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RESUMO 

 

A extração de antioxidantes a partir de fontes naturais tem se tornado 

essencial para a sua utilização na preparação de alimentos funcionais e como 

aditivos para produtos farmacêuticos, cosméticos e alimentícios. A Amazônia 

apresenta grande biodiversidade e mostra-se como excelente fornecedora de 

matérias-primas ricas em substâncias com tais propriedades. Dentre as quais se tem 

a Byrsonima crassifolia (murucizeiro). Uma maneira de agregar valor a estas 

matérias-primas é desenvolver um processo de extração de seus compostos 

antioxidantes, que possa ser transferido para micro e pequenas empresas da região. 

O presente trabalho objetivou desenvolver e otimizar através da aplicação da 

metodologia de superfície de resposta a extração de compostos fenólicos, com o uso 

de enzimas hidrolíticas, através de um método novo, ambientalmente limpo, de custo 

acessível e com possibilidade de aplicação ao meio industrial. A caracterização 

físico-química das folhas foi realizada e os parâmetros cinéticos (Vmax e Km) de 

cada enzima utilizada (celulase, xilanase, pectinase e protease) foram determinados. 

Após as hidrólises realizadas em diferentes parâmetros (Temperatura: 19 – 70ºC, 

pH: 2,4 – 7,5 e tempo: 19 – 220 minutos) o conteúdo de compostos fenólicos foi 

determinado através do método de Folin-Ciocalteu e os resultados comparados com 

a extração com solventes orgânicos e com a extração realizada sem enzimas e nas 

mesmas condições do método enzimático. A extração com solventes alcançou 

valores de 73,28 mg EAG/ g MS. As melhores condições de extrações para o 

método enzimático foram: pH 5,0 a 50ºC durante aproximadamente 200 minutos. A 

temperatura foi o fator de maior influência nas extrações, sendo alcançados teores 

de 95,45  mg EAG/ g MS. 

 

Palavras-chave: compostos fenólicos, extração enzimática 

 

 

 

 

 

 



ABSTRACT 

 

Extraction of antioxidants from natural sources have become essential for the use of 

these substances in the functional foods preparation and as additives for 

pharmaceutical, cosmetics and nourishing products. The Amazon region is rich 

plants in antioxidants, traditionally used in the local medicine for example Byrsonima 

crassifolia. A way to add value to these plants would be to develop a process of 

extraction of these antioxidants that could be transferred to micro and small 

companies of the region. This work objectified to develop and to optimize with the 

application of the methodology of reply surface the phenolic compounds extraction, 

with the hydrolytic enzyme use, through a new, ambiently clean method, accessible 

cost and with possibility of application industrial. The Physicochemical 

characterization of the murucizeiro leaves were carried and the kinetic parameters 

(Vm and km) of each enzyme (cellulase, xylanase, pectinase and protease) had been 

determined. After the hydrolysis carried through in different parameters 

(Temperature: 19 – 70ºC, pH: 2,4 – 7,5 and time: 19 – 220 minutes) the phenolics 

compounds content were determined through the method of folin-Ciocalteu and 

comparative with the conventional method of extraction and the extraction carried 

through without enzymes and in the same conditions of the enzymatic method. The 

extraction with solvent showed values of 73,28 mg EAG/g MS, superiors the told one 

in literature. With the methodology of surface of answers they had been verified that 

the best conditions of extractions for the enzymatic method had been: pH 5,0, 50ºC 

during approximately 200 minutes. Temperature had greater influence on the process 

of extractions and this methodology  enzymatic showed extractions with 95,45 mg 

EAG/g MS.  

 

Keywords: phenolics compounds; enzymatic extraction 
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1 INTRODUÇÃO 

 
 O consumo de vegetais tem sido associado a uma dieta saudável. 

Além do seu potencial nutritivo, estes alimentos contêm diferentes fitoquímicos, 

muitos dos quais desempenham funções biológicas, com destaque para aqueles 

com ação antioxidante. Estudos têm demonstrado que além do β-caroteno, vitamina 

C e vitamina E, os compostos fenólicos também estão relacionados à capacidade 

antioxidante de vários vegetais, do qual podem ser retirados importantes compostos 

de grande potencial para a indústria alimentícia e farmacêutica (VELIOGLU et al., 

1998; McDONALD et al., 2001). 

Byrsonima crassifolia é conhecida no Brasil como murucizeiro, sendo seus 

produtos principais o fruto e as folhas; estas últimas apresentam uma elevada 

capacidade antioxidante (SILVA et al., 2007). 

O processo de extração de antioxidantes naturais constitui um mecanismo 

complexo envolvendo diversas etapas. A extração por solvente pode ser eficiente 

em alguns casos, porém é muitas vezes agressiva ao ambiente e exige controle 

rigoroso de fatores como: a polaridade do solvente utilizado, o tempo e a 

temperatura de extração, os quais podem provocar perda dos compostos 

antioxidantes (ANDREO; JORGE, 2006).  

A estrutura microscópica da maioria das células vegetais é formada por uma 

parede celular rígida, composta basicamente de celulose, disposta na forma de 

fibras, associada com outros polissacarídeos, principalmente hemiceluloses, 

compostos pécticos, lignina e minerais (SANTANA; CAVALI, 2006). Uma das 

maneiras de se provocar a ruptura desta parede celular é a sua hidrólise utilizando 

enzimas hidrolíticas como: celulase, protease, hemicelulase, pectine-

liase/pectinesterase, ligninase/lignase, as quais liberam os compostos presentes no 

interior da célula, tais como os compostos fenólicos. 

Vários modelos teóricos e empíricos têm sido desenvolvidos para predizer a 

hidrólise enzimática de biomassas (HOLTZAPPLE; CARAM; HUMPHREY, 1984; 

TARANTILI et al., 1996; MOVAGARNEJAD et al., 2000). Fatores intrínsecos 

determinantes nestes processos são: pH, temperatura, tempo e a relação 

enzima/matéria-prima. Baseados no modelo de Michaelis-Menten, importantes 

parâmetros como: velocidade máxima (Vmax) e a constante de Michaelis-Menten 

(Km) devem ser observados, para se obter uma eficiente cinética de atuação das 
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enzimas utilizadas na biodigestão enzimática (SAKAI et al., 1993; MOVAGARNEJAD 

et al., 2000).  

Tendo em vista as restrições oferecidas pelos métodos convencionais de 

extração de antioxidantes, este trabalho visa desenvolver utilizando enzimas 

hidrolíticas, um novo protocolo de extração de compostos fenólicos a partir das 

folhas do murucizeiro. 
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2 REVISÃO DA LITERATURA 

 
2.1 BYRSONIMA CRASSIFOLIA  

 

Byrsonima crassifolia é uma das espécies mais típicas e abundantes das 

regiões de savanas, sejam estas setentrionais ou do Brasil Central (SANAIOTTI, 

1996). Sua morfologia a assinala sob a forma de uma árvore pequena ou um arbusto 

perenifólio, sendo que sua copa pode ser tanto ampla e aberta, quanto irregular. O 

tronco apresenta ramos ascendentes, com freqüentes ramificações desde o solo. As 

flores situam-se em raquis ou panículas terminais, sendo estas actinomórficas, e os 

frutos situam-se em infrutescências pendulares, sendo estes uma drupa globosa 

contendo uma única semente (ZAMORA; GONZÁLEZ; POVEDA, 1999). 

Pertence à família das Malpiguiaceae amplamente distribuída na América 

Latina, podendo chegar até 6m de altura, com tronco tortuoso e ramos tocando o 

solo (CAVALCANTE, 1991).  

Vários trabalhos relatam que as folhas desta espécie apresentam capacidade 

antioxidante similar a de alimentos mundialmente conhecidos como fontes de 

antioxidantes, tais como o chá preto e a ameixa (SOUZA et al, 2007). A Figura 1 

mostra as folhas e o fruto do murucizeiro. 

 

Figura 1. Frutos e folhas do murucizeiro (ZAMORA; GONZÁLEZ; POVEDA, 1999) 
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2.2 PAREDE CELULAR E SEUS PRINCIPAIS CONSTITUINTES  

 

A parede celular é um componente próprio da célula vegetal, sendo 

constituída basicamente por compostos lignocelulósicos. A lignocelulose representa 

mais de 90% do peso seco de uma célula vegetal, sendo composta pelos polímeros 

celulose, hemicelulose e lignina, unidos fortemente entre si por forças não 

covalentes e ligações covalentes. Nas paredes celulares de tecidos vasculares de 

plantas terrestres superiores, as fibrilas de celulose estão localizadas em uma matriz 

amorfa de lignina e hemicelulose. A quantidade de cada um dos polímeros varia com 

a espécie e a idade da planta, bem como entre as partes da mesma. Em média, a 

lignocelulose é composta por 45% de celulose, 30% de hemicelulose e 25% de 

lignina (GLAZER; NIKAIDO, 1995; FRANCO, 1997; BUCKERIDGE; TINÉ, 2001).  

Os vegetais de tecido vascular possuem quantidades significativas de lignina 

no talo, tronco e folhas. Já nos vegetais de rápido crescimento, os tecidos jovens 

são ricos em hemicelulose e pectina (GLAZER; NIKAIDO, 1995). 

Na Figura 2 observa-se uma parede celular esquemática e alguns dos seus 

constituintes. 

 

Figura 2. Representação esquemática da estrutura molecular da parede celulósica 

(RAVEN; EVERT; ELCHHORN, 2001). 
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2.2.1 Celulose 
 

A celulose é o mais abundante componente de biomassa em plantas, 

encontrado principalmente na parede celular,  corresponde a 35-50% do peso da 

mesma. É formada por longas cadeias lineares de moléculas de glicose, que são 

ligadas na forma de unidades de D-anidroglucopiranose, com pontes ésteres α -1→4 

e  β -1,4 -D-glicosídicas (LYND et al., 2002). A resistência da celulose a processos 

de hidrólise é devido a sua estrutura cristalina. As pontes de hidrogênio conferem às 

cadeias de celulose uma estrutura altamente ordenada e rígida. Algumas regiões 

menos ordenadas (amorfas) são mais sensíveis à hidrólise, formando microcristais 

(LYND et al., 2002). Representações moleculares da celulose são apresentadas nas 

Figuras 3 e 4. 

 

 

Figura 3. Estrutura química da celulose; a - Parte central da cadeia molecular e b - 

Grupos terminais redutores e não redutores. 

 
Cada uma das fibrilas que compõe a estrutura da celulose é formada pela 

agregação de cerca de 250 microfibrilas, sendo que cada microfibrila é formada por 

um pequeno número de feixes de molécula de celulose (fibrilas elementares); onde 

cada molécula de celulose é formada por mais de mil unidades de glicose, as quais 
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se interligam por pontes de hidrogênio. Em alguns pontos das fibrilas elementares, 

as moléculas de celulose estão dispostas de maneira desordenada, em outros elas 

se dispõem ordenadamente, formando as micelas de estrutura cristalina. Entre as 

fibrilas, microfibrilas e fibrilas elementares, ocorrem outros componentes da parede 

celular como: hemicelulose, lignina, etc. (SAITO, 2005). 

Os grupos hidroxilas (OH) são responsáveis pelo comportamento físico e 

químico da celulose, sendo capazes de assumir dois comportamentos, em função do 

seu posicionamento na unidade glicosídica. Dessa forma existem pontes de 

hidrogênio entre grupos OH de unidades glicosídicas adjacentes da mesma 

molécula de celulose, que são ligações intramoleculares, responsáveis pela rigidez 

das cadeias unitárias. Ocorre também ligações entre grupos OH de moléculas 

adjacentes de celulose, constituindo as chamadas ligações intermoleculares 

(FENGEL; WEGENER, 1989).  

A biodegradação de celulose é um tópico relativamente bem elucidado do 

ponto de vista bioquímico. A degradação do polímero ocorre pela ação de três 

grupos de enzimas que atuam sinergicamente. Estes grupos compreendem as endo-

1,4-ß-glucanases, as exo-1,4-ß-glucanases e as 1,4-ß-glucosidases, investiga-se 

ainda a existência de uma quarta enzima conhecida como celobiase (BLANCHETTE 

et.,1997; ENOKI et al., 1999).  

 

2.2.2 Hemicelulose 

 

As hemiceluloses são polissacarídeos de baixo peso molecular, não 

celulósicos e não amiláceos, associados com material lignocelulósico nas células 

das plantas. São macromoléculas, nas quais participam pelo menos dois tipos de 

unidades de açúcares, apresentando peso molecular muito menor do que o da 

celulose, com 100 a 200 moléculas de monômeros polimerizadas (SACHSLEHNER 

et al., 1997).  

Compreendem um grupo heterogêneo de polissacarídeos ramificados, que se 

ligam firmemente entre si e à superfície das microfibrilas de celulose, cobrindo-as e 

mantendo ligações cruzadas, via pontes de hidrogênio, em uma rede complexa. 

Quimicamente, as hemiceluloses são heteropolissacarídeos, formados por vários 

resíduos de açúcares como D-xilose, D-manose, D-arabinose e D-galactose, dentre 

outros, e por seus ácidos urônicos. Estes açúcares estão ligados entre si, por 
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ligações glicosídicas β-1,4, formando uma estrutura principal composta por um tipo 

específico de resíduo, a partir da qual surgem ramificações laterais de cadeias 

curtas de outros açúcares (BIELY, 1985; DA SILVA; FRANCO; GOMES, 1997).  

São classificadas de acordo com o açúcar predominante na cadeia principal e 

na ramificação lateral. Assim, xilanas, galactomananas, arabino-xilanas, 

arabinoglucurono-xilanas, arabino-4-metil-glucurono-xilana, 4-metil-glucurono-

xilanas, galactosanas e galacto-arabino-glucurono-xilana são diferentes 

denominações das hemiceluloses em função da estrutura química que as compõem 

(BIELY, 1985; DA SILVA; FRANCO; GOMES, 1997). 

 A xilana é o principal polissacarídeo componente das hemiceluloses, e trata-

se de um heteropolíssacarídeo composto de ligações β-1,4 de resíduos de D-

xilanopiranosil com ramificações arabinosil e/ou acetil, dependendo do vegetal em 

que se encontra (WONG; TAN; SADDLER, 1988; HALTRICH et al., 1996; LARSSON 

et al., 1999).  

A biodegradação das hemiceluloses ocorre de forma semelhante à da 

celulose e as enzimas envolvidas na biodegradação são hidrolases específicas que 

clivam determinados tipos de ligações existentes no polímero (BLANCHETTE et al., 

1997; ENOKI et al., 1999; KAPICH; JENSEN; HAMMEL; 1999; GOODELL, 2003).  

 

2.2.3 Lignina 

 

A lignina, juntamente com a celulose, é responsável pela estrutura e rigidez 

das plantas. É um polímero complexo que consiste de unidades de fenilpropano, 

interconectadas por uma variedade de ligações carbono-carbono e ligações éter. Na 

natureza  está fisicamente incrustada à celulose e é resistente à degradação por 

muitos microrganismos (RAMACHANDRA; CRAWFORD; POMETTO, 1987). 

A lignina possui uma estrutura aromática disposta em uma rede 

macromolecular tridimensional, sendo mais hidrofóbica que a celulose e a 

hemicelulose. É o mais abundante composto fenólico na natureza e serve como um 

ligante entre as fibras da madeira, dando rigidez e força à estrutura, não sendo 

digerido pelas enzimas dos mamíferos (VAN SOEST, 1994). 

A estrutura da lignina é composta por polímeros formados pela união 

covalente de três tipos de monômeros: álcoois p-cumarílico, guaiacílico e sinapílico.  

A distribuição e proporção destes monômeros obedecem à origem filogênica de 
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cada vegetal. Estas ligações do tipo éter resistem a vários agentes hidrolíticos e 

diversos sistemas enzimáticos degradativos. A quantidade relativa de cada 

monômero difere significativamente, dependendo da origem da lignina 

(angiospermas, gimnospermas) (FUKUSHIMA; HATFIELD, 2003; ZIEGLER et al., 

2004).  

De acordo com Ferraz (2004) um vasto grupo de enzimas está relacionado à 

biodegradação da lignina podendo ser divididas em pelo menos duas classes 

distintas: as fenoloxidases e as enzimas que produzem peróxido de hidrogênio. A 

figura 4 mostra a estrutura química da lignina. 

 

 

Figura 4. Estrutura química da lignina (RAMACHANDRA; CRAWFORD; POMETTO, 
1987). 
 

As fenoloxidases compreendem um grupo de enzimas característico por 

pertencerem as metaloproteínas. Entre as fenoloxidases, ainda pode-se descrever 

dois subgrupos. As peroxidases que estão envolvidas na biodegradação da lignina 

são a lignina peroxidase e a peroxidase dependente de manganês. Ambas são 

comumente produzidas por fungos de decomposição branca; no entanto, existem 

espécies de fungos que são eficientes degradadores de lignina que produzem 

somente um ou outro subgrupo dessas enzimas. O outro subgrupo contém as 

lacases, cuproproteínas que não dependem de peróxido para atuarem (FERRAZ, 

2004). 
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2.2.4 Substâncias pécticas 

 

Substâncias pécticas são macromoléculas glicosídicas de alto peso 

molecular, que formam o maior componente da lamela média, uma fina camada de 

material adesivo extracelular entre as paredes primárias de células de vegetais 

superiores (ASPINALL, 1970; ALMEIDA et al., 2005). Quimicamente, é um complexo 

coloidal de polissacarídeos ácidos, composto de resíduos de ácido galacturônico 

unidos por ligações α-1,4, parcialmente esterificados por grupos metil éster 

(VILARIÑO et al., 1993; DA SILVA; FRANCO; GOMES, 1997; ALKORTA et al., 

1998; GUMMADI; PANDA, 2003;) e parcial ou completamente neutralizadas por uma 

ou mais bases (íons sódio, potássio ou amônio) (VILARIÑO et al., 1993; ALKORTA, 

1998; GUMMADI; PANDA, 2003). 

Ao contrário das proteínas, lipídeos e ácidos nucléicos, e por serem 

polissacarídeos, as substâncias pécticas não possuem massa molecular definida, 

variando de 25 a 360 kDa (Kilodalton) (SAKAI et al., 1993). 

A Sociedade Americana de Química (American Chemical Society) classificou 

as substâncias pécticas em: protopectina, ácido pectínico, ácido péctico e pectina, 

sendo os três últimos total ou parcialmente solúveis em água (VILARIÑO et al., 

1993; ALKORTA, 1998). 

A protopectina é insolúvel em água e constitui a forma nativa unida com 

outros constituintes das células vegetais e, em condições de hidrólise restrita, 

produzem ácidos pectínicos ou pectina (TSUYUMU; ISHII; NAKAMURA, 1989; 

VILARIÑO et al., 1993; DA SILVA; FRANCO; GOMES, 1997; ALKORTA et al., 1998; 

GUMMADI; PANDA, 2003). Ácido péctico é uma designação aplicada a substâncias 

pécticas compostas de ácido poligalacturônico coloidal, onde os grupos carboxilas 

estão essencialmente livres de grupos metil éster e seus sais são pectatos neutros 

ou ácidos ou em função do pH da matriz (SAKAI et al., 1993). Ácido pectínico é um 

grupo de compostos contendo ácido poligalacturônico coloidal com baixo grau de 

metoxilação (SAKAI et al., 1993; WHITAKER, 1994). 

O termo geral pectina designa ácidos pectínicos solúveis em água, com grau 

variável de grupos metil éster e um grau de neutralização capaz de formar gel com 

açúcares e ácidos, em condições adequadas (SAKAI et al., 1993). Consiste em uma 

estrutura de ligações axiais de unidades de ácido α-1,4-D-galacturônico e contém 

moléculas de L-ramnose, arabinose, galactose e xilose, como correntes laterais 
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(TSUYUMU; ISHII; NAKAMURA, 1989; DA SILVA; YIM; PARK, 1994; ALKORTA et 

al., 1998; GUMMADI; PANDA, 2003; SILVA et al., 2005). 

 Pectinas com alto teor de metoxilas (acima de 50%) são freqüentemente 

denominadas apenas de “pectinas” e têm poder de geleificação na presença de 

açúcares e ácidos, enquanto que a geleificação de pectinas com baixo teor de 

metoxilação é possível na ausência de açúcares e na presença de alguns íons 

metálicos (GUMMADI; PANDA, 2003; ALKORTA et al., 1998).  

A cadeia primária das substâncias pécticas consiste em unidades de ácido α-

D-galacturônico com ligação α-(1→4) com 2-4 % de unidades de ramnose com 

ligações β-(1→2) e β-(1→4) às unidades de ácido galacturônico (WHITAKER, 1990). 

A Figura 5 mostra a cadeia linear de ácido galacturônico ligado por associação 

α(1,4), em uma cadeia polissacarídea. 

 

Figura 5. Estrutura primária das substâncias pécticas (WHITAKER, 1990). 
 

2.2.5 Outros constituintes 

 

Muitas outras substâncias orgânicas e inorgânicas ocorrem nas paredes 

celulares, em quantidades variáveis, dependendo do tipo de célula. Entre as 

orgânicas destacam-se as de natureza protéica e as de natureza lipídica, como 

cutina, suberina e ceras. Estas últimas se encontram nos tecidos protetores 

superficiais da planta (FRANCO, 1997; BUCKERIDGE; TINÉ, 2001). 

 

2.3 ENZIMAS 

 

2.3.1 Considerações gerais 

 

As enzimas são catalisadores biológicos, na sua maioria de natureza protéica. 

Possuem um centro ativo responsável pela atividade biológica, que é geralmente 

constituído de alguns resíduos de aminoácidos da cadeia protéica (apoenzima) e de 
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um grupo não-protéico (cofator). Os cofatores podem ser íons metálicos ou 

moléculas orgânicas denominadas de coenzimas (LEHNINGER; NELSON; COX, 

1995). 

A conformação e a estabilidade da estrutura molecular das enzimas é 

assegurada por ligações de hidrogênio, interações hidrofóbicas, pontes de 

dissulfeto, ligações iônicas e forças de Van der Waals. A atividade catalítica, a 

estabilidade e a especificidade da enzima dependem da sua estrutura tridimensional. 

Por serem de natureza protéica o pH, a temperatura e a força iônica do meio, afetam 

a estrutura secundário ou terciária da enzima e, consequentemente suas 

propriedades (LIMA; PASTORE; LIMA, 2001).  

As enzimas estão sujeitas às mesmas leis termodinâmicas e cinéticas dos 

catalisadores químicos, isto é, alteram a velocidade da reação, porém não a posição 

final de equilíbrio entre substrato e o produto. Na primeira etapa da reação a 

concentração enzimática diminui drasticamente, pois a maior parte das enzimas se 

liga ao substrato em um equilíbrio dinâmico. A velocidade da reação depende da 

velocidade com que a enzima se liga ao substrato. Na segunda etapa é alcançada a 

atividade máxima. A elevada concentração de substrato permite que a enzima volte 

a formar o complexo enzima-substrato. Na terceira etapa, a concentração de 

substrato diminui, fazendo a velocidade da reação catalisada pela enzima decrescer 

(WISEMAN, 1991). 

A nomenclatura científica das enzimas foi estabelecida em 1956, pela União 

Internacional de Bioquímica (IUB) que, através de uma comissão de especialistas 

(Enzyme Commission - EC), procurou sintetizar classes e nomes desses 

biocatalisadores (LIMA et al, 2001). Cada enzima recebe um número de quatro 

dígitos e um nome sistemático que identifica a reação catalisada. O primeiro dígito 

indica o nome da classe da enzima (de 1 a 6), o segundo indica a subclasse (tipo de 

ação ou grupo sobre o qual atua), o terceiro indica a sub-subclasse e o quarto se 

refere ao número de série da enzima dentro da sub-subclasse considerada 

(LEHNINGER; NELSON; COX, 1995).  

A expressão da atividade de uma enzima é medida através de sua velocidade 

de reação, determinada em condições experimentais definidas. A concentração de 

produto formado aumenta linearmente com o tempo, num dado intervalo (velocidade 

de reação constante). No entanto, a partir de certo tempo, a velocidade decresce 

(LEHNINGER; NELSON; COX, 1995; LIMA; PASTORE; LIMA, 2001).  
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Segundo Lima; Pastore e Lima (2001) vários fatores podem contribuir para o 

decréscimo na velocidade de reação, tais como: diminuição da concentração de 

substrato, inativação parcial da enzima no decorrer da reação, inibição por produto e 

deslocamento do equilíbrio se a reação for irreversível. Para evitar a influência dos 

fatores mencionados, costuma-se associar a atividade à medida da velocidade de 

reação em condição inicial, ou seja, aquela que assegura velocidade constante (fase 

linear das curvas). 

 
2.3.2 Enzimas utilizadas na degradação da parede celular 

 
As enzimas de maior interesse na atualidade para a degradação de materiais 

lignocelulósicos e constituintes da parede celular são celulases, hemicelulases, β-

glucanase, xilanase e pectinases, que degradam alguns componentes dos cereais e 

fibras (GALANTE; DE CONTI; MONTEVERDI, 1998). 

 

2.3.2.1 Celulases  

 

Na indústria alimentícia, as celulases são usadas em vários processos, 

principalmente na extração de componentes do chá verde, proteína de soja, óleos 

essenciais, aromatizantes e do amido da batata doce.  Essas enzimas participam, 

ainda, dos processos de produção do vinagre de laranja, do ágar e na extração e 

clarificação de sucos de frutas cítricas (ORBERG 1981; BLANCHETTE et al., 1997; 

ENOKI et al., 1999). As celulases comerciais, produzidas por cepas de Trichoderma 

reesei, Penicillium funiculosum e Aspergillus niger, têm potencial na conversão de 

materiais lignocelulósicos em glicose (WARD et al., 1993).  

A biodegradação da celulose é feita pela ação de três grupos de celulases 

que atuam sinergicamente: endo-glucanase, exo-glucanase e β-glucosidase. As 

endo-glucanases catalisam a hidrólise das moléculas de celulose internamente, ao 

acaso, produzindo fragmentos de celulose denominados de oligômeros, que 

servem de substrato para as exo-glucanases, que catalisam externamente a 

hidrólise dessas moléculas à celobiose. As β-glucosidases catalisam a hidrólise da 

celobiose à glicose (THIEMANN et al., 1980; ORBERG, 1981; WARD, 1989). 

Uma quarta enzima, aparentemente pertencente ao complexo celulolítico, 

também tem sido descrita. A celobiose desidrogenase (CDH), anteriormente 
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denominada como celobiose oxidase, atua sobre celobiose, oligômeros de glicose e 

mesmo celulose, oxidando a extremidade terminal redutora. Essa enzima é capaz de 

utilizar quinonas como aceptor de elétrons e, dessa forma, aparentemente interliga 

os complexos celulolítico e ligninolítico (GOODELL, 2003). Uma outra enzima 

relacionada com a CDH tem sido descrita como celobiose-quinona oxidoredutase 

(CBQ) que, de fato, trata-se de um fragmento de CDH liberado pela ação de 

enzimas proteolíticas. Outra atividade interessante descrita para CDH é sua 

capacidade de reduzir os íons Fe3+ e dessa forma, na presença de H2O2, gerar 

radicais hidroxila que podem atuar na degradação de celulose (KAPICH; JENSEN; 

HAMMEL,1999; GOODELL, 2003). Na Figura 6, é possível observar o esquema de 

degradação da celulose.  

 

Figura 6. Mecanismo de degradação da celulose (SADDLER, 1986). 
 

A atividade relativa de cada grupo de enzimas atuando de maneira isolada é 

baixa, enquanto que os três grupos em conjunto (sinergismo), permitem a hidrólise 

total da celulose com rendimento próximo a 100% (THIEMANN et al., 1980; 

ORBERG 1981; WARD, 1989). 

A hidrólise da celulose pelas celulases pode apresentar alguns problemas 

devido a sua dificuldade de penetração na matriz vegetal, haja vista que, por serem 

proteínas, não conseguem romper com facilidade a barreira da lignina das células 

vegetais e, dessa forma, o difícil acesso destas enzimas às fibras de celulose 



26 

 

constitui o principal ponto crítico para desencadeamento desse processo de 

degradação (THIEMANN et al., 1980). 

 

2.3.2.2 Hemicelulases 

 

A biodegradação das polioses (hemicelulose) ocorre de maneira semelhante 

à da celulose sendo divididas nos seguintes grupos: endo-hemicelulases, que 

hidrolisam o polímero ao acaso e geram fragmentos de menor massa molecular e 

exo-hemicelulases que hidrolisam os fragmentos gerados pelas endo-hemicelulases. 

As xilosidases hidrolisam dímeros a açúcares monoméricos. Enquanto que as 

xilanases catalisam a hidrólise das ligações glicosídicas entre unidades 

monoméricas de xilose, as mananases atuam sobre ligações glicosídicas entre 

moléculas de manose e as glucuronidases sobre ligações de ácidos urônicos com 

moléculas de açúcares (BLANCHETTE et al., 1997; ENOKI et al., 1999; KAPICH; 

JENSEN; HAMMEL, 1999; GOODELL, 2003).   

O fato das hemiceluloses serem constituídas por vários polímeros, formados 

por diferentes resíduos de açúcares, exige que para a sua degradação completa,  

também sejam necessárias enzimas específicas (KULKARNI; SHENDYE; RAO, 

1999).  

A xilana por ser a hemicelulase mais comumente encontrada, exige atenção 

especial, durante a biodigestão do tecido vegetal. A endo β-1,4 xilanase forma o 

principal grupo de enzimas envolvidas na degradação da xilana. Trata-se de uma 

endo-enzima que degrada, aleatoriamente, a cadeia principal de xilana, liberando 

xilo-oligossacarídeos (HALTRICH et al., 1996; KULKARNI et al., 1999). A 

degradação completa da cadeia principal de xilana ocorre por uma ação sinergística 

de endo e exo-xilanases (β-xilosidases ou β-D-xilosídeo xilohidrolases), que 

hidrolisam os xilo-oligômeros de baixa massa molecular resultantes (HALTRICH et 

al., 1996).  

De acordo com Biely (1985), para a hidrólise completa dos heteroxilo-

oligômeros, são necessárias, ainda, enzimas que hidrolisem os grupos substituintes 

como α-glucuronidase, α-L-arabinofuranosidase e acetilesterase. Assim, de acordo 

com o autor, as enzimas do complexo xilanolítico podem ser divididas em enzimas 

que degradam a cadeia principal (endo-β-1,4 xilanase e β-xilosidase) e enzimas que 

degradam as cadeias laterais (α-glucuronidase, α-L-arabinofuranosidase e 
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acetilesterase). Na Figura 7 é possível observar as enzimas envolvidas na 

degradação da xilana. 

 

Figura 7. Representação teórica da estrutura da xilana vegetal e pontos onde as 

enzimas atuam (BIELY, 1985). 

 

2.3.2.3 Pectinases 

 

As pectinases formam um grupo de enzimas que degradam substâncias 

pécticas, hidrolisando ligações glicosídicas ao longo da cadeia carbônica. Podem ser 

despolimerizantes ou desesterificantes e são produzidas por plantas, fungos 

filamentosos, bactérias e leveduras. Algumas das aplicações destas enzimas nas 

indústrias de alimentos incluem amadurecimento de frutas, clarificação e redução de 

viscosidade em sucos de frutas, tratamento preliminar do suco de uva para 
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indústrias vinícolas, extração de polpa de tomate, fermentação de chá e chocolate, 

tratamento de resíduos vegetais, degomagem de fibras nas indústrias têxtil e de 

papel, nutrição animal, enriquecimento protéico de alimentos infantis e extração de 

óleos (TSUYUMU; ISHII; NAKAMURA, 1989; DA SILVA; FRANCO; GOMES, 1997; 

MAY, 1997; KASHYAP; VOHRA; SONI, 2001; LOOTENS et al., 2003). 

A classificação das enzimas pécticas é baseada no ataque ao esqueleto 

galacturônico (ALKORTA et al., 1998), pela preferência de substrato (pectina, ácido 

péctico ou protopectina), por ação de transeliminação ou hidrólise e por clivagem 

randômica (enzima endo-, liqüidificante ou despolimerizante) ou terminal (enzima 

exo- ou sacarificante) sendo classificadas em três grupos  (SAKAI et al., 1993; 

BHAT, 2000; SILVA et al., 2005): 

• Protopectinases – degradam a protopectina insolúvel dando origem a uma 

elevada quantidade de pectina solúvel. 

• Esterases – catalisam a desesterificação, removendo o grupo metil do ácido 

esterificado; 

• Despolimerases – que quebram as ligações glicosídicas α-1,4 das unidades 

de ácido poligalacturônico. 

As despolimerases atuam nas substâncias pécticas por dois mecanismos 

(ALBERSHEIM; NEUKOM; DEUEL, 1960; CODNER, 2001): 

•  Hidrólise – as enzimas catalisam o rompimento hidrolítico, com a introdução 

de água através de pontes de oxigênio. 

• Transeliminação – em que as enzimas rompem a ligação sem a participação 

de nenhuma molécula de água. 

As despolimerases podem ser, ainda, divididas em 4 categorias dependendo 

da preferência da enzima pelo substrato, do mecanismo de rompimento da ligação, e 

da intensidade da ligação glicosídica (REXOVÁ-BENKOVÁ; MARKOVIC, 1976; 

SAKAI et al., 1993; BHAT, 2000; SILVA et al., 2005).  

As poligalacturonases (PG) e polimetilgalacturonases (PMG) rompem o ácido 

péctico e a pectina por mecanismos de hidrólise. A pectatoliase (PGL) catalisa a 

clivagem de ligações α-1,4 de ácido péctico de modo endo- ou exo- por 

transeliminação. Enquanto que a pectinaliase (PL) (polimetilgalacturnato liase - 

PMGL) catalisa a β- eliminação entre dois resíduos de ácido galacturônico mais ou 

menos esterificados. (REXOVÁ-BENKOVÁ; MARKOVIC, 1976).  
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Outro tipo de pectinase inclui a pectina esterase (polimetilgalacturonato 

esterase, PMGE) que catalisa a hidrólise dos grupos metil éster da pectina, liberando 

metanol, e convertendo pectina em pectato (polímero não esterificado) (SHEN et al., 

1999; GUMMADI; PANDA, 2003; JAYANI; SAXENA; GUPTA, 2005). Age 

preferencialmente no grupo metil éster da unidade de galacturonato próxima a uma 

unidade não esterificada, apresenta valores de pH ótimo variando de 4 a 8 e 

temperatura ótima de 40 a 50°C. Está presente em praticamente todas as 

preparações enzimáticas comerciais para proteção e melhoramento da textura e 

firmeza de frutas e vegetais processados e na extração e clarificação de sucos de 

frutas (KAYSHAP et al., 2001). Pode estar envolvida em mudanças das substâncias 

pécticas durante amadurecimento, estocagem e processamento de frutas e vegetais, 

além de facilitar a atuação das poligalacturonases uma vez que estas ultimas são 

parcialmente inativadas na presença de grande quantidade de grupos metil. 

Na figura 8 são apresentadas as reações catalisadas pelas principais enzimas 

que agem sobre o material péctico (ALKORTA et al., 1998; JAYANI; SAXENA; 

GUPTA, 2005).  

 

Figura 8. Reações catalisadas pelos diferentes tipos de enzima sobre a pectina ou o 

ácido péctico (JAYANI; SAXENA; GUPTA, 2005). 

Uma classificação mais recente e completa pode ser encontrada na Tabela 1. 
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Tabela 1. Classificação extensiva das enzimas pécticas (JAYANI; SAXENA; GUPTA, 2005). 

Enzima Nº E.C. 
Mecanismo de 

ação Atuação 
Substrato 
primário Produtos 

Estereases 
Pectinesterase (PE) 3.1.1.11 Hidrólise Aleatória Pectina Ácido péctico, metanol 

Despolimerases - Hidrolases 
Protopectinases - Hidrólise Aleatória Protopectina Pectina 
Endo - poligalacturonase (PG) 3.2.1.15 Hidrólise Aleatória Ácido péctico Oligogalacturonatos 
Exo-poligalacturonase  (PG) 
 3.2.1.67 Hidrólise Terminal Ácido péctico Monogalacturonatos 

Endo-polimetilgalacturonase 
(PMG) 
 

- Hidrólise Aleatória 

Pectinas 
altamente 

esterificadas 
 

Oligometilgalacturonatos 
 

Exo-polimetilgalacturonase 
(PMG) 
 

- Hidrólise Terminal 

Pectinas 
altamente 

esterificadas 
 

Oligogalacturonatos 
 

Despolimerases – Liases 
Endo-pectatoliase (PGL) 
 4.2.2.2 Transeliminação Aleatória Ácido péctico Oligogalacturonatos 

insaturados 
Exo-pectatoliase (PGL) 
 4.2.2.9 Transeliminação Penúltima 

ligação Ácido Péctico Digalacturonatos insaturados 
 

Endo-pectinaliase (PL) 
 4.2.2.10 Transeliminação Aleatória Pectinas Metiloligogalacturonatos 

insaturados 
Exo-pectinaliase (PL) 
 - Transeliminação Terminal Pectinas Metilomonogalacturonatos 

insaturados 
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2.3.2.4 Proteases 

 

 As proteases constituem um dos mais importantes grupos de enzimas 

usados industrialmente. Elas catalisam reações de hidrólise das ligações peptídicas 

das proteínas, incluindo dois grupos. No primeiro as exopeptidases que catalisam as 

reações de hidrólise dos aminoácidos das extremidades das cadeias protéicas. No 

segundo grupo têm-se as endopeptidases, as quais catalisam as reações de 

hidrólise das ligações peptídicas internas às moléculas de proteínas (SINGH; 

VOHRA; SAHOO, 2003).  

 As proteases diferem na sua capacidade de hidrolisar ligações peptídicas. 

Como exemplos de proteases têm-se as aminopeptidases, dipeptidases, 

carboxipeptidases, serina, cisteína e metalo proteases (CHEN; MURAMOTO; 

YAMAUCHI, 1995). 

A aplicação de proteases é bastante ampla. São utilizadas na indústria de 

detergentes, no tratamento do couro, para a confecção de roupas, na recuperação 

da prata de filmes fotográficos e de filmes de raio X, na indústria farmacêutica, no 

tratamento de resíduos de indústrias de alimentos, na obtenção de peptídeos 

funcionais, entre outros (KUMAR;TAKAGI, 1999). 

O uso de proteases como catalisador industrial tem aumentado. Essas 

enzimas apresentam alta capacidade catalítica, alto grau de especificidade de 

substrato e são economicamente viáveis (CHEN; MURAMOTO; YAMAUCHI, 1995; 

JOO et l., 2002). 

 Na indústria de alimentos, as proteases podem ser usadas para a produção 

de hidrolisados protéicos, a partir de proteínas vegetais ou animais, para o 

melhoramento da digestibilidade, biodisponibilidade e funcionalidade destes 

produtos. As proteases microbianas, para uso comercial ou industrial, são obtidas 

principalmente de bactérias e fungos. Os microrganismos do gênero Bacillus são os 

mais estudados como produtores dessas proteases e suas enzimas têm sido 

extensivamente exploradas comercialmente (SINGH; VOHRA; SAHOO, 2003).  

 

2.4 COMPOSTOS ANTIOXIDANTES  

 
Antioxidantes são compostos que podem retardar ou inibir a oxidação de 

lipídios ou outras moléculas, evitando o início ou propagação das reações de 
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oxidação, em cadeia (ANTUNES; CANHOS, 1984; SIMÃO, 1985; FENNEMA, 1993; 

BRENNA; PAGLIARINI, 2001; ZHENG; WANG, 2001). 

Grande parte desses compostos são quimicamente constituídos por anéis 

benzênicos que contêm pelo menos uma hidroxila, podendo ser sintéticos, como o 

butil hidroxianisol (BHA) e o butil hidroxitolueno (BHT), muito utilizados na indústria 

de alimentos, ou naturais, como os flavonóides e os terpenóides, porém tais 

compostos podem apresentar uma variedade de estruturas químicas (KITTS, 1994). 

Diversos estudos têm demonstrado que o consumo de substâncias 

antioxidantes na dieta diária pode produzir uma ação protetora efetiva contra os 

processos oxidativos que naturalmente ocorrem no organismo. Foi descoberto que 

uma série de doenças entre as quais câncer, aterosclerose, diabetes, artrite, malária, 

AIDS e doenças do coração podem estar ligadas aos danos causados por formas de 

oxigênio extremamente reativas, denominadas de “substâncias reativas oxigenadas” 

ou simplesmente ROS. Estas substâncias estão também ligadas com processos 

responsáveis pelo envelhecimento do corpo (BRENNA; PAGLIARINI, 2001; 

YILDRIM; MAVI; KARA, 2002). 

Os mecanismos endógenos de defesa ou mediadores de redox, tais como: 

superóxido dismutase, catalase, peroxidase e metaloproteínas, podem ser auxiliados 

favoravelmente com a introdução de antioxidantes por meio da dieta (BRENNA; 

PAGLIARINI, 2001; YILDRIM, MAVI; KARA, 2002). 

As ROS’s são, na verdade, as várias formas de oxigênio ativado (singlete), 

entre as quais se incluem os denominados radicais livres. Nos organismos vivos as 

várias formas de ROS’s podem se constituídas de diversas maneiras. Por exemplo, 

nas fontes exógenas produtoras de radicais livres inclui-se a fumaça do tabaco, 

radiações ionizantes, solventes orgânicos e pesticidas (YILDRIM; MAVI; KARA, 

2002). 

Desde o início dos anos 80, o interesse em encontrar antioxidantes naturais 

para o emprego em produtos alimentícios ou para uso farmacêutico, tem aumentado 

consideravelmente, com o intuito de substituir antioxidantes sintéticos, os quais tem 

sido restringidos devido ao seu potencial de carcinogênese, bem como pelos 

possíveis efeitos maléficos ao organismo como: aumento do peso do fígado e 

significativa proliferação do retículo endoplasmático (SIMÃO, 1985; ZHENG; WANG, 

2001; MELO; GUERRA, 2002; YILDRIM, MAVI; KARA, 2002). 
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Numerosos compostos demonstram possuir propriedades antioxidantes, 

porém seus usos em alimentos são limitados por várias razões, e somente um 

número restrito de substâncias é aceito (MIKOVÁ, 2001). Entre estes, os compostos 

fenólicos, sintéticos ou naturais têm sido extensivamente analisados (ZHENG; 

WANG, 2001; MIKOVÁ, 2001; MELO; GUERRA, 2002; YILDRIM, MAVI; KARA, 

2002; NENADIS; ZAFIROPOULOU; TSIMIDOU, 2003). 

 

2.4.1 Compostos fenólicos  

 

Os compostos fenólicos estão amplamente distribuídos no reino vegetal. 

Constituem, provavelmente, o maior grupo de metabólitos secundários das plantas 

(BRUNETON, 1993). Englobam diversas substâncias com características estruturais 

químicas heterogêneas (POLENTA, 1996), apresentando como característica em 

comum a existência de anel (éis) aromático(s) com um ou mais grupos hidroxilas 

(OH); podendo estes apresentarem substituições por grupamentos metil ou 

glu(i)cosil (GOODWIN; MERCER, 1983). Estes compostos podem ser divididos em 

grupos, de acordo com o número de átomos de carbono constituintes (DREOSTI; 

WARGOVICH; YANG, 1977; GOODWIN; MERCER, 1983; TIJBURG et al., 1997; 

MAZUR et al., 1998; CASTELLARI et al., 2002; CHAMKHA et al., 2003; 

GOLDBERG; YAN; SOLEAS, 2003). 

A atividade antioxidante de compostos fenólicos é principalmente devida às 

suas propriedades de óxido-redução, as quais podem desempenhar um importante 

papel na absorção e neutralização de radicais livres, quelando o oxigênio tripleto e 

singleto ou decompondo peróxidos (ANTUNES; CANHOS, 1984; SIMÃO, 1985; 

FENNEMA, 1993; BRENNA; PAGLIARINI, 2001; ZHENG; WANG, 2001, MONAGAS; 

BARTOLOMÉ; GOMEZ-CORDOVÉZ, 2005). 

Os compostos fenólicos de fontes vegetais podem ser divididos em dois 

grupos: os flavonóides e os não flavonóides; ambos são metabólitos secundários 

presentes em  vegetais. Os denominados de flavonóides são os que apresentam a 

estrutura química descrita como C6-C3-C6; já os denominados de não flavonóides 

são classificados como (BURNS et al., 2001; MELO; GUERRA, 2002; ZHENG; 

WANG, 2001; MONAGAS; BARTOLOMÉ; GOMEZ-CORDOVÉZ, 2005): 

• Ácidos fenólicos simples ou hidroxibenzóicos, derivados das estruturas 

químicas C6-C1 específicas dos ácidos hidroxi benzóico, gálico e elágico;  
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• Ácidos cinâmicos, derivados das estruturas químicas C6-C3 específicas dos 

ácidos caféico e p-coumárico hidroxi-cinamatos;  

• Estilbenos, derivados das estruturas químicas C6-C2-C6 específicas do trans 

resveratrol, cis-resveratrol e trans-resveratrol-glucosídio. 

Na Figura 9 é possível observar detalhes da estrutura química dos principais 

representantes dos compostos fenólicos encontrados em matérias primas vegetais. 

 

Figura 9. Estrutura química dos principais representantes dos compostos fenólicos 

encontrados em matérias primas vegetais. 

 

2.4.2 Compostos fenólicos do tipo flavonóides 

 
 Os flavonóides representam o maior grupo de polifenóis encontrados em 

alimentos (SCALBERT; WILLIANSON 2000), além de serem considerados os mais 
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potentes antioxidantes entre os compostos fenólicos (SHAHIDI; JANITHA; 

WANASUNDARA, 1992; SOOBRATTEE et al., 2005).  

A distribuição dos flavonóides nos vegetais depende de diversos fatores de 

acordo com a fila/ordem/família do vegetal, bem como da variação das espécies. Os 

flavonóides são formados pela combinação de derivados sintetizados da fenilalanina 

(via metabólica do ácido chiquímico) e ácido acético. Os padrões de distribuição 

dependem do grau de acesso à luminosidade, especialmente raios ultravioleta B, 

pois a formação dos flavonóides é acelerada pela luz. Consequentemente, plantas 

cultivadas em estufas, onde os raios ultravioleta são bloqueados tem o conteúdo de 

flavonóides reduzido. Vegetais que crescem na Espanha ou na África do Sul são 

apontados como contendo de 4 a 5 vezes mais flavonóides que os que crescem no 

Reino Unido (BOBBIO; BOBBIO, 1989; FENNEMA, 1993; BURNS et al., 2001; 

AHERNE; O’BRIEN, 2002; SELLAPPAN; AKOH; KREWER, 2002). 

Neste grupo encontram-se as antocianidinas, flavonas, flavonóis e, com 

menor freqüência, as auronas, chalconas e isoflavonas, dependendo do lugar, 

número e combinação dos grupamentos participantes da molécula. O grupo dos 

flavonóides é também conhecido como polifenólicos e geralmente ocorrem em 

plantas na forma de glucosídios, sendo uma das substâncias responsáveis pela 

atribuição do perfil sensorial de frutas, atribuindo-lhes o corpo característico. Mais de 

6.000 diferentes estruturas já foram identificadas e este número continua a aumentar 

(BOBBIO; BOBBIO, 1989; FENNEMA, 1993; SLUIS et al., 2001; AHERNE; 

O’BRIEN, 2002; CORDENUNSI et al., 2002; ANDERSEN; MARKHAM, 2006). 

A estrutura dos flavonóides está baseada no núcleo flavilium, o qual consiste 

de três anéis fenólicos. O benzeno do primeiro anel é condensado com o sexto 

carbono do terceiro anel que na posição 2 carrega um anel de fenil-benzeno como 

substituinte. O terceiro anel, denominado de núcleo flavan pode ser um pirano 

heterocíclico, gerando as estruturas básicas das leucoantocianinas (ou 

proantocianinas ou catequinas) e as antocianidinas. No caso do terceiro anel 

apresentar como uma pirona, ocorre a formação das flavonas, flavonóis, flavanonas, 

isoflavonas, chalconas e auronas, recebendo a denominação de núcleo 4- oxo-

flavonóide. (AHERNE; O’BRIEN, 2002; ANDERSEN; MARKHAM, 2006). Na Figura 

10 é possível observar a estrutura química base dos flavonóides. 
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Figura 10. Estrutura básica dos flavonóides 
 

Exceto o grupo das leucoantocianinas, os demais flavonóides ocorrem em 

plantas frequentemente na forma glicosilada recebendo a denominação de glico-

flavonóide. Quando se apresentam isentos de glicídios, a estrutura recebe o nome 

de aglicona (SLUIS et al., 2001; AHERNE; O’BRIEN, 2002). 

 

2.4.3 Compostos fenólicos do tipo não flavonóides 

 

Os ácidos fenólicos estão reunidos em dois grupos: os derivados do ácido 

hidroxicinâmico e os derivados do ácido hidroxibenzóico. Os primeiros são 

compostos fenólicos de ocorrência natural que possuem um anel aromático com 

uma cadeia carbônica, constituída por 3 carbonos ligada ao anel (BELITZ 

;GROSCH, 1988; DURÁN; PADILLA, 1993).  

Os ácidos p-coumárico, ferúlico, caféico e sináptico são os hidroxicinâmicos 

mais comuns na natureza. Estes ácidos existem nas plantas, usualmente na forma 

de ésteres, a exemplo do ácido clorogênico, éster do ácido quínico, cuja molécula é 

constituída pelo ácido quínico esterificado ao ácido caféico. Também são 

encontrados na forma de glicosídeos ou ligados a proteínas e a outros polímeros da 

parede celular e, raramente, como ácidos livres. lsômeros do ácido clorogênico e do 

ácido caféico são descritos com antioxidantes (HARBORNE, 1973; BELITZ 

GROSCH, 1988; DURÁN; PADILLA, 1993; AHERNE; O’BRIEN, 2002). 

No grupo dos ácidos hidroxibenzóicos, compostos que possuem grupo 

carboxílico ligado ao anel aromático, destacam-se os ácidos protocatecuíco, vanílico, 

siríngico, gentísico, salicílico, elágico e gálico. Esses dois grupos de ácidos fenólicos 

têm apresentado propriedades antioxidantes (HARBORNE, 1973). Embora outras 

características também contribuam para a atividade antioxidante dos ácidos 
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fenólicos e seus ésteres, esta é geralmente determinada pelo número de hidroxilas 

presentes na molécula (RAJALAKSMI; NARASIMHAN, 1995). 

A hidroxila do ácido ferrúlico existente na posição orto com o grupo metoxila, 

doador de elétrons, é um fator que aumenta a estabilidade do radical fenoxil e a 

eficiência antioxidante do composto (CUVELIER; RICHARD; BERSET, 1992). A 

presença de uma segunda hidroxila na posição orto ou para, também aumenta a 

atividade antioxidante. O ácido caféico, que apresenta essa característica, possui 

uma atividade antioxidante maior do que o ácido ferrúlico (CHEN; HO, 1997). O 

efeito seqüestrante do radical hidroxil parece estar diretamente relacionado com os 

grupos hidroxil localizados na posição para no anel aromático (CUVELIER; 

RICHARD; BERSET, 1992). 

Os ácidos sináptico, ferrúlico e p-coumárico são antioxidantes mais ativos do 

que os derivados do ácido benzóico, tais como ácido procatecuíco, siríngico e 

vanílico. Isso se deve à dupla ligação presente na molécula dos derivados do ácido 

cinâmico (-HC=CHCOOH), que participa da estabilização do radical por ressonância 

de deslocamento do elétron desemparelhado, enquanto que os derivados do ácido 

benzóico não apresentam essa possibilidade (WANASUNDARA; AMAROWICZ; 

SHAHIDI, 1994; SOOBRATTEE et al., 2005). 

 

2.4.4 Taninos  

 

No caso dos taninos, os mesmos são classificados em dois grupos principais, 

cujas estruturas são muito diferentes entre si, embora todos tenham molécula poli-

hidroxifenóis ou seus derivados. Os primeiros são denominados taninos 

hidrolisáveis, que incluem os galitaninos e os elagitaninos, polímeros derivados dos 

ácidos gálico e elágico, desta forma estão inclusos no grupo dos compostos 

fenólicos não-flavonoides. Este grupo de taninos é comumente utilizado para a 

curtição de couros (FENNEMA, 1993; NASCIMENTO; MORAIS, 1996; GARRO-

GALVEZ; RIEDL; CONNER, 1997; MELO; GUERRA, 2002). 

Os outros são denominados de taninos condensados. São encontrados em 

maior quantidade e são de maior importância em alimentos. Apresentam uma 

estrutura semelhante aos flavonóides, com coloração variando do vermelho ao 

marrom. A presença de pequenas quantidades de taninos em frutos confere-lhes 

características sensoriais desejáveis, ditas como “o corpo da fruta” (GARRO-
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GALVEZ; RIEDL; CONNER, 1997). No entanto, quantidades elevadas conferem aos 

frutos e outros alimentos características adstringentes (MELO; GUERRA, 2002). A 

sensação de adstringência é gerada devido à propriedade que os taninos 

apresentam de precipitar proteínas. Quando em contato com as proteínas da saliva, 

forma um complexo insolúvel que popularmente se caracteriza pela sensação 

“amarrando a língua” (BOBBIO; BOBBIO, 1989; FENNEMA, 1993; GARRO-

GALVEZ; RIEDL; CONNER, 1997; MELO; GUERRA, 2002). 

 

2.5 EXTRAÇÃO DE COMPOSTOS FENÓLICOS  

 

2.5.1 Considerações gerais sobre extração  

 

A extração consiste na operação de separação, por diferença de potencial de 

um ou mais constituintes de uma mistura através do contato com uma outra fase 

(GEANKOPLIS, 1983; BINBENET; DUQUENOY; TRYSTAM, 2002). A extração mais 

utilizada na retirada de compostos fenólicos de suas matrizes constitui o processo de 

extração sólido-líquido, o qual se baseia na retirada de determinado composto a 

partir de uma matriz sólida, pelo contato com um líquido (solvente). Este processo 

também recebe a denominação de lixiviação. Durante o tempo de contato, há 

transferência de massa dos solutos da matriz sólida para o solvente (GEANKOPLIS, 

1983; BINBENET; DUQUENOY; TRYSTAM, 2002; ESCRIBANO-BAILÓN; SANTOS-

BUELGA, 2003).  

Algumas etapas preliminares devem ser realizadas para facilitar o processo 

de extração e conservar os compostos antioxidantes, que são sensíveis à ação da 

luz, oxigênio e calor (VEKIARI et al., 1993; AZIZAH; RUSLAWATTI; TEE, 1999). Os 

vegetais normalmente são desidratados, liofilizados ou congelados, e ainda 

peneirados ou moídos antes do processo de extração. Assim, os substratos atingem 

maior superfície de contato com o solvente de extração e as enzimas como a 

lipoxigenase tornam-se inativas. Tais enzimas, naturalmente presentes em vegetais, 

são responsáveis pela rancidez oxidativa enzimática (GÁMEZ-MEZA, 1999; 

JUNTACHOTE; BERGHOFER, 2005).  

A liofilização das amostras antes da extração não afeta significantemente as 

substâncias fenólicas, além de ajudar a mantê-las conservadas por um longo tempo. 

O congelamento também é recomendável, uma vez que lesiona o tecido vegetal 
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favorecendo a saída dos componentes das células (ESCRIBANO-BAILÓM; 

SANTOS-BUELGA, 2003). 

A eficiência da extração de constituintes antioxidantes está diretamente 

relacionada às características químicas das moléculas e aos procedimentos de 

extração utilizados (WATERMAN; MOLE, 1994). 

 

2.5.2 Métodos e principais variáveis da extração 

 

Dentre os métodos de extração mais utilizados está aquele realizado com 

solventes orgânicos, freqüentemente utilizados para o isolamento dos compostos 

bioativos. O rendimento da extração e a determinação da atividade antioxidante dos 

extratos dependem do tipo de solvente, devido às diferenças nos potenciais 

antioxidantes e à polaridade dos compostos (JULKUNEM-TIITO, 1985; MARINOVA; 

YANISHLIEVA, 1997). 

As pesquisas relacionadas com a extração de compostos fenólicos têm como 

objetivo comparar seus resultados e encontrar a melhor alternativa para sua 

aplicação em alimentos (VEKIARI et al., 1993). Keinänen (1993) evidenciou que 

solventes alcoólicos (MeOH 80% e EtOH 80%) são mais eficazes na extração de 

compostos fenólicos. 

Kalt; McDonald e Donner (2000) verificaram que teores mais elevados de 

compostos fenólicos são obtidos a partir de produtos processados de blueberry 

quando extraídos durante 60 minutos em água a 60ºC. Com o tempo de 20 minutos 

na mesma temperatura de 60ºC para cada extração, Maillard et al. (1996) obtiveram 

um teor quatro vezes maior de fenólicos totais para malte de cevada . Por outro lado, 

um dos métodos de extração testado por Kähkönen et al. (1999) que foi considerado 

eficiente, consistiu de três extrações de 20, 40 e 45 minutos na mesma temperatura 

dos dois trabalhos anteriores. Dessa forma foi evidenciado que fatores como: tempo 

de extração, temperatura e características da matriz podem estar diretamente 

relacionado com os conteúdos finais do componente de interesse (AZIZAH, 

RUSLAWATTI e TEE, 1998; VEKIARI, et al. 1993). 

Nessa et al. (2004) ao realizarem pesquisa com folhas de Blumea 

balsamífera, mediante extração seqüencial com éter, clorofórmio e metanol e 

determinaram a atividade antioxidante seqüestradora de radical livre e identificaram 

11 tipos de flavonóides na fração unificada. No mesmo experimento o extrato de 
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metanol foi o que apresentou a maior atividade antioxidante, seguida pelo extrato de 

clorofórmio e do extrato etéreo. Já Azizah, Ruslawatti e Tee (1999) utilizaram 

metanol, misturas de clorofórmio, éter e dicloroetano ou clorofórmio, metanol e 

dicloroetano para a extração de compostos fenólicos a partir de subprodutos de 

cacau (pó, grãos e cascas), e obtiveram resultados variados quanto aos teores finais 

de compostos fenólicos.  

Segundo Moure et al. (2001) etanol e água são os solventes mais 

empregados para a extração de antioxidantes por razões de higiene e de 

abundância. De acordo com os estudos comparativos para a seleção do solvente 

ótimo são necessários, pois a atividade dessas substâncias depende dos compostos 

polifenólicos, uma vez que a atividade antioxidante máxima é exigida para cada 

substrato. 

Segundo Tsuda et al. (1994) solventes com menor polaridade, como o acetato 

de etila, normalmente extraem compostos com maior atividade antioxidante que a 

mistura com etanol ou metanol ou somente metanol, para sementes de tamarindo.  

A água pura extrai com baixa eficiência os compostos fenólicos com atividade 

antioxidante devido à sua alta polaridade. Em estudo realizado com cogumelos “Ling 

Chih” (Ganoderma tsugae), o extrato metanólico apresentou maior atividade 

antioxidante, porém baixa concentração de compostos fenólicos (24,0 a 35,5 mg/g) 

(MAU et al., 2005a). Já no extrato aquoso, a concentração de compostos fenólicos 

obtida foi de 40,86 a 42,34 mg/g (MAU et al., 2005b). 

Dentro dos métodos de obtenção dos compostos antioxidantes verifica-se 

como fator determinante o tempo (JULKUNEM-TIITO, 1985; MARINOVA; 

YANISHLIEVA, 1997). O tempo de extração também afeta consideravelmente a 

recuperação dos polifenóis. O tempo de extração pode variar de 1 minuto e 24 

horas. No entanto, longos períodos de extração aumentam a possibilidade de 

oxidação dos compostos fenólicos exigindo que agentes redutores sejam 

adicionados ao sistema (SHAIDI; NACZK, 1995). 

A decomposição térmica tem sido apontada como a maior causa da redução 

do conteúdo de polifenóis em matrizes vegetais (MOURE et al., 2001). Segundo 

Conde et al. (1998) a temperatura tem influência significativa na extração de 

compostos fenólicos, promovendo aumento na retirada destes a partir de suas 

matrizes. Entretanto segundo o mesmo autor a estabilidade dos compostos fenólicos 

é afetada por degradações químicas e enzimáticas, e pela volatilização dos 
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compostos, o que acaba reduzindo os teores destes, pela excessiva exposição das 

matrizes à temperaturas muito elevadas, em geral acima de 60°C.  

Na decomposição térmica, compostos fenólicos podem reagir com outros 

componentes e impedir sua extração (MOURE et al., 2001). De acordo com Herrero; 

Cifuentes e Ibanez (2006) altas temperaturas de extração apresentaram grande 

influência em todos os resultados, alterando os compostos com propriedades 

antioxidantes.  

A extração sob temperaturas brandas é desejável nos casos em que alguns 

compostos podem ser degradados como, por exemplo, o ácido carnósico presente 

nos extratos de alecrim. Para minimizar tais efeitos Hui (1996) sugere a utilização da 

extração com fluido supercrítico que preserva a ação antioxidante dos extratos. 

A extração com solventes constitui método de separação conveniente, mas 

deve-se levar em consideração os efeitos tóxicos causados pelos resíduos. Dessa 

forma novos métodos vem sendo desenvolvidos, tais como a extração com fluído 

supercrítico, considerada desejável, pois não libera resíduos tóxicos de solventes no 

ambiente. Este tipo de extração está incluída nas técnicas de extração denominadas 

não-convencionais (por microondas, CO2 supercrítico e a alta pressão), que vem 

sendo utilizadas com o intuito de obter altos rendimentos com tempos de extração 

reduzidos (HUI, 1996; HERRERO; CIFUENTES; IBANEZ, 2006).  

As indústrias alimentícias, cosméticas e farmacêuticas têm interesse pela 

extração supercrítica em substituição aos processos de extração convencionais 

(extração com solventes orgânicos e hidrodestilação) para obtenção de óleos 

essenciais e oleorresinas. A extração supercrítica produz extratos livres de resíduos 

e pode ser conduzida em baixas temperaturas, preservando a qualidade de 

compostos termo-sensíveis (ZANCAN et al., 2002). 

A obtenção de compostos antioxidantes mediante extração com gases, como 

o dióxido de carbono, sob condições críticas de pressão e temperatura constitui 

método moderno e eficiente (HERRERO; CIFUENTES; IBANEZ, 2006). Para 

polifenóis a extração supercrítica é possível desde que se adicione um co-solvente 

mais polar, ou se for reduzida a polaridade dos polifenóis, pois o CO2 supercrítico é 

apolar. Tais procedimentos promovem aumento do rendimento e da seletividade dos 

extratos (POKORNY; KORCZAK, 2001). Outras vantagens como, por exemplo, a 

alta pureza dos extratos e a grande eficiência do processo podem torná-la viável 
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para aplicação em alimentos (POKORNY; KORCZAK, 2001; HERRERO; 

CIFUENTES; IBANEZ, 2006). 

O grande inconveniente da extração supercrítica reside na alta pressão 

necessária para a operação que requer equipamentos excessivamente caros, 

elevando o custo final do produto (HERRERO; CIFUENTES; IBANEZ, 2006).  

A extração por microndas combina a extração tradicional por solvente com as 

microndas. Neste tipo de extração solventes com altas constantes dielétricas 

(polares) absorvem mais a energia das microndas, elevando a temperatura do meio 

e facilitando a extração, por esse motivo, a principio são mais indicados 

(ESCRIBANO-BAILÓN; SANTOS-BUELGA, 2003). Entretanto há resultados opostos 

a esse, usando solventes com constantes dielétricas mais baixas, como a cetona 

que extrai mais do que a água, o metanol ou o etanol. A explicação para esse fato 

seria que o solvente não absorve a energia, permitindo que a água do material 

sólido a absorva, rompendo assim as paredes das células e liberando os polifenóis 

para o solvente (MAGNO e SILVA, 2004).  

 O estudo de compostos com atividade antioxidante, tais como os compostos 

fenólicos necessita de modificações e melhoramentos uma vez que a indústria para 

este tipo de compostos cresce em escala industrial cada vez mais rápida 

necessitando de novas tecnologias para que este crescimento seja acompanhado 

(FENNEMA, 1993; SIMÃO, 1985; BRENNA; PAGLIARINI, 2001; ZHENG; WANG, 

2001). 
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3 MATERIAL E MÉTODOS 

 

3.1 MATÉRIA-PRIMA 

 

Foram utilizadas neste estudo folhas de Byrsonima crassifolia coletadas no 

Campus do Guamá da Universidade Federal do Pará (Belém-PA). A identificação da 

espécie foi realizada no Museu Emílio Goeldi (Belém-PA) com o registro Nº 130939 

para a exsicata analisada. 

As folhas de Byrsonima crassifolia foram coletadas e embaladas em sacos de 

papel até a chegada ao laboratório, onde foram secas em estufa com circulação de 

ar à 50ºC, trituradas em moinho (tipo Willye modelo TE-650 – Tecnal -Brasil) e 

peneiradas. O pó utilizado foi aquele que passou na peneira de 20-mesh (0.84 mm), 

e ficou retido na peneira de 28 mesh (0.6 mm), sendo o mesmo armazenado em 

freezer à -20ºC até o momento das análises. 

As enzimas utilizadas no experimentos foram: celulase de Aspergillus niger (1 

unit/mg - Fluka, Suíça), hemicelulase de Aspergillus niger (0.3-3.0 unit/mg - Sigma, 

EUA), protease de Bacillus licheniformis  (12 units/mg - Fluka, Suíça ) e Pectinase de 

Aspergillus niger (Sigma, EUA).  

 

3.2 MÉTODOS 

 

3.2.1 Caracterização das folhas  

 

As análises utilizadas na caracterização físico-química das folhas de 

Byrsonima crassifolia, foram realizadas no laboratório de Agroindústria da 

EMBRAPA Amazônia Oriental e todas as análises citadas nos itens a seguir foram 

realizadas em triplicata. 

 

• Umidade 

 

Foi determinada por secagem direta em estufa à vácuo da marca QUIMIS® 

modelo Q819V2, a 70°C até peso constante, segundo método nº 920.151 da AOAC 

(1997). 
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• Resíduo mineral fixo (cinzas) 

 

 O teor de cinzas foi determinado pelo método gravimétrico através da 

calcinação da amostra a 550°C, em mufla da marca FORNITEC– Ind. e Com. LTDA, 

modelo 2017, de acordo com o método nº 940.26 da AOAC (1997). 

 

• Teor de Proteína  

 

Foi determinado pela técnica micro-Kjeldahl, utilizando bloco digestor da 

marca TECNAL modelo TE 040/25, controlador de temperatura da TECNAL modelo 

TE 007A e destilador de nitrogênio da TECNAL modelo TE-036/1. Para conversão 

da porcentagem de nitrogênio em proteínas, utilizou-se o fator 6,25, de acordo com 

o método nº 920.152 da AOAC (1997). 

 

• Teor de lipídios 

 

 Obtido por extração em Soxhlet acoplado ao banho-maria da ADVANTEC 

modelo LB-160, utilizando como solvente o éter de petróleo e refluxo durante 4 

horas, de acordo com o método nº 968.20 da AOAC (1997). 

 

• Fibra alimentar total 

 

 Na quantificação das fibras alimentares totais (FAT) foi utilizado o método 

985.29 enzimático-gravimétrico, oficialmente adotado pela AOAC (1997), cujo 

esquema é apresentado na Figura 11. A determinação das fibras alimentares totais 

baseia-se no princípio de que amido e proteínas são removidos da amostra 

enzimaticamente e o resíduo resultante, o qual é insolúvel em etanol à 95%, é 

determinado gravimetricamente. Correções são aplicadas pela dedução das frações 

de proteínas residuais e componentes inorgânicos (cinzas). 
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Figura 11. Esquema do método de determinação de fibras alimentares da AOAC 

(1997). 

 

• Fibras alimentares solúveis e insolúveis 

 

A determinação do teor de fibra alimentar insolúvel (FAI), das amostras de 

Byrsonima crassifolia foi realizada de acordo com o método enzimático-gravimétrico 

oficial da AOAC (1997) nº 985.29, utilizando kit de determinação de fibra (Sigma 

Chemical Co.), solução-tampão ácido 2-(N-Morfolino) etanolamina 

Tris(hidroximetil)aminometano (MES-TRIS) 0,05M, pH 8,2 e celite como auxiliar de 

filtração. A fibra alimentar solúvel (FAS) foi obtida por diferença entre FAT e FAI.  

 

• Teor de celulose, lignina e hemicelulose 

 

As estimativas dos componentes da parede celular foram obtidas pela análise 

de fibra em detergente neutro (FDN = celulose + lignina + hemicelulose), fibra em 
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detergente ácido (FDA = lignina + celulose) e lignina bruta conforme metodologias 

descritas por Van Soeste e Wine (1963). 

 

Determinação de lignina 

 

A determinação da lignina foi feita pelo método do permanganato de potássio 

(SILVA; QUEIROZ, 2002).  

 

Determinação da celulose 

 

Após a determinação da lignina, foi aproveitado o material para determinar a 

celulose, incinerando-se os cadinhos durante 2 horas a 500ºC, esfriando-os em 

dessecador e pesando-os. A porcentagem de celulose foi calculada pela diferença 

nas pesagens, antes e depois da incineração (SILVA; QUEIROZ, 2002). 

 

Determinação de hemicelulose 

 

Por diferença das frações calculadas a partir das análises de FDN e FDA foi 

possível estimar a fração de hemicelulose conforme metodologia descrita por Van 

Soeste e  Wine (1963). 

 

• Teor de pectina 

 

As pectinas totais (PT) foram extraídas de acordo com o procedimento de 

McCready e McComb (1952) e determinadas colorimetricamente pela reação do 

carbazol, seguindo a técnica de Bitter e Muir (1962). 

 

3.3 EXTRAÇÃO DOS COMPOSTOS FENÓLICOS  

 
3.3.1 Extração com solventes  

 

A extração com solventes foi realizada em procedimento seqüencial de 

acordo com literaturas específicas (SILVA; ROGEZ; LARONDELLE, 2007; 

ROESLER, 2007) em balões âmbar de 30mL, usando uma razão sólido-líquido de 
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1:20 (m:v) (1g de amostra : 20 mL da 1ª solução extratora) com três diferentes 

soluções extratoras. As soluções extratoras utilizadas foram: 1ª extração - acetona: 

metanol (70:30, v:v); 2ª extração - metanol:água (70:30, v:v); e a 3ª extração - 

metanol:água:ácido acético (50:40:10, v:v:v). 

Em um balão âmbar foram depositadas as folhas em pó e em seguida 

adicionados o volume da 1ª solução extratora. O balão ficou em repouso por 45 

minutos a 58°C. Em seguida a solução foi filtrada em kitassato de 100mL com 

auxílio de uma bomba de vácuo. O material retido no papel de filtro foi coletado e 

transferido para outro balão âmbar, tomando-se cuidado para que o papel filtro fosse 

lavado com a 2ª solução extratora (20 mL), repetindo-se os procedimentos para a 3ª 

solução extratora como já mencionados para as duas primeiras. O extrato resultante 

das três lavagens foi coletado no kitassato e em seguida misturado e analisado. 

 

3.3.2 Extração enzimática 

 

3.3.2.1. Determinação dos parâmetros cinéticos das enzimas utilizadas 

 

• Celulase 

 

Os parâmetros cinéticos Km e Vmax da celulase foram medidos pela 

velocidade inicial da produção de açúcares redutores, liberados em tampão acetato 

de sódio 0,05M pH 4,8 sob condições controladas. 

 O método consistiu na utilização de frascos âmbar incubados em banho 

termostatizado a 37ºC (temperatura ótima para a celulase) durante 30 minutos, com 

agitação recíproca (em forma de 8) realizada a cada 10 minutos, sendo utilizados 

nos ensaios frascos de 30 mL aos quais eram adicionadas as diferentes 

concentrações de solução padrão de celulose a 2%, que variaram de 0,25 a 7 g/L. 

Em seguida eram adicionados da solução tampão (volume calculado para um 

volume final de 10ml) e deixados sob aquecimento por 15 minutos até que 

atingissem a temperatura ótima da enzima; somente então eram adicionados os 0,5 

mL de solução enzimática (4,5 g/L) preparada em tampão. 

Durante a hidrólise os frascos âmbar eram colocados no banho 

termostatizado a 37ºC, pelo período já citado. Após o término do tempo os frascos 

eram imediatamente depositados sobre um banho de gelo para cessar a hidrólise. 
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Em seguida alíquotas de 1 mL dos produtos da hidrólise, foram retirados para 

a determinação da concentração de açúcares redutores pelo método do DNS 

(MILLER, 1959) sendo as absorbâncias medidas a 540 nm. O branco consistiu numa 

solução que continha o tampão e o reagente DNS.  

Os valores de Km e Vmax foram determinados pela linearização de 

Lineweaver-Burk (LINEWEAVER; BURK, 1934).  Na Figura 12 é possível observar 

as etapas realizadas no procedimento de hidrólise para determinação do Vmax e Km 

da celulase. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Solução de celulase + tampão 
(banho termostatizado)  

Repouso em banho à 37°C / 15 
minutos para estabilização da 

temperatura do meio 

 
Adição de 0,5 ml da solução 
tampão-enzimática (4,5g/l) 

 

 
Hidrólise por 30 minutos - 

Agitação a cada 10 minutos 
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– Determinação de açucares 

redutores - DNS 
 

Leitura em espectrofotômetro à 
540 nm/ cálculos para 

determinação do Vm e KM 
  

Figura 12. Fluxograma da determinação dos parâmetros cinéticos da celulase 
 

• Hemicelulase (xilanase) 

 

A determinação dos parâmetros cinéticos Km e Vmax da xilanase foi 

realizada de maneira semelhante àquela observada para a celulase, sendo alteradas 

as concentrações de xilose (substrato para xilanase), obtidas a partir de uma 

solução padrão de xilana a 1%. Estas concentrações variaram de 0,5 a 9,5 g/L. O 
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experimento foi todo realizado em tampão acetato de sódio 0,05M pH 5,5, sob 

condições controladas. A hidrólise ocorreu em banho termostatizado a 50°C, por um 

período de 30 minutos. Após o término da hidrólise a atividade da xilanase foi 

determinada medindo-se a liberação de açúcares redutores usando o método do 

DNS (MILLER, 1959), seguindo as etapas já mencionadas para a celulase. Na 

Figura 13 é possível observar de maneira esquemática as etapas do experimento. 

 

Figura 13. Esquema do procedimento de determinação dos parâmetros cinéticos da 

xilanase 

 

• Pectinase 

 

Os parâmetros cinéticos Vmax e Km da pectinase foram determinados 

medindo-se a liberação de ácido D-galacturônico, liberado pela hidrólise de pectina 

cítrica de baixa metoxilação (Sigma, St Louis, MO, USA). No experimento uma 

solução mãe de pectina de baixa metoxilação a 1% foi preparada em tampão 

acetato 0,05M, pH 5,5, da qual foram retiradas alíquotas a fim de obter 

concentrações desejadas as quais variaram de 0,1 a 9,5 mg/mL. Em seguida as 

diferentes concentrações foram colocadas em tubo âmbar, o volume era completado 

com tampão e deixados sobre aquecimento por 15 minutos até que atingissem a 

temperatura ótima da enzima, sendo então somente adicionados os 0,5 mL de 

solução tampão enzimática, completando um volume final de 10mL. 
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Os tubos foram colocados novamente em banho termostatizado e ao final de 

30 minutos a atividade da pectinase foi medida pelo método do DNS, proposto por 

Miller (1959).  

Na figura 14 são apresentadas algumas das etapas da determinação do 

Vmax e Km da pectinase. 

 

Figura 14. Hidrólise em frascos âmbar (superior); determinação de DNS (inferior 

esquerda e direita) 

 

• Protease 

 

A constante de Michaelis-Mentem e a velocidade máxima da protease foi 

determinada utilizando como substrato isolado protéico (Integral médica, São Paulo, 

Brasil) na faixa de concentração de 0,5 a 9,5g/L em solução tampão fosfato 0,05 M, 

pH 5,0 a 50 ºC, obtidas a  partir de uma solução mãe de isolado protéico a 2% 

(ROWLEY; BULL, 1977).  

As diferentes concentrações de substrato foram colocadas em frascos âmbar 

de 30mL juntamente com o tampão (volume previamente calculado). A mistura foi 

aquecida até 55ºC e 0,5mL de solução tampão-enzimática foi adicionada, sendo 

novamente aquecida por 1 hora. Os frascos eram agitados de maneira recíproca a 

cada 15minutos. 

Ao final do tempo a reação foi paralisada com banho de gelo e pela adição de 

3 mL de solução 0,4 M de ácido tricloroacético (TCA). A absorbância do produto da 

hidrólise foi medida a 280 nm, utilizando como branco o tampão utilizado como meio 

da hidrólise. 
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3.3.2.2 Extração enzimática 

 
Para a determinação da quantidade de cada enzima a ser utilizada na solução 

extratora, foram determinados os valores do Vmax e Km de cada enzima. A partir do 

qual foi feita uma relação entre a soma dos Km obtido para as enzimas estudadas 

com os percentuais de cada fibra encontrados na matriz vegetal caracterizada. 

 De maneira detalhada na determinação dos valores do Km e Vmax foram 

utilizados 4,5 g de enzima para 1g de folha. Estes valores foram relacionados com a 

massa de 0,2g de folha utilizada na extração dos compostos fenólicos. Após isso o 

valor obtido foi de 0,9 g de enzima, utilizando-se 1g final de enzima, do qual foram 

retiradas as proporções de cada enzima a serem utilizadas, com base nos 

percentuais das frações de cada fibra anteriormente determinados. 

Para as extrações foram utilizadas amostras de folhas secas moídas de 

Byrsonima crassifolia obtidas do mesmo modo como na extração por solvente. Para 

a realização das hidrólises enzimáticas foram utilizadas as seguintes enzimas: 

Celulase em tampão acetato de sódio (0,05 M, pH 4,8 à 35ºC); Hemicelulase em 

solução tampão de acetato de sódio (0,05 M, pH 5,5 à 37°C); Protease em solução 

tampão de citrato de sódio (50 mM, pH 5,0 à 55ºC) e Pectinase em solução tampão 

de fosfato de sódio (0,05 M,  pH 5.5 à 55°C). Quando necessário foram realizados 

ajustes de temperatura e pH com ácido acético e/ou acetato de sódio. 

A extração foi realizada em tubos de 30 mL do tipo âmbar usando uma 

relação sólido-líquido de 1:20 (m:v) (0,2g de amostra : 4 mL de tampão enzimático). 

Após a pesagem das folhas em pó em cada frasco foram adicionados 1,8 mL 

de água a 80°C, e o conjunto mantido nessas condições por 10 segundos, para 

inativação da polifenoloxidase, uma vez que essa poderia promover interferências 

nos resultados. Após os 10 segundos foram adicionados 1,8 mL de água a 0°C e a 

mistura levada à estufa na temperatura de estudo. Ao atingir a temperatura 

desejada, 0,4 mL de solução tampão enzimática foi adicionada aos tubos nos 

tempos pré-definidos. Em seguida os tubos foram centrifugados e os sobrenadantes 

retirados para as análises necessárias. 

 

 

 



52 

 

3.3.2.3 Testes preliminares de extração  

 

Com o objetivo de verificar os melhores pontos de atuação das enzimas e 

facilitar a elaboração do planejamento experimental a ser aplicado no trabalho. Foi 

realizado um estudo preliminar das condições de extração. 

Temperatura, pH e tempo de processo foram estabelecidos como fatores de 

maior influência, cuja faixa de interesse foi definida com base em dados da literatura 

(HURST et al., 1976; KUMAR; TAKAGI, 1999; GUMMADI; PANDA, 2003; SILVA; 

ROGEZ; LARONDELLE, 2007)B: Temperatura: 30 a 70ºC; Tempo: 30 a 180 minutos 

e pH: 3 a 7. Na tabela 2 são mostradas as condições dos ensaios realizados. 

 

Tabela 2. Condições de extração utilizadas nos teste preliminares. 

 

Tempo Temperatura pH 

30 50 5,0 
60 50 5,0 
90 50 5,0 

120 50 5,0 
120 30 5,0 
120 40 5,0 
120 50 5,0 
120 60 5,0 
120 70 5,0 
120 50 3,0 
120 50 4,0 
120 50 5,0 
120 50 6,0 
120 50 7,0 
180 50 5,0 
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3.4 CARACTERIZAÇÃO DOS EXTRATOS 
 
3.4.1 Compostos fenólicos totais 
 

A concentração dos polifenóis foi determinada pelo método colorimétrico de 

Folin-Ciocateu (SINGLETON; ORTHOFER; LAMUELA-RAVENTOS, 1999) adaptado 

por Silva et al. (2007) para uso em microplacas.  

A partir de cada extrato seco, foram preparadas em triplicata soluções 

estoque pelos seguintes procedimentos: 5mg de extrato foram solubilizados com 

1mL de metanol, sonificados por 3 minutos em banho ultrasônico, sendo em seguida 

centrifugados por 5 minutos a 3500rpm e 4°C. O sobrenadante foi transferido para 

tubos do tipo eppendorf de 2mL, envoltos por papel alumínio e saturados com N2.  

Estas soluções eram armazenadas a 4°C, por até dois dias.     

Em seguida teve início a mistura reacional realizada com 250 µL de extrato, 

125 µL de solução de Folin-Cioucateu 1N e 625 µL de solução aquosa de carbonato 

de sódio (Na2CO3) a 75g/L. Após o período de incubação de 30 minutos à 

temperatura ambiente (25°C), 200 µL da mistura reacional foram transferidos para 

os poços da microplaca (transparentes) e a absorbância lida em espectrofotômetro 

(Ultospec 2000, UV visível - Pharmacia Biotech, EUA) a 765 nm. 

O teor de compostos fenólicos totais foi calculado a partir da curva de 

calibração do ácido gálico e expresso como miligramas de equivalentes de ácido 

gálico por grama de extrato seco (mgEAG/gES). Todas as leituras foram feitas em 

triplicatas sendo refeitas aquelas que apresentarem um erro relativo maior ou igual a 

12%. 

 
3.4.3 Delineamento experimental  

 

Para avaliar os efeitos combinados das variáveis independentes (pH, Tempo 

e temperatura) sobre as variáveis dependentes ou respostas (Teor de compostos 

fenólicos totais) aplicou-se um delineamento experimental baseado na Metodologia 

de Superfície de Resposta (MSR) do tipo central composto rotacional de 2ª ordem 

(BARROS NETO, SCARMÍNIO, BRUNS, 2003). 

O planejamento utilizado foi o fatorial completo 23 com 20 ensaios, sendo 8 

ensaios fatoriais (combinações entre os níveis –1 e +1); 5 axiais (uma variável no 
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nível +α e duas em  0; e uma no nível -α e duas em 0); e 6 centrais (as três variáveis 

independentes no nível 0) com mais 5 pontos adicionais . 

Na determinação dos valores máximos e mínimos de cada variável 

independente (Tabela 2) foram considerados os resultados dos testes preliminares 

obtidos anteriormente. 

Os parâmetros do processo, identificados como variáveis independentes, 

foram avaliados em 5 níveis codificados (-α; -1; 0; +1; + α ), e foram calculados 

segundo a Equação 1. 

Xi = (xi – Z) / ∆Xi       (1) 

Onde: 

Xi = valor codificado da variável Xi; 

xi = valor real da variável; 

Z = valor real da variável no ponto central; 

∆Xi = valor do intervalo de variação de Xi. 

 

O delineamento central composto rotacional de 2a ordem apresenta também 

dois níveis axiais para as variáveis independentes, que são codificados como + a e - 

a. O valor depende do número fatorial (F) do delineamento e da quantidade de 

variáveis independentes (K), sendo o valor definido pela Equação 2. 

 

α = (F)1/4                        (2) 
 
Sendo F = 2k e K = 3, tem-se que: 
 
α = (2k)1/4 = 1,682 
 

O valor fornecido pela Equação 2 representa o valor em módulo. Os valores 

codificados utilizados para os pontos axiais no projeto foram de +1,682 e de -1,682 

para +α e -α, respectivamente. 

Na Tabela 3, encontram-se os níveis das variáveis independentes e na 

Tabela 4, os ensaios realizados. 
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Tabela 3. Níveis codificados e decodificados do planejamento. 

Variável independente Variável codificada 

Nível de variação 

-α -1 0 +1 +α 

pH X1 2,4 3,5 5,0 6,5 7,5 

Tempo (minutos) X2 19 60 120 180 220 

Temperatura X3 19 30 45 60 70 

 

 

Tabela 4. Planejamento composto central rotacional. 

Ensaio pH 
(X1) 

Tempo (minutos) 
(X2) 

Temperatura (°C) 
(X3) 

1 3,5 (-1,00) 60 (-1,00) 30 (-1,00) 
2 6,5 (1,00) 60 (-1,00) 30 (-1,00) 
3 3,5 (-1,00) 180 (1,00) 30 (-1,00) 
4 6,5 (1,00) 180 (1,00) 30 (-1,00) 
5 3,5 (-1,00) 60 (-1,00) 60 (1,00) 
6 6,5 (1,00) 60 (-1,00) 60 (1,00) 
7 3,5 (-1,00) 180 (1,00) 60 (1,00) 
8 6,5 (1,00) 180 (1,00) 60 (1,00) 
9 2,4 (-1,68) 120 (0,00) 45 (0,00) 
10 7,5 (1,68) 120 (0,00) 45 (0,00) 
11 5,0 (0,00) 220 (1,68) 45 (0,00) 
12 5,0 (0,00) 120 (0,00) 19 (-1,68) 
13 5,0 (0,00) 120 (0,00) 70 (1,68) 
14 5,0 (0,00) 120 (0,00) 45 (0,00) 
15 5,0 (0,00) 120 (0,00) 45 (0,00) 
16 5,0 (0,00) 120 (0,00) 45 (0,00) 
17 5,0 (0,00) 120 (0,00) 45 (0,00) 
18 5,0 (0,00) 120 (0,00) 45 (0,00) 
19 5,0 (0,00) 120 (0,00) 45 (0,00) 
20 3,5 (-1,00) 180 (1,00) 45 (0,00) 
21 2,4 (-1,68) 180 (1,00) 60 (1,00) 
22 2,4 (-1,68) 120 (0,00) 60 (1,00) 
23 2,4 (-1,68) 180 (1,00) 70 (1,68) 
24 3,5 (-1,00) 220 (1,68) 70 (1,68) 
25 2,4 (-1,68) 220 (1,68) 70 (1,68) 
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3.4.5. Análise estatística dos resultados 

 
Para a análise dos resultados experimentais, a Metodologia de Superfície de 

Resposta descreve o comportamento de um sistema no qual estão combinadas as 

variáveis independentes (Xk) e a variável dependente ou resposta (Yi). A resposta é 

uma função dos níveis nos quais estes fatores foram combinados e definidos (BOX, 

DRAPER, 1987) (Equação 3) : 

 

Yi = F (X1, X2,…, Xk)                               (3) 
 

Dentro das faixas de variação propostas, ou seja, dentro da região 

caracterizada por esses níveis, o comportamento de cada resposta avaliada pode 

ser predito de forma generalizada (Equação 4). 

 
Y1 = βo + β1 X1 + β2 X2 + β3 X3 + β11 X12 + β22 X22 + β33 X32 + β12 X1 X2 + 
β13 X1 X3 + β23 X2 X3 +ε                                                                       (4) 

 
Onde: 

 
Y1 = Variável dependente ou função resposta; 

X1, X2, X3 = Valores das variáveis independentes; 

βo = Coeficiente relativo à interceptação do plano com o eixo de resposta; 

β1, β2, β3 = Coeficientes lineares estimados pelo método dos mínimos quadrados; 

β11, β22, β33 = Coeficientes das variáveis quadráticas; 

β12, β13, β23 = Coeficientes de interação entre as variáveis independentes; 

ε = Erro experimental. 

 
Foram ainda avaliados os resultados das análises físicas e físico-químicas 

das matérias-primas e dos extratos através do teste de comparação de médias de 

Tukey, com o auxílio programa Statistica versão 5.0 (StatSoft, Tulsa, 2006). Os 

resultados do planejamento experimental do processo de extração foram avaliados 

utilizando programa estatístico, avaliando-se: 

• Efeitos significativos (p≤0,1 ou valores próximos) das variáveis; 

• A significância estatística dos parâmetros do modelo; 

• A estimação dos pontos ótimos 



57 

 

4  RESULTADOS E DISCUSSÃO 

4.1 CARACTERIZAÇÃO FÍSICO-QUÍMICA  

A caracterização das folhas foi realizada com o objetivo de verificar, 

principalmente, os percentuais de fibras encontradas nas folhas e ainda fornecer 

dados necessários para a determinação da concentração de cada enzima a ser 

utilizada nas extrações dos compostos fenólicos. Na Tabela 5 são apresentados os 

valores das determinações realizadas para as folhas de Byrsonima crassifolia. 

 

Tabela 5. Caracterização físico-química das folhas de Byrsonima crassifolia em base 

úmida. 

Determinação* Resultados 
Umidade (%) 23,79± 0,05 
Proteína (%) 7,57± 0,50 
Lipídios (%) 2,36± 0,37 
Cinzas (%) 1,09± 0,01 
Fibras alimentares totais (%)  65,18± 0,39 
Fibras alimentares insolúveis (%) 59,37± 0,17 
Fibras alimentares solúveis (%) 5,81± 0,15 
Celulose (%) 35,05± 0,02 
Hemicelulose (%) 20,03± 0,25 
Lignina (%) 4,29± 0,63 
Pectina (%) 3,90± 0,32 

(*) Análises realizadas em triplicata; 

 

Os valores de celulose, hemicelulose e lignina foram de 35,05%, 20,03%, 

4,29%, respectivamente, valores compatíveis com aqueles encontrados por 

Carvalho et al. (2006) que obtiveram, para o bagaço de cana-de-açúcar adquirido 

em usinas produtoras de cachaça, teores de 30,30% de celulose, 20,68% de 

hemicelulose e 7,34% de lignina. Em uma base de 100% de fibras as folhas do 

murucizeiro apresentaram valores de 53,97 % para o teor de celulose, 30,73% para 

hemicelulose, 6,58% para lignina e 5,98% para pectina. De acordo com Glaizer e 

Nikaido (1995) a parede celular é constituída em média por 45% de celulose, 30% 

de hemicelulose e 25% de lignina variando de acordo com o tipo de tecido vegetal o 

que explicaria os baixos teores de lignina quando comparados com a literatura.  
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Andrade et al. (2002) avaliaram 60 cultivares de cana-de-açúcar com vistas à 

alimentação animal e observaram para os teores de celulose valores menores que 

aqueles observados nas folhas de  B. crassifolia; o mesmo ocorreu para o teor de 

hemicelulose, com valores que variaram de 17,94 a 29,01% de celulose e de  11,15 

a 23,87% de hemicelulose. Entretanto o teor de lignina citado pelo mesmo autor foi 

compatível com o observado para a Byrssonima, uma vez que o intervalo citado foi 

de 2,71 a 6,78%. 

Foi possível observar que o teor de celulose na matriz vegetal estudada foi 

cerca de 8 vezes maior que o teor de lignina, indicando uma possível facilidade de 

hidrólise enzimática desse material, uma vez que a lignina é o maior inconveniente 

para a hidrólise de biomassas vegetais. Segundo Van Soest (1994) esta maior 

quantidade de celulose em relação à lignina é característica de folhagens, 

diferentemente de outras partes vegetais como caules que necessitam ao fornecer 

sustentação ao vegetal como um todo, maiores teores de lignina, haja vista que esse 

componente é o principal responsável pelo fornecimento de rigidez ao tecido 

vegetal.   

A celulose é o mais abundante componente de biomassa em plantas, 

correspondendo a aproximadamente 35-50% do peso, valores estes semelhantes 

aos encontrados para as folhas do murucizeiro (LYND et al., 2002). Os teores de 

hemicelulose podem variar de 20 a 25%, intervalo este que englobaria o resultado 

encontrado na caracterização das folhas de B. crassifolia (WAKABAYASHI, 2000). 

Segundo Larsson et al. (1999) cerca de 40% dos polissacarídeos que constituem a 

parede celular dos vegetais referem-se à hemicelulose, que depois da celulose é o 

carboidrato mais abundante na natureza sendo as xilanas as formas mais comuns 

de hemiceluloses. 

Esmelindro et al. (2002) caracterizando folhas de erva mate encontrou para 

os teores de proteína valores variando de 8,30% a 13,45% e relativamente 

semelhante ao encontrado neste trabalho que foi de 7,57%. Encontrou ainda valores 

de 5,07% a 6,60% para cinzas bem acima dos encontrados para as folhas de B. 

crassifolia que apresentou teor de 1,07%. 

O teor de fibras totais encontrado para as folhas de B. crassifolia foi de 

65,19%, valor este acima daqueles encontrados por Câmara e Madruga (2001) e 

Ortega-Flores (1998) para folhas de mandioca moídas e secas em estufa a 50ºC que 

foram de 11,2% e 52,1% respectivamente. 
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4.2 DETERMINAÇÃO DOS PARÂMETROS CINÉTICOS DAS ENZIMAS  

4.2.1 Celulase de Aspergillus niger 

Nas Figuras 15 e 16 estão apresentados os gráficos de Michaelis-Menten e 

da linearização de Lineweaver-Burk respectivamente obtidos para a celulase de 

Aspergillus niger. 
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Figura 15. Gráfico de Michaelis-Menten da celulase de Aspergillus niger 
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Figura 16. Gráfico da Linearização de Lineweaver-burk para a celulase de 

Aspergillus niger 

 

Observa-se na Figura 15 a evolução da atividade enzimática em função da 

concentração de celulose padrão. Na Tabela 6 são apresentados os valores de 

Vmax e Km estimados para a celulase a partir da linearização de Lineweaver-Burk 
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mostrada na Figura 16. Os valores encontrados para o Vmax e o Km foram de 

238,10 µM de glicose equivalente liberada/min/mg de proteína e 3,24 mg/mL 

respectivamente. Na Tabela 6 são apresentados os valores de Vmax e Km 

encontrados para a celulase após a sua caracterização e valores citados na 

literatura para a mesma. 

 

Tabela 6. Valores de Vmax e Km para a celulase 

Celulases Vmax * Km ** Fonte 

A. niger 238,10 3,24 2009 

A. niger 10,8 a 207 1,3 a 80 Hurst et al. 
(1976) 

A. niger 2,96 a 10,7 1,3 a 80 Imai, Ikari e 
Suzuki (2004) 

Trichoderma reesei _ 0,05 a 0,10 Nidetzky et al. 
(1994) 

A.  niger 556 110 
Oikawa, 

Tsukagawa e 
Soda (1998) 

*(µM de glicose equivalente liberada/min/mg de proteína); ** (mg de celulose/mL) 

 
Hurst et al. (1976) purificaram e caracterizaram as celulases de A. niger e 

encontraram valores para o Vmax que variaram de 10,8 a 207 µM de glicose 

equivalente liberada/min/mg de proteína e de 1,3 a 80 mg de 

carboximetilcelulose/mL para o Km, em intervalos de pH de 2,5 a 6,0 como 

apresentado na Tabela 6. 

Bakare et al. (2005) também variaram as concentrações de 

carboximetilcelulose e encontraram valores de 3,1, 3,6 e 5,3 mg/mL para o Km da 

celulase de Pseudomonas fluorescens. Estes valores são bem semelhantes ao 

encontrado neste trabalho, porém em sua maioria superiores, indicando menor 

afinidade dessas enzimas em relação a que foi utilizada neste trabalho. Waskman 

(1991) encontrou para endoglucanase de Sclerotinia sclerotorium  Km de 8,7 mg/mL. 

Halliwell (1965) obteve Km de 0,5mg/mL para a celulase de Myrothecium verrucari. 

Imai, Ikari e Suzuki (2004) avaliaram a hidrólise da celulose por misturas de 

celulases e obtiveram valores que variaram de 2,96 a 10,7 µM de glicose 

equivalente liberada/min/mg de proteína  para valores de Vmax e 1,3 a 80 mg de 

carboximetilcelulose/mL para Km de celulases de Aspergillus niger. 
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Nidetzky et al. (1994) avaliando a hidrólise de celulose por celulases de 

Trichoderma reesei obtiveram valores de Km variando de 0,05 a 0,10 mg/mL para as 

endocelulases obtidas do microrganismo. Oikawa, Tsukagawa e Soda (1998) 

encontraram valores de 556 µM de glicose equivalente liberada/min/mg  e 

110mg/mL de carboximetilcelulose para os valores de Vmax e Km respectivamente. 

 Segundo Tong, Cole e Shepherd (1980) e Bakare et al. (2004) não é uma 

tarefa fácil definir o Km de substratos insolúveis tais como a celulose.  

 
4.2.2 Hemicelulase (xilanase) de Aspergillus niger 

  
Nas Figura 17 e 18 são apresentados os gráficos de Michaelis-Menten e a 

linearização de Lineweaver-Burk obtidos respectivamente para a xilanase de A. 

niger. 
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Figura 17. Gráfico de Michaelis-Menten da xilanase de Aspergillus niger. 
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Figura 18. Gráfico da Linearização de Lineweaver-Burk para a xilanase de 

Aspergillus niger 

 

Na Tabela 7 são apresentados os valores de Vmax e Km encontrados por 

outros autores para a xilanase. 

 

Tabela 7. Valores de Vmax e Km para a xilanase 

Xilanase Vmax * Km ** Fonte 

Aspergillus niger 14,49 1,43 2009 

Aeromonas caviae 182 2 Kubata et al. 
(1993) 

Thermomonospora fusca 
BD25 2,5 6,66 Tuncer (1999) 

Acrophialophora nainiana - 16,1 Salles et al. 
(1999) 

Aspergillus nidulans 1,09 0,97 
Fernadez-

Espinar et al. 
(2004) 

Burkholderia SP 12,75 165 Mohana et al. 
(2008) 

*µM de xilose equivalente liberada/min/g de proteína; ** mg de xilana/mL  

 

Os valores encontrados para o Vmax e Km da xilanase de A. niger foram de 

14,49 µM de xilose equivalente liberada/min/g de proteína e 1,43 mg de xilana /mL 

(Tabela 7). O baixo valor encontrado para o Km mostra uma elevada afinidade da 

enzima. Esse valor de Km é compatível com o encontrado por Fernadez-Espinar et 
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al. (2004) para xilanases de Aspergillus nidulans em pH 6,0 a 56°C que foi de 0,97 

mg de xilana/mL. Os autores obtiveram para o mesmo microrganismo o Vmax de 

1,09 µM de xilose equivalente liberada/min/g de proteína em condições semelhantes 

às adotadas neste trabalho.  

Tais valores são menores que aqueles encontrados por Kubata et al. (1993) 

que foram de 182 µM de xilose equivalente liberada/min/g de proteína para o Vmax 

e 2 mg/mL para o Km de xilanases obtidas a partir de culturas de Aeromonas caviae. 

 Tuncer (1999) caracterizou endoxylanases de Thermomonospora fusca BD25 

e encontrou Km com valor maior (6,66mg/mL), porém o  Vmax  encontrado pelo 

mesmo foi de 2,5 µM de xilose equivalente liberada/min/g de proteína sendo menor 

que o obtido para a xilanase de A. niger. 

Salles et al. (1999) caracterizaram um novo tipo de xilanase obtida de 

Acrophialophora nainiana  em pH 6,0 a 55ºC e obtiveram o valor de 16,1 mg de 

xilana/ mL. Xilanases obtidas a partir de cadeias de Burkholderia SP mostraram 

valores de Km e Vmax de 12,75 mg/ml de xilana e 165 µM de xilose equivalente 

liberada/min/g de proteína em pH 8,6 e 50ºC (MOHANA et al., 2008).  

Vieira et al. (2007) estudaram um complexo enzimático com ênfase na 

atividade de xilanase e observaram valores de 1,54 mg de xilana /mL e 1,4  µM de 

xilose equivalente liberada/min/g de proteína para o Km e o Vmax respectivamente  

para xilana insolúvel. Os mesmos autores ao utilizarem como substrato xilana 

solúvel obtiveram valores de 11,53 mg/mL de xilana e 11,38 µM de xilose 

equivalente liberada/min/g de proteína. 

O valor do Km para a xilana solúvel foi muito maior que para a xilana 

insolúvel. Isso ocorreu devido a presença de grupos com cadeias lado a lado na 

xilana solúvel gerando a chamada tensão ou impedimento estérico, no qual a 

aproximação espacial entre moléculas ou partes da mesma molécula é sugerido 

como um possível mecanismo catalítico ligado à desestabilização do substrato, 

dificultando assim a associação enzima-substrato (JENCKS, 1987). 
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4.2.3 Pectinase (poligalacturonase) de A. niger 
 

Nas Figuras 19 e 20 são mostrados os gráficos de Michaelis-Menten e a 

linearização de Lineweaver-Burk respectivamente obtidos para a pectinase de A. 

niger. 

 
 

Figura 19. Gráfico de Michaelis-Menten da pectinase de A. niger 
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Figura 20. Gráfico da Linearização de Lineweaver-burk para a pectinase de A. niger. 

 
Na Tabela 8 são apresentados os valores de Vmax e Km encontrados por 

outros autores para pectinases. 
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Tabela 8. Valores de Vmax e Km para a pectinase. 

Pectinase (poligalacturonase) Vmax * Km ** Fonte 

A. niger 172,41 2,79 2009 

Neurospora crassa - 5,0 Polizeli et al. 
(1991) 

Bacillus 30,3 a 58,8 0,63 a 1,3 Kobayashy et 
al. (2000) 

Acrophialophora nainiana 0,13 a 0,17 13,33 a 19,24 
Celestino e 
Filho (2005) 

Thermotoga maritima 1170 0,06 Kluskens et al. 
(2005) 

Trichoderma harzianum 3,4 1,28 Mohamed et 
al. (2006) 

A. niger 1,9 4,5 
Keller; Jen; 

Brunner 
(2006) 

   *µM de ac. D-galacturônico liberado/min/g de proteína; **mg de pectina /mL  

 

Para a pectinase, obteve-se Vmax e Km de 172,41 µM de ac. D-galacturônico 

liberado/min/g de proteína e 2,79 mg/mL de pectina. Este valor de Km mostra uma 

afinidade de 2 (duas) a 4 (quatro) vezes menor que aquela encontrada por 

Kobayashy et al. (2000) que purificaram exopoligalacturonases obtidas de culturas 

de Bacillus em pH 7,0 a 30°C e obtiveram valores para o Vmax e Km de 30,3 a 58,8 

µmol de ácido D-galacturônico liberado/min/g de proteína e 0,63 a 1,3 mg de pectina 

/mL, respectivamente.  

Keller; Jen e Brunner (2006) caracterizaram pectinases comerciais de A. niger 

e observaram valores otimizados para pH 4,4 e 50ºC. Como é mostrado na Tabela 

8, estes valores foram maiores para o Km (4,5 mg de pectina /mL) e menor para o 

Vmax, que foi de 1,9 µM de ac. D-galacturônico liberado/min/g de proteína. 

Mohamed et al. (2006) obtiveram para poligalacturonases produzidas por 

Trichoderma harzianum em pH 5,0 a 40°C resultados menores tanto para o Km que 

foi de 3,4mg de pectina/mL, quanto para o Vmax de 1,28 µM de ac. D-galacturônico 

liberado/min/g de proteína. Polizeli et al. (1991) obtiveram um Km para uma 

poligalacturonase de neurospora crassa de 5,0 mg/mL, semelhante aquele 

encontrado para o Aspergillus niger . 

Kluskens et al. (2005) observaram para uma exopoligalacturonase da bactéria 

Thermotoga marítima, Km de 0,06 mg de pectina/mL, valor este 97% menor que o 

observado neste trabalho, indicando uma afinidade muito maior que aquela 
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encontrada para o A.niger. O Vmax observado para o mesmo microrganismo 

também foi maior, sendo de 1170 µM de ac.D-galacturônico liberado/min/g de 

proteína. 

Diferenças de Km e Vmax foram relatados no trabalho de Celestino e Filho 

(2005) que caracterizaram pectinases de Acrophialophora nainiana em condições 

otimizadas de pH 7,0 e 60ºC e obtiveram valores de Km que variaram de 13,33 a 

19,24 mg de pectina/ml e Vmax de 0,13 a 0,17 µM de ac.D-galacturônico 

liberado/min/g de proteína. Pectinases de A.niger mostraram atividade ótima no 

intervalo de pH 6,5 a 7,0 (GUMMADI; PANDA, 2003), enquanto que atividades 

máximas foram obtidas para pectinases de B. macerans em pH 9,0 (MYAZAKI, 

1991). Portanto é possível perceber grande variabilidade de Km e Vmax gerados por 

pectinases, não havendo valores padrões característicos para esta classe de 

enzimas. 

 
4.2.4 Protease de Bacillus licheniformis   

 
Nas Figuras 21 e 22 são apresentados os gráficos de Michaelis-Menten e a 

linearização de Lineweaver-Burk respectivamente obtidos para a protease de 

B.licheniformis. 

 

Figura 21. Gráfico de Michaelis-Menten da protease de B. licheniformis   
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Figura 22. Gráfico da Linearização de Lineweaver-burk para a protease B. 

licheniformis.  

 

Na Tabela 9 são apresentados os valores de Vmax e Km encontrados por 

outros autores para proteases. 

 
Tabela 9. Valores de Vmax e Km para a protease 

Protease Vmax * Km ** 
Fonte 

B. licheniformis 0,03 0,64 
2009 

Cellulosimicrobium cellulans 191 6,25 0,027 
Santos (2004) 

B. subtilis NCIM 2713 - 2,5 
Mane e Bapat 

(2001) 

Arthrobacter luteus - 0,84 
Kitamura 

(1982) 

S. aureus - 0,19 a 0,59 
Arvidson 
(1973) 

*U/mg ; *mg de isolado protéico de soja /mL. 

 
Como mostrado na Tabela 9 a protease apresentou valores de Km e Vmax de 

0,64 mg de isolado protéico de soja/mL e 0,03 U/mg  respectivamente. Esta protease 

apresentou menor afinidade pelo substrato que a protease purificada de 

Cellulosimicrobium cellulans 191 que apresentou valores de Km e Vmax de 0,027 

mg de isolado protéico de soja/mL e 6,25 U/mg respectivamente (SANTOS, 2004). 

Porém apresentou maior afinidade pelo substrato quando comparada com a 
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protease de Zymolyase do complexo enzimático produzido pelo microrganismo lítico 

Arthrobacter luteus, que apresentou valor de Km de 0,84 mg de isolado protéico de 

soja/mL (KITAMURA, 1982). 

Mane e Bapat (2001) estudando protease purificada de B. subtilis NCIM 2713 

observaram valores de Km de 2,5 mg de isolado protéico de soja/mL.  Arvidson 

(1973) observou para três tipos de proteases de S. aureus valores de Km de 0,59, 

0,19 e 0,29 mg de isolado protéico de soja/mL, os quais foram proximos aos 

observados neste trabalho. Enquanto que Wretlind e Wadstrom (1977) observaram 

para protease de Pseudomonas aeruginosa um Km de 0,15 mg de isolado protéico 

de soja/mL. Os valores de Km e Vmax podem variar principalmente em função do 

microrganismo de origem da enzima e das condições do meio de estudo. 

 
4.3 EXTRAÇÃO DE COMPOSTOS FENÓLICOS COM SOLVENTE  

 
O extrato obtido na extração com solventes apresentou uma concentração de 

compostos fenólicos de 73,28 mg EAG/ g MS, superior ao encontrado por Souza et 

al., (2007), de  58,15 mg EAG/ g MS para a extração das folhas de B. crassifolia, 

utilizando como solvente uma solução de  metanol e água (80:20; v/v). 

Silva et al. (2007) determinaram a atividade antioxidante e o conteúdo fenólico 

de espécies de plantas amazônicas e encontraram um valor de polifenois totais de 

45,5 ± 1,9 mg EAG/ g MS  para as folhas de B. crassifolia.   

A extração seqüencial, realizada no presente trabalho, na temperatura de 

55ºC, obteve teores elevados de extração para os compostos fenólicos, confirmando 

dados citados por Silva, Rogez e Larondelle (2007) que otimizaram a extração de 

compostos fenólicos de folhas de Inga edulis e observaram que temperaturas entre 

40 e 65ºC apresentavam os maiores valores de extração para determinada matriz.   

 
4.4. EXTRAÇÃO DE COMPOSTOS FENÓLICOS COM ENZIMAS 

 
4.4.1 Testes preliminares de extração enzimática 

Nos ensaios preliminares foi observado o efeito da aplicação da mistura 

enzimática nas folhas de B. crassifolia, nesse processo mediu-se a degradação da 

parede celular com base na liberação dos açucares redutores liberados após a 

extração enzimática. Foi avaliado também o efeito da inativação térmica 
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(Branqueamento) das folhas no teor de compostos fenólicos. As diferentes 

condições de estudo encontram-se descritas na Tabela 10. 

 

Tabela 10. Testes preliminares de degradação 
Resultados dos testes preliminares (120 min/pH 5/ a 45°C) 

  Polifenois totais (mg/GMS) Açucares redutores mg/g de MS 

S/E S/I 63,50± 0,25a 4,02± 0,05a 

S/E C/I 61,74± 0,08a 3,38± 0,05a 

C/E S/I * 74,74± 0,15b 6,43± 0,05b 

C/E C/I * 76,71± 0,25b 6,55± 0,05b 

S/E - Sem enzima; S/I - Sem inativação; C/I - Com inativação;  C/I - Com inativação;  

(* ) - com enzima; 

Médias com letras iguais, em uma mesma linha, não diferem entre si pelo Teste de Tukey, a 

5% de probabilidade.  

 

Após a medição dos compostos fenólicos realizada para as extrações 

enzimáticas nas condições descritas (120 min/ pH 5,0 a 45ºC) a liberação de 

açucares redutores foi medida pelo método DNS, semelhante a análise realizada 

para a determinação do Vm e Km das enzimas. Os resultados encontrados mostram 

que para os maiores valores de compostos fenólicos foram encontrados maiores 

valores de açucares redutores indicando a real degradação da parede celular e 

comprovando a atuação das enzimas hidrolíticas utilizadas no estudo. É possível 

observar também que não houve diferença significativa a nível de 5% de 

significância entre as extrações com enzima e inativação e com enzima e sem 

inativação. Na tabela 10 observa-se a diferença estatística apenas entre as 

extrações realizadas com enzima (com e sem inativação) e sem enzimas ( com e 

sem inativação). 

Na Tabela 11 são mostrados os resultados dos testes preliminares obtidos 

para a extração enzimática em diferentes condições. 
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Tabela 11. Resultados preliminares da extração enzimática de compostos fenólicos 

a partir de folhas moídas de B. crassifolia e em função de distintas condições de 

tempo, temperatura e pH. 

Tempo Temperatura pH 
Compostos fenólicos totais 

(mg EAG/ g MS)* 

Com enzima Sem enzima 
30 50 5,0 38,73 33,50 
60 50 5,0 49,31 45,48 
90 50 5,0 53,24 51,98 

120 50 5,0 57,28 54,50 
120 30 5,0 37,06 35,50 
120 40 5,0 39,31 36,14 
120 60 5,0 56,28 53,16 
120 70 5,0 55,72 54,85 
120 50 3,0 59,55 56,83 
120 50 4,0 58,42 55,68 
120 50 6,0 50,58 41,33 
120 50 7,0 42,92 40,58 
180 50 5,0 60,06 55,18 

*(polifenóis totais em miligramas de equivalentes de ácido gálico por grama de 

matéria seca) 

 
O estudo preliminar possibilitou a determinação de pontos nos quais seriam 

possíveis melhores visualizações estatísticas através da definição de um 

planejamento experimental. Assim foram estudadas condições nas quais se tornasse 

possível determinar os melhores pontos a serem estudados com o objetivo de se 

elaborar um modelo que representasse o modelo do processo de extração 

enzimático.  

Foram estudados tempos de extração que variaram de 30 a 180 minutos; 

temperaturas de 30 a 70°C e intervalo de pH de 3,0 a 7,0, conforme a Tabela 11. O 

ponto que proporcionou maior extração foi aquele no qual o pH utilizado foi de 5,0 a 

50°C por 180 minutos.  

As extrações em pH 3,0 também mostraram valores elevados de extração e 

serão mais discutidos no decorre do trabalho. As extrações preliminares focaram-se 

na utilização do pH 5,0 uma vez que foi para esse pH que foram observadas as 

maiores diferenças de extração, quando da utilização ou não de enzimas, mostrando 

desta forma o intervalo ótimo de atuação hidrolitica das enzimas utilizadas. 
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4.4.2 Análise estatística das extrações  

 
Utilizando a ferramenta do planejamento experimental e a análise de 

superfície de resposta é possível investigar a influência das variáveis em um 

processo e a forma de interação entre estas variáveis, bem como obter o valor das 

variáveis que otimizem o processo. Os resultados das extrações obtidos para o 

planejamento estudado são apresentados na Tabela 12. 

  

Tabela 12. Resultados das extrações enzimáticas de compostos fenólicos a partir de 

folhas moídas de B. crassifolia e em função de distintas condições de tempo, 

temperatura e pH realizadas para o planejamento experimental. 

Ensaio pH (X1) 
Tempo 

(min) (X2) 
Temperatura 

(°C) (X3) 

PT com 
enzimas 

(Y1)* 

PT sem 
enzimas 

(Y2)* 
1 3,5  60 30 55,03 54,58 
2 6,5 60 30 50,89 48,74 
3 3,5 180 30 68,01 71,01 
4 6,5 180 30 52,97 50,80 
5 3,5 60 60 89,47 87,71 
6 6,5 60 60 69,06 68,80 
7 3,5 180 60 95,45 95,01 
8 6,5 180 60 86,25 80,05 
9 2,4 120 45 90,98 90,03 
10 7,5 120 45 55,08 56,06 
11 5,0 220 45 85,98 75,12 
12 5,0 120 19 35,57 24,12 
13 5,0 120 70 80,71 72,78 
14 5,0 120 45 76,43 73,12 
15 5,0 120 45 70,23 61,09 
16 5,0 120 45 70,24 61,01 
17 5,0 120 45 75,11 67,96 
18 5,0 120 45 70,01 63,99 
19 5,0 120 45 77,02 65,09 
20 3,5 180 45 89,97 96,16 
21 2,4 180 60 85,10 83,07 
22 2,4 120 60 90,23 88,01 
23 2,4 180 70 88,12 85,17 
24 3,5 220 70 84,36 80,36 
25 2,4 220 70 82,02 80,21 

*(polifenóis totais em miligramas de equivalentes de ácido gálico por grama de 

matéria seca) 

Com base na Tabela 12 é possível visualizar que o ponto de estudo para o 

qual foi obtido maior valor em teor de compostos fenólicos totais foi aquele que 
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utilizou as condições de: pH 3,5  durante 180 minutos à 60ºC, obtendo uma 

concentração de 95,45 mg EAG/ g MS para a extração com enzima e 95,01 mg 

EAG/ g MS sem enzima. Todavia quando houve a associação do pH 3,5 com 

temperatura de 70°C em uma extração com duração de 220 minutos foi possível 

observar uma redução nos teores de extração para ambos os tratamento ( com e 

sem enzima). De maneira geral nas condições extremas tais como aquelas que 

empregaram pH 2,4 e 3,5 em temperaturas de 70°C e extrações por 220 minutos 

ocorreram reduções nos teores finais dos compostos extraídos. 

Um ponto importante a ser discutido diz respeito aos resultados obtidos para 

o pH 5,0 uma vez que nesse pH foi possível observar de fato o efeito das enzimas 

hidroliticas na extração dos compostos de interesse. Na comparação entre os teores 

de compostos fenólicos extraídos com enzimas, com os resultados da extração sem 

enzima ambas em pH 5,0, ocorreram diferenças de rendimentos  que variaram de 

3,31% a 11,45%. 

 
4.4.2.1 Extração com enzimas  

 
A partir dos resultados da Tabela 12, foi feita uma análise usando a 

metodologia de superfície de resposta por meio de software STATISTICA 7.0, 

possibilitando observar os efeitos e a significância de cada variável sobre os 

compostos fenólicos totais extraídos com ou sem enzima. Foram considerados na 

análise efeitos lineares, quadráticos e de interação das variáveis independentes pH, 

tempo e temperatura.   

Os resultados da análise estatística aplicada aos dados experimentais para a 

extração com enzimas são mostrados na Tabela 13, considerando o erro puro.  
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Tabela 13. Efeito estimado, erro puro, coeficiente t e significância estatística de cada 

fator para a extração com enzimas. 

Fatores Efeito 
estimado Erro puro t(5) Significância 

estatística (p) 
Efeitos principais 

(X1) pH (L) -13,58 3,39 -3,99 0,0103 
(X1) pH (Q) -15,73 3,07 -6,21 0,0867 
(X2) log do Tempo (L) 11,13 5,23 2,12 0,0868 
(X3) Temperatura (L) 25,53 3,51 7,25 0,0007 
(X3) Temperatura (Q) -14,01 3,21 -4,36 0,0072 

Efeitos de interação 

X1 X3 1,03 3,88 0,26 0,8015 
X2 X3 -19,78 1,89 -6,59 0,0970 
Linear (L); quadrático (Q); os parâmetros em negrito são significativos para p<0,1 

 
Como pode ser observado na Tabela 13, as variáveis com efeitos 

significativos dentro do intervalo de confiança estatístico próximos a 90% de 

confiança foram: pH (L), pH (Q), log do tempo (L), Temperatura (L), temperatura (Q) 

e a interação tempo x temperatura (X2,X3).  

O efeito estimado indica o quanto cada fator influi na resposta estudada, pois 

quanto maior o seu valor, maior é a sua influência. Para os parâmetros linear e 

quadrático, um efeito positivo indica que o aumento da variável provoca um aumento 

na resposta. O efeito negativo, para o parâmetro linear, mostra que com um 

aumento da variável ocorre a diminuição na resposta. Para o parâmetro quadrático, 

os efeitos positivo e negativo denotam a existência de uma região de mínimo ou 

máximo respectivamente, ou seja, quando o efeito quadrático for negativo a 

superfície de resposta terá concavidade voltada para baixo (máximo), e quando for 

positivo terá concavidade voltada para cima (mínimo).  

O valor t expressa o quão grande é a variável em relação ao seu desvio, 

desta forma, quanto maior o t, maior é a probabilidade da variável ser 

estatisticamente significativa. 

O valor do coeficiente p é o nível da significância da variável independente 

sobre a resposta estudada. 

Na Figura 23 é mostrado o gráfico de Pareto, no qual é possível observar 

como cada variável do processo contribuiu para as respostas finais de extração com 

enzimas em um nível de significância de 90% (p=0,1). 
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           Figura 23. Gráfico de Pareto para a extração com enzimas. 

 

Observa-se na Figura 23, que a temperatura (L) foi o parâmetro de maior 

influência no teor final de compostos fenólicos extraídos com enzimas, tendo um 

efeito positivo, ou seja, quanto mais elevada a temperatura de extração, maior será o 

teor final de compostos fenólicos obtidos durante a extração. A tendência obtida de 

aumento da quantidade de compostos extraídos na medida em que há aumento na 

temperatura do banho é coerente com os dados encontrados na literatura científica, 

na qual a difusividade aumenta com a temperatura (ESCRIBANO-BAILÓN; 

SANTOS-BUELGA, 2003). 

 Todavia o efeito da temperatura (Q) também foi significativo e alto, porém 

negativo. Tal fato indica a presença de um ponto máximo de extração.  

Cada aumento na temperatura imprime maior energia cinética às moléculas 

de reagente, ocasionando um maior número de colisões produtivas. Dessa forma 

aumentos na temperatura promovem aumentos de rendimento, os quais foram 

observados nas extrações enzimáticas. Por outro lado a diminuição na temperatura 

e consequentemente na entalpia do sistema levam a uma menor ação enzimática 

sobre a parede celular, e dessa forma menores rendimentos de extração.  
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Todavia valores demasiadamente elevados de temperatura provocam o 

rompimento de ligações fracas da mesma, conduzindo a uma alteração da 

conformação da enzima e, consequentemente, a uma alteração do centro ativo da 

enzima levando ao fenômeno conhecido como desnaturação protéica. Este processo 

promove a perda da atividade biológica da enzima, impossibilitando a mesma de 

continuar realizando a reação de interesse, neste caso a hidrólise da parede celular 

e consequentemente a liberação dos compostos de interesse é reduzida.      

O pH (L) (Tabelas 13 e figura 23), apresentou coeficiente negativo, indicando 

que quando houve um aumento nessa variável houve uma diminuição na resposta. 

Tal fato indica que a extração em valores de pH reduzido favorecem a extração dos 

compostos de interesse.  

  Segundo Escribano-Bailón e Santos-Buelga (2003) a adição de ácidos às 

soluções extratoras pode produzir diferentes efeitos, como: aumentar a estabilidade  

e favorecer a dissolução dos compostos fenólicos, que são inicialmente parte de 

polímeros ou parte de componentes ligados a parede celular, havendo, através da 

hidrólise, a liberação dos mesmos. Pode ainda melhorar a desintegração das 

divisões celulares, facilitando a solubilização e a difusão de compostos fenólicos da 

planta (CHIRINOS et al., 2007). 

Por sua vez o pH quadrático mostrou efeito negativo e com maior influência 

que o pH (L) o que leva a análise de que há no experimento a presença de um ponto 

máximo de extração. Tal fato pode ser explicado pelo efeito que esta variável 

apresenta sobre as enzimas. O pH interfere na atividade enzimática uma vez que 

altera a distribuição das cargas elétricas da enzima influenciando na conformação do 

centro ativo e, consequentemente, na sua interação com o substrato (LEHNINGER; 

NELSON; COX, 1995; GONZÁLEZ-TELLO et al., 2000). As enzimas possuem um 

pH ótimo acima ou abaixo do qual a atividade enzimática diminui e acaba por cessar, 

levando a uma redução de extração nessas faixas.  

Em outra análise foi possível observar que os elevados valores de extração 

em baixos valores de pH, resultaram muito mais do baixo pH, do que da presença de 

enzimas hidrolíticas no meio, visto que as enzimas estudadas, não apresentavam 

atividade biológica nessas faixas de pH. Tal fato foi comprovado após a comparação 

com as extrações sem enzimas realizadas como parte do mesmo estudo. Este 

último fato já era esperado, uma vez que o pH ótimo de atuação das enzimas que 
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hidrolisam a parede celular possuíam um pH ótimo na faixa de 4,5 a 5,5, de acordo 

com os protocolos de utilização das mesmas 

Antes de serem avaliados estatisticamente os valores de tempo apresentados 

em minutos foram previamente logaritimizados para que dessa forma ocorresse uma 

linearização dos valores ao serem tratados pelo programa utilizado, dessa forma era 

de se esperar que o parâmetro tempo (L) se apresentasse como significativo. De 

acordo com a Figura 23 o fator apresentou efeito negativo, o que mostra uma 

relação diretamente proporcional, a partir do qual um acréscimo no tempo 

proporciona um aumento da resposta.  

Para Escribano-Bailón e Santos-Buelga (2003) durante a extração, o tempo 

de permanência deve ser suficiente para o solvente dissolver a maior quantidade de 

soluto possível, até o sistema alcançar o equilíbrio (saturação). Para Shaidi e Naczk 

(1995) o tempo de extração afeta consideravelmente a recuperação dos polifenóis. 

Para o mesmo autor o período de extração pode variar entre 1 minuto e 24 horas. 

Porém longos períodos de extração aumentam a possibilidade de oxidação dos 

compostos fenólicos e períodos relativamente curtos se mostram insuficientes para 

que ocorra uma transferência de massa significativa. 

È possível que haja um comportamento a partir do qual ocorra um decréscimo 

na extração, o que não foi possível observar no experimento em questão, uma vez 

que no experimento com extrações enzimáticas não foram estudados tempos muito 

longos de extração. 

O único aspecto de interação encontrado como significativo para a extração 

de compostos fenólicos com enzimas foi a relação Tempo x Temperatura (X2X3), 

para o qual foi observado um valor negativo indicando que aumentos na temperatura 

e tempo ao mesmo tempo proporcionam redução na resposta estudada.  

Após a eliminação dos parâmetros não significativos, que foram: pH x Tempo 

(X1 X2) e pH x Temperatura (X1 X3), foi realizada a análise de variância (ANOVA) e 

verificada a significância da regressão e da falta de ajuste com nível de significância 

menor que 10% (p<0,1), utilizando o teste F.  

Na Tabela 14 são observados os resultados obtidos para a ANOVA na 

extração realizada com enzimas. 
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Tabela 14. Resultados da ANOVA para a extração com enzima. 

Fonte de 
variação SQ GL MQ F calculado F tabelado R2 

Regressão 4980,35 4 1245,08 32,62 2,87 0,90 
Resíduo 763,21 20 38,16    
Falta de 
ajuste 546,62 15 36,44 0,84 4,62  

Erro puro 216,59 5 43,31    
Total 5743,56 24     
SQ: soma quadrática GL: graus de liberdade MQ: média quadrática 

 
A 5º e a 6º coluna da Tabela 14 apresentam os testes F, sendo que o primeiro 

(Fcalculado/Ftabelado) indica que o modelo é significativo, ou seja, os dados 

preditos se aproximam dos experimentais. Já o segundo (Ftabelado/Fcalculado) 

indica que os dados estão ajustados e descrevem bem a superfície de resposta. 

Para que o primeiro teste seja válido, é necessário que o valor do Fcalculado seja no 

mínimo quatro vezes maior que o Ftabelado (BARROS NETO; SCARMINIO; 

BRUNS, 1995; KHURI; CORNELL, 1996) condição esta que se aproxima da 

encontrada (FCalculado/ Ftabelado �11,4), mostrando que o modelo foi significativo 

e preditivo.  

No caso do segundo teste, a condição de validade é inversa, ou seja, o 

Fcalculado tem que ser no mínimo 4 (quatro) vezes menor que o Ftabelado (NETO; 

SCARMINIO; BRUNS, 1995; KHURI; CORNELL, 1996). Assim é possível perceber 

que o valor encontrado (Fcalculado/ Ftabelado = 5,50) satisfaz a condição para que 

o modelo descreva bem a superfície de resposta. Outro ponto importante na análise 

dos resultados diz respeito ao fato que de que a falta de ajuste não foi significativa, o 

que mostra que o modelo ajustou-se aos dados experimentais obtidos.  

De acordo com a Tabela 14 o modelo apresentou regressão significativa no 

nível de 90% de confiança (Fcalculado superior ao Ftabelado) com R2 igual a 

0,9027, evidenciando que o modelo explicou 90,27% da variação dos dados 

experimentais.  

Uma indicação gráfica da qualidade do modelo pode ser visualizada na Figura 

24 (A), no qual é mostrada a relação linear entre os valores calculados através do 

modelo de regressão e os valores observados experimentalmente do teor de 

compostos fenólicos totais extraídos com enzima, com coeficiente de determinação, 

R2, de 0,90. O gráfico dos resíduos versus valores observados experimentalmente 
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de teor de fenólicos totais extraídos com enzimas (Figura B) mostra que as 

considerações de normalidade, independência e aleatoriedade dos resíduos foram 

satisfeitas. 

 

Figura 24. (A) Gráfico do teor predito de compostos fenólicos totais extraídos com 

enzimas Versus valores observados (B) Gráfico dos resíduos versus teor de 

compostos fenólicos totais extraídos com enzimas 

 

A Equação 5 , apresenta o modelo empírico obtido pela regressão dos dados 

experimentais de PT (polifenóis totais) extraídos com enzimas : 

  
Polifenóis totais = 77,84 – 7,38 x (pH – 5,0) – 1,87 x (pH- 5,0)2  + 3,91 x log ( t – 120) 
+ 13,12 x (T - 45) - 7,00 x (T – 45)2  + 0,51 x (pH – 5,0) x (T – 45) – 1,04 x log (t – 
120) x (T – 45)                                                                         (Equação 5) 
 

A superfície gerada pelo modelo (Equação 5) é mostrada na Figura 25, para 

as variáveis tempo x Temperatura de extração. 

 

Figura 25. Superfície de resposta e contorno mostrando o efeito das variáveis tempo 

x Temperatura sobre o teor final de compostos fenólicos extraídos com enzimas 
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Pelo fato da interação temperatura x tempo ter se mostrada significativa é 

interessante avaliá-la a partir do gráfico gerado pelo efeito que estas demonstram 

sobre as extrações enzimáticas.  

Dessa forma pela superfície de resposta pode-se observar que valores 

elevados de temperatura e de tempo contribuíram para a elevação na extração dos 

compostos fenólicos. A faixa de temperatura de 48 a 68 ºC foi aquela que obteve 

melhores resultados nos teores de compostos fenólicos extraídos com enzimas, para 

uma ampla faixa de tempo, com ênfase para o intervalo de 2,33 (213 minutos) a 2,40 

(251 minutos) nos quais foram possíveis visualizar as melhores condições de 

extração. Isso demonstra a grande influência da temperatura, que apresenta efeito 

linear significativo a p≤0,1 na extração de compostos fenólicos totais extraídos com 

enzima. 

Entretanto percebe-se que em condições excessivas de temperatura começa 

a ocorrer um decréscimo na extração, principalmente para a faixa de temperatura 

compreendida entre 71 a 80ºC, onde se observa uma tendência a redução nos 

teores dos compostos de interesse extraídos com a utilização das enzimas 

hidrolíticas. Assim associações excessivas de tempo e temperatura promovem 

perdas de rendimentos para a extração de compostos fenólicos. Há entretanto a 

possibilidade de que temperaturas reduzidas possam ser utilizadas uma vez que 

sejam atendidas as condições de pH ótimo para tais enzimas por volta de 5,0, o que 

contribuiria para a utilização de temperaturas mais amenas, significando menos 

gastos energéticos para a indústria.  

Na Figura 26 é observada a segunda superfície gerada pelo modelo, em que 

são relacionados pH x Temperatura, uma vez que tal parâmetro foi considerado para 

o mesmo. 
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Figura 26. Superfície de resposta e contorno mostrando o efeito das variáveis pH x 

Temperatura sobre o teor final de compostos fenólicos extraídos com enzimas 

 

Com base nas superfícies é possível observar que para a variável 

temperatura houve uma ampla faixa de possível aplicação do processo. Estando o 

resultado de acordo com a literatura (CACACE; MAZZA, 2003; PINELO et al, 2005; 

LIYANA-PATHIRANA, 2005) onde o rendimento de compostos fenólicos aumenta 

com a temperatura. A melhor faixa de temperatura é compreendida entre 44,52°C e 

71,35. Entretanto se o interesse for mesmo a utilização de enzimas deve-se priorizar 

por faixas de temperatura menores pois o consumo de energia se tornará menor, 

com conseqüente economia de energia para a indústria.   

Assim como para a Temperatura o pH apresentou uma boa faixa de 

otimalidade sendo o melhor intervalo encontrado entre 2,0 a 5,4.  

A utilização das enzimas permite temperaturas mais amenas de processo, e 

meios menos ácidos, uma vez que extrações ácidas promoveriam prejuízos ao 

maquinário industrial, e temperaturas muito elevadas produziriam alto consumo 

energético para a indústria. Considerando ainda que  algumas famílias da 

flavonóides são termos-sensíveis (principalmente antocianina e derivados de flavan-

3-ol) (ESCRIBANO-BAILÓN; SANTOS-BUELGA, 2003), deve-se manter a 

temperatura de extração abaixo do limite de degradação dos mesmos. Com base 

nas Figuras 25 e 26 sugere-se um processo realizado em pH 5,0 a 50ºC por um 

período de 213 minutos. 
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4.4.2.2 Extração sem enzimas  

 
Para efeito de comparação foram avaliadas as extrações sem enzimas, 

apenas com a utilização dos tampões. Essas extrações foram realizadas 

simultaneamente no momento das extrações com enzimas, de forma que para cada 

triplicata de extrações com enzimas eram realizadas as mesmas triplicas, porém 

sem enzimas. Os resultados encontram-se na Tabela 12, a partir dos quais foram 

avaliados novamente os efeitos estatísticos (tabela 15). 

 
Tabela 15. Efeito estimado, erro puro, coeficiente t e significância estatística de cada 

fator para a extração sem enzimas. 

Fatores 
Efeito 

estimado Erro puro t(15) 
Significância 
estatística (p) 

Efeitos principais 

(X1) pH (L) -15,64 2,39 -6,53 0,0012 
(X1) pH (Q) 2,38 2,20 1,08 0,3277 
(X2) log do Tempo (L) 10,64 3,61 2,94 0,0321 
(X3) Temperatura (L) 24,30 2,46 9,86 0,0001 
(X3) Temperatura (Q) -14,17 2,30 -6,16 0,0016 

Efeitos de interação 

X1 X3 4,69 2,82 1,66 0,1828 
X2 X3 -5,68 3,57 -1,59 0,0872 

Linear (L); quadrático (Q); os parâmetros em negrito são significativos para p<0,1 

 
Com base na tabela 15 constata-se que as variáveis pH (L), Temperatura (L), 

Temperatura (Q), log do tempo (L) e a variável de interação entre tempo e 

Temperatura (X2X3) foram as que se mostraram significativas a 90% de confiança 

(p≤0,1), quando avaliadas pelo erro puro.  

A Figura 27 ilustra o gráfico de Pareto construído a partir dos resultados 

obtidos e utilizado para determinar a influência dos fatores e suas interações nas 

respostas finais de extração sem enzimas, com 90% de confiança (p=0,1).  
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Figura 27. Gráfico de Pareto para a extração sem enzimas 

 

Com base na Figura 27 é possível perceber novamente o grande e positivo 

efeito obtido pela temperatura (L) na resposta de PT (polifenois totais) extraídos sem 

enzimas. Este efeito da temperatura indica que um aumento na variável proporciona 

um aumento na extração realizada sem enzimas.  

A temperatura (Q) também obteve valor significativo, porém negativo, 

indicando a presença de um ponto máximo de extração. O pH (L) obteve o segundo 

maior efeito sobre o processo de extração, apresentando efeito negativo assim como 

aquele que foi observado para a extração com enzimas, mostrando mais uma vez 

que a diminuição no pH utilizado possibilita aumento nas extrações dos compostos 

fenólicos obtidos a partir da degradação da parede celular.  

O tempo linear foi significativo como era de se esperar, devido a linearização 

prévia dos valores antes da análise estatística. Para a interação tempo e 

temperatura, assim como para a extração com enzimas também foi observado efeito 

negativo da associação das duas variáveis na resposta do processo de extração. 

Entretanto na extração sem enzima tal variável apresentou bem menos significância 

que para aquela extração realizada com enzimas. 
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Para efeito de comparação com a extração com enzimas a ANOVA foi 

avaliada eliminando-se os mesmo parâmetros eliminados para a extração com 

enzimas. Dessa forma após a eliminação dos parâmetros considerados não 

significativos, que foram: Tempo (Q) e pH x Tempo (X1 X2), foi realizada a análise 

de variância (ANOVA) e verificada a significância da regressão e da falta de ajuste 

com nível de significância menor que 10% (p<0,1), utilizando o teste F. 

Na Tabela 16 são observados os resultados obtidos para a ANOVA na 

extração realizada sem enzimas. 

 

 Tabela 16. Resultados da ANOVA para a extração sem enzima. 

Fonte de 
variação 

SQ GL MQ F 
calculado 

F 
tabelado 

R2 

Regressão 5554,82 4 1388,70 26,53 2,87 0,8753 
Resíduo 1046,88 20 52,34    

Falta de 
ajuste 930,586 15 62,039 2,66 4,62  

Erro puro 116,30 5 23,260    
Total 6601,70 24     

 

De acordo com Box e Wetz (1973), uma regra prática que pode ser 

empregada é considerar a regressão como útil para fins preditivos caso o valor 

MQregressão/MQresíduo seja, pelo menos, quatro a cinco vezes maior que o 

Ftabelado (BOX E WETZ, 1973) como ocorreu para os resultados da extração sem 

enzima onde Fcalculado foi 9,24 vezes maior que o Ftabelado. Analisando-se a 

Tabela 15 pode-se verificar que a regressão foi significativa (p < 0,1), pois o valor de 

Fcalculado foi maior que o tabelado, sendo também foi preditiva, pois o valor obtido 

foi superior a quatro vezes o valor de F calculado.  

A Equação 6 , apresenta o modelo empírico obtido pela regressão dos dados 

experimentais de PT (polifenóis totais) extraídos sem enzimas : 

 
Polifenóis totais = 69,13 – 7,92 (pH – 5,0) + 1,59 (pH - 5,0)2 +  2,99 x log (t -120) + 
12,66 (T - 45) - 6,86 (T - 45)2 + 2,20 (pH-5,0) x log (t - 120) – 2,61 (T – 45) x log (t - 
120)                                                             (Equação 6) 
 
 

A Figura 28 (A) mostra o gráfico dos valores previstos pela equação 5 contra 

os resultados experimentais correspondentes. Os pontos são distribuídos ao acaso 

próximos da linha, demonstrando excelente concordância e que o modelo não tem 
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falta de ajuste significativo. O gráfico dos resíduos versus valores observados 

experimentalmente de teor de fenólicos totais extraídos sem enzimas (Figura 28 B) 

mostra que as considerações de normalidade, independência e aleatoriedade dos 

resíduos foram satisfeitas. 

 

 

Figura 28. (A) Gráfico do teor predito de compostos fenólicos totais extraídos sem 

enzimas versus os valores observados. (B) Gráfico dos resíduos versus o teor de 

compostos fenólicos totais extraídos sem enzimas. 

A superfície gerada pelo modelo (Equação 6) é mostrada na Figura 29, para 

as variáveis tempo x Temperatura de extração sem enzima. 

 

 

Figura 29. Superfície de resposta e contorno mostrando o efeito das variáveis 

Tempo x Temperatura sobre o teor final de compostos fenólicos extraídos sem 

enzimas 
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Pela superfície de resposta obtida a partir das extrações realizadas sem a 

utilização de enzimas pode-se observar que assim como nas extrações enzimáticas, 

os valores elevados de temperatura e de tempo contribuíram para a elevação na 

extração dos compostos fenólicos. A faixa de temperatura de 50ºC a 65ºC foi aquela 

que fornece melhores resultados de extração. Tais extrações foram boas para uma 

ampla faixa de tempo, com ênfase para o intervalo de 2,2 (158 minutos) a 2,40 (251 

minutos) nos quais foram possíveis visualizar as melhores condições de extração. 

Isso demonstra a grande influência da temperatura, que apresenta novamente efeito 

linear significativo a p≤0,1, na extração de compostos fenólicos totais extraídos sem 

enzima.  

Foi possível constatar que a combinação de temperaturas elevadas com 

longos períodos de extração mais uma  vez promoveu a redução nas extrações de 

compostos fenólicos, semelhantes às degradações observadas na extração 

enzimática. 

Na Figura 30 é possível visualizar as superfícies de respostas para as 

extrações realizadas sem enzimas, relacionando-se pH x Temperatura. 

 

Figura 30. Superfície de resposta e contorno mostrando o efeito das variáveis pH x 

Temperatura sobre o teor final de compostos fenólicos extraídos sem enzimas 

 

Com base na Figura 30 observa-se que ocorrem boas extrações, no 

processo, porem estas ocorrem principalmente em pH muito ácido, principalmente 
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entre pH 2,0 e 2,8, intervalos bastante ácidos para aplicação industrial. Para a 

Temperatura foram encontrados intervalos semelhantes aos observados para a 

extração enzimática, variando de 40 a 65ºC.   
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5 CONCLUSÃO  

 
As determinações dos parâmetros Vm e Km possibilitaram um melhor estudo 

das concentrações ótimas de enzimas a serem utilizadas no processo de extração. 

A metodologia de superfície de resposta foi aplicada com sucesso para o 

processo de otimização da extração enzimática de compostos fenólicos da 

Byrsonima crassifolia.  

Na comparação entre as extrações que foram realizadas com solventes no 

trabalho e também com aquelas relatadas na literatura trabalho. As extrações 

enzimáticas mostraram valores de polifenois relativamente mais elevados. 

Dentro de uma comparação entre os processos de extração, com enzima e 

sem enzima foi observado que valores de pH relativamente baixos tiveram influência 

positiva em ambos os processos, não havendo grandes diferenças de extração 

dentro desta faixa de pH. Em intervalo próximo ao pH ótimo das enzimas, foi 

possível observar maior extração. 

Foi verificado aumento significativo na extração com aumentos de 

temperatura, ocorrendo o mesmo fenômeno para o fator tempo, constatado  pelos 

coeficientes positivos observados no gráfico de pareto para as extrações 

enzimáticas. 

De acordo com o estudo o melhor ponto de extração para a aplicação da 

metodologia de extração enzimática encontra-se em pH 5,0 a 50ºC durante 

aproximadamente 200 minutos. 

A extração enzimática pode apresentar-se como uma alternativa em 

substituição à extração com solventes orgânicos, uma vez que demonstrou bons 

rendimentos de extração, com potencial de aplicação industrial, uma vez que 

possibilita a utilização de meios de extração relativamente neutros.  

Por se tratar de um estudo inovador há poucas comparações possíveis dentro 

da literatura. Entretanto faz-se de extrema importância uma continuidade no estudo 

da metodologia, com fins de aperfeiçoamento do processo. 
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