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RESUMO 
 

O emprego de biomassas lignocelulósicas como fonte de carbono em processos fermentativos 

para prospecção enzimática vêm sendo tema de diversos estudos atualmente. O presente 

trabalho objetivou avaliar a síntese de celulase, xilanases e lacase, pelas linhagens fúngicas 

Trametes versicolor e Trichoderma asperellum, em monocultura e consórcio, através de 

fermentação em estado sólido, utilizando bagaço de uva e farelo de trigo como fonte de carbono. 

A melhor produção de ß-glicosidase, de 218,91 U/g foi obtida utilizando o fungo T. versicolor 

com farelo de trigo como substrato. A produção de xilanases apresentou picos de atividade de 

19,39 U/g para ß-xilosidase e xilanase de 170,28 U/g, ambas em processos com farelo de trigo 

e consórcio fúngico. E a produção de lacase, atingiu 16,5 U/g de atividade com substrato misto, 

contendo bagaço de uva e farelo de trigo, com o microrganismo T. versicolor. Os dados obtidos 

demonstraram que as fontes de carbono utilizadas nos processos fermentativos ofereceram 

suporte nutricional e de crescimento aos fungos filamentosos utilizados, que por sua vez, foram 

bons indutores enzimáticos, com destaque para produção de ß-glicosidase e xilanase. 

 

Palavras-chaves: Resíduos agroindustriais, fungos filamentosos, β-glicosidase, β-
xilosidase, xilanase, lacase. 

 
 

 
 
 

 
 

 
 

 
 

 
 

 
 



   
 

 

ABSTRACT 
 

The use of lignocellulosic biomass as a source of carbon in fermentation processes for 

enzymatic prospecting has been the subject of several studies today. The present work intended 

to evaluate the synthesis of cellulase, xylanases and laccase, by the fungal strains Trametes 

versicolor and Trichoderma asperellum, in monoculture and consortium, through solid state 

fermentation, using grape pomace and wheat bran as a carbon source. The best ß-glucosidase 

production of 218.91 U/g was treated using the T. versicolor fungus with wheat bran as 

substrate. The production of xylanases showed activity peaks of 19.39 U/g for ß-xylosidase and 

xylanase of 170.28 U/g, both in processes with wheat bran and fungal consortium. And the 

production of laccase, fed 16.5 U/g of activity with mixed substrate, containing grape pomace 

and wheat bran, with the microorganism T. versicolor. The obtained data demonstrated that the 

carbon sources used in the fermentation processes offer nutritional and growth support to the 

filamentous fungi used, which, in turn, were good enzyme inducers, with emphasis on the 

production of ß-glucosidase and xylanase. 
 
 

 
Keywords: Agro-industrial wastes, filamentous fungi, β-glycosidase, β-xylosidase, 

xylanase, laccase. 
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1. INTRODUÇÃO 
 

O aumento populacional com o acelerado consumo mundial dos recursos energéticos 

vêm desencadeando impactos negativos no ambiente, como a degradação e esgotamento dos 

recursos naturais, emissões de gases de efeito estufa (GEEs) e intensas alterações climáticas 

(FERREIRA et al., 2021). Uma forma de minimizar tais impactos é a valorização dos resíduos 

agroindustriais, subprodutos que podem serem utilizados na produção de diferentes produtos 

de valor agregado, geração de energia limpa e biocombustíveis (MOHANTY et al., 2021). 

Os biocombustíveis de segunda geração (2G) são produzidos através de biomassa 

lignocelulósica, que compõe a maioria dos resíduos agroindustriais, matérias-primas 

promissoras para a bioenergia, devido a sua abundante disponibilidade e baixo custo, é 

considerado um material residual renovável rico em fonte de nutrientes, como carbono (LIN & 

LU, 2021).  

Dentre as biomassas, destacam-se os resíduos florestais, de beneficiamento da madeira, 

agroindustriais (SARAVANAN et al., 2022) e os de processamento de alimentos (SARKAR et 

al., 2018). Sua composição estrutural pode variar por diversos fatores, mas em geral a biomassa 

lignocelulósica é composta em grande parte de celulose, (35–50 %) hemicelulose (20–30 %) e 

lignina (10–25 %) (SOCCOL et al., 2017; DAI et al., 2018). 

O Brasil possui destaque mundial na produção de grãos, pois segundo a Companhia 

Nacional de Abastecimento (CONAB), nos últimos anos, o país apresentou recordes de 

produção de trigo, com 7.679,4 mil/ton produzidas em 2021, e aumento estimado de 21,9 %, 

para a safra de 2022, com um total de 9.359,9 mil/ton do grão (CONAB, 2022).  

O principal subproduto do processamento dessa cultura é o farelo de trigo, gerado em 

elevadas quantidades após o beneficiamento do grão (GERMEC & TURHAN, 2019). Uma 

pequena parcela desse material é vendida como farelo comercial para indústrias alimentícias 

(PRUCKLER et al., 2014). Porém, a maior parte é considerada um subproduto agroindustrial, 

que geralmente é descartada por meio de despejo no solo, queima, ou enviada para aterro, 

acarretando em efeitos adversos ao ambiente (YAASHIKAA et al., 2022). 

Outro importante seguimento agroindustrial no país são as vinícolas, que produzem uma 

quantidade significante de resíduos sólidos durante o processo de vinificação, conhecido como 

bagaço de uva, que é obtido após prensagem mecânica e fermentação do vinho, composto por 

pele, sementes e talos da uva (SIROHI et al., 2020).  
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O bagaço de uva tem sido considerado uma fonte valiosa na produção de novos produtos 

através de bioprocessos (ILYAS et al., 2021; MADADIAN et al., 2022). Como exemplos, 

podemos citar: aditivos alimentares, suplementos dietéticos, xilitol, ácido lático, biopolímeros, 

ração animal (DIAS et al., 2018; AHMAD et al., 2020), produção de enzimas (TELES et al., 

2019; DIAZ et al., 2007; BOTELLA et al., 2005) e biocombustíveis, como biogás, biodiesel e 

bioetanol (NAIR et al., 2022). Por sua vez, a valorização do farelo de trigo é dada 

principalmente na suplementação de ração animal (ALONSO, 2018; WANG et al., 2022), 

porém, alguns estudos têm utilizado esse material residual para a produção de enzimas, como 

xilanases (CRUZ DAVILA et al., 2022) e  celulases (SANTOS et al., 2021), produção de ácido 

ferúlico e glicose (FANG et al., 2022), e para uso em biorrefinarias (APPRICH et al., 2014; 

WANZENBÖCK et al., 2017; BEDO et al., 2019). 

A produção de enzimas por processos de FES utilizando como substratos resíduos 

agroindustriais é um processo biotecnológico de baixo custo e mínimo impacto ambiental 

(LEITE et al., 2021). Além de auxiliar na gestão dos resíduos gerados, evitando problemas 

causados pelo descarte inadequado desses materiais (MEINI et al., 2021).  

Os fungos filamentosos são os principais agentes desse processo, sendo suas 

características naturais e seus sistemas enzimáticos amplamente explorados para inúmeras 

aplicações biotecnológicas, como produção de biocombustíveis, biorremediação de solos 

contaminados, processamento de alimentos e bebidas (SAINI & SHARMA, 2021; DE 

OLIVEIRA et al., 2021). Na FES, a técnica simula o habitat natural desses microrganismos 

favorecendo sua atividade metabólica e proporcionado maior síntese enzimática (SOCCOL et 

al., 2017, RODRIGUES et al., 2021). 

O fungo Coriolus versicolor, também conhecido como T. versicolor e Polyporus 

versicolor, é um cogumelo comum encontrado em todo o mundo em troncos de árvores, 

pertencente à classe de fungos basidiomicetos (DOU et al., 2019), com características de um 

fungo de podridão branca, degrada todos os constituintes da madeira (SHANG et al., 2013). E 

os fungos do gênero Trichoderma são caracterizados por estarem presentes na grande maioria 

dos ecossistemas, possuem rápido crescimento e tolerância a diferentes estresses abióticos 

(KHAN & MOHIDDIN, 2018). Seu emprego é principalmente como agente de biocontrole na 

agricultura e como produtor de enzimas para diferentes fins indústriais (JANGIR et al. 2017). 

Os biocombustíveis são produzidos através de processos bioquímicos utilizando 

enzimas, que são essenciais e implicam diretamente na eficiência de produção (SINGH et al., 

2022). Nos últimos anos, a produção de extratos multienzimáticos e a síntese de 
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biocombustíveis utilizando tais enzimas vêm sendo apresentado por diversas indústrias em 

larga escala, mas infelizmente tal ação sofre entraves, principalmente pelos custos que 

envolvem seus processos (ARYA et al., 2022).  

Em contrapartida, os estudos propostos nessa área estão em ascensão, como o 

apresentado por Rodrigues et al. (2022), na qual os autores avaliaram 16 coquetéis enzimáticos 

para produção de ligninases, hemicelulases e celulases. Assim como em estudo desenvolvido 

por Intalsit et al. (2021), que produziram coquetéis enzimáticos com elevadas atividades de 

celulase e xilanase, investigando diferentes fungos e substratos.  

Neste contexto, é favorável como rota de valorização para o farelo de trigo e o bagaço 

de uva a produção enzimática e de bioetanol, através de processos biotecnológicos, impactando 

positivamente três áreas importantes para o desenvolvimento sustentável: a gestão 

ambientalmente correta de resíduos agroindustriais, o mercado nacional de enzimas e a 

produção de biocombustíveis. Diante do exposto, este estudo teve por objetivo a produção de 

enzimas lignocelulolíticas por FES, utilizando duas espécies fúngicas, em monoculturas e em 

consórcio, com bagaço de uva e farelo de trigo como substratos. 
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2. REFERENCIAL TEÓRICO 
 

2.1 Resíduos agroindustriais 
 

As atividades agroindustriais geram diversos tipos de resíduos sólidos, seja na lavoura 

ou na indústria durante o processamento, gerando elevados fluxos de resíduos, como exemplo, 

resíduos de produção agrícola, de colheitas, florestais, serragem e material vegetal (CUSENZA 

et al., 2021; DEVI et al., 2022). São resíduos gerados sazonalmente, mas com um fluxo anual, 

assim como as indústrias de cereais que após processamento geram farelos como restos da 

produção, as indústrias de café geram material residual na forma de polpa de café, as fábricas 

de bebidas e alimentos processados geram cascas e restos de materiais vegetais (CUSENZA et 

al., 2021). 

Esses resíduos possuem alto teor orgânico que precisam de atenção nas formas de 

descarte, pois se destinados de forma inadequada seu acúmulo no ambiente pode acarretar em 

contaminação, liberação de odores e lixiviação, com poluição do solo e de corpos hídricos, além 

de ocasionar riscos de saúde pública (NAIR et al., 2022). 

Porém, esses materiais residuais são considerados subprodutos agroindustriais com 

características favoráveis para serem utilizados na produção de biocombustíveis de segunda 

geração, e como fonte de matéria-prima para produção de novos materiais e biomoléculas 

(VALLADARES-DIESTRA et al., 2023), e compostos bioativos (DEVI et al., 2022). Através 

de uma série de processos esses resíduos podem ser convertidos em ração animal, enzimas, 

biocombustíveis, como bioentanol, biodiesel e biogás, produtos químicos e antioxidantes, entre 

outros (QIAN et al., 2022). 

O Brasil é um dos países destaque no agronegócio, produtor de diversas culturas 

agrícolas, como a cana-de-açúcar e soja, que são as principais safras produzidas no país, com 

foco na produção de alimentos e biocombustíveis, que geram elevados fluxos de resíduos, como 

bagaço de cana-de-açúcar e casca de soja que representam aproximadamente 30 e 10 % do peso 

processado (VALLADARES-DIESTRA et al., 2022). Além dos resíduos gerados pelas culturas 

de sorgo, cevada e aveia (YAASHIKAA et al., 2022). 

No entanto, existem uma série de tipos de resíduos agroindustriais gerados atualmente, 

com elevados fluxos e diversificação nos componentes químicos e estruturais desses materiais, 
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que vão depender do tipo e período da colheita, das etapas envolvidas no processamento, das 

características das matérias-primas utilizadas e do tipo e natureza dos produtos obtidos 

(NAYAK & BHUSHAN, 2019). 

 
2.2 Bagaço de uva 
 

A videira (Vitis vinifera L., Vitaceae) é uma das principais culturas frutícolas cultivada 

em todo o mundo (GOMEZ-BRANDON et al., 2019), com mais de 70 milhões de toneladas de 

uvas produzidas em 2020 (FAO, 2022). A Europa é o maior produtor da fruta, com 39 % de 

participação na produção mundial, seguida pela Ásia com 34 % e América com 14 % (OIV, 

2019). 

De todo esse percentual produzido, parte é consumida in natura e o restante é processada 

para fabricação de uma série de produtos, como sucos, bebidas alcoólicas, geleias, entre outros.  

Em torno de 75–80 % da produção de uvas é direcionada para a vinificação (ZHU et al., 2015; 

KALLI et al., 2018), pois o vinho está entre as bebidas mais consumidas no mundo, atingindo 

em média 25–27 bilhões de litros anualmente (AMIENYO et al., 2014; ZACHAROF, 2017). 

No Brasil, a produção de vinhos, espumantes e derivados da uva é uma atividade 

agroindustrial de grande importância nacional. Em 2019, a produção de uva foi de 1.445.705 

toneladas, com 698.045 destinadas para processamento, sendo o Rio Grande do Sul responsável 

pela maior parte dessa atividade, totalizando 508,74 milhões de litros de vinhos, sucos e 

derivados (IBGE, 2020; EMBRAPA, 2020), com aumento na produção em 2021, de 652.414 

milhões de litros (IBA, 2022). 

A produção de vinho nunca foi tratada como uma atividade altamente poluidora, porém, 

esta situação está mudando atualmente, visto que durante o processo de vinificação são geradas 

elevadas quantidades de resíduos sólidos e líquidos, além de GEEs (AHMAD et al., 2020).  

Além disso, o próprio cultivo da fruta também contribui com impactos negativos no ambiente, 

com o uso de agrotóxicos, fertilizantes, e no transporte da fruta com combustíveis fósseis (DA 

ROS et al., 2016). Assim, é crescente a escolha pela adequação das vinícolas em processos mais 

sustentáveis e a minimização dos impactos gerados no ambiente, bem como pesquisas voltadas 

para a valorização desses resíduos, objetivando evoluir e melhorar os processos dentro das 

indústrias.  

As vinícolas são indústrias de processamento de frutas de grande relevância no setor 

agrícola, gerando milhões de toneladas de resíduos sólidos orgânicos durante suas atividades 
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(SIROHI et al., 2020; BHARATHIRAJA et al., 2020). Dentre eles, o bagaço de uva, como 

mencionado acima, é constituído principalmente por cascas, caule, talos e sementes 

(ZIETSMAN et al., 2017; NCUBE et al., 2021). Os talos e folhas são separados durante o 

desengace das uvas, enquanto o bagaço é produzido através da prensagem da fruta, maceração 

e após fermentação do mosto (IOANNIDOU et al., 2022). Com o bagaço sendo responsável 

por cerca de 15–30 % da massa total de fruta processada (DWYER et al., 2014; TEIXEIRA et 

al., 2018; SIROHI et al., 2020; CHOWDHARY et al., 2021). Com isso, tem-se em torno de 20 

milhões de toneladas desse material descartados a cada ano (DE BRUNO et al., 2018), 

considerado um passivo ambiental, que necessita de correta gestão.   

A atividade vitivinícola é caracterizada por ser um processo sazonal, e por isso, os 

resíduos sólidos gerados devem ter destinação ambientalmente correta em pouco tempo, pois 

são materiais putrescíveis (IOANNIDOU et al., 2022), ricos em compostos fenólicos, com alta 

carga orgânica e baixo pH (AHMAD et al., 2020; DE ISEPPI et al., 2020). Pois, quando 

lançados no ambiente sem o devido tratamento, causam poluição nos recursos naturais, seja 

pela decomposição, odor, lixiviação, entre outros problemas (DREVELEGKA & GOULA 

2020). 

Assim, a utilização desses resíduos na produção de produtos com valor agregado e 

energia renovável é de extrema relevância, pois dentre as inúmeras vantagens, o uso desse 

material para produção de biocombustíveis não compete com a produção de alimentos 

(ZABANIOTOU et al., 2018; ALLISON & SIMMONS, 2018), gera lucros para as vinícolas e 

evita possíveis problemas ambientais devido seu manuseio e descarte incorreto. 

A composição química dos resíduos gerados durante a produção de vinho podem alterar 

conforme a espécie de uva utilizada e das etapas do processamento empregadas (DEL MAR 

CONTRERAS et al., 2022), mas a maioria inclui açúcares, como glicose, frutose, galactose, 

manose, ramnose, conhecidos como monossacarídeos do tipo hexoses (C6) e pentoses (C5), 

como xilose e arabinose, estruturados como celulose e hemicelulose, juntamente com a lignina, 

proteínas, lipídios e pectinas (PEDRAS et al., 2020).  

O bagaço de uva possui em sua constituição de 30–36 % de celulose, de 21–25 % de 

hemiceluloses, e elevados teores de lignina, entre 17–40 % (PING et al., 2011). A alta 

concentração de lignina está relacionada à presença de sementes, que possuem maior teor de 

lignina do que a casca e polpa (PEDRAS et al., 2020). Entretanto, Pedras et al. (2020a) 

encontraram valores inferiores para os carboidratos, de 15 % para celulose e 11 % de 
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hemiceluloses, e ainda analisaram as concentrações de xilose, frutose e glicose, com 

concentrações de 4,1, 3,1 e 2,8 %, respectivamente.  

 

2.3 Farelo de trigo 
 

O trigo é um dos cereais mais cultivados em todo mundo, em média com 150 milhões 

de toneladas produzidas por ano (ALONSO, 2018), é uma das culturas agrícolas de maior 

importância mundial, principalmente para alimentação humana (GERMEC & TURHAN, 

2019). No Brasil, a produção do grão bate recorde a cada ano, com área destinada ao plantio de 

mais de dois milhões de hectares, com produção crescente nos últimos anos, de 5,2 em 2019, 

6,3 em 2020 e 7,7 milhões de toneladas em 2021, com estimativa para safra de 2022, de mais 

de 9 milhões de toneladas do grão (CONAB, 2022).  

O cereal pertence à família das gramíneas, ao gênero Triticum e as principais espécies 

de cultivo são T. monococcum, T. durum e T. aestivum. Seu nome faz referência às palavras 

quebrado e triturado, relacionando-se à atividade que deve ser realizada para separar o grão da 

casca que o envolve. No Brasil, o trigo é cultivado no Sul, Cerrado e Região Central, sendo 

uma cultura com boa adaptação edafoclimática (CONAB, 2017). 

Sua produção pode ser classificada de acordo com a época de semeadura, na primavera 

ou no inverno, assim como em relação à dureza, mole ou duro, e à cor, branco ou vermelho 

(ROSENFELDER et al., 2013). O grão de trigo compreende três frações principais, o 

endosperma, germe, e a camada externa, que compreende o farelo (ONIPE et al., 2015),  

O farelo de trigo é o subproduto gerado, comumente considerado um resíduo agrícola 

(VU et al., 2022), gerado após processo de moagem do grão para a produção de farinha branca 

(MAO et al., 2020), através de tecnologias de dissociação e separação dos tecidos externos do 

grão (ALONSO, 2018). Essa técnica tem taxa de extração de 73 a 77 %, dependendo do 

processo de moagem, da variedade do trigo e das condições de cultivo (PRUCKLER et a., 

2014).  

O subproduto farelo de trigo representa de 13–25 % do peso do grão de trigo processado 

(ONIPE et al., 2015; ZHANG et al., 2018; GERMEC & TURHAN, 2019), sendo que essa taxa 

pode variar se o processo for úmido ou seco (ONIPE et al., 2015). Desta forma, grandes 

quantidades desse material são geradas por ano, com estimativa de 2 milhões de toneladas de 

farelo de trigo gerados no Brasil só em 2022.  
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A destinação mais comum dada ao farelo de trigo é para ração animal, com cuidados 

em relação ao seu valor nutricional, que pode limitar o uso na dieta de ruminantes e aves. Em 

sua maior parte, o farelo é descartado como resíduo, ou queimado, por conta do alto custo com 

transporte (SLOMINSKI et al., 2004; RAHMAN et al., 2017). 

No entanto, a valorização desse material é favorável, seja para fabricação de produtos 

químicos, geração de energia ou na produção de biocombustíveis, principalmente das frações 

não comestíveis, como lignina, celulose e hemicelulose, assim como é possível explorar seus 

compostos com alto potencial bioativo, proteínas e ácidos fenólicos (ALONSO, 2018).  

Em especial, na produção de enzimas, estudos prévios têm demonstrado o potencial de 

reutilização desse resíduo como fonte de carbono em bioprocessos. Por exemplo, Cruz da Vila 

et al. (2022) avaliaram a produção de celulase e xilanase utilizando cinco cepas fúngicas. Rosa-

Garzon et al. (2022) investigaram a produção de uma série de enzimas, entre elas, lipase, 

amilase, CMCase, FPase, β-glicosidase, xilanase e lacase, utilizando como substratos resíduos 

agrícolas, entre eles, farelo de trigo. Rodrigues et al. (2017) compararam a eficiência da 

produção de xilanase e β-glicosidase com diferentes biomassas lignocelulósicas, pré-tratadas e 

in natura.  

Apesar dos esforços para a valorização desse material através de bioprocessos, tal ação 

ainda é vista como escassa, pois atualmente, grande parte do farelo de trigo gerado é utilizado 

como ração animal, causando desperdício de recursos, pois possui uma gama de componentes 

de alto valor, incluindo proteína, amido, polissacarídeo não amiláceo e lignina, que podem 

serem explorados para produção de diversos produtos (LV et al., 2021). 

O farelo de trigo é composto em sua maior parte por hemiceluloses, celulose e lignina, 

sendo cerca de 12 % de água, 56 % de carboidratos, e de 13 a 18 % de proteína, e menores 

concentrações de ácidos fenólicos e flavonóides (PRUECKLER et al., 2014). É formado 

principalmente por amido, arabinoxilanos, celulose, β-glucanos e proteínas (APPRICH et al., 

2014), e apresenta em média 41,9 % de celulose de, 26,2 % de hemiceluloses e 25,7 % de 

lignina (GHAHFAROKHI et al., 2019). Outros componentes presentes no farelo de trigo são, 

35,7 % de glicose, em sua maior parte na forma de amido, 16,9 % de xilose, 9,7 % de arabinose, 

e 17,5 % de proteína (OKAMOTO et al., 2011). 

A composição química do farelo de trigo depende da tecnologia empregada no 

processamento, mas um dos polímeros presentes em maior quantidade é o arabinoxilano, que 

possui como componentes xilose, em torno de 21,6 % e arabinose, 12,1 % (CASSARINI & 

RÉMOND, 2021). Mostra-se ser um material rico em diversos compostos, os quais favorecem 
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a produção de uma série de novos produtos, seja a base biológica ou química, energia limpa e 

biocombustíveis.   

 
 

2.4 Composição biomassa lignocelulósica 
 

Os três principais componentes estruturais da biomassa lignocelulósica são: celulose 

(40-50 %), hemiceluloses (25-30 %) e lignina (15-20 %), interligadas por ligações covalentes 

e não covalentes em cadeias poliméricas complexas (VOLYNETS et al., 2017; CRUZ DA 

VILA et al., 2022). Lignoceluloses são ainda compostas por uma pequena quantidade de pectina 

e proteínas (BHATIA et al., 2020), e possuem elevados teores de oxigênio, carbono e 

hidrogênio, e menores proporções de nitrogênio (LI et al., 2020).  

A matriz estrutural da biomassa lignocelulósica é uma rede complexa, onde a celulose 

é envolvida por uma monocamada de hemicelulose, incorporada ao núcleo interno da matriz de 

lignina e hemicelulose (LAURICHESSE & AVÉROUS, 2014). A Figura 1 apresenta a 

composição estrutural da lignocelulose, com os dois carboidratos principais (celulose e 

hemicelulose), a lignina, e as respectivas unidades repetitivas e monoméricas de cada polímero.  

 

 

Figura 1: Estrutura da biomassa lignocelulósica com celulose, hemiceluloses e lignina.  

Fonte: HOANG et al., (2021). 
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A celulose é um homopolissacarídeo não ramificado formado por monômeros de 

glicose. Mais especificamente, a celulose é descrita como um homopolímero linear e cristalino, 

de unidades repetidas de glicose unidas por ligações glicosídicas β-1,4, com uma longa cadeia 

linear, de 10.000 unidades de glicose, ligadas por ligações de hidrogênio e de Van Der Walls e 

com organização estrutural em paralelo (KUMARI & SINGH, 2018).  

As hemiceluloses, consistem em heteropolissacarídeos compostos por diferentes 

monômeros de açúcar, como arabinose, galactose, manose e xilose (PEDRAS et al., 2020; 

VERMA & KUMAR, 2020). Além disso, tais carboidratos podem assumir uma variedade de 

formas químicas, incluindo polissacarídeos, oligossacarídeos, monossacarídeos, ou formar 

glicoconjugados como glicoproteínas e glicolipídios (CORBIN et al., 2015).  

As hemiceluloses ainda são compostas de polímeros lineares e ramificados de diferentes 

açúcares, principalmente pentoses, possuem baixo nível de polimerização, dando menor 

resistência à degradação mecânica e química da biomassa (HOANG et al., 2021). Além da 

composição química, as hemiceluloses diferem da celulose por ter estrutura amorfa, pela 

presença de ramificações da cadeia principal e no tamanho das cadeias, sendo em torno de 50-

300 unidades de açúcares (CHEAH et al., 2020). 

Diferente da celulose e hemiceluloses, a lignina não é um carboidrato, e é o constituinte 

mais recalcitrante da parede celular vegetal, com a principal função de atuar como uma barreira 

natural para proteção contra a degradação química e enzimática das células vegetais (HOANG 

et al., 2021). É o biopolímero aromático renovável mais complexo, formada por vários grupos 

funcionais, principalmente metoxi, hidroxila fenólica, carbonila e carboxila, que determinam 

as propriedades químicas do material (LIU et al., 2021; ASHOKKUMAR et al., 2022). Além 

disso, é composta principalmente dos monolignóis fenilpropanoides siringil, guaiacil e 

hidroxifenol (CURRAN et al., 2021). 

Assim, a cristalinidade da celulose, a hidrofobicidade da lignina e o encapsulamento da 

celulose pela matriz lignina-hemicelulose associada fortemente pelas ligações formam essa 

matriz robusta (WOICIECHOWSKI et al., 2020), que possui algumas vantagens, como boa 

biocompatibilidade, estereoregularidade, hidrofilicidade e grupos hidroxila reativos, com a 

celulose considerada um bom polímero para produção de biocombustíveis e produtos químicos 

(ASHOKKUMAR et al., 2022). 
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2.6 Fungos: Trametes versicolor  e Trichoderma asperellum 
 

Os fungos são um grupo de microrganismos com imensa variedade de aplicações na 

biotecnologia e na indústria, seja para produção de antibióticos, enzimas industriais, controle 

de pragas e patógenos de plantas, como fertilizantes ou até mesmo biorremediadores do solo, 

entre outras aplicações (HYDE et al., 2019).  

Os fungos filamentosos são formados por uma única unidade estrutural, a hifa, e uma 

coleção de hifas formam o micélio, são microrganismos saprofíticos e eucarióticos, que obtêm 

seu carbono de material vegetal, destacando-se os gêneros Aspergillus, Rhizopus, Trichoderma 

e Penicillium (WIKANDARI et al., 2022). 

Uma das principais vantagens dos fungos filamentosos está na alta capacidade de 

secretar uma ampla gama de enzimas extracelulares, como celulases, xilanases, lacases e β-

xilosidases (TROIANO et al., 2020), importantes na conversão da biomassa lignocelulósica em 

bioetanol, na etapa de hidrólise ou sacarificação (WIKANDARI et al., 2022). 

Existem cerca de 100 espécies identificadas em todo o mundo do gênero fúngico 

Trichoderma, com várias vantagens quando comparada a outros fungos, como rápido 

crescimento, capacidade de usar diferentes substratos e boa adaptação a presença de diferentes 

contaminantes e condições ambientais adversas (HU et al., 2020). 

Os microrganismos do gênero Trichoderma são ascomicetos utilizados principalmente 

como agentes de biocontrole contra várias pragas (ZACHOW et al., 2016). Entretanto, são 

fungos que possuem alta capacidade de secreção de enzimas e metabólitos, que incluem 

enzimas líticas e proteolíticas, sendo T. reesei a principal espécie para aplicações industriais 

(BISCHOF et al., 2016). 

Diversos estudos têm sido desenvolvidos na produção de enzimas utilizando o gênero 

Trichoderma, como produção de xilanase pelas espécies T. koningii e T. pseudokoningii 

(SANGUINE et al., 2022), celulase pelo microrganismo T. reesei e T. harzianum (ALHOMODI 

et al., 2022; GALAIN et al., 2021), celulase e xilanase por T. longiflorum (DONG et al., 2021) 

e produção de CMCase, celobiohidrolase, β-glicosidase, β-xilosidase pela espécie fúngica T. 

reesei (NOGUCHI et al., 2022). Entretanto, com a espécie T. asperellum, a literatura é escassa 

(EZEILO et al., 2019).  

Atualmente, existem cerca de 10.000 espécies de fungos de podridão branca (SURYADI 

et al., 2022), incluindo Trametes versicolor. Estes basidiomicetos apresentam morfologia 

complexa, com várias formas estruturais ao longo de suas fases, são conhecidos como fungos 
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de “podridão branca”, por conta de sua aparência esbranquiçada, pelo fato de consumirem a 

lignina da madeira mais rapidamente do que a celulose (TISMA et al., 2021; SURYADI et al., 

2022). 

Os fungos da podridão branca secretam várias enzimas oxidativas extracelulares durante 

o processo de degradação da lignina, capazes de despolimerizar e mineralizar a lignina, 

incluindo algumas oxidorredutases extracelulares, transformando em vários derivados fenólicos 

(TISMA et al., 2021; SURYADI et al., 2022). 

Existem diversas pesquisas envolvendo a produção enzimática com microrganismos do 

gênero Trametes, Wang et al. (2014) e Xu et al. (2020) avaliaram a produção de lacase 

utilizando o microrganismo T. versicolor. Couto et al. (2004) utilizaram duas espécies de 

Trametes para produção de lacase, T. versicolor e T. hirsuta. Levin et al. (2008) investigaram 

a produção de uma série de enzimas, entre elas, β-glicosidase, β-xilosidase e lacase por T. trogii.  

Andriani et al. (2020) estudaram a produção de enzimas xilanolíticas e celulolíticas, pelo 

microrganismo T. hirsuta.  

 

2.7 Fermentação em estado sólido (FES) 
 

O alto custo envolvendo a produção de enzimas comerciais se tornou um grande 

obstáculo atualmente, de acordo com pesquisas sobre produção enzimática, os substratos são 

responsáveis por cerca de 40 % do custo total de produção, sendo necessário o uso de substratos 

alternativos (RESHMY et al., 2022), como os resíduos agroindustriais, que possuem baixo 

custo e disponibilidade em todas as regiões do mundo, pois se trata de material residual de 

atividades agroindustriais (DEMIR et al., 2016).  

A FES é uma técnica que utiliza substratos sólidos, orgânicos e úmidos, que servem 

como fonte de nutrientes para o crescimento de microrganismos e produção de enzimas. Este 

método envolve uma série de etapas que são caracterizadas em processos upstream, midstream 

e downstream. O processo upstream envolve a preparação de substratos, meios de crescimento 

e o isolamento de microrganismos utilizados para a fermentação, seguido pelo processo 

midstream durante o qual o substrato é inoculado e fermentado, e por fim, o processo 

downstream, onde os produtos finais são obtidos (YAFETO et al., 2022).  

Essa técnica apresenta algumas vantagens sobre a fermentação submersa, porque não 

necessita de operação e instrumentos complexos, utilizando substratos de baixo custo, como 

resíduos agroindustriais, que não requerem pré-tratamento, baixo gasto de energia, fornecendo 
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alto rendimento de enzimas (SADEGHIAN-ABADI et al., 2019; TULY et al., 2022). Além 

disso, a FES é considerada uma técnica com menor impacto ambiental pelo reuso de 

subprodutos agrícolas (TISMA et al., 2021). 

Os fatores mais importantes a serem considerados durante tal processo são: a escolha 

dos microrganismos adequados e da composição do substrato utilizado, assim como utilizar 

consórcios microbianos e combinações de substratos a fim de otimizar a fermentação e 

consequentemente aumentar a atividade enzimática (SOCCOL et al., 2017; RODRIGUES et 

al., 2021).  

Em relação à composição do substrato nos processos de fermentação é importante 

equilibrar os nutrientes para sustentar o máximo crescimento microbiano e aumentar o 

rendimento, com monitoramento das variáveis, como temperatura, pH, umidade, entre outras 

(KUMAR et al., 2022). Em relação a escolha do microrganismo para o processo de FES, é 

importante se atentar ao seu crescimento, rendimento específico do produto, capacidade de 

romper o substrato e boa tolerância à temperatura e pH (UPADHYAYA et al., 2016).  

Fungos filamentosos digerem substratos orgânicos sólidos em um ambiente com baixo 

teor de umidade, tornando-os ideais para uso em FES (YAZID et al., 2017), os quais podem ser 

empregados isoladamente ou em consórcio com duas ou mais culturas (SADH et al., 2018). Os 

substratos servem como fontes de nutrientes para os fungos sintetizarem componentes celulares 

e também atua como suporte sólido sobre o qual eles se desenvolvem (YAFETO et al., 2022). 

Neste processo, destacam-se fungos dos gêneros Aspergillus, Fusarium, Penicillium, Rhizopus 

e Trichoderma na produção de enzimas lignocelulolíticas (MANAN & WEBB, 2017; 

RODRIGUES et al., 2021; YAFETO et al., 2022). 

 

2.8 Enzimas lignocelulolíticas 

  
As enzimas atuam nas reações químicas com boa especificidade e alta atividade 

catalítica, tornando os processos químicos mais ecológicos e sustentáveis, em meios 

controlados de temperatura, pH, teor de umidade, entre outros (BILAL et al., 2019). As enzimas 

são descritas como biocatalisadores de alta eficiência, presentes em vários processos industriais, 

como exemplo, as celulases (β-glicosidases), amilases, lipases, lacases e xilanases (β-

xilosidades) (CHAPMAN et al., 2018; AWASTHI et al., 2022). 

Os três principais componentes do sistema enzimático das celulases são as 

endoglucanases, exoglucanases e β-glicosidases, catalisadores biológicos capazes de digerir a 
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maioria dos resíduos agrícolas, convertendo a celulose em açúcares fermentescíveis (PAUL et 

al., 2021). As enzimas celulolíticas incluem: endoglucanases (endo-1,4 β-D-glucanases, EC 

3.2.1.4), exo-glucanases (1,4 β-D-glucano-celobiohidrolases, EC 3.2.1.91) e β-glicosidases (β-

D-glicosídeo glico-hidrolases, celobiase, EC 3.2.1.21).  

Essas enzimas, compreendem um conjunto de hidrolases glicosídicas que atuam na 

hidrólise das ligações β-1,4-glicosídicas durante a degradação da celulose (FARAINAS, 2015). 

A maioria das celulases são de fontes microbianas, produzidas por fungos dos gêneros 

Aspergillus e Trichoderma e bactérias, Bacillus e Paenibacillus. Essas enzimas clivam as 

ligações β-1,4 glicosídicas na celulose para produzir glicose e são utilizadas na produção de 

biocombustíveis, bebidas, alimentos, celulose e papel (EJAZ et al., 2021). A Figura 2 apresenta 

o mecanismo enzimático das celulases para catalisar a hidrólise das ligações β - 1, 4 - glicosil 

presentes na celulose, através da quebra da celulose em cadeias menores pela ação da β-

glicosidase por meio de dois tipos de celulases, as exoglucanases que atuam na região cristalina 

da celulose e as endoglucanases na região amorfa (DURÁN-ARANGUREN et al., 2021). 

 

 
 

 

Entre as enzimas hemicelulolíticas, estão as endo-xilanases (endo-1,4-β-xilanases, EC 

3.2.1.8), β-xilosidases (xilan-1,4–β-xilosidase, EC 3.2.1.37), α-glucuronidases (α-

glucosiduronases, EC 3.2.1.139) e α-arabinofuranosidases (α-1-arabinofuranosidases, EC 

3.2.1.55) (LOPEZ-RAMIREZ et al., 2018). As xilanases (EC 3.2.1.8), um dos tipos mais 

Figura 2: Mecanismo enzimático das celulases. 
Fonte: Adaptado de SHING et al., 2021. 
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comuns de hemicelulases (SINGH et al., 2019), são enzimas que degradam a xilana, 

hidrolisando suas ligações β-1,4 para conversão da hemicelulose em pentose 

(CHILAKAMARRY et al., 2022), com seu mecanismo enzimático descrito na Figura 3. Os 

fungos filamentosos são os principais produtores de xilanases a nível industrial, devido ao seu 

fácil cultivo e alta produção de enzimas extracelulares (CRUZ DAVILA et al., 2022). As ß-

xilosidases são enzimas responsáveis por hidrolisar xilobiose e xilooligossacarídeos obtidos da 

hidrólise da xilana em xilose, a partir da uma extremidade não redutora (KNOB et al., 2010). 

 

 

As lacases (EC1.10.3.2, benzenodiol, p-difenol: dioxigênio oxidorredutase) são 

oxidases da família multicobre oxidase azuis que catalisam a oxidação de um grande número 

de compostos aromáticos simultaneamente, com a redução do oxigênio molecular à água 

(SHARMA et al., 2019). Estas enzimas são as principais responsáveis pela degradação da 

lignina recalcitrante presente na biomassa lignocelulósica (DEBNATH & SAHA, 2020). 

A ação das enzimas lacases ocorrem por meio de quatro moléculas de cobre (Cu) em 

seu sítio ativo: Cu tipo 1 (T1), Cu tipo 2 (T2) e Cu tipo 3 (T3), onde T1 forma um sítio 

mononuclear, e T2 e junto com T3 formam um aglomerado trinuclear. E a oxidação do substrato 

ocorre no sítio T1 Cu, pois os elétrons extraídos do substrato são transferidos do local T1 para 

o local T2/T3 através de ligações tripeptídicas His-Cys-His, e por fim acontece a redução do 

oxigênio molecular em água (BHARDWAJ et al., 2022). 

Figura 3: Mecanismo enzimático das hemicelulases.  
Fonte: Adaptado de Ramos et al., (2022). 
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Figura 4: Mecanismo de ação das lacases. 
Fonte: BHARDWAJ et al., (2022). 

 

As enzimas lignocelulolíticas representam mais de 20 % das vendas mundiais de 

enzimas disponíveis (TOUSHIK et al., 2017), comercializadas como coquetéis enzimáticos. 

Um exemplo é a produção de celulase a nível industrial, que utiliza cepas de fungos 

geneticamente modificadas para produzir altos níveis de uma única enzima ou em consórcio 

(HANSEN et al., 2015). 

Um grande entrave para o desenvolvimento efetivo do mercado de enzimas está nos 

altos custos envolvendo a produção, com necessidade de reduzir os custos totais e torná-las 

acessíveis à indústria, com o avanço da biotecnologia, produzindo coquetéis enzimáticos mais 

eficientes e com o máximo rendimento (AWASTHI et al., 2022). 

Para a produção enzimática em grandes quantidades, com maior estabilidade e alta 

eficiência, é de extrema importância a escolha de substratos com baixo custo (DEBNATH & 

SAHA, 2020), em especial quando as enzimas são destinadas para produção de biocombustíveis 

de segunda geração, hidrolisando hemicelulose e celulose a açúcares simples para obtenção do 

bioetanol (ZHANG et al., 2020a). 
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2.9 Bioetanol 
 

Uma forma de minimizar os impactos ambientais decorrentes do uso de combustíveis 

fósseis é aumentar o uso de energias renováveis, como os biocombustíveis.  Os quais foram 

responsáveis por 11 % do fornecimento total de energia primária no mundo em 2020, atingindo 

153 bilhões de litros (KEASLING et al., 2021).  

Entre eles, o bioetanol possui grande relevância, com o Brasil na segunda posição em 

relação à produção mundial, com 32 bilhões de litros em 2019, o que equivale a 30 % da 

produção global, ficando atrás apenas dos Estados Unidos (SUSMOZAS et al., 2020). A 

produção de bioetanol possui enorme potencial de diversificar a matriz energética mundial, 

reduzir a dependência de combustíveis fósseis e diminuir as emissões de GEEs (ABD EL-

MALEK et al., 2021). 

Atualmente, a produção de etanol está concentrada em três principais grupos de 

matérias-primas: culturas contendo sacarose, como sorgo doce, cana-de-açúcar e beterraba, de 

origem amilácea, como trigo, milho e cevada e de biomassas lignocelulósicas, que são em geral 

resíduos agroindustriais (PANAHI et al., 2020).  

A produção de etanol a partir de matérias-primas como a sacarose da cana-de-açúcar, e 

do amido de milho é conhecida como biocombustíveis de primeira geração (1G) 

(DEVARAPALLI & ATIYEH, 2015). Os biocombustíveis de segunda geração (2G), são 

produzidos a partir de biomassa lignocelulósica residual, como bagaço de cana e de sorgo 

sacarino, palha de milho, trigo e de arroz, casca de arroz, madeira dura e macia, resíduos de 

celulose, biomassa herbácea e lenhosas (QUINTERO et al., 2013; PRASAD et al., 2019). O 

bioetanol de terceira (3G) é obtido a partir de micro e macroalgas e cianobactérias, e o de quarta 

geração (4G) a partir de microrganismos geneticamente modificados (BEZERRA et al., 2021).  

Para a produção de bioetanol 2G, utiliza-se como matéria-prima biomassa 

lignocelulósica presente em resíduos agroindustriais, sendo considerada uma das principais 

fontes de energia renovável, disponível em todos as regiões (CRUZ DAVILA et al., 2022), 

colaborando para a valorização energética de material residual e na redução da poluição 

ambiental (SIROHI et al., 2020). Além disso, o etanol 2G apresenta inúmeras vantagens, como 

ser produzido com matérias-primas de baixo custo e em abundância na natureza, não 

competição com a produção agrícola de alimentos, sendo viável tanto economicamente como 

ambientalmente.  
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A conversão da biomassa lignocelulósica em bioetanol é complexa, e envolve três 

etapas. Primeiramente, ocorre a deslignificação, no qual as ligações entre a lignina e a celulose 

e hemiceluloses são quebradas para aumentar a acessibilidade das enzimas aos polissacarídeos 

na próxima etapa de sacarificação. Na segunda etapa, os polímeros de carboidratos são 

hidrolisados enzimaticamente em açúcares livres, para posterior fermentação alcóolica das 

pentoses e hexoses em bioetanol, na terceira e última etapa (PANAHI et al., 2022). 

O bagaço de uva é considerado uma biomassa adequada para produção de 

biocombustíveis, pois contém a maioria dos carboidratos solúveis em água, como glicose e 

frutose, que através de bioprocessos podem ser convertidos em etanol (SIROHI et al., 2020; 

BHARATHIRAJA et al., 2020).  Por exemplo, no estudo realizado por Corbin et al. (2015), o 

bagaço de uva foi utilizado na fermentação alcóolica, resultando na produção de 211 litros de 

etanol a partir de 100 toneladas de bagaço de uva vermelha e 400 litros com a uva branca, 

evidenciando ainda que o material resultante da sacarificação, rico em polifenóis pode ser 

utilizado na alimentação animal, ou aplicado em solos como fertilizante agrícola. E em estudo 

desenvolvido por Okamoto et al. (2011), os autores obtiveram 4,3 g/l de etanol utilizando farelo 

de trigo, com um rendimento teórico de 78,8 %. 

Assim, para o desenvolvimento contínuo da produção e utilização de biocombustíveis, 

é de extrema importância a escolha adequada da biomassa, identificar suas características, assim 

como as propriedades do biocombustível, para otimizar sua produção e melhorar a eficiência 

(LIN & LU, 2021). Além disso, para a escolha do melhor processo para a produção do 

biocombustível deve-se avaliar parâmetros como concentração, produtividade e rendimento do 

bioetanol e custos do processo, além dos microrganismos utilizados (BENDER et al., 2022). 
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3. OBJETIVOS 
 

3.1 Objetivo geral 
 

 Avaliar a biossíntese enzimática pelas linhagens fúngicas T. versicolor e T. asperellum, 

através de fermentação em estado sólido (FES), utilizando bagaço de uva e farelo de trigo como 

fonte de carbono.  

 

3.2 Objetivos específicos 
 

• Caracterizar química e estruturalmente o bagaço de uva e farelo de trigo, quanto aos 

teores de celulose, lignina, hemicelulose; 

• Produzir enzimas lignocelulolíticas pelas espécies fúngicas em monoculturas e em 

consórcio, bem como em substratos únicos e associados; 

• Realizar a análise estatística dos dados. 
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4. MATERIAIS E MÉTODOS 
 

O presente estudo foi dividido em três etapas, sintetizadas no fluxograma abaixo (Figura 

5), detalhadas nos tópicos seguintes. As etapas de caracterização foram desenvolvidas no 

Laboratório de Reciclagem de Polímeros (LABREPOL), e as de fermentação em estado sólido 

e dosagem de enzimas no Laboratório de Microbiologia Ambiental (LAMIC), ambos na 

Universidade Federal de Uberlândia.  

 

 

Figura 5: Fluxograma etapas do projeto.  

Fonte: O autor, 2023. 

 

4.1 Preparação da Biomassa 
 

Como biomassa lignocelulósica foram utilizados farelo de trigo (Triticum aestivum), 

adquirido em uma cerealista no município de Uberlândia e o bagaço de uva tinta (Vitis vinífera), 

derivado de processamento de vinhos, contendo as variedades Cabernet Sauvignon, Merlot e 

Carmenère, fornecido pela Vinícola Nardello (Morro Redondo, RS). O bagaço de uva utilizado 

no estudo é constituído de casca, talos e semente de uva vermelha, gerados após o 

processamento da fruta para produção de vinho tinto (Figura 6).  
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Figura 6: Bagaço de uva.  

Fonte: O autor, 2022. 

 

Inicialmente, o bagaço de uva foi seco em estufa por quatro horas a 105°C e após esse 

período, a biomassa foi resfriada em dessecador por 60 minutos, até atingir a temperatura 

ambiente. Em seguida, foi aplicado um pré-tratamento físico simples no material residual, que 

foi triturado em liquidificador por 3 a 5 minutos, para alterar a granulometria da biomassa. O 

farelo de trigo foi lavado em água corrente várias vezes até que a água de lavagem ficasse 

incolor, para remoção de todo o resíduo de amido presente, e seco ao ar livre.  Após a secagem, 

foi armazenado em dessecador (Figura 7). 

 

                          

Figura 7: Biomassa triturada: (a) bagaço de uva e (b) farelo de trigo.  

Fonte: O autor, 2023. 
 

A 

A
A

A

A

A

A

A

A

A

A

A

A

A

B 

A
A

A

A

A

A

A

A

A

A

A

A

A



   
 

32 
 

4.2 Caracterização das biomassas 
 

A composição química do bagaço de uva bruto e do farelo de trigo foi determinada 

conforme as normas TAPPI (Technical Association of the Pulp and Paper Industry): teor de 

extrativos TAPPI T204 cm – 97 (2007), umidade TAPPI T264 OM-88 (1996), cinzas TAPPI 

T211 OM-93 (2002) e teor de lignina Klason insolúvel e solúvel TAPPI T13M-54. Todas as 

análises foram realizadas em triplicata e os valores expressos em base seca. 

 

4.2.1 Teor de extrativos 
 

A determinação do teor de extrativos polares das amostras brutas foi realizado utilizando 

500 mL de água destilada em extrator Soxhlet, que possui um sifão que proporciona o refluxo 

contínuo do solvente com a amostra dentro de um cartucho de extração de papel filtro por 50 

horas (TAPPI T204 cm – 97). Após esse período, o material foi seco em estufa a 105 ºC por 12 

horas e resfriado em dessecador até temperatura ambiente.   

Em seguida, foi realizado o mesmo procedimento para determinar o teor de extrativos 

apolares, utilizando 250 mL de uma mistura de etanol/hexano (1:1 v/v). O conteúdo de 

extrativos solúveis foi determinado pela diferença de massa da amostra antes e após extração, 

através da Equação 1: 

 

𝐸𝑥𝑡𝑟𝑎𝑡𝑖𝑣𝑜𝑠:
(𝑊𝑐𝑖 − 𝑊𝑝 ) − (𝑊𝑐𝑓 −  𝑊𝑝 )

(𝑊𝑐𝑖 − 𝑊𝑝 )
∗ 100 

(1) 

 

Onde: 

𝑊𝑐𝑖  = massa da biomassa inicial com extrativos, antes do processo de extração e massa do 

papel filtro; 

𝑊𝑐𝑓  = massa da biomassa livre de extrativos após o processo de extração e massa do papel 

filtro; 

𝑊𝑝  = massa do papel filtro. 

 

4. 2.2 Teor de Umidade 
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O teor de umidade foi realizado a partir de 1,0 g de amostra em um cadinho de porcelana 

previamente seco e tarado e acondicionou-se em estufa a 105 ºC por 2 horas (TAPPI T264 OM-

88).  Posteriormente, o cadinho foi resfriado em dessecador até temperatura ambiente e pesado.  

Em seguida, o conjunto foi colocado novamente na estufa por 1 hora a 105 ºC, sendo 

repetido tal procedimento até que a amostra atingisse massa constante. O teor de umidade foi 

calculado pela diferença percentual entre a massa inicial e a massa final da amostra após o 

processo de secagem, conforme Equação 2: 

 

𝑈𝑚𝑖𝑑𝑎𝑑𝑒 (%):
(𝑊𝑖 − 𝑊𝑐 ) − (𝑊𝑐𝑓 −  𝑊𝑐 )

(𝑊𝑖 − 𝑊𝑐 )
∗ 100 

(2) 

 

Onde: 

𝑊𝑖  = conjunto inicial, massa da biomassa com umidade; 

𝑊𝑐  = peso do cadinho; 

𝑊𝑐𝑓  = conjunto final, massa da biomassa após o processo de secagem.  

 

4. 2.3 Teor de Cinzas 
 

A determinação do teor de cinzas foi realizada com cadinho de porcelana previamente 

seco e tarado, o qual adicionou-se 1,0 g de biomassa e, em seguida, encaminhado para um forno 

mufla a 800 ºC por quatro horas (TAPPI T211 OM-93). Após esse período, o cadinho com a 

amostra calcinada foi resfriado em dessecador até atingir temperatura ambiente e pesado. O 

conteúdo de cinzas foi determinado considerando a porcentagem de massa da amostra após a 

calcinação com relação a massa inicial de amostra seca, conforme Equação 3: 

 

𝑇𝑒𝑜𝑟 𝑑𝑒 𝐶𝑖𝑛𝑧𝑎𝑠 (%):
(𝑊𝑐𝑐 − 𝑊𝑐 )

(𝑊𝑏 )
∗ 100 

(3) 

Onde: 

𝑊𝑐𝑐  = cadinho com as cinzas, massa das cinzas após calcinação; 

𝑊𝑐  = peso do cadinho; 

𝑊𝑏  = massa da biomassa antes do processo.  
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4. 2.4 Lignina Klason Insolúvel 
 

Primeiramente, pesou-se 1,0 g da amostra seca, a qual foi disposta em um almofariz e, 

em seguida, adicionou-se 15 mL de solução de ácido sulfúrico (H2SO4) 72 % (m/m) (d = 1,6338 

gmL-1, 20 ºC). Posteriormente, macerou-se a amostra por duas horas a temperatura ambiente, 

até que todas as partículas estivessem esmagadas e misturadas. Após este período, a mistura foi 

transferida para um balão de fundo chato com capacidade de 1 L e diluída com 550 mL de água 

destilada para que a concentração de H2SO4 fosse de 3 % (m/m), em um sistema de refluxo 

aquecido a 50°C por quatro horas. 

Em seguida, filtrou-se a lignina insolúvel em funil de vidro sinterizado n° 4, previamente 

seco e tarado, e coletou-se o filtrado para análise posterior de lignina klason solúvel. O funil 

com a lignina insolúvel foi seco em estufa a 105ºC por 12 horas, resfriado em dessecador até 

temperatura ambiente e pesado. O conteúdo de lignina insolúvel foi calculado pela relação entre 

a porcentagem da massa de lignina insolúvel em relação à massa inicial de amostra seca, 

conforme Equação 4 (TAPPI T13M-54). 

 

𝑇𝑒𝑜𝑟 𝑑𝑒 𝐿𝑖𝑔𝑛𝑖𝑛𝑎 𝐼𝑛𝑠𝑜𝑙ú𝑣𝑒𝑙  (%):
(𝑚𝑖− 𝑚𝑓)

(𝑚𝑓)
∗ 100 

(4) 

Onde: 

𝑚𝑖 = massa de lignina klason insolúvel (g); 

𝑚𝑓 = massa inicial da amostra (g). 

 

4. 2.5 Lignina Klason Solúvel 
 

O filtrado na determinação do teor de lignina klason insolúvel foi utilizado para 

quantificar o teor de lignina klason solúvel. As soluções para as análises foram preparadas 

através de uma diluição em água até a concentração final de 0,05 mol L-1 de H2SO4. Uma 

solução de referência (branco) de concentração de 0,05 mol L-1 foi preparada, a partir do H2SO4 

72 %. A quantificação foi realizada por espectroscopia na região do ultravioleta (UV-VIS), 

onde mediu-se a absorbância do filtrado nos comprimentos de onda de 215 e 280 nm. A 

concentração (g L-1) de lignina klason solúvel foi calculada conforme Equação 5: 
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𝐶(𝑔𝐿−1):
[(4,53 ∗ 𝐴215) −  𝐴280 ]

(300)
 

 (5) 

 

 

Onde,   

𝐶(𝑔. 𝐿−1) = corresponde a concentração de lignina klason solúvel em meio ácido;  

𝐴215 = o valor da absorbância em 215 nm; 

𝐴280  = o valor da absorbância em 280 nm. 

 

A absorbância em 280 nm corresponde a uma correção para os compostos de furfural 

gerados no processo de hidrólise, enquanto que a absorbância em 215 nm é a medida da 

concentração de lignina solúvel. Dessa forma, a Equação (5) é resultante da resolução 

simultânea das Equações 6 e 7: 

 

𝐴280 = 0,68 𝐶𝐷 + 18 𝐶𝐿 

(6) 

𝐴215 = 0,15 𝐶𝐷 + 70 𝐶𝐿 

(7) 

 

Onde: 

 𝐴280 = representa o valor da absorbância a 280 nm;  

𝐴215 = é o valor da absorbância a 215 nm; 

𝐶𝐷  = a concentração dos carboidratos (g L-1); 

𝐶𝐿 = a concentração da lignina solúvel (g L-1). 

 

Os valores 0,68 e 0,15 correspondem, respectivamente, às absortividades molares dos 

produtos de degradação dos carboidratos em 280 e 215 nm, e os valores 18 e 70 são as 

respectivas absortividades molares da lignina solúvel em 280 e 215 nm. 

 

4. 2.6 Determinação de holocelulose 
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A quantificação da holocelulose constitui-se em pesar 5,0 g de amostra seca em um 

frasco do tipo Erlenmeyer de 250 mL e adicionou-se 100 mL de água destilada (BROWNING, 

1967). Em seguida, o Erlenmeyer foi colocado em banho maria, a 75 ºC e adicionou-se 2,0 mL 

de ácido acético (CH3COOH) e 3,0 g de clorito de sódio (NaClO2), nesta ordem, tampando o 

frasco para não ocorrer a perda do gás produzido na reação. Após 60 minutos, adicionou-se 

novamente 2,0 mL de CH3COOH e 3,0 g de NaClO2, sendo esse processo repetido por mais 

duas vezes. 

E como próxima etapa, a mistura foi resfriada em banho de gelo até 10 ºC, filtrada em 

funil de vidro sinterizado n° 2, previamente seco e tarado, e lavada com água destilada a 5 ºC 

até que o resíduo fibroso apresentasse coloração esbranquiçada e o pH do eluído fosse igual ao 

da água de lavagem. Em seguida, o funil com o resíduo fibroso foi seco em estufa a 105 ºC por 

seis horas, resfriado em dessecador e pesado. O percentual de holocelulose foi calculado pela 

relação entre a massa de holocelulose obtida e a massa inicial da amostra (Equação 8). 

 

𝑇𝑒𝑜𝑟 𝑑𝑒 ℎ𝑜𝑙𝑜𝑐𝑒𝑙𝑢𝑙𝑜𝑠𝑒 (%) =
𝑚𝑑

𝑚𝑖
 𝑥 100 

(8) 

Onde: 

𝑚𝑑 = massa de holocelulose seca (g);  

𝑚𝑖 = massa de bagaço inicial seca (g). 

 

4. 2.7 Determinação de celulose 
 

Para a determinação de celulose, transferiu-se 3,0 g de holocelulose seca para um 

Erlenmeyer de 250 mL, adicionou-se 100 mL de solução de hidróxido de potássio 5 % (KOH) 

e borbulhou-se gás nitrogênio durante os primeiros cinco minutos da extração, para evitar a 

oxidação da celulose (BROWNING, 1967). O frasco foi vedado e mantido em agitação 

constante por duas horas. A mistura foi então filtrada em funil de vidro sinterizado n° 2, lavada 

com 50 mL de solução de KOH 5 % e, em seguida, com 100 mL de água destilada. O resíduo 

fibroso retido no funil foi transferido novamente para o frasco de 250 mL e o mesmo 

procedimento de extração foi repetido utilizando solução de KOH 24 %. Para lavagem do 

resíduo fibroso retido no funil, utilizou-se 25 mL de solução de KOH 24 %, 50 mL de água 

destilada, 25 mL de CH3COOH 10 % e 100 mL de água destilada.  
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Após a extração dos componentes solúveis em soluções aquosas de KOH, o resíduo 

fibroso foi lavado com água destilada até que o filtrado apresentasse pH neutro. Por fim, o 

resíduo foi lavado com 50 mL de acetona, seco a 105 ºC por seis horas e pesado. O conteúdo 

de celulose foi determinado como a porcentagem da massa de resíduo em relação à massa inicial 

de amostra seca, levando em conta o rendimento calculado na obtenção da holocelulose 

(Equação 9). 

 

𝑇𝑒𝑜𝑟 𝑑𝑒 𝑐𝑒𝑙𝑢𝑙𝑜𝑠𝑒 (%) =
𝑚𝑑

𝑚𝑖
 𝑥 100 

(9) 

Onde: 

 𝑚𝑑 = massa de celulose seca (g);  

𝑚𝑖 = massa de holocelulose inicial seca (g). 

 

4. 2.8 Teor de hemiceluloses 
 

O teor de hemiceluloses foi determinado pela diferença percentual entre a holocelulose 

e a celulose em relação à massa inicial de amostra seca, levando em conta a o rendimento 

calculado na obtenção da holocelulose (Equação 10). 

 

𝑇𝑒𝑜𝑟 𝑑𝑒 ℎ𝑒𝑚𝑖𝑐𝑒𝑙𝑢𝑙𝑜𝑠𝑒𝑠 (%) = 𝑇𝑒𝑜𝑟 𝑑𝑒 ℎ𝑜𝑙𝑜𝑐𝑒𝑙𝑢𝑙𝑜𝑠𝑒− 𝑇𝑒𝑜𝑟 𝑑𝑒 𝑐𝑒𝑙𝑢𝑙𝑜𝑠𝑒                            

(10) 

 

4. 2.9 Espectroscopia de infravermelho por transformada de Fourier – FTIR 
 

Para analisar os grupos funcionais das fibras do bagaço de uva e farelo de trigo, foram 

obtidos espectros vibracionais na região do infravermelho, utilizando um espectrofotômetro 

Shimadzu IRPrestige 21. Seguindo metodologia de Da Silva et al. (2018), com modificações, 

as amostras foram pastilhadas com brometo de potássio (KBr), com concentração de 1:100 

(m/m), para posterior leitura na região de 4500 a 350 cm-1, com resolução do equipamento de 

4 cm-1 e 32 varreduras. 
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4. 2.10 Espectroscopia de energia dispersiva de raios-X (EDS) 

 
Com o intuito de determinar as concentrações químicas do bagaço de uva e farelo de 

trigo, foi utilizado a técnica Microscopia Eletrônica de Varredura (MEV) integrada a 

Espectroscopia de Energia Dispersiva de Raios - X (EDS), caracterizada por ser uma análise 

semi-quantitativa que permite identificar os elementos químicos presentes na amostra. Além 

disso, vale ressaltar que no presente estudo não será utilizado as imagens que são geradas pela 

técnica de MEV, apenas os dados dos elementos presentes nas amostras. 

Para tanto, utilizou-se um microscópio eletrônico de varredura, modelo Shimadzu SSX-

550. Para realização de tal análise, as amostras foram fixadas em suportes de alumínio, com fita 

de carbono e metalizadas com ouro, sendo possível obter as concentrações dos principais 

elementos químicos (MACHADO et al., 2020).  

 

4.3 Fermentação em Estado Sólido (FES) 

 

4.3.1 Substratos 
 

Os substratos utilizados como fonte de carbono na FES foram bagaço de uva e farelo de 

trigo, triturados e armazenados livres de umidade e qualquer possível contaminação. O bagaço 

de uva foi submetido à  seleção granulométrica, utilizando uma peneira estilo TYLER, da marca 

Bertel Indústria Metalúrgica Ltda com dimensões de 8"X2" INOX 304 ABNT/ASTM 12 

MESH/TYLER 10, com abertura de 1.70 mm, tela em inox, acoplada a um agitador de peneiras 

da marca Bertel Indústria Metalúrgica Ltda (peneira de malhas 10). Para o farelo de trigo, foi 

utilizado uma peneira manual com gramatura de 0,6 mm. Os substratos foram utilizados 

separadamente e em associação.   

 

4.3.2 Microrganismos 
 

 A linhagem fúngica Trametes versicolor 561 foi isolada de madeira em decomposição 

e obtida da coleção do banco de microrganismos do Laboratório de Microbiologia Ambiental 

da Universidade Federal de Uberlândia (LAMIC- UFU), onde a pesquisa foi desenvolvida. 

A linhagem Trichoderma asperellum foi cedida gentilmente pela empresa Biosag 

(Comércio e Serviços Agrícolas Ltda, Brasil). As linhagens fúngicas foram cultivadas 
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individualmente em placas de Petri em meio Ágar Potato Dextrose (PDA) e incubadas por sete 

dias a 28°C, tempo necessário para crescerem por toda a placa e para a retirada de discos 

miceliais de cerca de 6 mm de diâmetro (Figura 8 e 9). As linhagens fúngicas foram também 

cultivadas no mesmo meio, a fim de observar seu comportamento quando em consórcio (Figura 

10). 

 

 

Figura 8: Pré-inóculo em placa da espécie fúngica Trichoderma asperellum. 

Fonte: O autor, 2023.  
 

     

Figura 9: Pré-inóculo em placa da espécie fúngica Trametes versicolor 561.  

Fonte: O autor, 2023. 
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Figura 10: Pré-inóculo em placa das espécies fúngicas T. versicolor e T. asperellum 

cultivadas em consórcio.  

Fonte: O autor, 2023. 

 

 

4.3.3 Produção de enzimas  
 

Foram realizadas nove fermentações em frascos do tipo Erlenmeyer de 250 mL, 

contendo 5 g de substrato e 60 % de umidade, estabelecido em análises prévias. Cada fungo foi 

cultivado individualmente em bagaço de uva, farelo de trigo e em combinação na proporção de 

1:1 (m/m) (2,5 g de bagaço de uva e 2,5 g de farelo de trigo), e foram realizadas fermentações 

com as duas linhagens fúngicas em consórcio nas mesmas condições (Figura 11).  Os substratos 

foram suplementados com 5 mL de solução nutriente, contendo 0,35 % de sulfato de amônia 

((NH4)2SO4), 0,3 % de fosfato de potássio monobásico (KH2PO4), 0,05 % de sulfato de 

magnésio heptahidratado (Mg2SO4.7H2O) e 0,05 % de cloreto de cálcio (CaCl2) (DE 

OLIVEIRA et al., 2020). Em seguida, os frascos foram vedados e autoclavados. 
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Figura 11: Fermentação em estado sólido realizadas no presente estudo.  

Fonte: O autor, 2022. 
 

Após o processo de esterilização, cada frasco contendo os substratos foi inoculado com 

seis discos miceliais (± 6 mm) de cada linhagem fúngica, separadamente e, quando em 

consórcio, três discos miceliais de cada espécie. Em seguida, os frascos foram incubados em 

BOD, a 28°C por sete dias (Figura 12). Todas as fermentações foram conduzidas em triplicatas. 

A cada 24 horas, três frascos foram retirados da incubadora, acrescentados de 50 mL de água 

destilada, homogeneizados e submetidos à agitação orbital por 60 minutos a 150 rpm para a 

extração de enzimas. Em seguida, o material foi filtrado em tecido voil e centrifugado por 10 

minutos a 10000 rpm ou 8760 G. Os sobrenadantes contendo os extratos enzimáticos foram 

aliquotados e congelados a -20 °C. 
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Figura 12: Frascos de Erlenmeyer no processo de FES (a) e (b). 

Fonte: O autor, 2022. 

  

4.4 Quantificação Enzimática 
 
4.4.1 β-Glicosidase 
 

A determinação de β-glicosidase foi realizada em uma mistura de reação contendo 50 

μL de extrato enzimático, 250 μL de solução tampão citrato de sódio 0,05 M (pH 4,8) e 250 μL 

de p-nitrofenil β-D-glicopiranosídeo 4 mM (PNPG, Sigma) como substrato a 40°C por 10 

minutos. Após este período, a reação foi interrompida com a adição de 2 mL de solução de 

carbonato de sódio (Na2CO3) 2 M e a concentração de p-nitrofenol (pNP) liberado foi 

determinada por espectrofotometria a 410 nm. Uma unidade de atividade enzimática foi 

definida como a quantidade de enzima necessária para liberar 1 μmol de pNP por minuto de 

reação a partir de uma curva padrão de pNP (DOS SANTOS et al., 2015). 
 

4.4.2 β-Xilosidase 
 

A atividade de β-xilosidase foi determinada pelo mesmo procedimento e nas mesmas 

condições para β-glicosidase, porém, utilizando-se p-nitrofenil β-D-xilopiranosídeo 4 mM 

(PNPX, Sigma) como substrato. Uma unidade de atividade enzimática (U) foi definida como a 

quantidade de enzima necessária para liberar 1 μmol de pNP por minuto de reação, a partir da 

curva padrão de pNP (DOS SANTOS et al., 2015). 
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 4.4.3 Xilanase 
 

A dosagem de xilanase foi realizada pelo método do Ácido 3,5-dinitrosalicílico (DNS), 

utilizando xilana (Sigma) 1% como substrato em tampão citrato de sódio 0,05 M, pH 4,8 por 

10 minutos a 50ºC (MILLER, 1959; DOS SANTOS et al. 2015). Uma unidade de atividade 

enzimática foi definida como a quantidade de enzima necessária para liberar 1 μmol de xilose 

por minuto de reação, a partir de uma curva padrão de xilose. 

 
4.4.4 Lacase 
 

A atividade de lacase (La) foi determinada pelo monitoramento da oxidação do substrato 

ácido 2,2'-azino-bis 3-etilbenzotiazolino-6-sulfônico (ABTS) a 50°C, por 10 minutos em uma 

mistura de reação contendo 400 μL tampão acetato de sódio 0,1 M (pH 5,0), 50 μL de solução 

de ABTS 0,01 M e 50 μL de extrato enzimático bruto (MAITAN-ALFENAS et al., 2015). A 

absorbância foi medida a 420 nm. Uma unidade enzimática correspondeu à quantidade de 

enzima necessária para oxidar 1 μmol de substrato por minuto. O cálculo da atividade foi 

realizado utilizando coeficiente de absortividade molar de Ɛ420 nm= 3,6 x 10-4 M-1cm-1. 

 

4.5 Análise estatística 
 

O desvio padrão foi calculado a partir dos resultados obtidos para cada produção 

enzimática (dados em triplicata), e a análise estatística foi realizada por meio do teste de 

Shapiro-Wilk, o qual foi aplicado para verificar a normalidade dos dados. Para os dados 

normais, foi feito a análise de variância (ANOVA), seguida de um teste Tukey, para identificar 

se houve ou não diferença significativa entre os extratos enzimáticos na produção de enzimas, 

com nível de significância de 5 %. Para os dados não normais (p < 0,05) será aplicado o teste 

de Kruskal-Wallis.  As análises foram executadas no Action 2.9 e Sisvar 5.6. 

 

 
 

 
 



   
 

44 
 

5. RESULTADOS E DISCUSSÃO 
 

5.1 Caracterização das biomassas 
Os valores percentuais da composição química do bagaço de uva e do farelo de trigo 

estão descritos na Tabela 1. 

Tabela 1: Composição química dos substratos lignocelulósicos utilizados no presente 

trabalho. 

Composição Química (%) Bagaço de uva Farelo de trigo 

Cinzas 2,46 ± 0,16 3,75 ± 0,56 

Extrativos 26,85 ± 2,7 8,9 ± 3,06 

Lignina Klason total 53,80 ± 1,38 19,3 ± 7,02 

Celulose 30,76 ± 3,43 45,2 ± 2,68 

Hemicelulose 19,55 ± 7,3 28,8 ± 5,60 

Balanço de massa 133,35 105,95 

 

A composição de materiais lignocelulósicos pode variar e depender de uma série de 

fatores, mas em geral, possuem entre 10–25 % de lignina, 40–50 % de celulose e 5–30 % de 

hemicelulose (ANWAR et al., 2014). No entanto, o bagaço de uva, difere de outros resíduos 

lignocelulósicos, apresentando elevado percentual de lignina. No presente estudo, observou-se 

53,80 % de lignina, resultado em consonância com o valor encontrado por outros autores, como 

FERREIRA et al. (2021), que observaram 49,62%, MORTARI et al. (2021) após caracterização 

do bagaço encontraram 42,4 % de lignina e FILIPPI et al. (2021) obtiveram 34,79 % deste 

componente na biomassa de bagaço de uva analisada.  

A composição mássica dessa biomassa depende de uma série de fatores, principalmente 

ao tipo de processo de vinificação do vinho tinto, pois o bagaço de uva permanece com o mosto 

por vários dias para atingir as características desejadas, e esse alto valor de lignina pode estar 

relacionado à presença de taninos condensados e também a proteínas resistentes presentes nesse 

material (CORBIN et al., 2015), além da presença de sementes, que possuem uma quantidade 

comparativamente maior de lignina do que nas cascas (PEDRAS et al., 2020) e talos, devido 

ao desengace (separação dos grãos da uva do engaço) incompleto (FILIPPI et al., 2021).  

No presente estudo, o bagaço de uva utilizado sofreu apenas o processo de trituração, 

não foi submetido a qualquer tipo de pré-tratamento para alterar sua composição química. No 

entanto, para facilitar o acesso das enzimas à fração de celulose na hidrólise enzimática, é 
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necessário o emprego de pré-tratamentos de deslignificação para remoção de parte da lignina. 

Por exemplo, Dávila et al. (2019) observaram que o pré-tratamento alcalino com micro-ondas 

no bagaço de uva pode atingir até 89 % de deslignificação, alterando as características da 

elevada parcela recalcitrante presente nessa biomassa.  

Com relação à celulose e hemicelulose presentes no bagaço de uva, foram obtidos 30,76 

e 19,55 %, respectivamente. Em estudo realizado por Madadian et al. (2022), os autores 

encontraram 19 % de celulose e 26 % de hemicelulose na composição do bagaço de uva. Pedras 

et al. (2020), obtiveram 15, 11,3 e 30,3 % para celulose, hemicelulose e lignina, 

respectivamente, além de outros componentes presentes no material, como 2,8 % de glicose, 

4,1 % de xilose e 2,7 % de arabinose.  

A concentração das frações lignocelulósicas do bagaço de uva depende de uma série de 

fatores, desde a colheita, até o tipo de vinho produzido, mas geralmente se encontra entre 22,9 

– 49,6 % de lignina, celulose entre 12,19 – 36,3 % e hemicelulose entre 12,5 – 35,3 % 

(AMENDOLA et al., 2012; PING et al., 2011; FERREIRA et al., 2021). 

Em relação à composição do farelo de trigo, este resíduo mostrou ser uma boa fonte de 

polissacarídeos, com 45,2 % de celulose, 28,8 % hemiceluloses e 19,3 % de lignina. Estes 

valores estão em consonância com os encontrados por Xiao et al. (2019), nos quais observaram 

31,1 % de celulose, 34,3 % de hemicelulose e 16,3 % de lignina neste resíduo.  Entretanto, 

Cingoz et al. (2022) obtiveram aproximadamente 30 % de celulose, 25 % de hemicelulose, e 

apenas 8 % de lignina, mostrando que a caracterização das biomassas lignocelulósicas podem 

divergir, mesmo se tratando do mesmo tipo de resíduo. 

Teles et al. (2021) caracterizaram bagaço de uva e farelo de trigo e também observaram 

alto teor de lignina e baixos valores para celulose e hemicelulose no bagaço de uva em relação 

ao farelo de trigo, corroborando com os dados do presente estudo, e enfatizando que o bagaço 

de uva é uma biomassa com característica recalcitrante e de difícil degradação.  

Além disso, os percentuais mássicos encontrado no farelo de trigo seguem o percentual 

das biomassas lignocelulósicas convencionais, como o bagaço de cana-de-açúcar, que 

apresentou 52 % de celulose, 28 % de hemicelulose e 22 % de lignina, valores esses analisados 

em estudo desenvolvido por DE OLIVEIRA et al. (2020). Com esse resultado, pode-se afirmar 

que o farelo de trigo apresenta elevadas concentrações de celulose e hemicelulose, resultado 

positivo por serem mais acessíveis e de fácil degradação quando aplicados a processos 

bioquímicos. Além disso, o farelo de trigo apresenta monossacarídeos na sua composição, como 
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xilose, em torno de 13,7 %, arabinose 8,1 % e 15,9 % de proteínas (PIHLAJANIEMI et al., 

2020). 

 

5.2 Análise estrutural 
 

Com relação aos espectros obtidos por FTIR para o bagaço de uva e farelo de trigo, foi 

possível verificar algumas diferenças na composição química desses dois materiais através 

desta técnica (Figura 13).  

O pico em torno de 3400 cm - 1 corresponde às vibrações dos grupos hidroxila (O - H) 

dos compostos fenólicos da biomassa ou da umidade fisicamente adsorvida, sendo maior com 

a biomassa farelo de trigo (Tabela 2). As bandas de vibrações das ligações C - H nos espectros 

de compostos orgânicos aparecem na faixa de 3.000 a 2.850 cm- 1, apresentando valores iguais 

para ambas biomassas de 2924 cm -1. Além disso, é atribuído aos picos entre 2920 e 2850 cm – 

1, vibrações de alongamento C - H de – CH 2 e – CH 3. Os picos entre 1745 cm − 1 e 1240 cm 
− 1 são atribuídas à vibração das ligações C = O e C – O das unidades acetil éster presentes na 

hemicelulose. O pico em 1515 cm – 1 é atribuído às vibrações dos anéis aromáticos de lignina, 

apresentado na biomassa de bagaço de uva, 1572 cm -1 (IOANNIDOU et al., 2022). 
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Tabela 2: Principais atribuições dos grupos funcionais presentes nas amostras. 

Número de onda (cm-1) 

Atribuições das absorções Bagaço de 
uva 

Farelo de 
trigo 

3455 3480 Estiramento O–H em ligações de hidrogênio 

2924 2924 Estiramento assimétrico C–H alifático 

2851 2860 Estiramento simétrico C–H alifático 

- 2360 C-H de aldeídos 

- 1958 C=C=C (alenos) 

Figura 13: FTIR bagaço de uva e farelo de trigo.  
Fonte: O autor, 2022. 
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1740 1733 C=O de aldeídos 

1652 1652 Estiramento C=O da carbonila 

1572 - C=C de aromáticos 

1442 1426 CH2 

1072 1032 Deformação C–H aromática no plano e deformação C–O de 
álcool primário 

677 660 –CH=CH 

 

Da Silva et al. (2022), também   realizaram análise no espectro do bagaço de uva e 

identificaram alguns picos como: 2928 cm –1 (ligações C-H saturadas), 1617 cm –1 (C ligação 

dupla C), 1617 cm –1 (C ligação dupla O no sistema de ligações conjugadas), 1400–1452 cm –1 

(C ligação dupla C-C em anéis aromáticos) e 1041 cm –1 (C-O), corroborando com os resultados 

encontrados no presente estudo.  

Li et al. (2022) observaram que as bandas de absorção características do farelo de trigo, 

incluem ligação simples de alongamento vibracional de OH em torno de 3400 cm -1, ligação 

simples CH em torno de 2926 cm −1 e ligação dupla vibração de estiramento de CO em torno 

de 1652 cm −1, valores próximos ou iguais aqui apresentados.  

Por meio da análise composicional por EDS, foi possível observar as porcentagens 

mássicas da Tabela 3. Nesta técnica, verifica-se a composição mineralógica das amostras 

através da geração de espectros de energia e mapas elementares, observando que o elemento 

presente em maior quantidade foi o carbono (C), com 61,02 % no bagaço de uva e 51,06 % no 

farelo de trigo, seguido do oxigênio (O), com 30,75 % no bagaço de uva e 48,08 % no farelo 

de trigo, sendo essa uma característica representativa das biomassas lignocelulósicas. 

 

Tabela 3: Porcentagem mássica bagaço de uva e farelo de trigo. 

 C % O % S % Na % Mg % 
Bagaço de 

Uva 61,02 30,75 0,41 0 0 

Farelo de 
trigo 51,06 48,08 0 0 0,21 

 

Foi ainda possível observar a presença de uma pequena parcela de enxofre (S) e 

magnésio (Mg), mas essas podem estar relacionadas a resíduos, sendo desprezadas na 
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quantificação dos elementos totais. Nas Figuras 13 e 14, estão descritas as concentrações dos 

elementos presentes em cada amostra. 

 

 

Figura 14: EDS bagaço de uva.  
Fonte: O autor, 2023. 

 

 
Figura 15: EDS farelo de trigo.  

Fonte: O autor, 2023. 
 

5.3 Produção de Enzimas por FES 
 

Através do processo de FES em diversas condições de composição de substratos, como 

de microrganismos, foi possível avaliar a produção de ligno(hemi)celulases. A curva de 

produção das enzimas em função do tempo foi avaliada para cada fermentação, sendo o pico 

máximo de síntese para cada enzima estabelecido a partir desses dados. 



   
 

50 
 

Dentre os vários fatores que interferem na FES, o teor de umidade tem influência direta 

no crescimento microbiano, na síntese e secreção de enzimas. No presente estudo, foi utilizado 

teor de umidade de 60 %, mesmo teor empregado nas fermentações desenvolvidas por Verma 

et al. (2018), que observaram decaimento na atividade enzimática quando os teores de umidade 

foram maiores ou menores que 60 % nas fermentações utilizando como substrato farelo de trigo. 

Outro fator determinante de tal processo é a temperatura, dependendo da espécie fúngica 

mesofílica ou termofílica, mas em geral, sua faixa ideal para processos fermentativos é entre 25 

e 30 °C, pois altas temperaturas podem comprometer o desenvolvimento dos microrganismos, 

através da desnaturação de proteínas, afetando a atividade enzimática (YOON et al., 2014; 

GARCIA et al., 2015). Seguindo o apresentado por diversos estudos envolvendo 

microrganismos a temperatura utilizada no processo de FES foi de 28 °C, considerada ótima 

para fermentação utilizando fungos filamentosos mesófilos.    

 

5.3.1 Produção de ß-Glicosidase 
 

A Figura 16A apresenta a curva de produção de ß-glicosidase em função do tempo nas 

fermentações com farelo de trigo, bagaço de uva e bagaço de uva com farelo de trigo, pelo 

fungo T. asperellum. A máxima produção desta enzima foi observada utilizando o substrato 

farelo de trigo, no 7° dia de fermentação, com 15,2 U/g. Tanto na fermentação com bagaço de 

uva separado ou combinado com farelo de trigo, as atividades enzimáticas foram baixas.  

Ezeilo et al. (2019) utilizaram a espécie fúngica T. asperellum e obtiveram o pico de 

132,95 U/g de atividade enzimática para ß-glicosidase no 5° dia de FES, com substrato de folhas 

de dendezeiro, e parâmetros otimizados, com temperatura de 30 °C, e umidade 60 %. Esse 

resultado foi superior ao encontrado no presente estudo, podendo ser explicado pela otimização 

do processo, bem como as características do substrato utilizado.  

Dhillon et al. (2011) obtiveram 13,58 U/g de β-glicosidase na FES com farelo de trigo, 

utilizando o fungo T. ressei, no 4° dia de fermentação. Tal produção enzimática foi menor do 

que o estudo em questão, porém, o pico de produção foi observado no 7° dia de fermentação. 

Teles et al. (2021) avaliaram o efeito do ácido tânico em concentrações de 0 % – 12 % e farelo 

de trigo 8 % – 92 %, na FES utilizando uma cepa mutante do fungo filamentoso Aspergillus 

niger, e obtiveram atividade de β-glicosidase entre 13,16 a 92,96 U/g, com o intuito de aumentar 

a síntese enzimática, a mutação genética de microrganismos resulta em positivos resultados da 

ação fúngica.  
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A produção de ß-glicosidase nas mesmas condições de substrato, mas utilizando o fungo 

T. versicolor, observou-se baixa produção, com picos de atividades após o 5° dia, com apenas 

o farelo de trigo. O destaque na produção foi no 7° dia, o qual apresentou atividade enzimática 

de 218,9 U/g (Figura 16 B). Nas fermentações com bagaço de uva e bagaço de uva com farelo 

de trigo, a produção máxima dessa enzima não passou de 20 U/g, evidenciando que a biomassa 

de farelo de trigo, com suas características químicas foi o principal agente de produção de ß-

glicosidase.  

Essa alta produção de ß-glicosidase por T. versicolor no farelo de trigo pode ser 

justificada pelo fato dessa biomassa ser uma boa fonte de nitrogênio e carbono, que são 

essenciais para induzir a síntese das enzimas (BRIJWANI et al., 2010; DIAS et al., 2018a). 

Além disso, vale ressaltar o alto conteúdo nutricional e à grande área superficial dessa biomassa, 

que contribuem para que este subproduto seja uma excelente fonte de carbono, não necessitando 

de fonte de carbono suplementar para a produção de enzimas (VERMA & KUMAR, 2020).  

A excelente produção de ß-glicosidase utilizando farelo de trigo e a espécie fúngica  T. 

versicolor devem-se pelos altos teores de celulose e hemicelulose presentes neste resíduo, muito 

maior quando comparado ao bagaço de uva, e pelo conteúdo de proteínas, em torno de 20 % 

(TEIGISEROVA et al., 2021). 

O uso de farelo de trigo como substrato em FES foi também positivo no estudo realizado 

por Mao et al. (2020) inserido como suplementação à palha de trigo, resultando em uma 

colonização fúngica mais rápida. No presente estudo, tal efeito também favoreceu a FES, visto 

que o crescimento de micélios é um fator primordial, impulsionando a atividade enzimática 

desde o 3° dia de fermentação. 

Comparando dados encontrados com estudos prévios envolvendo os gêneros Trametes 

e Trichoderma, foi observado valores de biossíntese de β-glicosidase inferiores ao presente 

trabalho. Rodrigues et al. (2020), por exemplo, encontram 80,31 U/g de ß-glicosidase no 5° dia 

de fermentação com T. versicolor em meio contendo bagaço de cana-de-açúcar e farelo de trigo 

como substratos. Pirota et al. (2014) obtiveram apenas 1,20 U/g de β-glicosidase com a espécie 

fúngica T. reesei, via FES utilizando farelo de trigo como substrato. Santos et al. (2021) 

encontraram o valor máximo de 8,72 U/g no 9° dia de fermentação de produção de β-glicosidase 

utilizando mesmo substrato, porém, com o fungo Penicillium sp. Logo, conclui-se que os 

resultados encontrados foram elevados e superiores a estes estudos. 

Com o consórcio fúngico, a produção de ß-glicosidase apresentou valores 

intermediários, com o pico de produção no 3° dia de 60,2 U/g, utilizando o farelo de trigo como 
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substrato, e valores mantendo-se entre 55 e 60 U/g do 3° ao 7° dia (Figura 16 C). Estes 

resultados sugerem que o uso das linhagens fúngicas em consórcio não influenciou na melhora 

da produção de ß-glicosidase, pois os melhores valores encontrados foi utilizando apenas o 

fungo T. versicolor. 

 Os resultados indicam que em todas as fermentações contendo bagaço de uva a 

biossíntese enzimática foi inferior às que utilizaram apenas farelo de trigo. Além disso, o uso 

do consórcio fúngico não resultou no aumento da biossíntese enzimática, possivelmente por 

competição interespecífica por alimento entre as espécies investigadas no mesmo habitat. 

Dhillon et al. (2011) obtiveram 24,54 U/g de β-glicosidase no 4° dia de FES utilizando 

farelo de trigo e cultura mista de T. reseei e A. niger. Este valor foi inferior ao encontrado no 

presente estudo. Implicando que a produção enzimática via FES, mesmo que em consórcio, 

necessita de microrganismos que tenham sinergia, e que sejam adaptados a diversos substratos.
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Figura 16: Atividade Enzimática β-glicosidase (A – T. Asperellum, B – T. Versicolor, C – Consórcio fúngico). Legenda: BU (Bagaço de uva), FT 
(Farelo de trigo), BU + FT (Bagaço de uva com farelo de trigo).   

Fonte: O autor, 2023. 
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5.3.2 Produção de ß-Xilosidase 
 

A produção de ß-xilosidase pelo fungo T. asperellum, obteve-se pouca produção desta 

enzima nos três meios fermentativos, com pico de 3,8 U/g, com o farelo de trigo utilizado como 

substrato único (Figura 17 A).  

Com o fungo T. versicolor, a biossíntese máxima de ß-xilosidase também foi obtida no 

extrato contendo farelo de trigo, com pico de 6,85 U/g no 7° dia de cultivo. Nas outras duas 

condições, com apenas o bagaço de uva ou combinado com farelo de trigo, a produção desta 

enzima atingiu máximo de 2,5 U/g (Figura 17 B). 

Por outro lado, quando as linhagens T. versicolor e T. asperellum foram cultivadas em 

consórcio, a síntese de ß-xilosidase aumentou, com pico de atividade de 19,3 U/g no 2° dia de 

FES, utilizando farelo de trigo como substrato (Figura 17 C). Observou-se também na 

fermentação com os substratos combinados, a produção desta enzima se manteve constante 

após o 2° dia, variando de 6,2 a 7,5 U/g. 

Não há dados sobre a produção destas enzimas por estes fungos até o presente momento 

na literatura, portanto, o presente estudo apresenta dados inéditos, ainda que a produção não 

seja significativa para ß-xilosidase nas condições aqui apresentadas. Estes resultados sugerem 

que sejam realizadas novas fermentações com otimização das condições, a fim de potencializar 

a produção desta enzima por estes microrganismos em consórcio. Variações de temperatura, de 

tipos e concentrações de substratos, entre outros fatores, podem ser investigados em um estudo 

futuro. 
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Figura 17: Atividade Enzimática β-xilosidase (A – T. Asperellum, B – T. Versicolor, C – Consórcio fúngico). Legenda: BU (Bagaço de uva), FT 
(Farelo de trigo), BU + FT (Bagaço de uva com farelo de trigo).  

Fonte: O autor, 2023. 
 



   
 

56 
 

5.3.3 Produção de xilanase 
 

A maior produção de xilanase utilizando o fungo T. asperellum foi observada na 

fermentação com substratos combinados, com pico de 109,4 U/g no 3° dia de cultivo (Figura 

18 A). Quando o fungo foi cultivado nos substratos separados, a atividade enzimática caiu, 

indicando que a combinação de bagaço de uva e farelo de trigo favoreceu a produção desta 

enzima por essa espécie. A produção de xilanase por T. versicolor na FES com os substratos 

combinados apresentou valores similares, com pico de 111,6 U/g, também no 3º dia de 

fermentação (Figura 18 B).   

Os dados obtidos demonstram que a adição de farelo de trigo ao bagaço de uva 

favoreceu a produção de xilanase, mostrando que a combinação destas biomassas como co-

substratos favoreceu a atividade enzimática. Irbe et al. (2014), também cultivaram T. versicolor 

para produção de xilanase com farelo de trigo e obtiveram pico de atividade de 40 U/g no 14° 

dia. Esse tempo longo de cultivo para atingir o pico de síntese de enzimas não é interessante 

em termos de produção industrial. No presente estudo, observou-se maior produção de xilanase, 

em menor tempo, com atividade xilanásica aproximadamente três vezes superior, em menor 

tempo, no 3° dia de fermentação.  

Utilizando a mesma espécie fúngica (T. asperellum), Ezeilo et al. (2019) obtiveram 

255,01 U/g de xilanase no 5° dia de FES, com folhas de dendezeiro como substrato e parâmetros 

otimizados para temperatura, de 30 °C e umidade 80 %. Nota-se que a temperatura e umidade 

foram maiores do que as utilizadas no respectivo trabalho, esse pequeno aumento pode ter 

favorecido a atividade enzimática, se atentando que o substrato utilizado pelos autores possui 

características diferentes.  

Irfan et al. (2014) avaliaram diversos resíduos agrícolas, como farelo de trigo, resíduos 

de arroz, farelo de soja e de girassol, bagaço de cana e sabugo de milho para produção de 

xilanase via FES com T. viridae e obtiveram pico de 56,6 U/g com bagaço de cana como 

substrato, 50,0 U/g utilizando espiga de milho e com farelo de trigo, 29,3 U/g no 7° dia de 

fermentação. Botella et al. (2005) observaram o máximo de produção de xilanase de 40,4 U/g 

por A. niger no primeiro dia de FES com bagaço de uva, o qual atingiu redução de atividade 

após esse período. Os resultados do presente trabalho foram comparados com outras espécies 

fúngicas, pois até o presente momento, não foram descritos na literatura estudos com as mesmas 

espécies e substratos para comparação e discussão. 
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A produção máxima de xilanase foi observada na FES com o consórcio fúngico, com 

pico de atividade no 2° dia, tanto para as fermentações com os substratos combinados, como 

apenas com farelo de trigo, com 101, e 170,3 U/g, respectivamente, indicando a ocorrência de 

sinergia entre os microrganismos (Figura 18 C). 

O emprego de consórcio fúngico pode aumentar a biossíntese enzimática, com duas ou 

mais espécies fúngicas vivendo simbioticamente e, não havendo competição, pode contribuir 

para maior produtividade, adaptabilidade e aproveitamento do substrato em relação ao 

monocultivo (DASHTBAN et al., 2009; RODRIGUES et al., 2019). Esse ponto positivo pode 

ser observado na produção de xilanase, utilizando o consórcio fúngico, com aumento na 

produção enzimática nas fermentações, tanto com bagaço de uva como farelo de trigo, como 

somente com farelo de trigo. Novamente, observa-se a contribuição significativa do farelo de 

trigo para a produção de enzimas.  Esta produção superior de xilanase com esse substrato pode 

ser devida a maior concentração de hemiceluloses (Tabela 1) e ao elevado conteúdo nutricional 

e proteico do farelo de trigo, como mencionado e evidenciado em estudo de TEIGISEROVA et 

al., 2021.
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Figura 18: Atividade Enzimática Xilanase (A – T. Asperellum, B – T. Versicolor, C – Consórcio fúngico). Legenda: BU (Bagaço de uva), FT 
(Farelo de trigo), BU + FT (Bagaço de uva com farelo de trigo).  

Fonte: O autor, 2023.
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5.3.4 Produção de Lacase 

 

A produção de Lacase utilizando a linhagem T. asperellum isolado apresentou valores 

abaixo de 1,5 U/g (Figura 19 A). Um dos fatores que pode melhorar a produção enzimática é 

que o substrato seja adequado e possua relação C/N ideal durante todo processo fermentativo.  

Caso isso não ocorra, uma baixa atividade enzimática será observada, sendo necessária a 

suplementação do meio fermentativo para melhorar tal relação (DEBNATH & SAHA, 2020).  

Por exemplo, no trabalho de Levin et al. (2008), os autores adicionaram extrato de malte 

e peptona no substrato (serragem e maravalha), como fontes facilmente disponíveis de carbono 

e nitrogênio no meio de cultura e observaram aumento da produção de lacase e manganês 

peroxidase, com o microrganismo T. trogii. 

E para a espécie T. versicolor, a produção de lacase melhorou, com pico de atividade no 

5° dia com os substratos bagaço de uva e farelo de trigo combinados (16,5 U/g). Quando 

somente farelo de trigo foi utilizado, obteve-se um pico próximo de produção de 16,2 U/g no 

6° dia (Figura 19 B). Estes dados sugerem que a adição de bagaço de uva na fermentação 

contribuiu para melhorar a produção e diminuir em um dia o pico máximo da biossíntese 

enzimática, visto que possui maior teor de lignina, que pode influenciar diretamente na 

produção de lacase. 

Utilizando a espécie T. pubescens, VELÁSQUEZ-QUINTERO et al., (2022) 

observaram atividade enzimática de 3,3 U/g para lacase no 7° dia de fermentação, utilizando 

farelo de trigo e espiga de milho como substratos. Valores menores que os encontrados no 

presente estudo, utilizando somente farelo de trigo, mas com outra espécie fúngica.  

Quando as linhagens fúngicas foram cultivadas em consórcio, a produção de lacase foi 

baixa, tanto para farelo de trigo e substratos combinados, com pico de 1,5 U/g, no 3º dia de 

fermentação contendo bagaço de uva e farelo de trigo, e quando apenas bagaço de uva foi 

utilizado como substrato, não observou-se produção desta enzima (Figura 19 C). 

Os substratos em questão utilizados foram importantes para produção de enzimas 

lignocelulolíticas, pois não só forneceram nutrientes aos microrganismos, como também 

atuaram na transferência de oxigénio e dispersão de calor, que acarretam em maior assimilação 

do substrato e, consequentemente, aumento da atividade enzimática (PAL & KHANUM, 2010).  

Dois importantes nutrientes presentes nos substratos são o carbono, que atua no 

crescimento celular e como fonte de energia, e o nitrogênio, que é o segundo composto mais 



   
 

60 
 

abundante no meio de fermentação, e atua na síntese anabólica de compostos celulares contendo 

nitrogênio, como aminoácidos e purinas (SURYADI et al., 2022).



   
 

61 
 

 

 

Figura 19:  Atividade Enzimática Lacase (A – T. Asperellum, B – T. Versicolor, C – Consórcio fúngico). Legenda: BU (Bagaço de uva), FT 
(Farelo de trigo), BU + FT (Bagaço de uva com farelo de trigo).  

Fonte: O autor, 2023. 
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Foi possível observar com esses resultados, desde produções enzimáticas ótimas, como 

fermentações sem produções das enzimas investigadas, pelos fungos T. versicolor e T. 

asperellum, e com os substratos bagaço de uva e farelo de trigo, evidenciando que uma série de 

fatores podem influenciar na FES, mas que estudos com esse enfoque são de extrema 

importância, visto que na literatura pouco foi encontrado utilizando mesma espécie fúngica e 

substratos, pois é a partir deles que pode-se otimizar os processos envolvendo a produção 

enzimática, resultando em consórcios enzimáticos eficientes, de baixo custo, e de material 

residual.  

 

5.4 Análise estatística 
 

A Tabela 2 apresenta os dados da SSF das duas espécies fúngicas isoladas e em 

consórcio, com os diferentes substratos utilizados. Após a aplicação do teste de normalidade de 

Shapiro Wilk, os dados de β-glicosidase, B-xilosidase e lacase deram p menor que 0,05 (não 

normal). Os dados foram então transformados e normalizados. Posteriormente, foi aplicado 

ANOVA, seguido do Teste Tukey para comparação ds médias. Os valores discriminados na 

tabela referem-se aos dados originais. Para lacase que apresentou dados não normais, mesmo 

após os dados serem transformados, aplicou-se o teste de Kruskal Wallis, apresentando p = 

0,45, não havendo diferença estatística entre os dados. 

De acordo com a análise de variância (ANOVA), houve uma diferença significativa 

entre os extratos para a produção de enzimas. Para β-glicosidase, o melhor resultado encontrado 

na análise foi de 218,91 U/g, com o fungo T. versicolor no substrato farelo de trigo, e para β- 

xilosidase, na FES com o consórcio fúngico, também utilizando apenas farelo de trigo como 

substrato, de 19,4 U/g. Na produção de xilanase, o destaque ficou na configuração, trigo farelo 

com o consórcio fúngico, 170,3 U/g. Para a lacase, os resultados encontrados não representam 

diferença significativa nos dados, 16,24 U/g para farelo de trigo usando a espécie T. versicolor 

e 16,54 U/g com substratos combinados, e até microrganismos. Dados estatísticos que 

corroboram os resultados apresentados no presente estudo. 
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Tabela 4: Dados estatísticos que corroboram os resultados apresentados no presente estudo. 

Fermentação β-glicosidase β-xilosidase Xilanase Lacase 

BU T. 

Asperellum 
2,34 f 1,55 be 25,1 f 0,00 

BU T. 

Versicolor 

1,70 fg 1,19 ef 40,14 e 11,93 

BU consórcio 
fúngico 

1,31 g 0,70 f 9,13 g 0,056 

FT T. 

Asperellum 
15,25 d 3,71 c 58,25 cd 1,46 

FT T. Versicolor 218,91 a 6,85 b 39,89 e 16,24 

FT consórcio 
fúngico 

60,27 b 19,40 a 170,30 a 0,78 

BU + FT T. 

Asperellum 
1,03 g 0,66 f 109,40 b  0,46 

BU + FT T. 

Versicolor 
20,27 c 2,29 d 111,6 b 16,54 

BU + FT 

consórcio 
fúngico 

10,09 e 7,53 b 101,66 c 1,36 

CV (%) 2,76 6,06 16,01 16,63 

 

 

 

 

 

 



   
 

64 
 

6. CONCLUSÕES 
 

Com os resultados obtidos no presente estudo, pode-se concluir que: 

• o bagaço de uva e o farelo de trigo foram consideradas biomassas 

lignocelulósicas com características químicas favoráveis para produção de 

enzimas lignocelulolíticas; 

• a FES resultados satisfatórios para a produção de enzimas, de baixo custo e com 

meio de operação simples; 

• o substrato farelo de trigo foi destaque na produção enzimática, devido a sua 

característica composicional;  

• as produções enzimáticas que se destacaram foram: ß-glicosidase utilizando o 

fungo T. versicolor (218,91 U/g) e farelo de trigo, e a atividade enzimática lacase 

com máximo alcançado de 16,5 U/g, com mesmo microrganismo, empregando 

substrato misto (bagaço de uva e farelo de trigo). Para a enzima xilanase, a 

produção ótima foi na fermentação com o consórcio fúngico, de 170,3 U/g, com 

farelo de trigo como substrato. 

• o cultivo das linhagens fúngicas em consórcio proporcionou aumento na 

produção de ß-xilosidase e xilanase, quando comparados com os cultivos 

isolados, ambas com farelo de trigo. 
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