 

A fermentação no biorreator em maior escala difere, em alguns aspectos, da fermentação 

realizada em frascos menores, principalmente no que se refere ao aumento da área da superfície 

de contato do meio de fermentação com o ar. Isso significa dizer que o fungo é exposto a mais 

oxigênio, o que pode resultar em diferença na síntese de metabólitos (DEMIR; TARI, 2016). 

Outras estratégias de aumento de escala para produção de cutinase podem ser estudadas 

futuramente, incluindo novas configurações de reator. Também é possível avaliar diferentes 

parâmetros do processo visando aumentar a produção da enzima. Um estudo mais aprofundado 

sobre a variável aeração forçada, por exemplo, pode contribuir na remoção de calor do processo 

e melhorar o desempenho da FES (DEMIR; TARI, 2016; RUIZ et al., 2012). Além disso, é 

interessante avaliar a umidade relativa do meio durante o processo. Estudos anteriores mostram 

que esse parâmetro também desempenha um papel importante na FES, auxiliando no controle 

da umidade do meio e no rendimento do produto (DEMIR; TARI, 2016; MADEIRA; 

MACEDO; MACEDO, 2011). Para realização de um estudo mais aprofundado dessas variáveis 

a aplicação de biorreatores miniaturizados com controle da umidade relativa e aeração pode ser 

uma alternativa. 

 

4.2 PRODUÇÃO DE CUTINASE RECOMBINANTE 

  

Esta etapa da pesquisa resultou no artigo intitulado “Functional characterization and 

structural insights of three cutinases from the ascomycete Fusarium verticillioides”, que foi 

submetido a revista Process Biochemistry em maio de 2023. 

Diante das limitações de produção da enzima pelo microrganismo selvagem utilizando 

FES, nesta etapa as cutinases de F. veticillioides foram produzidas por expressão heteróloga e 

estudadas individualmente. As enzimas foram selecionadas a partir da análise das sequências 

de cutinases presentes no genoma de F. verticillioides. Um sistema de expressão procarioto foi 

selecionado para estudos iniciais de caracterização das enzimas. As três cutinases selecionadas 
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foram expressas e caracterizadas funcionalmente e estruturalmente pela primeira vez. O sistema 

procarioto foi escolhido devido a sua simplicidade e por apresentar ferramentas genéticas bem 

descritas. Além disso, usualmente os estudos iniciais de expressão de proteínas são realizados 

nesse tipo de sistema. Nos tópicos a seguir são apresentados os resultados da produção e 

caracterização das cutinases recombinantes. 

 

4.2.1 Análise das sequências e otimização de codon dos três genes de cutinases de Fusarium 

verticillioides 

 

Os genes que codificam três cutinases de F. verticillioides, FvCut1 (FVEG_12346), 

FvCut2 (FVEG_03395) e FvCut3 (FVEG_13638) foram analisados revelando a presença do 

domínio conservado da cutinase (pfam01083). A região codificadora do gene FvCut1 tinha 696 

pb, codificando 232 aminoácidos. O gene FvCut2 tem 702 pb que codificam 234 aminoácidos. 

FvCut3 possui uma região codificante de 690 pb, codificando 230 aminoácidos. Todos os três 

genes contêm um peptídeo sinal de 16 aminoácidos previsto na região N-terminal. FvCut1, 

FvCut2 e FvCut3 têm duas ligações dissulfeto previstas e não têm locais de N-glicosilação 

previstos. FvCut1 e FvCut3 têm 2 sítios de O-glicosilação previstos, e FvCut2 tem 4 sítios de 

O-glicosilação previstos. 

As sequências que codificam as proteínas foram otimizadas com base no uso de códons 

de E. coli, o peptídeo sinal nativo foi removido e um códon de parada foi adicionado no C-

terminal. As sequências originais e otimizadas estão disponíveis no relatório de otimização de 

genes no ANEXO II. Os mapas dos vetores de expressão após inserção dos genes otimizados 

estão disponíveis nas Figuras 15, 16 e 17.  

As proteínas recombinantes FvCut1, FvCut2 e FvCut3 têm uma massa molecular 

prevista de 21,81, 22,71 e 21,81 kDa, respectivamente. O pI teórico de FvCut1 é 4,35, de 

FvCut2 é 8,75 e de FvCut3 é 7,82. As três proteínas foram expressas inicalmente em E. coli 

BL21 (DE3), porém a maior parte da proteína produzida nessa cepa era inativa. Para aumentar 

a quantidade de proteína funcional as enzimas foram expressas em E. coli ArcticExpress (DE3). 

A quantidade de proteína obtida na fração solúvel aumentou e as enzimas foram purificadas em 

duas etapas (IMAC e SEC). Análises SDS-PAGE das cutinases purificadas podem ser 

visualizadas nas Figuras 18 e 19. 

Figura 15: Mapa do vetor de expressão pET28a contendo o gene de FvCut1. 
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Figura 16: Mapa do vetor de expressão pET28a contendo o gene de FvCut2. 

 

 

 

Figura 17: Mapa do vetor de expressão pET28a contendo o gene de FvCut3. 
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Figura 18: Análise de SDS-PAGE de FvCut1, FvCut2, e FvCut3 após a primeira etapa de 

purificação por IMAC. A primeira coluna corresponde ao marcador molecular (kDa). O 

tamanho esperado das cutinases é aproximadamente 25 kDa. As colunas FvCut1, FvCut2, e 

FvCut3 correspondem as amostras purificadas contendo as respectivas cutinases. 
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Figura 19: Análise de SDS-PAGE após segunda etapa de purificação por SEC de A) FvCut2, 

B) FvCut1 e FvCut3. A primeira coluna corresponde ao marcador molecular (kDa). O tamanho 

esperado das cutinases é aproximadamente 25 kDa. 

 

 

4.2.2 Análise filogenética das cutinases 

 

FvCut1, FvCut2 e FvCut3 estão localizados no mesmo clado na árvore filogenética (Figura 

19), juntamente com as cutinases de H. insolens, F. solani e A. oryzae. FvCut1 é 

filogeneticamente mais distante de FvCut2 e FvCut3. Cutinases de H. insolens, F. solani, A. 

oryzae já demonstraram atividade de hidrólise em polímeros sintéticos (ARAÚJO et al., 2007; 

CASTRO et al., 2019; RONKVIST et al., 2009; ZHIQIANG et al., 2009). FvCut2 e FvCut3 

são filogeneticamente mais próximos da cutinase de F. solani. Apesar da capacidade de 

hidrolisar substratos volumosos, como plásticos, as cutinases de H. insolens, F. solani e A. 

oryzae preferem substratos de cadeia curta. Estudos de caracterização dessas enzimas 

demonstram a preferência por ésteres de ácidos graxos com comprimentos de cadeia C2 a C6 

(KAZENWADEL et al., 2012; NOVY et al., 2021; ZHIQIANG et al., 2009). A LC-cutinase é 

uma enzima que apresenta alta capacidade para hidrolisar polímeros sintéticos, e na sua forma 

selvagem também tem maior afinidade por substratos de cadeia curta (C4) (SULAIMAN et al., 

2012). Na árvore filogenética, a LC-cutinase forma um clado com as cutinases bacterianas, 

filogeneticamente distante das cutinases de F. verticillioides (Figura 20). A sequência de 

aminoácidos de LC-cutinase foi alinhada com as sequências das cutinases de F. verticillioides. 

A Figura 21 fornece o alinhamento de sequência dessas enzimas e destaca as porcentagens de 

identidade entre elas.  
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Figura 20: Análise filogenética de sequências de cutinase caracterizadas recuperadas do 

banco de dados CAZy, banco de dados Uniprot (dentro do grupo Sordariomycetes) e as três 

sequências previstas encontradas no genoma de F. verticillioides (banco de dados Ensembl 

Fungi). A análise de máxima verossimilhança foi realizada no modo “a la carte” para classificar 

as sequências de CE5 CDSs em acetil xilana esterases (clado vermelho) ou cutinases (clado 

roxo) e PETases (clado verde).  

 

 

Figura 21: Alinhamento das sequências de aminoácidos das cutinases de F. verticillioides 

(FvCut1, FvCut2 e FvCut3) e LC-cutinase, conhecida pelo potencial para hidrólise de PET. Na 

parte inferior da figura são apresentados os percentuais de identidade das quatro enzimas
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4.2.3 Efeitos da temperatura e do pH na atividade enzimática de FvCut1, FvCut2 e 

FvCut3 

 

Os ensaios de caracterização das cutinases foram realizados utilizando p-NPB como 

substrato. FvCut1 apresentou uma temperatura ótima de 20 °C (Figura 22). Temperaturas acima 

de 30 °C diminuíram mais de 50% da atividade de FvCut1. Até onde se sabe, cutinases de 

outros Fusarium sp. apresentaram uma temperatura ótima diferente (DIMAROGONA et al., 

2015b; HU et al., 2016; NIKOLAIVITS et al., 2016; PING et al., 2017). Foram encontrados 

alguns relatos de outras cutinases fúngicas com temperaturas ótimas entre 20 -25 °C. Por 

exemplo, a cutinase de G. cingulata expressa em P. pastoris X-33 (SEMAN et al., 2014) e a 

cutinase de P. pseudoalcaligenes expressa em E. coli BL21-Gold (DE3) (HAERNVALL et al., 

2018), ambas com temperatura ótima de 25 °C. Cutinase de A. adeninivorans expressa em A. 

adeninivorans G1212 exibiu maior atividade enzimática a 20 °C (BISCHOFF et al., 2015). 

As temperaturas ideais para FvCut2 e FvCut3 foram 40 e 35 °C (Figura 22), 

respectivamente. FvCut2 parece ser mais ativa em uma faixa de temperatura mais ampla, pois 

manteve mais de 80% da atividade enzimática a 35 e 45 °C. FvCut3 foi mais sensível à variação 

de temperatura e manteve menos de 40% de atividade quando a reação ocorreu a 30 e 40 °C. A 

temperatura ótima de FvCut2 foi a mesma relatada para as cutinases de F. oxysporum expressa 

em E. coli BL21 (DE3) (DIMAROGONA et al., 2015b) e F. solani expressa em P. pastoris X-

33 (PING et al., 2017). Além disso, o FvCut2 já foi expresso em P. pastoris X-33 e previamente 

caracterizado funcionalmente (GU et al., 2021), apresentando uma temperatura ótima de 50 °C, 

o que difere do resultado encontrado no presente estudo. Essa diferença pode estar relacionada 

ao sistema de expressão diferente. Sistemas de expressão eucarióticos, como leveduras, são 

capazes de realizar modificações pós-traducionais, como glicosilação, fosforilação e metilação 

(KANGWA; SALGADO; FERNANDEZ-LAHORE, 2018; SHIRKE et al., 2018; SPADIUT; 

HERWIG, 2015). A glicosilação é uma ligação covalente de um oligossacarídeo com a proteína. 

Este tipo de modificação pós-traducional pode melhorar a estabilidade da proteína e prevenir a 

formação de agregados. O número de sítios de glicosilação e a localização desses sítios está 

diretamente relacionado com a estabilização da proteína pela glicosilação (DEKOSTER; 

ROBERTSON, 1997; SHENTAL-BECHOR; LEVY, 2008, 2009; SHIRKE et al., 2018; 

WANG et al., 1996). As cutinases de F. verticillioides não têm sítios de N-glicosilação 

previstos, no entanto, elas têm sítios de O-glicosilação. O mesmo ocorre com a cutinase de F. 

solani pisi, por exemplo (SAGT et al., 2000). Assim, a expressão dessas enzimas em 
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hospedeiros eucarióticos pode resultar em proteínas O-glicosiladas que, consequentemente, 

podem ser mais estáveis. Isso pode estar relacionado às diferenças de temperatura entre a 

cutinase de F. verticilloides expressa em E. coli e a cutinase expressa em P. pastoris. 

 

Figura 22: Efeito da temperatura na atividade enzimática de FvCut1, FvCut2 e FvCut3. As 

reações ocorreram por 2 min em tampão Tris-HCl 50 mM pH 7,7, utilizando p-NPB (1 mM) 

como substrato. 
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Em termos de aplicação, o FvCut3 seria uma opção interessante para aplicações em 

formulações de bioherbicidas. A maioria das aplicações de bioherbicida ocorre em temperaturas 

próximas à temperatura ótima de FvCut3 (DE OLIVEIRA et al., 2019b; LIMA; MACHADO-

NETO, 2001). FvCut2 pode ser explorado para a hidrólise de poliésteres como PBS, 

polibutileno adipato (PBA) e polibutileno suberato (PBSub). A hidrólise desses poliésteres 

pode ocorrer em temperaturas próximas a 37 °C (BAI et al., 2018). Outra aplicação de cutinases 

bastante explorada é a hidrólise de PET. Entretanto, a hidrólise eficiente do PET é facilitada 

quando a reação ocorre próximo à temperatura de transição vítrea do polímero, que é de 70 °C. 

A cutinase de composto de ramo de folha (LCC) foi a mais eficiente na hidrólise desse polímero 

até o momento e foi necessário construir uma enzima mutante estável em temperaturas elevadas 

(TOURNIER et al., 2020). 

A dependência do pH também foi investigada. As três enzimas apresentaram melhor 

atividade em pH neutro a alcalino. É comum que as cutinases tolerem bem uma faixa de pH 

neutro a alcalino (NIKOLAIVITS et al., 2018). FvCut1, FvCut2 e FvCut3 tiveram um pH ótimo 

de 9, 7 e 8, respectivamente (Figura 23). pH menor que 7 diminuiu mais de 70% da atividade 

de FvCut1, assim como um pH alcalino (>10). No caso do FvCut2, as reações com pH acima 

de 8 diminuíram 50% da atividade enzimática e o pH ácido resultou em uma redução de 80%. 

FvCut3 apresentou redução de atividade superior a 90% para pH acima de 9 e abaixo de 6. Os 

resultados foram semelhantes aos valores de pH ótimo obtidos para outras cutinases. FvCut2 

expresso em P. pastoris apresentou atividade ótima em pH 8 (GU et al., 2021). Cutinases de 

Thielavia terrestris e P. pseudoalcaligenes apresentaram pH ótimo de 7. Cutinases de F. solani 

e A. fumigatus apresentaram maior atividade enzimática em pH 7,5 e 8, respectivamente (PING 

et al., 2017). Cutinases de F. oxysporum (DIMAROGONA et al., 2015b), T. terrestres (LIU et 

al., 2018) e F. solani (HU et al., 2016) também apresentaram um pH ótimo de 8. 

 

Figura 23: Efeito do pH na atividade enzimática de FvCut1, FvCut2 e FvCut3. As reações 

ocorreram por 2 min na temperatura ótima de cada enzima, tampão 50 mM, usando p-NPB (1 

mM) como substrato. 
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4.2.4 Efeitos de solventes orgânicos, íons metálicos, inibidores e detergentes na atividade 

enzimática 

 

Prever o comportamento de enzimas na presença de íons metálicos pode ajudar a entender 

o desempenho desses biocatalisadores em misturas complexas. Diferentes compostos podem 

estar presentes em misturas complexas, incluindo íons metálicos. Além disso, algumas enzimas 
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requerem cofatores para manter a conformação do sítio ativo e até mesmo para aumentar a 

estabilidade térmica. A LC-cutinase, por exemplo, tem maior estabilidade térmica na presença 

de Ca2+ (TOURNIER et al., 2020). Portanto, é fundamental avaliar os efeitos dos íons na 

atividade enzimática (SPERANZA; MACEDO, 2013). Por esta razão, o impacto dos íons Mg2+, 

Mn2+, Ca2+, Co2+, Na+, K+, Ni2+ and Zn2+ foram investigados nas concentrações de 1 e 5 mM 

(Figura 24). 

 

Figura 24: Efeito de 1 mM (cinza claro) e 5 mM (cinza escuro) de íons metálicos na atividade 

enzimática de FvCut1, FvCut2 e FvCut3. As reações ocorreram por 2 min em tampão Tris-HCl 

50 mM pH 9, 20 °C para FvCut1, pH 7, 40 °C para FvCut2 e pH 8, 35 °C para FvCut3, usando 

p-NPB (1 mM) como substrato. 
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Mg2+ teve um efeito positivo na atividade de FvCut1 em ambas as concentrações 

testadas, e a atividade enzimática atingiu 116%. Os íons Ca2+ (5 mM) e K+ (5 mM) também 

aumentaram a atividade de FvCut1 para 129 e 106%, respectivamente, enquanto Mn2+, Co2+, 

Ni2+, Zn2+ e Na+ foram responsáveis por uma redução. Todos os íons testados diminuíram a 

atividade de FvCut2, sendo o Zn2+ o íon que mais afetou a atividade enzimática, reduzindo-a 

para menos de 50%. No caso de FvCut3, a atividade da enzima aumentou para 123% na 

presença de 5 mM K+. 

A cutinase FvCut2 expressa em P. pastoris exibiu atividade aumentada na presença de 

K+ (GU et al., 2021), diferente do resultado obtido no presente estudo. Segundo os autores, 

dentre todos os íons avaliados como Ni2+, Zn2+, Ca2+, Mn2+ e Cu2+, o íon K+ foi o único que 

afetou positivamente a atividade enzimática. Zn2+ e Co2+ também inibiram a atividade de uma 

cutinase de F. oxysporum. Possíveis explicações para a inibição das cutinases na presença 

desses íons são uma inibição diretamente no sítio catalítico, ou a formação de complexos entre 

íons metálicos e resíduos de aminoácidos carregados negativamente (SPERANZA; MACEDO, 

2013). Semelhante aos resultados obtidos para FvCut1 e FvCut3 no presente estudo, uma 

cutinase de F. solani foi reprimida na presença de 1 mM de Co2+, Zn2+ e Mn2+ enquanto 

concentrações de 1 e 10 mM de K+ aumentaram a atividade da enzima (HU et al., 2016). 

A análise dos efeitos dos solventes orgânicos sobre a atividade das cutinases também é 

importante porque, em geral, as reações enzimáticas podem envolver a solubilização de 

substratos hidrofóbicos em solventes orgânicos (GU et al., 2021). Aplicações de cutinases em 

reações de esterificação e transesterificação, por exemplo, ocorrem na presença de solventes 

orgânicos (DUTTA; DASU, 2011; SPERANZA; CARVALHO; MACEDO, 2011; 

SPERANZA; MACEDO, 2013). Portanto, foram investigados os efeitos de metanol, etanol, 

isopropanol, butanol, acetona e DMSO sobre a atividade enzimática de FvCut1, FvCut2 e 

FvCut3, nas concentrações finais de 15 e 30% (v/v). A maioria dos solventes apresentou efeito 

negativo sobre a atividade de FvCut1, FvCut2 e FvCut3 em ambas as concentrações testadas 

(Figura 25). 

 

Figura 25: Efeito de 15% v/v (cinza claro) e 30% v/v (cinza escuro) de solventes orgânicos na 

atividade enzimática de FvCut1, FvCut2 e FvCut3. As reações ocorreram por 2 min em tampão 

Tris-HCl 50 mM pH 9, 20 °C para FvCut1, pH 7, 40 °C para FvCut2 e pH 8, 35 °C para FvCut3, 

usando p-NPB (1 mM) como substrato. 
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Para FvCut1 e FvCut2 a presença de DMSO na reação reduziu a atividade enzimática 

para menos de 50%. FvCut3 manteve 97% da atividade enzimática na presença de 15% v/v de 

DMSO, mas em uma concentração maior a atividade reduziu drasticamente. Da mesma forma, 

nota-se que para as reações contendo etanol, butanol e acetona, todas as enzimas testadas 

apresentaram menor ou nenhuma atividade em ambas as concentrações. Além disso, FvCut1 

foi menos tolerante à presença de isopropanol do que metanol, FvCut2 teve sua atividade 

reduzida para menos de 10% em ambos, e FvCut3 manteve em torno de 30% de atividade nas 

menores concentrações de metanol e isopropanol. 

Um efeito redução de atividade de uma cutinase de F. oxysporum na presença dos 

solventes acetona, metanol, etanol, propanol e butanol já foi relatado na literatura. O 

isopropanol e o etanol também afetaram negativamente a atividade de três cutinases de A. 

adeninivorans. A atividade residual das três enzimas de A. adeninivorans foi inferior a 50% na 

presença de isopropanol. Nesse caso, o etanol teve um efeito negativo menor em relação ao 

isopropanol (BISCHOFF et al., 2015). FvCut2 expresso em P. pastoris também exibiu menor 

atividade na presença de etanol e acetona (GU et al., 2021). Por outro lado, DMSO e metanol 

não afetaram a atividade da enzima, padrão diferente do observado no presente estudo. 

Os efeitos negativos da acetona, metanol, etanol, isopropanol e butanol na atividade das 

cutinases podem estar relacionados à polaridade do solvente. A superfície das moléculas de 

proteína é revestida com uma camada de moléculas de água, que mantém a proteína hidratada. 

Alguns solventes orgânicos podem mover as moléculas de água da superfície da proteína. Os 

solventes também podem causar alterações na organização das moléculas de água dentro da 

proteína. Essas alterações podem causar distorções na conformação da enzima (GU et al., 2021; 

SPERANZA; MACEDO, 2013; ZHANG et al., 2020b). O DMSO, que parece ser o solvente 

que menos afeta a atividade das três cutinases, é o solvente com polaridade mais semelhante à 

água, o que pode ser uma explicação para o efeito observado (GU et al., 2021). 

Outros compostos que podem estar presentes nas formulações enzimáticas são os 

surfactantes. Esses compostos podem ser usados em etapas de purificação de enzimas e em 

emulsões para evitar agregação e precipitação de enzimas. Por outro lado, o uso de surfactantes 

pode afetar a estrutura terciária da enzima causando desnaturação. Portanto, é importante 

avaliar a influência de diferentes tensoativos na atividade enzimática (BUSSAMARA et al., 

2010; SPERANZA; MACEDO, 2013). Os efeitos dos tensoativos Tween 80, Triton X-100 e 

SDS foram avaliados nas concentrações de 1 e 5 mM (Figura 26). Todos os surfactantes 

afetaram negativamente a atividade de FvCut1. Enquanto isso, para FvCut2, 5 mM Tween 80 
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e Triton X-100 aumentaram a atividade para 224 e 379% em comparação com o controle. 

FvCut3 teve um aumento para 231 e 330% na atividade enzimática em 1 mM. Em outro estudo, 

a cutinase de G. cingulata foi inibida por Tween 20 e Triton X-100 (SEMAN et al., 2014), 

enquanto uma cutinase de T. terrestris teve um aumento significativo de atividade na presença 

de Tween 20 e Triton X-100 (DUAN et al., 2019). 

O SDS resultou em um efeito negativo na atividade enzimática das três enzimas, o que 

corrobora com os resultados obtidos para FvCut2 expressa em P. pastoris (GU et al., 2021)  e 

para a cutinase de G. cingulata (SEMAN et al., 2014). No entanto, esse resultado é diferente 

do observado para a cutinase de F. oxysporum que apresentou aumento da atividade enzimática 

na presença de 1 mM de SDS (SPERANZA; MACEDO, 2013). 

Também foi avaliada a atividade das cutinases na presença do inibidor de protease 

PMSF e do agente quelante EDTA, ambos nas concentrações de 1 e 5 mM. PMSF (5 mM) 

aumentou a atividade de FvCut1 para 124%, enquanto para FvCut3, usando 1 mM de PMSF a 

atividade aumentou para 210%. A presença de EDTA, um quelante de íons metálicos inibiu a 

atividade de FvCut1 e FvCut3, embora tenha aumentado a atividade de FvCut2 em 111%. Os 

resultados relacionados ao efeito do EDTA na atividade do FvCut2 são consistentes com a 

redução da atividade da enzima na presença de íons (BUSSAMARA et al., 2010) o que sugere 

que o EDTA pode atuar como um quelante, ligando-se aos íons presentes no meio e favorecendo 

a atividade de FvCut2. No entanto, o efeito positivo do EDTA na atividade do FvCut2 é 

diferente do observado (GU et al., 2021). 

 

Figura 26: Efeitos de 1 mM (cinza claro) e 5 mM (cinza escuro) de inibidores e detergentes na 

atividade enzimática de FvCut1, FvCut2 e FvCut3. 
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4.2.5 Parâmetros cinéticos de FvCut1, FvCut2 e FvCut3 

 

Os parâmetros cinéticos de FvCut1, FvCut2 e FvCut3 foram calculados em temperatura 

e pH ótimos, usando p-NPB como substrato (Tabela 13). FvCut1 exibiu maior eficiência 

enzimática (Kcat/ Km) em p-NPB em comparação com FvCut2 e FvCut3. Uma cutinase de F. 

solani apresentou um Km de 1,37 mM em p-NPB (SPERANZA; MACEDO, 2013), diferente 

das cutinases de F. verticillioides. Outra cutinase nativa do mesmo microrganismo apresentou 

Km de 0,27 mM em p-NPB e alta eficiência catalítica (Kcat/Km of 3.214 s−1 μM−1) (CHEN et al., 

2010). A cutinase de G. cingulata apresentou valor de Km de 20 mM e eficiência catalítica 2,2 

mM-1s-1 no mesmo substrato. 

 

Tabela 13: Parâmetros cinéticos de FvCut1, FvCut2 e FvCut3. 

Parâmetros cinéticos FvCut1 FvCut2 FvCut3 

Km (mM) 0,05 0,11 0,22 

Vmax (mmol.min-1.mg-1) 175,44 80,00 169,49 

Kcat (s
-1) 64,98 30,30 62,77 

Kcat/ Km (mM-1s-1) 1299,00 302,72 285,31 

 

4.2.6 Estrutura tridimensional das cutinases de Fusarium verticillioides 

 

Os modelos estruturais de FvCut1, FvCut2 e FvCut3 foram obtidos por modelagem de 

homologia, utilizando o servidor SWISS-MODEL. Estruturas resolvidas de outras cutinases 

foram usadas como moldes. Os parâmetros globais GMQE e QMEANDisCo, calculados pelo 

servidor SWISS-MODEL, fornecem uma medida da qualidade do modelo gerado. GMQE e 

QMEANDisCo global variam de 0 a 1, com números mais altos indicando maior qualidade. 

Além dos parâmetros globais GMQE e QMEANDisCo, a validação complementar dos modelos 

gerados foi realizada usando o gráfico Ramachandran (https://zlab.umassmed.edu/bu/rama/). 

Os gráficos de Ramachandran estão disponíveis no ANEXO C. 

A cutinase de H. insolens (PDB: 4OYY.1) foi usada como modelo para FvCut1, a 

identidade de sequência entre as duas enzimas é de 58%. Os parâmetros GMQE e 

QMEANDisCo globais calculados foram 0,78 e 0,81 ± 0,06, respectivamente. Na plotagem de 

Ramachandran, 97% dos resíduos foram plotados em regiões de alta preferência. Para modelar 

https://zlab.umassmed.edu/bu/rama/
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FvCut2, a cutinase de F. solani (PDB: 1XZM.1.A) foi usada como modelo, ambas apresentam 

76% de identidade. Os parâmetros GMQE e QMEANDisCo globais calculados foram 0,86 e 

0,88 ± 0,06, respectivamente. Na plotagem de Ramachandran, 99% dos resíduos foram plotados 

em regiões de alta preferência. Por fim, a modelagem FvCut3 foi baseada na cutinase de F. 

oxysporum (PDB: 5AJH.2.A), a identidade de sequência entre elas é de 97%. Os parâmetros 

GMQE e QMEANDisCo globais calculados foram 0,91 e 0,89 ± 0,06, respectivamente. Na 

plotagem de Ramachandran, 99% dos resíduos foram plotados em regiões de alta preferência. 

A análise visual das estruturas de FvCut1, FvCut2, FvCut3 e seus respectivos modelos 

sobrepostos revelam uma dobra geral quase idêntica entre as cutinases de F. verticillioides e os 

modelos usados para modelagem por homologia (Figura 27A I-III). Um modelo de superfície 

de acesso ao solvente foi gerado para as três cutinases e diferenças na abertura do sítio catalítico 

podem ser observadas (Figura 27B I-III). FvCut1 possui um sítio ativo mais estreito, o que pode 

estar relacionado à maior eficiência enzimática de FvCut1 com o substrato p-NPB, que possui 

uma cadeia de carbono curta (C 4) e, portanto, é um substrato não volumoso. Já FvCut2 

apresenta uma abertura do sítio catalítico maior e eficiência enzimática menor em relação a 

FvCut1. FvCut3, que possui a maior abertura de sítio catalítico também é a enzima com menor 

eficiência em p-NPB. Apesar da variação na arquitetura ao redor do sítio catalítico, a tríade 

catalítica e o orifício de oxianion são conservados entre as cutinases. O orifício oxianion de 

FvCut1 é composto por Thr157 e Gly155, FvCut2 é composto por Thr156 e Gly15 e FvCut3 é 

composto por Thr151 e Gly149. Detalhes da tríade catalítica das três enzimas podem ser vistos 

na Figura 27C I-III. A tríade catalítica está localizada em uma fenda rasa com os resíduos de 

aminoácidos da tríade expostos ao solvente. Essa característica é considerada exclusiva das 

cutinases e diferencia cutinase de lipase (CHEN et al., 2010; NOVY et al., 2021). 

As três cutinases apresentam um único domínio e são proteínas αβ com uma folha β 

central de 5 fitas circundada por hélices, um enrolamento típico de α/β hidrolases (KOLD et al., 

2014; NARDINI; DIJKSTRA, 1999). A folha β central é conservada em toda a família lipase-

cutinase. Variações significativas nas estruturas de lipases e cutinases geralmente ocorrem nas 

estruturas de hélice e loop (KOLD et al., 2014). Comparando as estruturas de hélice e loop de 

FvCut1, FvCut2 e FvCut3 algumas diferenças podem ser observadas na Figura 28A I-III e 

Figura 28B I-III. É possível visualizar uma pequena hélice em FvCut1 (Figura 28A I) que está 

ausente em FvCut2 (Figura 28A II) e FvCut3 (Figura 28A III). Há também uma diferença na 

hélice onde as histidinas da tríade catalítica de FvCut1 (Figura 28B I) e FvCut3 (Figura 28B 

III) estão localizadas em comparação com FvCut2 (Figura 28B II). FvCut2 apresenta uma hélice 

mais longa em comparação com FvCut1 e FvCut3. 
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Figura 27: Detalhes estruturais de FvCut1, FvCut2 e FvCut3. A). Modelo geral da estrutura de 

FvCut1 sobreposta com o template HiC (PDB: 4OYY.1) (I), FvCut2 e FsC (PDB: 1XZM.1) 

(II), FvCut3 e FoC (PDB: 5AJH.2) (III). B) Modelo da superfície de acesso ao solvente com o 

sítio catalítico destacado em amarelo para FvCut1 (I), FvCut2 (II) e FvCut3 (III). C) Detalhes 

do sítio catalítico mostrando a tríade catalítica (Asp, His, e Ser) para FvCut1 (I), FvCut2 (II) e 

FvCut3 (III). 

 

 

A folha β de FvCut1 é formada por 5 fitas paralelas, circundadas por 11 α-hélices. Cada 

uma das fitas que compõem a folha β é formada por Ala42-Ala47, Trp76-Gly79, Val121-

Tyr126, Gly150-Phe154 e Thr174-Phe177. As α-hélices são formadas por Asp30-Asp33, 

Thr59-Ala71, Leu88-Phe92, Asp99-Lys115, Gln128-Glu139, Ala143-Gln147, Asn159-

Leu162, Thr171-Lys173, Leu183-Asp186, Pro193-1948-I e Tyr2. A enzima tem 2 pontes 

dissulfeto. Uma das pontes dissulfeto liga os resíduos Cys178 e Cys185, a outra liga Cys31 e 

Cys109 (Figura 29A). 

FvCut2 também possui em sua estrutura 5 fitas paralelas que formam a folha β. Diferente 

de FvCut1, FvCut2 tem 9 α hélices. As fitas que compõem a folha β são formadas por Val40-
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Ala45, Val74-Gly78, Lys119-Tyr125, Gly149-Phe153 e Thr173-Phe176. As α-hélices são 

formadas por Asp28-Asn31, Leu57-Tyr69, Leu87-Ala91, Ser98-Lys114, Gln127-Asp138, 

Thr141-Lys146, Arg170-Arg172, Leu182-Ser187 e Ala192-Ala215. Como FvCut1, FvCut2 

também possui 2 pontes dissulfeto. Uma das pontes dissulfeto liga os resíduos Cys177 e 

Cys184, a outra liga Cys37 e Cys115 (Figura 29B). 

As 5 fitas que compõem a folha β de FvCut3 são formadas por Val40-Ala45, Val74-Gly78, 

Lys119-Tyr125, Gly149-Phe153 e Thr173-Phe176. Diferente das outras duas cutinases de F. 

verticillioides, a folha β de FvCut3 é cercada por 10 hélices α. As hélices são compostas por 

Asp23-Asn26, Leu52-Tyr64, Leu82-Ala86, Ser93-Lys109, Gln122-Asp133, Ala136-Lys141, 

Glu165-Arg167, Leu177-Thr180, Ala187-Ala190 e Tyr192-Ala211. FvCut3 também possui 2 

pontes dissulfeto. Uma das pontes liga os resíduos Cys172 e Cys179, a outra liga Cys32 e 

Cys110 (Figura 29C). 

A ponte dissulfeto de FvCut1, que liga Cys178 e Cys185, pode ser responsável por 

estabilizar a alça β-α onde está localizado o aspartato, um dos resíduos do sítio catalítico da 

enzima. A mesma hipótese pode ser aplicável para a ponte dissulfeto de FvCut2 que liga Cys177 

e Cys184 e a ponte dissulfeto de FvCut3 que liga Cys172 e Cys179 (DIMAROGONA et al., 

2015b; WON; YIM; KIM, 2022). 

 

Figura 28: Diferenças estruturais de FvCut1, FvCut2 e FvCut3 são destacadas com um círculo 

preto. O sítio ativo de cada enzima está destacado em amarelo. 
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Figura 29: Estrutura das cutinases com identificação das ligações dissulfeto (verde) de FvCut1 

(A), FvCut2 (B) e FvCut3 (C). Os sítios ativos das enzimas estão destacados em amarelo. 
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Com base nas características estruturais das três cutinases, pode-se esperar que FvCut1 

apresente as maiores limitações para aplicação em processos de hidrólise de substratos 

volumosos, devido à estreita abertura do sítio ativo da enzima. Além do tamanho do substrato, 

outros fatores podem interferir nas reações de hidrólise. A degradação de alguns poliésteres, 

por exemplo, pode depender da relação CH2/CO, morfologia do polímero e características 

térmicas (BAI et al., 2018; CUI; QIU, 2015; LIU et al., 2019; ZUMSTEIN et al., 2016). Para 

entender melhor o potencial de aplicação de FvCut1, FvCut2 e FvCut3, é necessária uma análise 

aprofundada do mecanismo de degradação de substratos específicos. 

A localização da tríade catalítica das cutinases de F. verticillioides, em uma fenda rasa 

exposta ao solvente, é semelhante ao observado para as cutinases dos ascomicetos F. solani e 

A. nidulans e dos basidiomicetos Cryptococcus sp. e C. cinerea. Todas essas cutinases 

pertencem à família CE5 (NOVY et al., 2021). A cutinase de F. solani já foi avaliada quanto 

ao potencial de degradação do PET. Para melhorar o encaixe de substratos volumosos no sítio 

catalítico dessa enzima, foram feitas mutações na fenda onde se localiza a tríade catalítica. Um 

aminoácido volumoso (leucina 182) foi substituído por um aminoácido menor (alanina). Essa 

mutação melhorou o ajuste do substrato modelo e aumentou a atividade da enzima em 5 vezes 

no PET (ARAÚJO et al., 2007). A variante LC-cutinase (TOURNIER et al., 2020), uma das 

enzimas mais eficientes na hidrólise do PET atualmente e que não pertence à família CE5, 

também possui um sítio catalítico do tipo fenda rasa exposto ao solvente. Essa cutinase, como 

a citada acima, foi construída para melhorar o encaixe de substratos volumosos no sítio 

catalítico e, adicionalmente, aumentar a estabilidade térmica (TOURNIER et al., 2020; ZENG 

et al., 2022). 

Um diferencial da LC-cutinase é sua atividade em altas temperaturas. Enzimas estáveis 

em temperaturas elevadas são interessantes para a hidrólise do PET, pois a temperatura de 

transição vítrea desse polímero varia de 65 a 70 °C. Nessa temperatura, o plástico fica mais 

flexível e facilita o acesso da enzima ao substrato (MARTEN; MÜLLER; DECKWER, 2005; 

ZENG et al., 2022). A LC-cutinase é uma enzima termofílica. A enzima selvagem tem uma 

temperatura ótima de 50 °C e uma temperatura de fusão de 85 °C (SULAIMAN et al., 2012). 

As variantes de LC-cutinase (TOURNIER et al., 2020; ZENG et al., 2022) têm uma temperatura 

ótima de 72 e 74 °C e temperaturas de fusão de 94 e 99 °C.  

Apesar da maior eficiência das enzimas termofílicas na degradação do PET, há esforços 

para construir enzimas capazes de hidrolisar plásticos em temperaturas moderadas 
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(ALTAMMAR et al., 2022; CUI et al., 2019; JOO et al., 2018; LU et al., 2022), pois isso 

reduziria os custos operacionais do processo. Além disso, uma parte considerável dos plásticos 

é descartada de forma inadequada em ambientes naturais e enzimas capazes de atuar em 

temperatura ambiente possibilitariam o desenvolvimento de processos de degradação in situ 

(LU et al., 2022; WORM et al., 2017). Considerando que as cutinases de F. verticillioides 

apresentam atividade ótima em temperaturas amenas e possuem sítio catalítico semelhante ao 

de outras cutinases com potencial para hidrólise de plásticos, realizou-se um teste de hidrólise 

de PET com FvCut1, FvCut2 e FvCut3. Os resultados são apresentados no próximo tópico. 

 

4.2.7 Análises de hidrólise de PET 

 

As reações de hidrólise foram realizadas em duas temperaturas diferentes (30 e 50 °C). 

Analisando o cromatograma das amostras de PET após hidrólise com FvCut1, FvCut2 e 

FvCut3, não foi possível observar picos correspondentes aos produtos da hidrólise de PET (TPA 

e BHET). Os tempos de retenção aproximados para os padrões TPA e BHET são de 9 e 11 min, 

respectivamente. Nas condições de hidrólise avaliadas, não foram observados picos nesses 

tempos de retenção (Figuras 30 e 31). Portanto, não é possível afirmar que as cutinases de F. 

verticilloides sejam capazes de degradar o PET nas condições avaliadas. 
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Figura 30: Cromatograma A.) dos produtos padrão da hidrólise de PET (TPA e BHET), B.) da reação controle (sem enzima) e as amostras de PET 

após hidrólise enzimática com FvCut1, FvCut2 e FvCut3 a 30 °C. 

 

 



123 
 

Figura 31: Cromatograma A.) dos produtos padrão da hidrólise de PET (TPA e BHET), B.) da reação de controle (sem enzima) e as amostras de 

PET após hidrólise enzimática com FvCut1, FvCut2 e FvCut3 a 50 °C. 
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Embora não tenha sido possível observar picos nos tempos de retenção correspondentes 

aos padrões TPA e BHET, observou-se picos em outros tempos de retenção. As informações 

sobre os picos visualizados são fornecidas na Tabela 14. Os picos vistos para as reações com 

FvCut1, FvCut2 e FvCut3 não foram observados na amostra controle. Portanto, possivelmente 

ocorreu uma reação de hidrólise, gerando produtos não identificados. 

 

Tabela 14: Comprimentos de onda e tempos de retenção para os picos detectados no 

cromatograma das amostras de PET após hidrólise com FvCut1, FvCut2 e FvCut3 nas 

temperaturas de 30 e 50 °C. 

Temperatura de hidrólise 

(°C) 
Enzima 

Tempo de retenção 

(min) 

Comprimento de 

onda (nm) 

30 

FvCut1 4 259 

FvCut2 6 274 

FvCut3 

3,5 262 

6 274 

6,5 273 

50 

FvCut1 3,5 261 

FvCut2 
2,5 266 

3,5 261 

FvCut3 3 261 
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5 CONCLUSÃO 

Este estudo forneceu insights para o aumento de escala da produção de cutinase de F. 

verticillioides via FES. Genes que codificam cutinases produzidas pelo fungo filamentoso 

foram selecionados, as enzimas foram expressas em um hospedeiro heterólogo procarioto e pela 

primeira vez na literatura são fornecidas informações sobre as características funcionais e 

estruturais dessas cutinases. 

A otimização da produção de cutinase via FES indicou que a melhor atividade 

enzimática ocorreu com uma composição do meio de 70% farelo de arroz, 30% casca de arroz, 

temperatura de 28 °C, umidade inicial de 87%, 12 dias de fermentação e utilizando uma camada 

de substrato com espessura de 4 a 6 cm. A adição de casca de arroz ao substrato conduziu a 

bons resultados (9,14 U/g) após otimização, mas aparentemente apresenta algumas limitações 

que podem estar relacionadas a dificuldade de acesso da enzima ao substrato. O scale up em 

biorreator de leito fixo (atividade máxima de 1,29 U/g) resultou em melhores atividades em 

relação ao biorreator com agitação mecânica (atividade máxima de 0,40 U/g). No entanto, as 

condições ambientais na etapa de scale up diferem em alguns aspectos daquelas aplicadas em 

frascos de menor escala. Esse fato parece explicar a diferença nos valores de atividade de 

cutinase encontrados nos reatores de maior escala e abre possibilidades de novos estudos para 

otimizar o scale up da produção de cutinase via FES.   

 As três cutinases produzidas por expressão heteróloga possuem algumas diferenças 

funcionais e estruturais. Filogeneticamente, FvCut1 é a cutinase mais distante entre as três 

enzimas estudadas. A temperatura ótima de FvCut1 foi de 20 °C, significativamente menor em 

comparação com FvCut2 e FvCut3 que possuem temperaturas ótimas de 40 e 35 °C, 

respectivamente. As faixas de temperatura ideais de FvCut2 e FvCut3 são consistentes com as 

temperaturas exigidas para aplicações agrícolas em formulações de bioherbicidas ou outras 

aplicações que não exijam temperaturas elevadas. As três cutinases foram intensamente inibidas 

por metanol, etanol, isopropanol, butanol e acetona. Os surfactantes Tween 80 e Triton X-100 

potencializaram significativamente a atividade de FvCut2 e FvCut3. Em termos estruturais, as 

três cutinases possuem um sítio catalítico do tipo fenda rasa exposto ao solvente. Este tipo de 

sítio catalítico é típico de várias cutinases. Existe uma pequena diferença na abertura dos sítios 

catalíticos das três enzimas. FvCut1 tem uma abertura do sítio ativo mais estreita e exibiu menor 

eficiência catalítica utilizando substrato p-NPB, um substrato de carbono de cadeia curta. A 

pequena abertura do sítio catalítico pode influenciar na capacidade de hidrólise de determinados 

substratos, portanto FvCut1 pode apresentar maiores limitações de aplicação em substratos 
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volumosos. FvCut2 e FvCut3 apresentaram uma eficiência catalítica maior em p-NPB em 

comparação a FvCut1. A enzima com maior eficiência catalítica em p-NPB foi FvCut3, que 

possui uma fenda de ligação ao substrato mais aberta. Um teste de hidrólise de um substrato 

volumosos (PET) foi realizado com as três enzimas individualmente e aparentemente FvCut1, 

FvCut2 e FvCut3 apresentam dificuldades para hidrolisar esse substrato. No entanto, apenas 

uma caracterização mais avançada da atividade enzimática em substratos volumosos pode 

confirmar esta hipótese. 

O desenvolvimento do presente estudo foi capaz de fornecer informações essenciais 

para orientar a produção de cutinases de F. verticillioides e fundamentar decisões referentes a 

aplicações. Explorar a ampla gama de aplicações potenciais dessas enzimas requer um 

conhecimento profundo da biodiversidade das cutinases e das relações estrutura-função e este 

estudo contribui para construção desse conhecimento. 
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6 SUGESTÕES PARA TRABALHOS FUTUROS 

• Avaliar a produção de cutinase por F. verticillioides via FES em biorreatores 

miniaturizados. 

• Explorar os sistemas heterólogos eucariotos para expressão das cutinases. 

• Aplicar métodos computacionais para prever a interação das cutinases com diferentes 

substratos. 

• Aplicar métodos computacionais para prever mutações que possam melhorar a 

estabilidade e a atividade enzimática. 
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ANEXO A – Composição centesimal 

 

 



155 
 

 



156 
 

 



157 
 

 



158 
 

 



159 
 

  



160 
 

ANEXO B – Relatórios de otimização de genes 

Relatório de otimização de FvCut1. 
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Relatório de otimização de FvCut2. 
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Relatório de otimização de FvCut3. 
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ANEXO C –  Gráficos de Ramachandran 
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ANEXO D – Curvas de calibração 

Figura 32: Curva de calibração de p-NP para as reações com volume de 4 mL, referentes ao 

tópico 4.1.7 Determinação da atividade de cutinase. 

 

 

Figura 33: Curva de calibração de p-NP para as reações com volume de 200 µL, referentes ao 

tópico 4.2.5 Atividade enzimática. 
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