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Resumo da Monografia apresentada no Instituto de Microbiologia Paulo de Góes da 

Universidade Federal do Rio de Janeiro, como parte dos requisitos necessários para 

obtenção do título de Bacharel em Ciências Biológicas: Microbiologia e Imunologia e 

aprovação no RCS Trabalho de Conclusão de Curso. 

Os microrganismos associados às esponjas deparam-se com uma grande quantidade de 

matéria orgânica na água filtrada, liberando exoenzimas para conversão da mesma em 

nutrientes mais simples. Esses simbiontes constituem uma fonte para busca desses 

biocatalisadores com propriedades únicas, como halotolerância e resistência a pH e 

temperatura, sendo de interesse para aplicação em diversos setores industriais O estudo 

objetivou o rastreio da produção de hidrolases por bactérias isoladas da esponja recém-descrita 

para a costa brasileira Plakina cyanorosea (Porifera, Homoscleromorpha). 683 bactérias foram 

isoladas nos meios BHI, BHI 1:10, Marine, Marine 1:10 e Gauze I a partir de cinco espécimes 

de P. cyanorosea. Após reativação do estoque e cultivo em seu respectivo meio de isolamento 

a 25ºC por 24-96 h, 305 bactérias isoladas foram semeadas em meios sólidos para a verificação 

da produção das exoenzimas: agarase, amilase, celulase total, lipase, esterase e peptidase. 

Seguidamente a 96-120 h de incubação a 25ºC, a leitura dos resultados foi efetuada, com o 

cálculo do Índice Enzimático (IE), considerando um IE ≥ 2,0 característico de uma estirpe 

potencialmente produtora da exoenzima. A termoestabilidade e a estabilidade a acidez ou 

alcalinidade foi verificada em meio sólido para as potenciais estirpes agarolíticas. Os extratos 

brutos de agarase e celulase total foram obtidos por fermentação submersa, com a determinação 

da atividade pela dosagem de açúcares redutores. A coleção bacteriana se destacou quanto à 

produção de celulases, em que 87,8% das estirpes tiveram IE ≥ 2,0 e de agarases, em que de 22 

bactérias pré-selecionadas, 19 foram capazes de gerar agarases em meio sólido, com 94,2% 

demonstrando IE ≥ 2,0. Das bactérias testadas, 62,6% para peptidases, 61,8% para amilases, 

50,4% para esterases e 32,7% para lipases, exibiram IE ≥ 2,0, respectivamente. Um conjunto 

de 207 estirpes foram positivas para dois ou mais desses cinco grupos de enzimas analisados, 

com 73 (35,3%) exibindo atividade para duas, 65 (31,4%) para três, e 55 (26,6%) para quatro 

hidrolases, respectivamente, e 14 bactérias isoladas (6,7%) apresentaram resultado positivo 

para os cinco grupos pesquisados. Duas estirpes agarolíticas, Bacillus sp. PA2MD8 (IE = 3,7) 

e Pseudoalteromonas sp. PA2MD11 (IE = 3,9), e duas celulolíticas, Vibrio sp. PL1G11 (IE = 

8,3) e Vibrio sp. PA3G1 (IE = 7,1), foram selecionadas como potenciais produtoras. A 

temperatura de 28°C e o pH 5,0 foram as condições com maiores valores de IE de agarase para 

Pseudoalteromonas sp. PA2MD11. Após 72 h de crescimento em meio de produção mínimo 

otimizado, tal estirpe exibiu atividade de 0,345 U/mL. As seis hidrolases investigadas tiveram 

sua produção confirmada nas bactérias isoladas de P. cyanorosea, notoriamente as 
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polissacaridases. Com base nesses resultados preliminares, o bacterioma cultivável dessa 

esponja marinha se notabiliza como uma promissora fonte de enzimas com aplicações 

relevantes nos âmbitos biotecnológico e industrial. 
 

Palavras-chave: comunidade bacteriana, enzimas microbianas, potencial biotecnológico, 

Homoscleromorpha, Pseudoalteromonas. 
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ABSTRACT 
 

 

ISABELLE RODRIGUES LOPES 

 

ANALYSIS OF HYDROLASE PRODUCTION BY BACTERIA ASSOCIATED WITH 

THE MARINE SPONGE Plakina cyanorosea FROM THE COAST OF CABO FRIO 

(RJ) 

 

Orientadora: Marinella Silva Laport 

 

Abstract da Monografia apresentada no Instituto de Microbiologia Paulo de Góes da 

Universidade Federal do Rio de Janeiro, como parte dos requisitos necessários para 

obtenção do título de Bacharel em Ciências Biológicas: Microbiologia e Imunologia e 

aprovação no RCS Trabalho de Conclusão de Curso. 

The microorganisms associated with the sponges encounter a large amount of organic 

matter in the filtered water, releasing exoenzymes to convert it into simpler nutrients. These 

symbionts are characterized as a source to search for these biocatalysts with unique properties, 

such as halotolerance and resistance to pH and temperature, being of interest for application in 

several industrial sectors. The study aimed to track the production of hydrolases by bacteria 

feeding on the first sponge suitable for the Brazilian coast Plakina cyanorosea (Porifera, 

Homoscleromorpha). 683 bacteria were formed in BHI, BHI 1:10, Marine, Marine 1:10 and 

Gauze I media from five specimens of P. cyanorosea. After reactivation of the stock and 

cultivation in its respective isolation medium at 25ºC for 24-96 h, 305 ingredients were sown 

in solid media to verify the production of exoenzymes: agarase, amylase, total cellulase, lipase, 

esterase and peptidase. Then at 96-120 h of incubation at 25ºC, the results were read, with the 

calculation of the Enzyme Index (EI), considering an EI ≥ 2.0 characterist ic of a strain 

potentially producing the exoenzyme. Thermostability and stability to acidity or alkalinity were 

verified in solid medium for potential agarolytic strains. The crude extracts of agarase and 

cellulase were obtained by submerged fermentation, with the determination of activity by the 

dosage of reducing sugars. The bacterial collection stood out as to the production of cellulases, 

in which 87.8% of the strains had IE ≥ 2.0 and of agarases, of which 22 pre-selected bacteria, 

19 were able to generate agarases in solid medium, with 94 , 2% showing IE ≥ 2.0. Of the 

bacteria tested, 62.6% for peptidases, 61.8% for amylases, 50.4% for esterases and 32.7% for 

lipases, exhibited an EI ≥ 2.0, respectively. A set of 207 strains were positive for two or more 

three groups of promotion enzymes, with 73 (35.3%) exhibiting activity for two, 65 (31.4%) 

for three, and 55 (26.6%) for four hydrolases, respectively, and 14 biological substances (6.7%) 

positive result for the five groups surveyed. Two agarolytic strains, Bacillus sp. PA2MD8 (IE 

= 3.7) and Pseudoalteromonas sp. PA2MD11 (IE = 3.9), and two cellulolytic ones, Vibrio sp. 

PL1G11 (IE = 8.3) and Vibrio sp. PA3G1 (IE = 7.1), were selected as potential producers. The 

temperature of 28 ° C and pH 5.0 were the conditions with the highest values of IE of agarase 

for Pseudoalteromonas sp. PA2MD11. After 72 h of growth in minimal optimized production 

medium, this strain showed an activity of 0.345 U / mL. The six hydrolases investigated had 

their production confirmed in P. cyanorosea bacteria, notably as polysaccharidases. Based on 
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preliminary results, the cultivable bacterioma of this marine sponge stands out as a promising 

source of enzymes with relevant applications in the biotechnological and industrial fields. 

Keywords: bacterial community, microbial enzymes, biotechnological potential, 

Homoscleromorpha, Pseudoalteromonas. 
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significativa de microrganismos simbiontes no mesoílo (Fig.1A: Adaptado 

de Webster e Thomas, 2016. Fig.1B: Adaptado de Hentschel et al., 2012; 

autorização de uso no Anexo III). 
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microbioma de 81 espécies diferentes de esponjas do SMP (Thomas et al., 

2016) obtido por meio de técnicas independentes de cultivo. Foram 

observados 39 filos entre os domínios Bacteria e Archaea (Adaptado de Pita 

et al., 2018; autorização de uso no Anexo III).  
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presença do complexo molecular ao redor da colônia da estirpe Vibrio sp. 

PL1G11. 

 

Figura 9  Placas referentes à verificação da manutenção da atividade enzimática do 

extrato bruto de agarase e celulase em relação ao tempo de incubação, sendo 

os números referentes às estirpes: Vibrio sp. PL1G11 (1), Vibrio sp. PA3G1 

(2), Bacillus sp. PA2MD8 (3) e Pseudoalteromonas sp. PA2MD11 (4). 
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Pseudoalteromonas sp. PA2MD11 após 72 h de crescimento em meio 

líquido pela dosagem de açúcares redutores pelo método do DNS, sendo 
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UFC Unidades formadoras de colônias 
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1 INTRODUÇÃO 

1.1 Esponjas Marinhas 

As esponjas representam os mais antigos metazoários pertencentes ao filo Porifera, com 

relato de fósseis de poríferos nos oceanos desde o Período Pré-Cambriano, há 600 milhões de 

anos atrás (Yin et al., 2015). Esses animais, encontrados em ambientes marinhos ou de água 

doce, são caracterizados por serem sésseis e filtradores (Bergquist, 1978). Apresentam uma 

estrutura corporal simples, constituindo-se de diversos tipos celulares especializados em 

bombear água, removendo as partículas em suspensão e transportando nutrientes e oxigênio 

para esponja (Hooper e van Soest, 2002; Brusca, Moore e Shuster, 2016). As esponjas se 

dispõem em variados tamanhos, cores, formas e consistências (Karleskint, Tuner e Small, 

2010). As formas podem ser maciças e esféricas, tubulares e incrustantes ou em até diversas 

outras dessas variações, com sua consistência podendo ser dura, mole, compressível ou frágil. 

Essas formas variam entre espécies e gêneros distintos, mas também podem ser diferentes entre 

indivíduos da mesma espécie por conta da hidrodinâmica, luz e turbidez do ambiente ao redor. 

Os tamanhos compreendem desde uma faixa de espécies medindo alguns milímetros, podendo 

chegar até metros, como por exemplo a esponja de vidro (Hexactinellida, subfamília 

Lanuginellinae) que mede 3,5 m de comprimento e 2,0 m de largura (maior registro até o 

momento) (Wagner e Kelley, 2016). 

Elas podem ser encontradas desde regiões rasas e superficiais até aquelas superiores a 

8.840 metros de profundidade, com maior prevalência nos habitats não poluídos do litoral, 

recifes tropicais, regiões frias temperadas e mares antárticos. Estão distribuídas desde os 

trópicos até altas latitudes, sendo um componente importante da fauna bentônica em habitats 

temperados, tropicais e polares (Barthel, Gutt e Tendal, 1991; Bell e Barnes, 2000; Vacelet e 

Duport, 2004; van Soest et al., 2012). As espécies dulcícolas estão presentes em desertos, 

florestas tropicais equatoriais, mangues e lagos, e até em habitats subterrâneos. Existem 9.356 

espécies de esponjas formalmente aceitas no World Porifera Database, cujo número vem 

crescendo a cada ano (van Soest et al., 2020). 

Essencialmente, as esponjas têm uma organização anatômica composta de um corpo 

multicelular dividido em três camadas: (i) a pinacoderme, a mais externa, uma monocamada de 

células epitelióides achatadas não-ciliadas, os pinacócitos; (ii) a coanoderme, cujas células 

flageladas constituintes, os coanócitos, revestem a maioria das superfícies internas do corpo da 

esponja; (iii) e, entre essas camadas, está situado o mesoílo. Quanto à espessura, pinacoderme 

e coanoderme geralmente têm uma camada celular uniforme e o mesoílo, que por sua vez varia, 

pode ser muito delgado em alguns representantes incrustrantes ou mais espesso em espécies 
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maiores. O corpo da esponja apresenta pequenos poros, ao longo do pinacoderme, pelos quais 

a água entra, é conduzida através do sistema aquífero e sai por um ou mais orifícios maiores, 

denominados ósculos. Esses pequenos poros são chamados poros dermais ou óstios, 

dependendo se a abertura é cercada por várias células ou uma célula, respectivamente (Figura 

1A). Pelo seu movimento flagelar, os coanócitos vão ser responsáveis por bombear grandes 

volumes de água. A pinacoderme é uma camada externa simples de células, a exopinacoderme, 

e também reveste algumas das cavidades internas do sistema aquífero onde os coanócitos não 

estão presentes, formando o endopinacoderme. A coanoderme sempre se apresenta em 

monocamada, podendo variar em relação ao formato das câmaras coanocitárias. (Simpson, 

1984; Karleskint, Tuner e Small, 2010; Leys e Hill, 2012). 

O mesoílo desempenha papéis vitais na digestão, produção de gametas, secreção do 

esqueleto e transporte de nutrientes e produtos residuais por células ameboides especiais. Essa 

camada conectiva possui uma consistência gelatinosa e não entra em contato diretamente com 

a água, sendo altamente variável em termos de graus de desenvolvimento e dos tipos celulares 

presentes. A maioria dessas células são totipotentes, sendo capazes de mudar de um tipo para 

outro, conforme necessário. Os grupos celulares especializados de mais importante destaque no 

mesoílo são: (i) os esclerócitos, que produzem os componentes minerais do esqueleto, as 

espículas; (ii) os espongócitos, encarregados da síntese da espongina, componente proteico do 

esqueleto orgânico das esponjas (fibras de espongina); (iii) e os arqueócitos, que realizam a 

digestão e o transporte interno, sendo semelhantes aos macrófagos encontrados no sistema 

imune de outras linhagens de metazoários. Microrganismos simbiontes, principalmente 

procariotos, também estão presentes frequentemente nessa camada fundamental, responsáveis 

por uma série de funções cruciais para o hospedeiro (Figura 1B) (Ereskovsky, 2010; Pechenik, 

2015; Brusca, Moore e Shuster, 2016). 
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Figura 1 - Anatomia geral do corpo de uma esponja marinha adulta. (A) Esquema representativo macroscópico 

geral simplificado. A água do mar entra pelos óstios pelo fluxo gerado pelo batimento dos flagelos dos coanócitos 

e segue pelo sistema aquífero da esponja, saindo pelo ósculo. (B) Visão microscópica com a organização das 

camadas celulares; observar a presença significativa de microrganismos simbiontes no mesoílo (Fig.1A: Adaptado 
de Webster e Thomas, 2016. Fig.1B: Adaptado de Hentschel et al., 2012; autorização de uso no Anexo III). 

 

 

 Através da filtração de uma grande quantidade de água, as esponjas obtêm oxigênio, 

matéria orgânica dissolvida e microrganismos. Elas removem bactérias em suspensão com uma 

eficiência de 75 a 99% (Reiswig, 1975). O sistema aquífero transporta a água através da 

esponja, levando-a para as células responsáveis pela troca de gases e recolhimentos de células 

e moléculas para nutrição. À medida que a água circula pela esponja, bactérias, plâncton e 

matéria orgânica dissolvida são capturados pelos coanócitos e digeridos por várias células. 

Simultaneamente, a água expelida pela esponja carreia os resíduos nitrogenados e o material 

não digerido (Brusca, Moore e Shuster, 2016). Mesmo apresentando uma grande quantidade de 

microrganismos associados, as esponjas são capazes de distinguir bactérias que se tornarão 

residentes de outras que serão desviadas para nutrição (Wilkinson, Garrone e Vacelet, 1984; 

Wehrl, Steinert e Hentschel, 2007). 

Esses invertebrados têm potencial para alterar a coluna de água por meio da sua alta 

capacidade de filtração e liberação de metabólitos secundários, auxiliando na sobrevivência de 

diversas espécies marinhas, como os corais, além de contribuírem com os ciclos 

biogeoquímicos e formação do relevo oceânico (Bell, 2008). As esponjas que habitam recifes 

de coral participam da reciclagem eficiente para matéria orgânica dissolvida (DOM), 
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convertendo-a pela renovação rápida de células esponjosas em detritos celulares (Goeij et al., 

2013). Alguns dos papéis funcionais das esponjas nos recifes de corais incluem: (i) aumentar a 

sobrevivência dos corais ligando os mesmos à estrutura dos recifes, assim impedindo o acesso 

por organismos escavadores aos seus esqueletos; (ii) reciclagem de nutrientes e aumento da 

produção primária através de simbiontes microbianos com capacidades bioquímicas especiais; 

(iii) facilitação da regeneração de recifes danificados fisicamente, pela estabilização temporária 

de carbonato (Wulff, 2001; Brusca, Moore e Shuster, 2016). Diante do cenário atual de drásticas 

mudanças climáticas, um aumento do interesse nos estudos de monitoramento desses 

invertebrados em recifes tem acontecido, tendo em vista que em alguns recifes de coral as 

esponjas poderiam se tornar os organismos dominantes. Devido às alterações oceanográficas, 

esses recifes dominados por esponjas podem ser raros (Bell et al., 2013; Lesser e Slattery, 

2020). Além disso, a extinção em massa das espécies coralíneas também seria acompanhada do 

desaparecimento sem precedentes de esponjas ainda não descritas (Carballo e Bell, 2020). 

Evidências sugerem que as esponjas provavelmente mantiveram o estilo de vida e a 

complexidade morfológica dos primeiros animais, sendo consideradas como um dos pontos de 

partida da evolução animal (Nielsen, 2008). Quando analisadas a partir de perspectivas 

morfológicas, genômicas e de desenvolvimento, as esponjas parecem combinar características 

de organismos eucarióticos de célula única e também de animais multicelulares, 

compartilhando características com os coanoflagelados, nossos parentes não-animais mais 

próximos, constituindo um interessante organismo-modelo para estudos evolutivos (Adamska, 

2016). As esponjas apresentam alguns atributos dos demais metazoários, como: 

multicelularidade derivada de camada embrionária; junções especializadas entre as células; 

elementos contráteis de actina-miosina e colágeno do tipo IV. Análises genéticas moleculares 

indicam que o filo Porifera é monofilético e pertencente ao Metazoa (Dunn et al., 2008; Philippe 

et al., 2009). A hipótese 'Porifera-first', coloca os poríferos como o grupo relativo mais próximo 

de todos os outros metazoários (Nielsen, 2019). 

Existem 9.356 espécies de esponjas formalmente aceitas no World Porifera Database, 

cujo número vem crescendo a cada ano (van Soest et al., 2020). Em relação a divisão do filo 

Porifera, este apresenta atualmente quatro classes: Hexactinellida, Demospongiae, Calcarea e 

Homoscleromorpha (Gazave et al., 2012), que se distinguem com base em características 

celulares, anatômicas e de desenvolvimento (Renard et al., 2013). Demospongiae é a mais 

diversa classe do filo Porifera, incluindo 82,8% de todas as espécies de esponjas com 7.750 

espécies em todo o mundo, cujo esqueleto é o único que pode apresentar fibras de espongina 

(van Soest et al., 2020); Hexactinellida é caracterizada por possuir um esqueleto de espículas 
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de sílica, e são comumente chamadas de esponjas-de-vidro e o nome da classe é devido ao fato 

das espículas possuírem seis pontas, distribuídas em seis eixos; Calcarea é uma classe de 

esponjas que se distingue dos outros poríferos pelos seus indivíduos serem constituídos por 

espículas de carbonato de cálcio; e Homoscleromorpha é a classe mais recentemente proposta, 

caracterizada por suas características ecológicas e evolutivas únicas (Gazave et al., 2012; 

Brusca, Moore e Shuster, 2016). 

 

 

1.2 Classe Homoscleromorpha: Gênero Plakina 

Ao longo dos anos, a classe Homoscleromorpha passou por diversos rearranjos 

taxonômicos internos com seu status elevado de subordem para ordem, subclasse e, finalmente, 

classe (Domingos, Moraes e Muricy, 2013). Em 1880, Schulze descreveu os gêneros Plakina, 

Plakortis e Plakinastrella e criou a família Plakinidae, atribuída à ordem Tetractinellida (classe 

Demospongiae) por conta da forma das espículas. Posteriormente, Topsent (1928) adotou o 

nome Homosclerophora com a composição de três famílias: Oscarellidae, Corticiidae e 

Plakinidae. Em 1973, Lévi elevou a Homosclerophorida à categoria de subclasse, fora de 

Tetractinomorpha. Corticium foi alocado pela primeira vez em Plakinidae, e a subclasse foi 

dividida em duas famílias, uma com espículas, Plakinidae, e outra sem espículas, Oscarellidae 

(Schulze, 1880; Topsent, 1928 e Lévi, 1973 apud Boury-Esnault et al., 2013). Posteriormente, 

Boury-Esnault e colaboradores (1995) fundiram as duas famílias Oscarellidae e Plakinidae em 

uma única, Plakinidae. Em 2010, Gazave e colaboradores restauraram as duas famílias 

Oscarellidae e Plakinidae com base nas análises filogenéticas de marcadores moleculares como 

os genes codificadores das regiões 18S e 28S do RNA ribossomal (rRNA) e de enzimas 

mitocondriais. Por fim, Gazave e colaboradores (2012) sugeriram uma quarta nova classe do 

filo Porifera, devido a uma série de particularidades anatômicas, morfológicas, embriológicas 

e dos resultados de reconstruções filogenéticas, demonstrando um clado isolado até então.  

A classe Homoscleromorpha alberga atualmente apenas uma ordem, 

Homosclerophorida, na qual 126 espécies descritas estão agrupadas nas famílias Oscarillidae e 

Plakinidae, segundo o World Porifera Database. A família Oscarillidae é caracterizada pela 

ausência de um esqueleto por não apresentarem espículas, além da presença de um gene 

mitocondrial específico, tatC, codificador da translocase mitocondrial TatC (Gazave et al., 

2013). Essa família apresenta dois gêneros: Oscarella, com 24 espécies descritas e 

Pseudocorticium, com uma espécie descrita, Pseudocorticium jarrei (van Soest et al., 2020). 

Embora as esponjas desse grupo sejam relativamente bem estudadas, as relações filogenéticas 

http://www.marinespecies.org/porifera/porifera.php?p=taxdetails&id=133939
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entre os membros de Oscarellidae e a validade do gênero Pseudocorticium permanecem em 

aberto (Boury-Esnault et al., 2013). A família Plakinidae abriga esponjas que majoritariamente 

possuem esqueleto devido a presença de espículas (Gazave et al., 2013; Ruiz et al., 2017), 

sendo composta por sete gêneros: Aspiculophora, Corticium, Placinolopha, Plakina, 

Plakinastrella, Plakortis e Tetralophophora (van Soest et al., 2020). 

Essa classe abriga um grupo de esponjas exclusivamente marinhas, normalmente 

situadas em águas rasas, em uma profundidade de 8 a 60 metros, porém também podem ser 

encontradas acima de 1.000 metros de profundidade (Muricy e Diaz, 2002). Até o presente 

momento, as espécies habitam substratos rígidos, comumente em ambientes semiescuros ou 

escuros e algumas espécies podem crescer exclusivamente em substratos coralíneos 

(Ereskovsky, Lavrov e Willenz, 2013). Essas esponjas são caracterizadas ainda por terem um 

tamanho reduzido, podendo ser incrustrantes ou irregulares, com a superfície relativamente lisa 

(Ereskovsky, 2010). São cosmopolitas, ocorrendo desde o equador até os pólos e a região entre-

marés até o oceano profundo, já tendo sido descritas espécies no Oceano Pacífico, Mediterrâneo e 

Atlântico Tropical Ocidental (Domingos, Moraes e Muricy, 2013). Entre os habitantes das 

cavernas submarinas, representam um grupo taxonômico abundante e diversificado; 82% das 

espécies de esponjas da classe Homoscleromorpha do Mediterrâneo podem ser encontradas em 

cavernas submarinas e 41% delas são exclusivas de cavernas (Ereskovsky et al., 2009). 

A anatomia das esponjas pertencentes a classe Homoscleromorpha é caracterizada por 

grandes câmaras coanócitárias, sem córtex e geralmente com espículas silicosas organizadas, 

que podem até estar ausentes (Ereskovsky et al., 2009). Tanto os animais pertencentes à classe 

Homoscleromorpha quanto aos demais metazoários possuem um grande número comum de 

genes para adesão e sinalização celular (Gazave et al., 2010; Nielsen, 2012). Essas esponjas são 

a única linhagem do filo Porifera na qual as camadas celulares, tanto em larvas quanto em 

adultos, são muito semelhantes às de Eumetazoa, podendo ser consideradas como um epitélio 

verdadeiro. Eles possuem uma membrana basal incluindo fibrilas de colágeno IV e laminina. 

Os pinacócitos e as células no estágio larval são conectados por junções celulares 

especializadas. Eles realizam verdadeira morfogênese epitelial que consiste em movimentos 

morfogenéticos das células unidas aos seus vizinhos em uma camada, muito rara nas demais 

classes de esponjas. A larva cinctoblástula singular de Homoscleromorpha já foi considerada 

um possível modelo ancestral de todos os metazoários (Nielsen, 2008; 2012). 

Apesar de sua importância, existe uma carência do conhecimento a respeito da 

diversidade e distribuição da classe Homoscleromorpha na maioria das regiões do mundo 

(Domingos, Lage e Muricy, 2016). Esse número baixo de espécies possivelmente reflete a 
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escassez de estudos taxonômicos e a dificuldade de identificá-las e coletá-las em seus habitats 

críticos como cavernas submarinas, saliências e parte inferior de rochas e corais (Lage et al., 

2018a, b; Grenier et al., 2020). O interesse científico nessa classe aumentou nos últimos anos 

devido a estudos bioquímicos e filogenéticos moleculares que indicam que eles podem estar 

mais próximos da linha principal de evolução animal do que os outros grupos de esponjas 

(Gazave et al., 2010; Miller et al., 2018). 

Os poríferos da família Plakinidae geralmente exibem as seguintes características: (i) 

presença ou ausência de esqueleto silicoso; (ii) presença ou ausência de córtex associado ao 

sistema aquífero e câmaras coanócitárias; e (iii) espículas de diferentes tamanhos. A maioria 

das espécies de Plakinidae é geralmente encontrada em ambientes de difícil acesso, como 

cavernas ou a parte de baixo de rochas, dificultando sua coleta e levando a uma subestimação 

de sua biodiversidade (Domingos, Moraes e Muricy, 2013). O gênero é caracterizado pela 

presença de espículas na superfície do corpo da esponja e nos canais localizados nos limites do 

sistema aquífero (Muricy e Diaz, 2002). Entretanto, essa classificação baseada nas espículas é 

um tanto questionável, visto que, foi relatada uma espécie, Plakina nathaliae, com a ausência 

de espículas. Tal fato leva a necessidade de uma reavaliação taxonômica do gênero e da própria 

família e possível subdivisão do mesmo (Ruiz et al., 2017). 

Atualmente, o gênero Plakina apresenta 39 espécies, com 14 delas descritas nos últimos 

dez anos (Grenier et al., 2020; van Soest et al., 2020). As diferentes espécies de Plakina estão 

distribuídas pelos Mares Mediterrâneo e do Caribe e nos Oceanos Atlântico Ocidental Tropical, 

Pacífico Oriental e Ocidental, e Índico (Figura 2). Em 2016, Domingos, Lage e Muricy 

reportaram 27 espécies de esponjas Homoscleromorpha no Atlântico Tropical Oeste, com sete 

espécies exclusivamente endêmicas do litoral brasileiro, todas pertencentes à família 

Plakinidae, e algumas espécies exibindo diversos morfotipos diferentes. No estudo de Lage e 

colaboradores (2018), três espécies novas foram caracterizadas, apresentando caracteres 

morfológicos anteriormente desconhecidos para o gênero Plakina, como a inclusão de novos 

tipos de espículas e presença de papilas. Recentemente, usando uma abordagem de taxonomia 

integrativa, combinando análises morfológicas, moleculares e metabolômicas, duas espécies, 

Plakina cyanorosea (Figura 3) e Plakina cabofriense, foram descritas na região de Cabo Frio, 

Rio de Janeiro (RJ). Ambas abrigam diversas comunidades de simbiontes microbianos, 

incluindo morfologias anteriormente desconhecidas (Muricy et al., 2019). Grenier e 

colaboradores (2020) propuseram mais uma nova espécie, Plakina doudou, em uma caverna 

subterrânea na ilha da Martinica, reabrindo a discussão sobre a urgência de uma pesquisa mais 

ativa na taxonomia de Plakinidae em ambientes pouco investigados.
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Figura 2 - Distribuição geográfica de espécies descritas do genêro Plakina (Word Porifera Database, Acesso em: 30/11/2020). Países em azul são aqueles cujas costas ou 

territórios marítimos tiveram espécies de Plakina caracterizadas. Espécies com estudos de microbiota caracterizada estão marcados com uma estrela. 
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Figura 3:  Fotos da morfologia externa e variação de cor da esponja Plakina cyanorosea tirada durante a coleta 

das esponjas marinhas na região da “Poça de Maré do Carolina” (RJ) pelo Professor Doutor Guilherme Muricy 

(Museu Nacional – UFRJ) com participação do grupo de pesquisa do Laboratório de Bacteriologia Molecular e 

Marinha do IMPG-UFRJ (Muricy et al., 2019). 

 

 

1.3 Comunidades procarióticas associadas às esponjas marinhas 

Organismos multicelulares não podem mais ser considerados indivíduos pelas 

definições clássicas do termo, visto que todos são um holobionte natural, consistindo no 

hospedeiro e suas comunidades microbianas associadas (Margulis e Fester, 1991). O conteúdo 

genômico coletivo do hospedeiro e de seus simbiontes microbianos associados forma o 

hologenoma (Zilber-Rosenberg e Rosenberg, 2008). Animais e plantas tiveram sua origem na 

vida microbiana e permaneceram em estreita associação com eles desde então. Mudanças nos 

parâmetros ambientais, como a dieta, podem causar rápidas alterações na microbiota, podendo 

trazer benefícios ao holobionte a curto prazo, como também podem ser hereditárias e levar a 

cooperações duradouras. A aquisição de microrganismos e genes microbianos é um mecanismo 

poderoso para impulsionar a evolução da complexidade biológica. Essas associações podem ser 

de tipos distintos, principalmente em níveis diferentes de mutualismo, onde o hospedeiro e o 

simbionte se beneficiam da interação e, em grau muito menor, parasitismo, onde o simbionte 
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se beneficia e o hospedeiro sofre danos. Com os últimos avanços em métodos moleculares, 

ficou evidente que todos os metazoários vivem em estreita associação com centenas ou milhares 

de diferentes espécies microbianas e que, em muitos casos, o número de microrganismos 

simbióticos e suas informações genéticas combinadas excedem em muito o número celular de 

seus hospedeiros (Rosenberg e Zilber-Rosenberg, 2011, 2016). Tendo em vista que as esponjas 

apresentam um consórcio microbiano bem diverso e abundante, esses animais podem ser 

considerados holobiontes (Webster e Taylor, 2012; Baedke et al., 2020). 

A relação entre microrganismos e esponja é uma das interações mais antigas, 

acreditando-se que essa associação provavelmente está na origem do sucesso evolutivo e 

ecológico do filo Porifera (Lee, Lee e Lee, 2001; Zilber-Rosenberg e Rosenberg, 2008). A 

comunidade microbiana simbionte fornece benefícios para o hospedeiro, por exemplo, através 

de produtos microbianos que mediam a atividade protetora frente a patógenos oportunistas e 

possíveis competidores; a produção de vitaminas, visto que os simbiontes de esponja são 

enriquecidos em genes relacionados à síntese de vitaminas, como tiamina (vitamina B1) e 

cobalamina (vitamina B12), sugerindo que os simbiontes podem satisfazer a demanda do 

hospedeiro por essas vitaminas essenciais (Selvin et al., 2010; Lackner et al., 2017); o sequestro 

e metabolização de elementos químicos tóxicos (Santos-Gandelman et al., 2014b); funções 

defensivas que se relacionam à proteção e resposta ao estresse contra DNA, patógenos e toxinas 

estranhas, diante da exposição aos mesmos devido à atividade de bombeamento do hospedeiro; 

além de participarem de forma ativa nos ciclos biogeoquímicos, principalmente na ciclagem de 

nutrientes inorgânicos como nitrogênio e fósforo, ciclagem de matéria orgânica dissolvida 

(DOM) e carbono, fotossíntese e depleção de oxigênio, importantes para a manutenção dos 

ecossistemas bentônicos (Kiran et al., 2018; Pita et al., 2018). Por outro lado, esses 

microrganismos se favorecem dos nutrientes presentes nas diferentes camadas celulares desses 

poríferos, sendo estes bem mais ricos em nutrientes do que a água do mar. Esse consórcio 

apresenta complexidade variável, contribuindo com características bioquímicas, 

proporcionando trocas metabólicas dentro do holobionte, além de um equilíbrio dinâmico que 

suporta variados tipos de adversidades (Adair e Douglas, 2017). O holobionte é controlado no 

âmbito da comunidade e do ecossistema, funcionando por meio de efeitos em cascata das 

funções fornecidas pelo microbioma da esponja (Bell, 2008). 

A associação entre microrganismos e esponjas é de extrema importância, sendo 

estimado que cerca de 38% da biomassa desses invertebrados seja composta por uma 

comunidade microbiana (Vacelet, 1975). As células microbianas presentes no corpo da esponja, 

principalmente no mesoílo, podem estar dispostas em diferentes concentrações, dividindo as 
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esponjas marinhas em dois grupos: esponjas de baixa abundância microbiana (LMA, do inglês 

“low microbial abundance”) e as de alta abundância microbiana (HMA, do inglês, “high 

microbial abundance”) (Vacelet e Donadey, 1977; Hentschel et al., 2003). O primeiro grupo 

corresponde àquelas esponjas na qual as concentrações de microrganismos associados são 

próximas da encontrada na água do mar circundante. Em contrapartida, as esponjas HMA 

excedem duas ou três ordens de magnitude a quantidade microbiana presente na água do mar, 

apresentando uma maior diversidade microbiana quando comparadas com as esponjas LMA. 

Esta dicotomia já foi sugestivamente relacionada a ter relação com diferenças morfológicas, 

com espécies HMA com um mesoílo mais denso e sistemas aquíferos mais complexos, 

compostos por canais de água mais longos e mais estreitos, levando a taxas mais baixas de 

filtração da água do mar (Hentschel, Usher e Taylor, 2006; Taylor et al., 2007), o que foi 

comprovado por experimentos de mensuração de bombeamento da água do mar (Weisz, 

Lindquist e Martens, 2008) e microscopia eletrônica de transmissão (Gloeckner et al., 2014).  

As diferenças entre os microbiomas de esponjas representativas HMA (n = 19) e LMA 

(n = 17) (575 amostras) presentes no Projeto de Microbioma da Esponja (SMP, do inglês, 

“Sponge Microbiome Project”) (Moitinho-Silva et al., 2017a) foram expostas recentemente por 

análises computacionais de machine learning. Esponjas HMA apresentavam microbiomas mais 

ricos e diversos do que as esponjas de LMA. Quanto à composição das comunidades 

microbianas associadas às esponjas, os filos Cloroflexi, Acidobacteria e Poribacteria estão 

enriquecidos nos espécimes de HMA e os filos Proteobacteria, Bacteroidetes, Planctomycetes 

e Firmicutes foram mais abundantes nas esponjas de LMA (Moitinho-Silva et al., 2017b). 

Ainda não é conhecido o porquê das esponjas HMA abrigarem comunidades procariontes mais 

uniformes e com composição mais semelhante entre si do que as esponjas LMA, e a corrente 

compreensão dessa dicotomia estará em constante mudança à medida que novos estudos se 

dedicarem à caracterização de um grupo maior de espécimes (Cleary et al., 2019). 

Uma importante análise em grande escala a respeito da diversidade filogenética das 

comunidades procarióticas associadas aos poríferos contribui significativamente para expansão 

do conhecimento a respeito do microbioma de esponjas. Foram detectados 41 filos bacterianos 

(abrangendo os candidatos) de 81 espécies de esponjas, tendo sido 804 amostras coletadas de 

diversas regiões do globo terrestre, além de 33 de sedimento e 133 amostras de água do mar. 

Interessantemente, em cada amostra coletada foram encontrados pelo menos 13 filos 

bacterianos diferentes, sendo Proteobacteria (especialmente as classes Alpha- e 

Gammaproteobacteria) o filo dominante em grande parte dos poríferos estudados, seguido de 

Chloroflexi e Cyanobacteria, e pelo filo Crenarchaeota de Archaea (Thomas et al., 2016). O 
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perfil taxonômico dessas comunidades microbianas foi ampliado no esforço conjunto do SMP, 

contribuindo para confirmação do estudo anterior, organizando e fornecendo um conjunto de 

dados extenso e padronizado a fim de facilitar as comparações de microbiomas de esponjas em 

grandes escalas espaciais, temporais e ambientais (Moitinho-Silva et al., 2017a). Atualmente, 

a diversidade de esponjas engloba todos os três domínios da vida e os grupos simbiontes 

bacterianos mais dominantes pertencem aos filos Proteobacteria (principalmente Gamma e 

Alphaproteobacteria), Actinobacteria, Chloroflexi, Nitrospirae, Cyanobacteria e o filo 

candidato Poribacteria, enquanto os filos Crenarchaeota e Thaumarchaeota representam os 

grupos dominantes do domínio Archaea (Pita et al., 2018) (Figura 4). 

 

 

Figura 4 - Riqueza microbiana de OTU (Operational Taxonomic Unit) em comunidades associadas a esponjas em 

relação a filo. Perfil taxonômico do microbioma de 81 espécies diferentes de esponjas do SMP (Thomas et al., 

2016) obtido por meio de técnicas independentes de cultivo. Foram observados 39 filos entre os domínios Bacteria 
e Archaea (Adaptado de Pita et al., 2018; autorização de uso no Anexo III).  
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1.4 Comunidades procarióticas associadas à classe Homoscleromorpha 

Os estudos publicados a respeito da comunidade procariótica associada às espécies de 

esponjas da classe Homoscleromorpha ainda são poucos. Entre um amplo grupo de esponjas de 

diferentes classes, Schmitt, Hentschel e Taylor (2012) utilizaram 32 espécimes, sendo dois 

pertencentes às espécies Plakina trilopha e Pseudocorticium jarrei e acessaram a comunidade 

bacteriana presentes nessas esponjas pelo pirossequenciamneto do gene codificador do 16S 

rRNA. A composição taxonômica detectada neste estudo compreendeu 25 filos bacterianos, 

sendo Proteobacteria, Chloroflexi e Poribacteria, os mais diversos em esponjas. Gloeckner e 

colaboradores (2013) analisaram a microbiota por DGGE e sequenciamento das bandas 

representativas do gene codificador 16S rRNA de diferentes espécies mediterrâneas do gênero 

Oscarella (O. balibaloi, O. microlobata, O. tuberculata e O. viridis). Os filos Actinobacteria, 

Cyanobacteria, Gemmatimonadetes e Proteobacteria foram predominantes, sendo 76% das 

sequências pertencentes ao filo Proteobacteria na espécie O. lobularis, com sugestão de que 

esponjas desse gênero sejam LMA. Os dados sobre a comunidade microbiana da esponja P. 

jarrei e Plakortis spp. foram confirmados no trabalho global de Thomas e colaboradores (2016), 

com a constatação dos filos Gammaproteobacteria, Alphaproteobacteria, Acidobacteria, 

Deltaproteobacteria e Chrenarchaeota e Chloroflexi, Gammaproteobacteria, 

Deltaproteobacteria, Acidobacteria e Gemmatimonadetes, respectivamente para ambas 

espécies. 

Em relação ao conhecimento acerca da abundância microbiana dessa classe, foram 

realizados trabalhos que utilizaram técnicas de microscopia eletrônica (Vishnyakov e 

Ereskovsky, 2009). De fato, a abundância microbiana nessas esponjas foi empregada como 

caráter para classificação de esponjas carecendo das estruturas típicas de esqueleto, como 

utilizado por Boury-Esnault e colaboradores (2013), em que a comunidade simbionte foi um 

dos parâmetros utilizados para distinguir duas espécies de Oscarella entre si. Gloeckner e 

colaboradores (2014) também fizeram uso de microscopia eletrônica de transmissão e de 

fluorescência para estimar a abundância bacteriana em esponjas, classificando a esponja O. 

lobularis como LMA e duas espécies do gênero Plakortis foram classificadas como HMA. A 

abundância microbiana pode ser diferente dependendo da espécie, mesmo dentro do mesmo 

gênero, sendo Plakina, um dos menos conhecidos dentre a classe Homoscleromorpha, quanto 

a sua abundância e diversidade microbiana. Em 2015, Ruiz e colaboradores classificaram a 

espécie de Plakina kanaky como HMA, visto que todos os procariotos foram extracelulares, 

estando dispersos aleatoriamente no mesoílo. Por sua vez, em 2017, Ruiz e colaboradores 
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classificaram outras três espécies de Plakina (P. crypta, P. endoumensis, P. arletensis) como 

LMA também com base em microscopia eletrônica. 

Poucos trabalhos se dedicaram à caracterização do microbioma cultivável de esponjas 

pertencentes à classe Homoscleromorpha, assim como a investigação do seu potencial 

biotecnológico (Laport et al., 2017; Oliveira et al., 2019; Freitas-Silva et al., 2020). Em 2017, 

Silva-Oliveira isolou 161 unidades formadoras de colônias (UFC) viáveis de amostras 

pertencentes à classe Homoscleromorpha, 109 do gênero Plakina e 52 de Oscarella, em que se 

verificou que o gênero Bacillus era o predominante, seguido em menor número pelos gêneros 

Micrococcus, Photobacterium, Lactococcus e Enterococcus. Nesse estudo, as estirpes marinhas 

apresentaram atividade antimicrobiana frente a estirpes bacterianas gram-positivas e negativas, 

de origem clínica e de bancos de coleção de cultura e resistentes a diversos antimicrobianos, 

como Escherichia coli resistente à quinolonas e Enterococcus faecalis resistentes à 

vancomicina e teicoplanina. 

Outro estudo a respeito da caracterização de bactérias isoladas de esponjas da classe 

Homoscleromorpha, especificamente de 11 amostras do gênero Oscarella, coletadas em 2013 

no litoral de Cabo Frio – RJ, buscou a identificação filogenética de 337 estirpes. Os filos 

Proteobacteria e Firmicutes predominaram na comunidade cultivável, ao passo que o gênero 

mais frequentemente isolado foi Vibrio, seguido por Shewanella. Em adição, essas bactérias 

foram submetidas a ensaios de atividade antimicrobiana frente a estirpes clínicas e 27 

apresentaram bioatividade contra pelo menos uma das amostras clínicas testadas, como 

Staphylococcus aureus sensível e resistente à meticilina e Pseudomonas aeruginosa (Laport et 

al., 2017). 

Recentemente, Oliveira e colaboradores (2019) realizaram um estudo visando o 

isolamento e produção de substâncias antimicrobianas por bactérias anaeróbias associadas a 

quatro amostras de esponjas do gênero Plakina (Homoscleromorpha) da região de Cabo Frio – 

RJ. Um total de 34 das 60 estirpes anaeróbias estritas permaneceram viáveis, onde 82,4% foram 

afiliadas ao gênero Paraclostridium. A atividade antimicrobiana não foi verificada para 

nenhuma das estirpes pelo método de triagem de produção de substâncias antimicrobianas 

(SAM) adotado. 

Os métodos dependentes de cultivo são importantes para o conhecimento das 

características fenotípicas dos microrganismos como morfologia, motilidade e metabolismo. 

Apesar da extrema relevância do cultivo microbiano, é fundamental aliar essa abordagem aos 

métodos independentes de cultivo, visto que é extremamente difícil reproduzir o habitat em que 

esses microrganismos se encontram na natureza, limitando o conhecimento acerca das demais 
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espécies microbianas existentes. As técnicas que não dependem do cultivo microbiano 

possibilitaram a elucidação de que a comunidade associada às esponjas compreende, todos os 

três domínios da vida (Taylor et al., 2007; Simister et al., 2012; Thomas et al., 2016), bem 

como a revelação de uma alta diversidade microbiana antes não conhecida, sendo esta última 

tendo sido feita através do sequenciamento do 16S rRNA (Clarridge, 2004). A importância dos 

estudos baseados na cultura para o isolamento de representantes de novos grupos bacterianos 

encontrados em esponjas marinhas foi ressaltada por Laport (2018), em que trabalhos com 

estirpes cultiváveis facilitam o desenvolvimento de protocolos para investigar a produção de 

metabólitos secundários e enzimas produzidas por bactérias. Dessa forma, estudos visando a 

prospecção de moléculas produzidas por microrganismos associados às esponjas são de extrema 

relevância para o campo biotecnológico, visto que podem ser vantajosos para síntese de novas 

substâncias terapêuticas, bem como para diferentes áreas, com a descrição de novas enzimas 

para aplicação em processos industriais (Santos-Gandelman et al., 2014a; Singh et al., 2016; 

Laport et al., 2017). 

 

1.5 Enzimas microbianas 

As enzimas são catalisadores, ou seja, aceleram reações químicas, possuindo um alto 

grau de especificidade para seus substratos e sendo encarregadas de todas as reações 

fisiológicas necessárias para a vida. Com exceção de um pequeno grupo de moléculas catalíticas 

de RNA, as ribozimas, todas as enzimas são proteínas. Atualmente, esses catalisadores 

biológicos são divididos em sete classes pela Comissão de Nomenclatura da União 

Internacional de Bioquímica e Biologia Molecular (IUBMB, do inglês, “International Union of 

Biochemistry and Molecular Biology”): oxido-redutases (classe 1), transferases (classe 2), 

hidrolases (classe 3), liases (classe 4), isomerases (classe 5), ligases (classe 6) e translocases 

(classe 7) (Brahmachari, Demain e Adrio, 2017; Tipton, 2019). 

A humanidade vem utilizando esses catalisadores biológicos em diversas aplicações 

desde os tempos pré-históricos, como na clarificação, filtração e produção de vinhos e cervejas, 

na panificação e fermentação do açúcar no álcool por levedura, já observado no Egito Antigo 

para preservação de alimentos e bebidas (Cornish-Bowden, 2011). O amaciamento de carne é 

um exemplo de emprego de enzimas datando do século XVIII, em que trabalhos sobre digestão 

gástrica da carne serviram como embasamento para futuros estudos sobre catálise enzimática, 

sendo essa substância ativa denominada pepsina em 1836. A hidrólise do amido em açúcar foi 

caracterizada no início do século XIX, através da descoberta de uma amilase vegetal, 

posteriormente identificada como α-amilase. Esse processo ocorre durante a germinação de 
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grãos e se assemelha à hidrólise química, descrita em 1815. A atividade da catalase e da 

peroxidase foram as primeiras atividades não hidrolíticas descritas, tendo sido reconhecidas na 

segunda década do século XIX, em que foi conduzido o primeiro estudo quantitativo de uma 

reação enzimática com a catalase (Thenard, 1819; Punekar, 2018).  

O termo “catalisador” foi primeiramente definido pelo químico sueco Jöns Jakob 

Berzelius em 1836, sem diferenciar o fenômeno que ocorre no mundo “inanimado” do presente 

no “animado”, porém foi o primeiro que identificou a semelhança entre a catálise de uma reação 

química e a existente no interior de uma célula viva. Algumas décadas depois, em 1862, Louis 

Pasteur, Ferdinand Cohn e Robert Koch concluíram que a fermentação etanólica realizada pelas 

leveduras era catalisada por algo presente nas células, chamado de “fermentos”. O termo 

“enzima” só surgiu em 1876, cunhado pelo fisiologista alemão Wilhelm Kühne e, em 1897, o 

químico alemão Eduard Buchner comprovou a existência de enzimas extracelulares, 

demonstrando a conversão de glicose em etanol em um extrato de leveduras sem células. No 

entanto, a primeira enzima só foi obtida na forma purificada em 1926 pelo químico americano 

James Sumner, que isolou e cristalizou a enzima urease do feijão, cujo trabalho resultou em um 

Prêmio Nobel em Química para o mesmo em 1947 (Aehle, 2007; Brahmachari, Demain e 

Adrio, 2017; Punekar, 2018). 

Além da maior especificidade em relação ao substrato, as enzimas podem apresentar 

vantagens adicionais em relação aos catalisadores químicos (sintéticos ou inorgânicos), 

catalisando reações químicas de maneira mais sustentável, apresentando maior eficiência em 

algumas condições moderadas de pH, temperatura e pressão (Gurung et al., 2013). Suas 

características de alta seletividade e biodegradabilidade atraem a atenção para seu emprego em 

processos industriais, oferecendo baixa toxicidade e impacto ambiental reduzido, eliminando o 

uso de solventes orgânicos e, consequentemente, liberação dos produtos danosos gerados 

mediante seu emprego (Robinson, 2015; Chapman, Ismail e Dinu, 2018).  

Existem diferentes fontes para descoberta de enzimas, podendo ser de origem: (i) 

animal, como a pepsina, uma das primeiras enzimas a serem descobertas e uma das três 

principais proteases no sistema digestivo humano; (ii) vegetal, como a papaína, uma enzima 

proteolítica vegetal encontrada naturalmente no mamão; ou (iii) microbiana. As enzimas podem 

ser encontradas tanto em microrganismos procarióticos, como bactérias e arqueias, quanto 

eucarióticos, como leveduras e fungos filamentosos. Os microrganismos são a principal fonte 

de enzimas industriais, visto que o número de enzimas que podem ser recuperadas 

economicamente de plantas e animais é limitado. Majoritariamente, esses produtores 
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microbianos enzimáticos foram isolados de ambientes terrestres (Souza e Magalhães, 2010; 

Gurung et al., 2013).  

Dentre as vantagens das enzimas microbianas em relação às enzimas vegetais e animais, 

salienta-se sua maior estabilidade, fácil manuseio, produção facilitada em larga escala e mais 

econômica, com diversas propriedades bioquímicas, dependendo de um menor tempo e espaço 

devido à sua alta consistência e fácil manipulação genética (Bull, Ward e Goodfellow, 2000; 

Aehle, 2007; Schafer et al., 2007; Cowieson e Ravindran, 2008). Além disso, o uso industrial 

de enzimas microbianas está recebendo mais atenção devido à sua atividade catalítica, 

especificidade, não toxicidade, natureza ecológica, relação custo-benefício e qualidade (Singh, 

Singh, e Pandey, 2019). Cerca de 50% das enzimas utilizadas nas indústrias são obtidas de 

fungos, 35% de bactérias e apenas 15% de plantas e animais (Saranraj, 2014). A maioria das 

enzimas comercialmente relevantes foram obtidas a partir de linhagens do gênero Bacillus, 

várias espécies de Streptomyces e os principais fungos produtores são geralmente representados 

por Aspergillus, Mucor e Rhizopus (Sanchez e Demain, 2017). 

O mercado mundial de enzimas se expandiu em grande parte devido a dois fatores. Um 

deles foi o próprio aumento da população global, em que alguns estudos fizeram uma previsão 

de um crescimento de 28% na população mundial de 2015 a 2030 e o outro foi o aumento da 

consciência ambiental por conta dos consumidores e legislações mais rigorosas, levando a uma 

pressão pública e política. Isso vem levando a maior demanda de produtos e serviços gerados 

por uma miríade de processos industriais e, eventualmente, na implementação gradativa de 

enzimas na indústria (Arundel e Sawaya, 2010). Assim, esse aumento da demanda por enzimas 

no mercado global em todas as áreas em ritmo acelerado nos próximos anos e a atualização das 

aplicações enzimáticas em processos industriais levará a um maior investimento em enzimas 

com alto desempenho, garantido por suas características específicas, o que levará em maior 

comprometimento em pesquisas para exploração de novos biocatalisadores (Li et al., 2012; 

Brahmachari, Demain e Adrio, 2017). Estima-se que em 2030, a taxa de crescimento anual de 

enzimas industriais esteja na faixa de 10% (Arundel e Sawaya, 2010). O valor do mercado 

global de enzimas industriais é estimado em US$ 7,0 bilhões até 2023, com uma taxa composta 

de crescimento anual de 4,9% no período 2018-2023 (Global Markets Insights, 2020). Algumas 

empresas monopolizam o mercado mundial de enzimas, como a dinamarquesa Novozymes que 

detém uma participação estimada de 48% no mercado global de enzimas (The Novozymes 

Report, 2018), além das outras empresas com relevantes contribuições nessa área, tais como 

Koninklijke DSM NV (Holanda), DowDuPont Inc. (EUA), BASF SE (Alemanha), Advanced 

Enzyme Technologies Ltd. (Índia), AB Enzymes GmbH (Alemanha), Codexis, Inc. (EUA), 
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Amano Enzyme, Inc. (China), Hoffmann-La Roche Ltd. (Suíça) e Thermo Fisher Scientific Inc. 

(EUA) (Allied Market Research, 2019). 

As principais aplicações das enzimas são nas indústrias de papel, têxtil, detergente, 

alimentos, bebidas, rações animais, biocombustíveis e farmacêutica. Nesse aspecto, alimentos, 

rações e bebidas representam o maior segmento com receita de quase US$ 1,2 bilhão em 2011, 

com previsão anterior de crescimento para US$ 2,0 bilhões até 2020, seguido pela indústria de 

detergentes, cujo mercado global foi avaliado em mais de US$ 1,3 bilhão em 2017 (Guisan et 

al., 2020). As hidrolases representam a maioria das enzimas industriais em atual emprego 

comercial, aproximadamente cerca de 75% do total, consistindo majoritariamente nas 

peptidases, carboidrases e lipases (Arbige, Shetty e Chotani, 2019; Li et al., 2012; Prakash et 

al., 2013; Sajith et al., 2016). Essas hidrolases são amplamente utilizadas em diversos setores 

industriais, como ilustrado na Figura 5. A seguir, pontuaremos aspectos fundamentais sobre as 

enzimas hidrolíticas que constituíram o foco do presente estudo. 
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Figura 5 - Panorama geral das aplicações industriais de hidrolases agarase, celulase, amilase, esterase, lipase e protease. Quadros indicam os diferentes setores industriais e 

asteriscos coloridos indicam qual a respectiva enzima utilizada na aplicação descrita.
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O ágar consiste em uma família de heteropolissacarídeos complexos geralmente 

encontrado na parede celular de algas vermelhas (Rhodophycea) dos gêneros Gelidium e 

Gracilaria. Esses polissacarídeos requerem vários tipos de enzimas para sua hidrólise completa 

nos monômeros β-D-galactopiranose (G), 3,6-anidro-α-L-galactose (AHG), L-galactose-6-

sulfato (L6S) (Yun, Yu e Kim, 2017). Em geral, as agarases são as principais encarregadas da 

degradação do ágar, sendo divididas em duas classes com base no padrão de clivagem: α-

agarases (EC 3.2.1.158), que clivam as ligações α-1,3 e produzem agaro-oligossacarídeos 

(AOS); e β-agarases (EC 3.2.1.81), que clivam as ligações β-1,4 e gera neoagaro-

oligossacarídeos (NAOs) como principais produtos. A agarose oligomérica é inicialmente 

clivada pela enzima α- ou β-agarase. Essa enzima cliva o ágar na ligação α- (1,3) ou β- (1,4), 

produzindo agarotetraose ou neoagarotetraose (NA4), respectivamente. Este sacarídeo 

tetramérico, como outras agaroses oligoméricas, é então decomposto em agarobiose ou 

neoagarobiose (NA2) através da ação da α- ou β-agarase, respectivamente. Finalmente, a 

agarobiose ou neoagarobiose é clivada na ligação β- (1,4) ou α- (1,3) pela β-agarobiose 

hidrolase ou pela α-neoagarobiose hidrolase para produzir monômeros G ou AHG, 

respectivamente, que são incoporados nas vias centrais de metabolismo energético (Chi, Chang 

e Hong, 2012). Essas enzimas são encontradas majoritariamente em fontes marinhas, 

particularmente bactérias isoladas da água do mar, sedimento, ou da superfície ou em 

associação com organismos marinhos (Li et al. 2007). Dentre os principais gêneros bacterianos 

marinhos produtores de agarase até então relatados, destacam-se Vibrio, Pseudomonas, 

Alteromonas, Microbulbifer, Thalassomonas, Salegentibacter, Zobellia, Agarivorans, 

Pseudoalteromonas, Paenibacillus, Bacillus e Acinetobacter (Jahromi e Barzkar, 2018).  

As agarases têm uma ampla variedade de aplicações, tendo sido usadas para recuperação 

de DNA do gel de agarose, degradação de paredes celulares, melhoria dos processos extrativos 

modernos a partir das algas em que o ágar é encontrado, hidrólise do ágar para produzir 

oligossacarídeos, os quais possuem diversas atividades fisiológicas e farmacológicas benéficas 

para a saúde humana (Wang et al., 2004; Gurvan et al., 2006). Foram reportados efeitos anti-

obesidade e antidiabéticos de NAOs, em que a ingestão de uma mistura de NA4 e 

neoagarohexose (NA6), preparada por hidrólise enzimática do ágar comercial com a β-agarase 

DagA, por um longo período de 151 dias, resultou em uma redução muito significativa do ganho 

de peso corporal de ratos em 46,9% em comparação com o grupo com dieta tendo alto conteúdo 

gorduroso (Hong et al., 2017). Danos a órgãos e infiltração de neutrófilos em um modelo de 

camundongo com choque séptico induzido por lipopolissacarideo (LPS) foram 

significativamente evitados pela ingestão de NAOs, sendo estes candidatos adequados para 
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aplicações farmacêuticas com excelente atividade imunomoduladora (Kang et al., 2017). 

Vários relatórios indicaram os altos valores econômicos associados aos sacarídeos derivados 

de ágar, incluindo NAOs, AOs e AHG, gerados pela ação de agarases. Devido às suas atividades 

fisiológicas e biológicas, como propriedades antioxidantes, essas moléculas têm um forte 

potencial para uso em produtos farmacêuticos, cosméticos, alimentos saudáveis como aditivos 

de baixa caloria para melhorar as qualidades dos alimentos e bioenergia, como uma alternativa 

para superar as limitações dos métodos e materiais tradicionais (Fu e Kim, 2010; Park et al., 

2020).  

Quanto às celulases, suas principais aplicações industriais incluem as indústrias têxtil, 

de papel e celulose, alimentos, ração animal, combustível, indústrias químicas, gerenciamento 

de resíduos e indústria farmacêutica (Bajaj e Mahajan, 2019).  As celulases são enzimas capazes 

de degradar a celulose e pertencem à classe das hidrolases, sendo divididas em três grupos 

principais: endoglucanases (EC 3.2.1.4), exoglucanases (EC 3.2.1.91) e β-glicosidases (EC 

3.2.1.21) (Wood e Garcia-Campayo, 1990; Yang et al., 2013). As endoglucanases atuam 

hidrolisando ligações glicosídicas nas regiões amorfas da celulose, gerando oligossacarídeos de 

cadeia longa (extremidades não redutoras), que são clivadas por exoglucanases ou 

celobiohidrolases em oligossacarídeos de cadeia curta. Existem dois tipos de exoglucanases 

(1,4-beta-celobiosidase), que atuam de forma unidirecional nos oligômeros de cadeia longa, 

desde as extremidades redutora (EC 3.2.1.176) ou não redutora (EC 3.2.1.91), liberando 

celobiose, que é posteriormente hidrolisada em glicose pelas β-glucosidases (Juturu e Wu, 

2014; Brahmachari, Demain e Adrio, 2017). As celulases são naturalmente produzidas por uma 

grande diversidade de microrganismos, principalmente fungos filamentosos e bactérias isolados 

de solo e outros ambientes terrestres (Ma et al., 2013; Quintanilla et al., 2015). Os principais 

gêneros bacterianos produtores de celulases incluem Bacillus, Clostridium, Cellulomonas, 

Bacteriodes, Acetivibrio, Rumminococcus, Geobacillus, Alteromonas e Vibrio e os gêneros 

fúngicos incluem Aspergillus, Trichoderma, Chrysosporium, Penicillium (Kuhad et al., 2016).  

A aplicação de amilases expandiu-se em muitos campos, como na química clínica, 

medicinal e analítica, bem como na sua tradicional aplicação na sacarificação de amido e nas 

indústrias têxtil, alimentícia, de fabricação de cerveja e destilados, tratamento de materiais 

celulósicos, couro, detergentes e indústria farmacêutica (Grupta et al., 2003; Souza e 

Magalhães, 2010). As enzimas amilolíticas atuam na catálise da hidrólise do amido em açúcares 

como glicose e maltose, podendo ser - α-β-γ-amilase de acordo com o tipo de ligação que são 

capazes de clivar. As α-amilases endo-específicas (EC.3.2.1.1) hidrolisam as ligações α-1,4 

internas nas cadeias de amilose/amilopectina para produzir produtos como glicose e maltose 
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(Kandra, 2003) e as pululanases (3.2.1.41) atuam apenas em ligações α-1,6 das ramificações, 

originando maltodextrinas de cadeia linear. As amilo-glucosidases exo-específicas ou 

glucoamilases (EC 3.2.1.3) hidrolisam as cadeias amilose/amilopectina da extremidade não 

redutora e liberam uma unidade de glicose por vez (Sundarram e Murthy, 2014). Além dessas, 

existem diferentes tipos de exoamilases como β-amilases (EC 3.2.1.2) e maltotetra-hidrolases 

(EC 3.2.1.60) que atacam as extremidades não redutoras pela hidrólise de ligações α-1,4-

glucana e liberam oligômeros de duas e quatro unidades de glicose, respectivamente (Suriya et 

al., 2016). Em adição, a α-glucosidase (EC 3.2.1.20), uma exo-hidrolase, cliva unidades de 

glicose a partir da extremidade não redutora de α-1,4 de oligossacarídeos e polissacarídeos de 

fragmentos de amido (Isaksen, Cowieson, e Kragh, 2010). A amilase é produzida por várias 

bactérias, fungos e espécies geneticamente modificados de microrganismos. Dentre as espécies 

bacterianas, Bacillus amyloliquefaciens, Bacillus licheniformis e várias outras espécies do 

gênero são amplamente utilizados para a produção comercial da enzima. As fontes fúngicas de 

amilase estão restritas a estirpes terrestres, principalmente a espécies de Aspergillus e a poucas 

espécies de Penicillium, sendo Penicillium brunneum uma delas (Sundarram e Murthy, 2014). 

A NC-IUBMB e o MEROPS, um banco de dados que ajuda na classificação de enzimas 

proteolíticas e seus inibidores, recomendam o termo “peptidase” para denominar todas as 

proteases (McDonald, Boyce e Tipton, 2009; Rawlings et al., 2018). As peptidases ocupam 

uma posição central em relação às suas aplicações em campos fisiológicos e comerciais, em 

que mais de 60% do mercado mundial de enzimas é dedicado a produção comercial dessas 

enzimas (Alves et al., 2014; Sanchez e Demain, 2017). No geral, as peptidases são aplicadas 

nos setores industriais de alimentos e bebidas, laticínios, alimentação animal, de detergentes, 

indústria de couro, têxtil e farmacêutica (Badgujar e Mahajan, 2010). Elas agrupam um grupo 

grande e complexo de enzimas degradativas que catalisam a hidrólise de ligações peptídicas 

(Trincone, 2012). Assim, as peptidases são classificadas com base no tipo de ligação que 

catalisam, nos mecanismos químicos de catálise e na estrutura molecular e de homologia de 

sequência (Barrett e Rawlings, 2007). De forma ampla, no que diz respeito as reações 

catalisadas, as peptidases podem ser do tipo endopeptidases (EC 3.4.21-99), quando clivam em 

regiões internas do peptídeo ou exopeptidases (EC 3.4.11-19) (Sakamoto et al., 2014). Os 

microrganismos contribuem com dois terços da produção comercial de peptidase. 

Representantes do gênero Bacillus são os dominantes na produção de peptidases, sendo também 

relatadas algumas actinobactérias, além de fungos dos gêneros Aspergillus, Fusarium e 

Penicillium entre os principais produtores dessas hidrolases (Ellaiah, Srinivasulu e Kunamneni, 

2002).  
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Dois grupos de hidrolases de extrema importância são as esterases (EC 3.1.1.1, 

hidrolases de éster carboxílico) e as lipases (Bornscheuer, 2002). As esterases são utilizadas nas 

indústrias têxtil, de alimentos e bebidas, de laticínios, médica e farmacêutica, de cosméticos e 

perfumes, por exemplo (Panda e Gowrishankar, 2005), compreendendo um grupo diverso de 

hidrolases que catalisam a clivagem e a formação de ligações éster. Essas enzimas exibem alta 

regio-estereo especificidade, o que as tornam em atraentes biocatalisadores na produção de 

compostos opticamente puros na síntese química fina (Lopes et al., 2011). As esterases já foram 

isoladas de plantas, animais e microrganismos. Já foi confirmado que a produção de esterases 

pode ser constitutiva ou induzível em microorganismos, destacando-se os gêneros bacterianos 

Bacillus, Streptomyces e Pseudomonas e os gêneros fúngicos Aspergillus e Rhodosporidium 

(Sayali e Satpute, 2013).  

As lipases (triacilglicerol acil-hidrolases EC 3.1.1.3) são principalmente ativas contra 

substratos insolúveis em água, como triglicerídeos compostos por ácidos graxos de cadeia 

longa, enquanto as esterases hidrolizam preferencialmente ésteres "simples" e geralmente 

apenas triglicerídeos compostos por ácidos graxos menores que C6 (Helistö e Korpela, 1998). 

Elas têm sido utilizadas em uma ampla variedade de aplicações nas áreas de farmácia, química 

fina, saúde geral, alimentos, cosméticos, meio ambiente e energia (Robic et al., 2017). Elas 

pertencem à classe das serina hidrolases e catalisam a hidrólise de triacilgliceróis em glicerol, 

diacilgliceróis, monogliceróis e ácidos graxos livres. Além disso, as lipases catalisam a 

hidrólise e a transesterificação de outros ésteres, bem como a síntese de ésteres e exibem 

propriedades enantiosseletivas (Treichel et al., 2009). Geralmente, a hidrólise das ligações éster 

ocorre na interface entre uma fase de substrato insolúvel e a fase aquosa em que as enzimas 

lipolíticas permanecem dissolvidas. Na natureza, as lipases apresentam variações quantos as 

suas especificidades de reação. Algumas têm afinidade por ácidos graxos de cadeia curta (C2, 

C4, C6, C8 e C10), enquanto outras têm preferência por ácidos graxos insaturados (oleico, 

linoleico, linolênico, etc.), e existem até mesmo aquelas que são inespecíficas e dividem 

aleatoriamente os ácidos graxos dos triacilgliceróis (Brahmachari, Demain e Adrio, 2017). Os 

avanços na biologia molecular levaram à descoberta de enzimas lipolíticas que não podem ser 

classificadas pelo sistema pre-existente. Utilizando métodos de comparação baseados em 

sequência, novas famílias foram integradas ao sistema prévio de classificação, consistindo 

atualmente em 35 famílias e 11 subfamílias de lipase verdadeiras (Hitch e Clavel, 2019). As 

lipases são onipresentes, sendo produzidas por uma variedade de organismos, incluindo 

animais, plantas e microrganismos, destacando-se como principais produtores os fungos, como 

os pertencentes aos gêneros Aspergillus, Rhizomucor Yarrowia e Candida, e as bactérias, 



43 

 

principalmente espécies dos gêneros Pseudomonas, Bacillus, Streptomyces e Burkholderia 

(Gupta, Gupta e Rathi, 2004; Borrelli e Trono, 2015). 

 

1.6 Enzimas microbianas marinhas 

Os oceanos cobrem aproximadamente 71% da superfície da Terra, representando o 

maior e mais promissor reservatório aquático de biodiversidade do planeta (Zhao, 2011; 

Homaei, 2015; Ghanbarzadeh, Golmoradizadeh e Homaei, 2018). Os oceanos incluem os 

maiores extremos de luz, salinidade, temperatura e pressão, em que os habitats variam de águas 

tropicais rasas a trincheiras oceânicas com alta pressão, se comparado com as águas rasas 

(Imhoff, Labes e Wiese, 2011; Trincone, 2013). No curso da evolução, os microrganismos 

marinhos se adaptaram desenvolvendo capacidades metabólicas únicas para garantir a 

sobrevivência em diversos habitats e produzir uma variedade de metabólitos diferentes dos 

produtos microbianos terrestres (Jensen e Fenical, 1996; Faulkner, 2000). Esses ambientes 

ainda permanecem praticamente inexplorados biotecnologicamente, quando comparados com 

os ecossistemas terrestres (Zhang e Kim, 2010; Ambrosino et al., 2019). Portanto, o ambiente 

marinho abriga diversas comunidades de microrganismos adaptados a diversos parâmetros 

ambientais, como alta concentração de sal, temperaturas extremas, pH ácido e alcalino, pressão 

barométrica extrema e baixa disponibilidade de nutrientes e a diversidade metabólica desses 

microrganismos pode ser uma fonte de enzimas capazes de atuar exclusivamente em ambientes 

industriais (Harrison et al. 2013; Ferrer et al., 2019). 

Essas características ecofisiológicas particulares dos microrganismos marinhos têm 

levado a um interesse crescente na prospecção de recursos marinhos para enzimas com 

aplicações em biotecnologia (Trincone, 2011; Dionisi, Lozada e Oliveira, 2012; Arnosti et al., 

2013). Levando em consideração que a maioria dos processos industriais são conduzidos em 

condições adversas, como extremos de pHs ácidos ou básicos, temperaturas baixas e/ou altas e 

salinidade elevada, existe um maior interesse nas chamadas “enzimas extremas” ou 

“extremoenzimas” (Huston, 2008; De Santi et al., 2015). Arqueias, microrganismos 

extremófilos, bactérias marinhas, como Vibrio, Bacillus, Pseudoalteromonas, Pseudomonas e 

Staphylothermus, actinobactérias, fungos e microrganismos simbióticos são fontes da maioria 

das enzimas marinhas com novas propriedades químicas e únicas atividades biocatalíticas, 

algumas dessas já tendo sido utilizadas em setores industriais (Trincone, 2011; Sana, 2013; 

Parages et al., 2016). 

Várias agarases já foram isoladas de diferentes gêneros bacterianos encontrados na água 

do mar, sedimentos marinhos e outros ambientes, e algumas são utilizadas na indústria (Jahromi 
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e Barzkar, 2018). Uma Pseudoalteromonas sp. NJ21 isolada de sedimento na Antártica 

produziu uma exo-β-agarase com a capacidade de degradar agarose em NA2 como produto 

final, indicando esta enzima como um candidato interessante para aplicações industriais em 

vários campos, incluindo cosméticos e medicamentos, devido as atividades antioxidantes dos 

oligossacarídeos derivados de agarases bacterianas (Jiang, 2019). A alta resistência ao sal e a 

detergentes de agarases também pode ser útil em aplicações industriais. Uma β-agarase 

proveniente da bactéria marinha Cellulophaga algicola DSM 14237, mostrou alta tolerância ao 

sal, retendo mais de 70% da atividade máxima na presença de NaCl a 2M (Han, Zhang e Yang, 

2019). Outra β-agarase da bactéria agarolítica marinha Persicobacter sp. O CCB-QB2 mostrou 

maior atividade em 0,1% de SDS (do inglês, “sodium dodecyl sulfate”) e Triton X-100 do que 

na ausência de SDS (Hafizah, Thu e Furusawa, 2019). A estirpe Acinetobacter PS12B, isolada 

a partir de sedimentos marinhos, mostrou-se uma candidata produtora de uma agarase 

promissora. O pH e a temperatura ideais para a atividade da agarase purificada foram de 8,0 e 

40°C, respectivamente. A atividade enzimática foi estimulada pela presença de íons Fe2+, Mn2+ 

e Ca2+, enquanto os reagentes redutores (β-mercaptoetanol e ditiotreitol, DTT) aumentaram sua 

atividade em 30-40%. A agarase purificada exibiu tolerância a detergentes e solventes 

orgânicos e os principais produtos de hidrólise do ágar foram NA4 e também uma mistura de 

oligossacarídeos mais longos NA6 e NA7. Os resíduos de alga hidrolisada pela enzima exibiram 

forte atividade antioxidante in vitro. O uso potencial da enzima é indicado para produzir 

hidrolisado de algas marinhas com propriedades benéficas à saúde humana, além de aplicações 

como a produção de biocombustíveis (Leema e Sachindra, 2018). 

Além das celulases de origem terrestre, as celulases microbianas de ambiente marinho 

também demonstraram uma conversão bem-sucedida da biomassa vegetal à base de celulose 

em açúcar fermentável. Várias fontes microbianas marinhas foram relatadas como produtoras 

de celulases, incluindo bactérias, fungos filamentosos e leveduras, geram celulase, como os 

gêneros Nocardiopsis, Alteromonas, Fusarium, Clostridium, Pseudomonas, Acetivibrio, 

Streptomyces, Vibrio, Rumminococcus, Cellulomonas, Bacillus, Aspergillus, Trichoderma, 

Mitococcus, Penicillium, Cladosporium e Aureobasidium (Trivedi, Reddy e Lali, 2016; Barzkar 

e Sohail, 2020).  

Exemplos de celulases com aplicações industriais são da estirpe marinha Bacillus sp. 

OH1666, que produz uma celulase com termoestabilidade e atividade específica em ampla faixa 

de pH (3,0 a 9,0) e se demonstrou um agente potencial para sacarificação em etapa única da 

biomassa de algas marinhas (Harshvardhan, Mishra e Jha, 2013). Também foi analisada uma 

celulase de uma estirpe de Pseudoalteromonas com atividade em uma ampla faixa de pH (2,0 
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a 5,0) e temperatura (15 a 75°C) e concentrações de sal, com potencial para o desenvolvimento 

de um processo eficiente de hidrólise de biomassa, desde que a produção da enzima seja 

melhorada através de estratégias de biologia sintética e de sistemas (Trivedi et al., 2013). A 

estirpe Bacillus carboniphilus CAS 3 isolada de sedimentos marinhos da costa indiana foi 

descrita por apresentar ótima atividade celulolítica com aplicação na sacarificação extensiva de 

palha de arroz pré-tratada (Annamalai, Rajeswari e Balasubramanian, 2014). Uma β-

glucosidase de Pseudomonas lutea BG8, ativa na faixa de 5 a 30ºC, foi relatada como adequada 

para diminuir o consumo de energia para a produção de bioetanol, indicada para aumentar a 

eficiência da sacarificação de celulose em temperatura baixa (Tiwari et al., 2016; Gupta et al., 

2020). A endoglucanase Bc22Cel tolerante ao sal secretada pela estirpe Bacillus sp. SR22, 

exibiu ampla resistência à pH e temperatura, com valores ótimos de 6,5 e 60°C, 

respectivamente. Bc22Cel ainda demonstrou uma propriedade halofílica considerável, sendo 

capaz de manter mais de 70% de sua atividade residual, mesmo quando pré-incubada com NaCl 

a 1,5 M por 1h. Portanto, Bc22Cel foi sugerida como uma endoglucanase candidata potencial 

e útil para aplicações industriais, como a bioconversão do bagaço da cana-de-açúcar em seus 

derivados (Dos Santos et al., 2018). 

Atividade sob baixas temperaturas, tolerância ao sal, pH e termoestabilidade de amilases 

específicas de diferentes espécies de bactérias, fungos filamentosos e leveduras marinhas são 

características interessantes para várias indústrias. As principais fontes para a produção de α-

amilase são variadas espécies de Bacillus e de β-amilase são alguns microrganismos como 

Pseudomonas sp., Bacillus cereus, Bacillus polymyxa, Bacillus megaterium, Streptomyces sp. 

e Rhizopus japonicus (Suriya et al., 2016; Trincone, 2018). Um exemplo de aplicação 

biotecnológica desta enzima é na produção do pululano, um polissacarídeo composto de 

unidades de maltotriose produzida por Aureobasidium pullulans. No estudo, a α-amilase 

marinha adaptada a frio produzida por E. coli BL21/pEtac-amy derivada de Pseudoalteromonas 

arctica GS230 marinha foi usada para hidrolisar o amido a partir de batata crua e os produtos 

da hidrólise foram usados para produção de pululano por uma cepa marinha de Auerobasidium. 

Pela flexibilidade de suas unidades interligadas de maltotriose, o pululano possui propriedades 

interessantes na produção de filmes transparentes finos, resistência a óleo e impermeabilidade 

ao oxigênio, além de sua importante utilização nas indústrias cosmética, farmacêutica e 

alimentícia (Wu et al., 2016).  

A amilase HP664 produzida pela bactéria marinha Catenovolum sp. O X3, demonstrou-

se ativa de 20 a 50ºC e possui tolerância a álcalis e solventes, propriedades especialmente 

interessantes para produção de biocombustíveis a partir de amido. Após sua expressão 
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heteróloga, a enzima recombinante foi aplicada na produção de bio-hidrogênio e foi obtido um 

rendimento de 119,08 mL/g de hidrolisado de amido, 3,73 vezes superior ao controle sem o 

tratamento com HP664, através da fermentação por espécies de Clostridium (Wu et al., 2017). 

Essas características também foram verificadas em uma amilase alcalofílica proveniente de 

Luteimonas abyssi, uma bactéria isolada de sedimento, que foi capaz de manter sua atividade 

sem cálcio, uma característica favorável na indústria de detergentes (Song et al., 2016). Uma 

nova α-amilase (AmyZ1) foi descoberta em uma bactéria isolada em alta profundidade, 

Pontibacillus sp. ZY. Quando expressa em E. coli, AmyZ1 mostrou alta atividade nas faixas de 

pH 6,0-7,5 e temperatura de 25-50°C. Seu pH e temperatura ótimos foram 7,0 e 35°C, 

respectivamente. Semelhante à maioria das α-amilases, a atividade de AmyZ1 foi aumentada 

(2,4 vezes) em 1,0 mM de Ca2 +. A atividade específica de AmyZ1 em relação ao amido de 

arroz cru foi de 12.621 ± 196 U/mg, muito maior do que outras hidrolases de amido cru 

relatadas. Além disso, ao hidrolisar o amido de milho cru usando a combinação de AmyZ1 e 

glucoamilase comercial, a taxa de hidrólise atingiu 75% após 4,5 h de reação, notavelmente 

mais alta que a obtida nas indústrias de processamento de amido (Fang et al., 2019). 

Alguns microrganismos marinhos como Streptomyces fungicidicus, espécies de 

Bacillus, Pyrococcus furiosus e Thermococcus, são mais descritos como produtores de 

peptidases (Barzkar et al., 2018). A peptidase do hipertermófilo marinho Staphylothermus 

marinus é patenteada (WO1991019791A1, 1991), tendo um pH ótimo na faixa alcalina e 

temperatura ideal de 95°C (Antranikian e Klingenberg, 1990). Além disso, também é relatado 

o uso de enzimas proteolíticas partir de bactérias hipertermofílicas, como P. furiosus ou 

Thermococcus na formulação de detergentes (Antranikian e Klingenberg, 1995; Kelly et al., 

1995; Trincone, 2012). Atualmente, as enzimas fibrinolíticas consistem em um alvo 

interessante na área de biocatalisadores terapêuticos. Nesse contexto, com o objetivo de 

produzir uma enzima viável e econômica a partir de uma potencial actinobactéria, uma 

peptidase fibrinolítica foi purificada a partir de Streptomyces rubiginosus VITPSS1 isolada de 

sedimento. As condições ideais de cultivo para a produção de peptidase fibrinolítica foram com 

glicerol, farelo de soja, pH 7,2 e uma temperatura de 37°C (Verma et al., 2018).  

Uma nova peptidase marinha psicrofílica foi encontrada a partir de uma bactéria 

marinha Flavobacterium YS-80 no Mar Amarelo, na costa oeste chinesa. A peptidase purificada 

a partir da estirpe selvagem sob condições otimizadas de fermentação apresentou características 

que conferiam uma estrutura total estável e menos flexível, resultando em maior estabilidade 

térmica (Zhang et al., 2011). Uma peptidase alcalina extracelular produzida pela estirpe 

marinha Pseudoalteromonas sp. 129-1 foi purificada e manteve atividade e estabilidade 
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consideráveis em uma ampla faixa de temperatura de 10 a 60°C e faixa de pH de 6,0 a 11,0, e 

a atividade ótima foi detectada na temperatura de 50°C e pH 8,0. O inibidor da metaloprotease 

(EDTA, do inglês “ethylenediaminetetraacetic acid”) não teve efeito inibitório na atividade da 

peptidase, mesmo em concentrações de até 15 mM, enquanto o PMSF (do inglês, 

“phenylmethylsulfonyl fluoride”), um inibidor comum da serina protease, inativou 

consideravelmente a enzima. Foi observada alta estabilidade da peptidase na presença de 

surfactantes (SDS, Tween 80 e Triton X-100), agente oxidante (H2O2) e detergentes comerciais. 

Além disso, a peptidase foi tolerante a maioria dos solventes orgânicos testados e solução salina 

em até 30%. Curiosamente, o biofilme de P. aeruginosa PAO1 foi bastante reduzido em 0,01 

mg/mL da peptidase e quase completamente dissolvido em concentração de 1,0 mg/mL. 

Coletivamente, a peptidase de Pseudoalteromonas sp. 129-1 se mostrou interessante como 

aditivo em detergente para a roupa e agente anti-biofilme não tóxico (Wu et al., 2015b). 

Dentre os microrganismos marinhos produtores de esterase, chamam a atenção Bacillus, 

Streptomyces e Pseudomonas. As enzimas lipolíticas com características físico-químicas únicas 

estão ganhando mais destaque por sua imensa importância industrial. Uma nova enzima 

lipolítica foi clonada e expressada a partir de uma biblioteca genômica preparada a partir da 

bactéria marinha Psychrobacter pacificensis. A esterase recombinante, Est11, foi capaz de 

hidrolisar ésteres de cadeia curta (C2 a C8) e exibiu uma atividade ótima contra o éster butirato 

(C4), temperatura e pH ótimos foram de 25 a 30°C e 7,5, respectivamente. Est11 apresentou 

mais de 70% de atividade residual a 10°C, sugerindo que era uma esterase ativa a frio. A enzima 

era altamente ativa e estável em alta concentração de NaCl (5 M) e a incubação com etanol, 

isopropanol, propanodiol, dimetilsulfoxido (DMSO), acetonitrila e glicerol produziu efeitos 

positivos notáveis na atividade da enzima. Essa nova enzima com propriedades como 

adaptabilidade ao frio, tolerância ao sal e a solventes orgânicos é uma potencial candidata para 

atender às necessidades de diversos processos industriais (Wu et al., 2015a).  

Outra esterase microbiana marinha de Pseudomonas oryzihabitans HUP022 isolada de 

grandes profundidades no Oceano Pacífico exibiu uma tolerância muito boa a maioria dos 

solventes orgânicos, surfactantes e íons metálicos testados. Essa esterase microbiana de mar 

profundo é um biocatalisador com excelente potencial na síntese assimétrica nas indústrias 

química e farmacêutica e poderia ser um substituto aos métodos tradicionais que causam 

poluição ao meio ambiente (Wang et al., 2016). Uma nova esterase ativa em baixas 

temperaturas, EstLiu, foi clonada a partir da bactéria marinha Zunongwangia profunda, 

expressada em E. coli BL21 (DE3) e purificada, exibiu ampla especificidade de substrato com 

a maior atividade hidrolítica contra butirato de p-nitrofenil (C4). A atividade ótima da enzima 
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foi em pH 8,0 e a 30°C, com boa termoestabilidade e inativação acelerada acima de 60°C. 

EstLiu exibiu uma atividade residual impressionante de 75% a 0°C e manteve atividade residual 

também frente a 50% (v/v) de etanol, isopropanol, DMSO e etileno glicol, bem como na 

presença de Tween 20, Tween 80 e Triton X-100 (Rahman et al., 2016). 

Várias lipases de bactérias marinhas já foram descritas, possuindo tolerância ao sal, pH 

levemente ácido/alcalino e baixa temperatura (Treichel et al., 2009; Sathishkumar et al., 2015). 

Os principais fungos e bactérias marinhos produtores de lipase pertencem aos gêneros 

Aspergillus, Pseudomonas, Bacillus, Streptomyces (Javed et al., 2018). Uma lipase de 

Pseudomonas otitidis isolada de sedimento marinho apresentou uma atividade específica de 

5647 U/mL (usando azeite de oliva como substrato), e apresentou atividade residual em pH 5,0-

9,0, em uma faixa de temperaturas entre 30°C e 80°C, e na presença de solventes orgânicos não 

polares (Navvabi et al., 2018). Um total de 20 isolados bacterianos marinhos foram obtidos do 

Mar Mediterrâneo e foram pesquisados quanto à produção de lipases. Todas as estirpes 

apresentaram capacidade lipolítica e a produtora mais promissora foi identificada como B. 

cereus HSS. Os fatores mais significativos que afetaram a produção da lipase foram as 

concentrações de FeSO4, KCl e concentrações de óleo (óleo de sésamo, óleo de milho, azeite, 

óleo de palma, óleo de coco e óleo de semente de algodão). A imobilização por adsorção em 

suporte esponjoso aumentou a atividade da lipase em 2,8 vezes em comparação com as células 

livres. Foi realizado um teste para o tratamento econômico de águas residuais oleosas e as 

eficiências de remoção da demanda biológica de oxigênio, sólidos totais em suspensão e óleo e 

graxa foram 87,63, 90 e 94,7%, respectivamente, sendo promissor para aplicações futuras no 

tratamento de esgoto (Hassan, Abd El Latif e Ali, 2018). A lipase recombinante de Colwellia 

psychrerythraea, uma bactéria psicrófila, exibiu temperatura e pH ideais de atividade a 25°C e 

pH 7,0, respectivamente, retendo mais de 80% da atividade entre 5°C e 15°C. Essas 

características foram consideradas promissoras para o tratamento de águas residuais com altas 

concentrações de lipídeos, pois a temperatura da drenagem de águas residuais é relativamente 

baixa (Watanabe et al., 2002). 

 

1.7 Enzimas do microbioma de esponjas 

Conforme dito anteriormente, o vasto repertório enzimático dos diversos membros das 

comunidades microbianas que habitam o holobionte das esponjas chama atenção pelas suas 

características de adaptação ao ambiente marinho, como halotolerância e atividade ótima na 

faixa alcalina, que são valorizadas para utilização em diferentes setores industriais. Segundo a 

última revisão sobre os biocatalizadores industriais do microbioma de esponjas (Oliveira et al., 
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2020b), a classe das hidrolases é a mais predominantemente investigada, seguidas pelas 

oxidoredutases. Da classe das hidrolases, as glicosídeo hidrolases (GHs) e as carboxilesterases 

represetam unidas aproximadamente 63% dos estudos relatados, seguidas das peptidases (18%) 

e estudos em que várias atividades exoenzimáticas (12%) foram detectadas, em sua maioria 

após apenas triagem em meio sólido. Considerando a afiliação taxonômica dos produtores 

microbianos, o domínio Bacteria é o mais investigado (66%), seguido pelos fungos (25%) e 

Archaea (9%). O filo Proteobacteria abriga os principais produtores bacterianos, 

predominantemente membros da classe Gammaproteobacteria, seguida pelo filo 

Actinobacteria, com a maioria pertencendo ao gênero Streptomyces, e o filo Firmicutes, todos 

membros da família Bacillaceae. Em relação aos fungos, Ascomycota é o filo dominante, 

envolvendo principalmente os gêneros Aspergillus, Cladosporium, Cadophora e Penicillium. 

Em relação às arqueas, elas são predominantemente pertencentes ao filo Euryarchaeota (Malik 

e Furtado, 2019a, b; Gaonkar e Furtado, 2018, 2020), seguido do filo Thaumarchaeota (Schleper 

et al., 1997). 

As enzimas hidrolíticas pesquisadas no presente estudo produzidas por microrganismos 

isolados de outras esponjas marinhas descritas até o momento estão organizadas na Tabela 1, 

e os principais exemplos serão discutidos a seguir, atentando-se para aqueles em que as enzimas 

foram isoladas e caracterizadas bioquimicamente. 

Alguns dos principais membros bacterianos encontrados no microbioma de esponjas, 

destacando as classes Alpha-, Gammaproteobacteria (Proteobacteria) e Flavobacteria 

(Bacteroidetes), são conhecidos produtores de agarases caracterizadas bioquimicamente 

(Jahromi e Barzkar, 2018). Somente duas exoagarases derivadas de esponja foram relatadas, 

das estirpes Cytophaga (Imhoff e Stöhr, 2003) e Bacillus (Li et al., 2007), ambas observadas 

após a triagem em meio sólido. Sequências gênicas putativas de β-agarases (família GH50), α- 

(famílias GH5 e GH36) e β-galactosidases (família GH2), α-L-fucosidases (família GH95) 

foram detectadas em genomas de amplificação única (SAGs, do inglês, “single amplified 

genomes”) do filo candidato "Poribacteria", ainda considerado um modelo de simbionte 

microbiano de esponja (Kamke et al., 2013; Podell et al., 2019). O isolamento, a identificação 

e a caracterização bioquímica das polissacaridases marinhas do consórcio microbiano de 

esponjas devem receber mais atenção tendo em vista a diversidade de aplicações industriais que 

essas hidrolases apresentam (Trincone, 2018). 

A bactéria Marinobacter sp. (MSI032) isolada da esponja marinha Dendrilla nigra 

(Demospongiae) foi otimizada para a produção de carboximetilcelulase (CMCase) por 

fermentação submersa e a enzima foi purificada até 12,5 vezes com um rendimento de 37% e 
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uma atividade específica de 2.548,75 U/mg. A enzima purificada exibiu atividade máxima na 

temperatura mesofílica (27 – 35°C) e em ampla faixa de pH com atividade ótima em pH 9,0 e 

permaneceu estável mesmo a um pH alcalino superior a 12,0 (Shanmughapriya et al., 2009). 

Uma haloarquea produtora de celulase, a estirpe Haloferax sulfurifontis GUMFAZ2, foi isolada 

de Haliclona sp. (Homoscleromorpha), uma esponja marinha coletada na região rochosa entre 

marés de Anjuna, Goa (India). A cultura microbiana produziu celulase extracelular com uma 

atividade máxima de 11,7 U/mL, usando carboximetilcelulose-Na (CMC-Na), como única 

fonte de carbono em meio contendo NaCl 3,5 M, pH 7,0 a 40°C e gerou celobiose e glicose, 

detectáveis por cromatografia em camada fina (CCD). Ao contrário das celulases 

convencionais, essa enzima é ativa na presença de NaCl a 5M e não possui atividade de xilanase 

associada, podendo ser considerada como celulase livre de xilanase, em que essas celulases 

consideradas “xylanase-free” são mais vantajosas por possuírem atividade em temperaturas 

mais elevadas e em condições alcalinas, podendo ser aplicadas no biobranqueamento da 

celulose e na indústria do papel, como alternativas ao uso de compostos clorados tóxicos, 

realizando a degradação seletiva da matriz de hemicelulose, aumentando o brilho do papel e 

resultando em uma dissolução melhor da celulose e consequentemente reduzindo os riscos de 

doenças ambientais gerados pelos halogênios orgânicos adsorvíveis liberados no tratamento 

convecional (Walia et al. 2017; Malik e Furtado, 2019b). 

Uma bactéria endossimbionte Halobacterium salinarum MMD047, isolada da esponja 

marinha Fasciospongia pyriformis (Demospongiae), coletada na costa peninsular da Índia foi 

relatada por produzir eficientemente amilase. A produção máxima de enzima foi obtida em 

meio mínimo suplementado com sacarose a 1% e verificou-se que a enzima foi produzida 

constitutivamente mesmo na ausência de amido. A temperatura e o pH ótimos para a produção 

da enzima foram de 40°C e 8,0, respectivamente e a enzima purificada exibiu atividade máxima 

na faixa de pH de 6,0 a 10,0 com um pH ótimo de 9,0. A enzima foi estável a 40°C e sua 

atividade diminuiu drasticamente acima de 50°C. A enzima foi caracterizada como amilase 

alcalina, podendo ter potenciais aplicações para hidrolisar o amido sob condições de pH alto na 

indústria têxtil e como ingrediente em detergentes para máquinas de lavar louça e lavanderia 

automáticas (Shanmughapriya et al., 2009). Uma estirpe amilolítica de Streptomyces sp. SBU3 

isolada da esponja Ircinia sp. (Demospongiae) da Costa do Cabo Comorin (Índia) também foi 

descrita. O meio de produção da amilase foi suplementado com 1% de NaCl (m/v) e induziu a 

produção máxima da enzima (200 IU/mL). No entanto, a concentração de NaCl >2% (m/v) 

promoveu o decaimento gradualmente e retardou a atividade enzimática da amilase. A produção 
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ótima de α-amilase foi a 30°C (100 IU/mL) e pH 7,5 (95 IU/mL) (Krishnakumar, Bai e 

Premkumar, 2015). 

A maioria das lipases e esterases microbianas caracterizadas do microbioma de esponjas 

possuem pelo menos três ou mais características de adaptação ao habitat, como alcalifilia, 

halotolerância e estabilidade a agentes surfactantes e solventes orgânicos. A lipase purificada 

da Pseudomonas sp. MSI057 associada a esponja D. nigra teve sua atividade relativa 

aumentada em aproximadamente um terço em baixas concentrações de detergentes, incluindo 

Triton-X e SDS, sendo bem estável sob extração de acetona, além de apresentar uma natureza 

alcalina e psicrofílica (Kiran et al., 2008). Uma lipase alcalina também foi identificada na 

estirpe B. pumilus B106, isolado da esponja Topsentia rugosa (Homoscleromorpha) do mar da 

China Meridional (Zhang et al., 2009), com atividade sob uma temperatura ótima de 50°C, 

estável em altas concentrações de sal, mantendo 78% de atividade de 0 a 150% psu de KCl, e 

induzível na presença de 10% de metanol. Uma nova lipase halotolerante foi identificada após 

a triagem de uma biblioteca metagenômica de Haliclona simulans (Homoscleromorpha) 

(Selvin et al., 2012), exibindo atividade em ampla faixa de pH e termotolerância, associada a 

uma halotolerância de 99% de atividade retida em até 5 M de NaCl. Essa atividade também foi 

influenciada de forma positiva por detergentes e solventes orgânicos, revelando-se um 

biocatalisador com potencial emprego na indústria. 

Duas esterases recombinantes, denominadas EstB1 e EstB2, foram isoladas após uma 

extensa triagem de uma biblioteca genômica de uma estirpe de Bacillus sp. associada a Aplysina 

aerophoba (Homoscleromorpha) (Karpushova et al., 2005). Ambas as esterases hidrolisantes 

de ácidos graxos de cadeia curta diferiram em sua classificação baseada em sequência de 

aminoácidos, refletindo em algumas diferenças nas propriedades bioquímicas: EstB1 sendo 

levemente termofílica, ao passo que EstB2 exibiu mais características mesofílicas. Apesar das 

semelhanças em termos de afinidade do substrato, inibição por íons metálicos e estabilidade na 

presença de solventes orgânicos (estabilidade de até 50% do DMSO), EstB1 demonstrou uma 

tolerância ao NaCl e KCl relativamente mais alta que EstB2. Em outro estudo, uma nova 

esterase foi isolada do metagenoma da esponja de profundidade Stelletta normani 

(Demospongiae). Seu caráter levemente alcalifílico, em combinação com a halotolerância, 

reatividade aos íons metálicos e psicrofilia salientaram seu potencial emprego em processos de 

baixa temperatura como fabricação de alimentos, produtos farmacêuticos termolábeis e 

detergentes estáveis a baixas temperaturas (Borchert et al., 2017). Outra triagem de uma 

biblioteca metagenômica de Hyrtios erecta (Demospongiae) usando Tween 20 e CaCl2 como 

formulação de substrato resultou na detecção de um gene codificador de esterase, estHE1 
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(Okamura et al., 2010). A proteína EstH1 purificada apresentou especificidade para ácidos 

graxos > C6 e manteve sua atividade entre 25 e 55°C. Também atingiu 55% de sua atividade a 

40°C após 12 h, termoestabilidade interessante para uso em instalações industriais que 

necessitam de armazenamento por longos períodos de tempo. Além disso, o que mais chamou 

a atenção foi seu comportamento sob concentrações crescentes de NaCl, em que até 1,9 M, a 

atividade enzimática reduziu constantemente, mas uma sutil recuperação ocorreu quando a 

concentração de NaCl foi ajustada para 3,8 M. 

Muitas das peptidases descobertas a partir de estudos de microbiomas de esponja 

exibem propriedades bioquímicas equivalentes às proteases industriais anteriormente relatadas, 

como resistência a temperaturas elevadas e meios à base de solvente orgânico (Barzkar et al., 

2018). Uma peptidase termotolerante e alcalina foi purificada de uma potencial estirpe 

gelatinolítica de Roseobacter isolada da esponja marinha Fasciospongia cavernosa 

(Demospongiae) e apresentou atividade residual de quase 92,5% e 89% de sua atividade sob 

pH 9,0 e a 50°C, respectivamente (Shanmughapriya et al., 2008). A atividade proteolítica foi 

confirmada no extrato bruto de uma estirpe halofílica de Halococcus sp. GUGFAWS-3, isolada 

de espécimes de Haliclona da costa indiana após cultivo em meio líquido suplementado com 

NaCl a 25% (Gaonkar e Furtado, 2018) e foi subsequentemente caracterizada como uma 

extremozima (Gaonkar e Furtado, 2020). As extremozimas são muito resistentes a condições 

extremas, possuindo propriedades extraordinárias como adaptabilidade ao frio e halo e 

termoestabilidade, sendo comumente isoladas de microrganismos extremófilos.  

As bactérias derivadas de esponjas marinhas também têm sido a fonte de enzimas 

proteolíticas com aplicações biomédicas. Uma peptidase fibrinolítica foi isolada de uma estirpe 

de Streptomyces radiopugnans de esponjas tubulares marrons Agelas conifera (Demospongiae) 

altamente caseinolítica e, além da capacidade de degradação do plasminogênio da caseína, 

sendo capaz de liberar os glóbulos vermelhos com maior eficiência do que o medicamento 

estreptoquinase, destacando sua utilidade como agente trombolítico para distúrbios 

cardiovasculares, como infarto agudo do miocárdio e derrames (Dhamodharan et al., 2019). 

A pesquisa por enzimas produzidas por microrganismos isolados de esponjas ainda está 

incipiente, mesmo com seu o notório potencial industrial revelado pelos exemplos aqui 

apresentados. Os microrganismos que habitam esse holobionte certamente produzem enzimas 

das mais variadas classes, as quais, pelas suas características de adaptação ao habitat similar ao 

que é encontrado em todas os biocatalisadores marinhos, podem ser ativas em pHs ácidos ou 

básicos, temperaturas extremamente baixas e altas e salinidade elevada. Isso favorece seu 

emprego em uma miríade de processos industriais que majoritariamente ocorrem nessas 
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condições adversas ou extremas. Assim, salientando-se a diversidade de aplicações industriais 

que essas enzimas podem ter e o fato de que algumas espécies de esponjas que abrigam 

membros microbianos simbiontes produtores de biomoléculas com características únicas são 

endêmicas do litoral brasileiro e pouco exploradas, o investimento em estudos voltados para 

exploração do holobionte porífero sob múltiplas potencialidades biotecnológicas se faz 

extremamente relevante e promissor. 



54 

 

Tabela 1 - Conhecimento atual sobre o potencial biocatalítico de hidrolases do microbioma de esponjas. 

Enzimas Status Fonte Classificacao taxonomica 

(Domínio) 

Esponja(s) Resultados relevantes Referência 

Gênero ou espécie 

(Classe) 

Localização 

geográfica (país) 

Amilase Purificada Fungo 

cultivável 

Mucor sp.  

(Eukarya) 

Spirastrella sp. 

(Demospongiae) 

Ilha Havelock 

(India) 

pH ótimo de 5,0 e 

temperatura ideal de 60°C 

Mohapatra, 

Banerjee e Bapuji 

(1998) 

Amilase, 

celulase e 

protease 

Extrato bruto Bactérias 

cultiváveis 

Vários gêneros  

(Bacteria) 

Vários gêneros  

 (Demospongiae) 

Baía de Bengala 

(Índia) 

Altas atividades (> 0,5 

UI/mL) das três enzimas 

em estirpes dos gêneros 

Alcaligenes e Bacillus. 

Mohapatra, Bapuji 

e Sree (2003) 

Protease, lipase, 

quitinase, 
agarase 

Triagem em 

meio sólido 

Bactérias 

cultiváveis 

Vários gêneros  

(Bacteria) 

Stelletta tenui, 

Halichondria rugosa e 
Dysidea avara 

(Demospongiae) 

Ilha Sanya (China) Alguns isolados exibiram 

múltiplas atividades 
enzimáticas e a estirpe J-1 

de Bacillus cereus mostrou 

altas atividades de protease 

e lipase.  

Li et al. (2007) 

Protease Purificada Bactéria 

cultivável 

Roseobacter sp. MMD040  

(Bacteria) 

Fasciospongia 

cavernosa 

(Demospongiae) 

Vizhinjam (India) A temperatura e o pH 

ótimos para a produção da 

enzima foram 37°C e 7,0, 

respectivamente. 

Shanmughapriya et 

al. (2008) 

Lipase Purificada Bactéria 

cultivável 

Pseudomonas sp. MSI057  

(Bacteria) 

Dendrilla nigra 

(Demospongiae) 

Vizhinjam (India) A atividade da enzima 

purificada foi ótima a 37°C 

e mostrou 80% de atividade 

a 20°C. O pH ideal foi 9,0. 

Kiran et al. (2008) 

Lipase Extrato bruto Bactéria 

cultivável 

Bacillus pumilus B106 

(Bacteria) 

H. rugosa 

(Demospongiae) 

Ilha Sanya (China) Esta lipase mostrou 

tolerância a alta salinidade 

(150% psu), pH (8,0) e 

temperatura (50°C). 

Zhang e Kim 

(2010) 

Amilase Purificada Bactéria 

cultivável 

Halobacillus halophilus 

MMD047  

(Bacteria) 

F. cavernosa 

(Demospongiae) 

Vizhinjam (India) A temperatura e o pH 

ótimos para a produção da 

enzima foram de 40°C e 

8,0, respectivamente. 

Shanmughapriya et 

al. (2009) 

Amilase, 

protease, 

gelatinase, 
DNase, lipase, 

fosfatase, urease 

Triagem em 

meio sólido 

Bactéria 

cultivável 

Vibrionales – 

principalmente (Bacteria) 

Dysidea granulosa e 

Haliclona fibulata 

(Demospongiae) 

Lagoa da ilha de 

Kavaratti (Índia) 

Quase 50% das bactérias 

associadas à esponja 

expressaram múltiplas 
atividades enzimáticas (> 

4,0) 

Feby e Nair (2010) 
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Celulase Purificada Bactéria 

cultivável 

Marinobacter sp. MSI032 

(Bacteria) 

D. nigra 

(Demospongiae) 

Vizhinjam (India) A enzima purificada teve 

atividade ótima a pH 9,0 e 

permaneceu estável mesmo 

a um pH > 12,0 

Shanmughapriya et 

al. (2010) 

Esterase Purificada Metagenoma Não identificado (Bacteria) Hyrtios erecta 

(Demospongiae) 

Ilha Ishigaki 

(Japão) 

EstHE1 possui a 

termoestabilidade e a 

halotolerância ao 

necessárias para uso como 

enzima industrial 

Okamura et al. 

(2010) 

Lipase Triagem em 

meio sólido 

Metagenoma Methylobacter sp. 

(Bacteria) 

Cymbastela 

concentrica 
(Demospongiae) 

Ilha nua (Austrália) Três proteínas produziram 

atividades 
hidrolíticas/lipolíticas e 

conferiram propriedades 

antibacterianas a 

hospedeira E. coli. 

Yung et al. (2010) 

Celulase Extrato bruto Fungos 

cultiváveis 

Vários isolados de fungos 

(Eukarya) 

Latrunculia corticata 

(Demospongiae) 

Sharm El-Sheikh de 

Mar Vermelho 

(Egito) 

Uma estirpe recombinante 

Tahrir-25 superproduziu 

celulases (exo-β-1,4-

glucanase, endo-β-1,4-

glucanase e β-1,4-

glucosidase) 

El-Bondkly e El-

Gendy (2012) 

Lipase Purificada Metagenoma Não identificado (Bacteria) H. simulans 

(Demospongiae) 

Costa oeste 

(Irlanda) 

A atividade máxima de 

2.700 U/mg foi observada 
com palmitato de p-

nitrofenil 10 mM como 

substrato, na presença de 

Ca2+ e NaCl 5 mM em uma 

reação de 15 min a pH 7,0 e 

40°C 

Selvin et al. (2012) 

Lipase, protease 

e xilanase 

Extrato bruto Fungos 

cultiváveis 

Vários isolados de fungos 

(Eukarya) 

Não informado Base Comandante 

Ferraz Antártico 

Brasileiro 

(Antártica) 

46,39, 37,11 e 14,43% das 

leveduras avaliadas foram 

capazes de produzir lipase 

(a 15°C), xilanase (a 15°C) 

e protease (a 25°C), 
respectivamente.  

Duarte et al. 

(2013) 

Lipase Purificada Metagenoma Não identificado (Bacteria) Ircinia sp. 

(Demospongiae) 

Ilha Yongxing 

(China) 

LipA foi ativa em ampla 

faixa alcalina, com 

atividade ótima em pH 9,0, 

e alto nível de estabilidade 

Su et al. (2015) 
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em uma faixa de pH de 7,0 

a 12,0. 

Amilase Extrato bruto Bactéria 

cultivável 

Streptomyces sp. SBU3 

(Bacteria) 

Ircinia sp. 

(Demospongiae) 

Costa do Cabo 

Comorin (Índia) 

A produção ótima de α-

amilase foi observada em 

pH 7,5 a 30ºC por 96h. 

Krishnakumar, Bai 

e Premkumar  

(2015) 

Celulases Extrato bruto Fungo 

cultivável 

A. sydowii CBMAI 934 e 

A. sydowii CBMAI 935 

(Eukarya) 

C. erecta 

(Demospongiae) 

Região de São 

Sebastião (Brasil) 

Atividades de 0,73, 1,9, 2,4 

e 1,3 FPU/g (de substrato) 

para A. sydowii CBMAI 

935, A. sydowii CBMAI 

934, respectivamente. 

Santos et al. 

(2017) 

Esterase Purificada Metagenoma Não identificado (Bacteria) Stelletta normani 
(Demospongiae) 

Costa oeste 
(Irlanda) 

A esterase recombinante 
mostrou-se mais ativa em 

pH 8,0 e exibiu tolerância 

ao sal em uma ampla faixa 

de concentrações. 

Borchert et al. 
(2017) 

Celulase, 

xilanase e 

peroxidase/fenol 

oxidase  

Parcialmente 

purificada 

Fungo 

cultivável 

Cadophora sp. TS2, 

Emericellopsis 

sp. TS11 e 

Pseudogymnoascus sp. 

TS12 (Eukarya) 

S. normani 

(Demospongiae) 

Atlântico Norte 

Oceano (Irlanda) 

As atividades de CMCase e 

xilanase, exibiram valores 

ótimos de temperatura e pH 

entre 50 - 70°C e pH 5,0 - 

8,0, respectivamente, junto 

com boa termostabilidade e 

halotolerância. 

Batista-García       

et al. (2017) 

Amilase, 
celulase, 

protease 

Triagem em 
meio sólido 

Bactéria 
cultivável 

Vários gêneros  
 (Bacteria) 

Aplysina fulva, A. 
viridis and 

Hymeniacidon 

heliophila 

(Demospongiae) 

Costa do Rio de 
Janeiro (Brasil) 

Uma estirpe isolada de H. 
heliophila (Hh9) foi capaz 

de degradar os três 

substratos 

Araújo et al. 
(2017) 

Amilase, 

celulase, lipase 

e protease 

Triagem em 

meio sólido 

Bactéria 

cultivável 

Gammaproteobacteria e 

Firmicutes – maioria 

(Bacteria) 

Pione vastifica e 

Siphonochalina 

siphonella 

(Demospongiae) 

Jeddah (Mar 

Vermelho) 

Alta proporção de bactérias 

produtoras de lipase (n = 

22, 58%), enquanto as 

bactérias produtoras de 

protease (n = 7, 18%) e 

amilase (n = 3, 8%) foram 

mais baixas, e todos as 
estirpes foram negativas 

para a produção de 

celulase. 

Bibi et al. (2018) 

Lipase e 

protease 

Extrato bruto Arqueas 

cultiváveis 

Halococcus Haliclona sp. 

(Demospongiae) 

Ajuna (India) A estirpe produziu 

simultaneamente 49,5 

Gaonkar e Furtado 

(2018) 
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agarilyticus GUGFAWS-3 

(Archaea) 

U/mL de protease 

extracelular e 3,67 U/mL 

de lipase extracelular, na 

presença de NaCl a 25%. 

Protease Purificada Bactéria 

cultivável 

Streptomyces 

radiopugnans VITSD8 

(Bacteria) 

Agelas conifera 

(Demospongiae) 

Costa do mar de 

Rameshwaram 

(India) 

O pH e a temperatura ideais 

para a produção de protease 

fibrinolítica foram 7,0 e 

33°C, respectivamente. 

Dhamodharan et 

al. (2019);  

Celulase Extrato bruto Arquea 

cultivável 

Haloferax sulfurifontis 

(Archaea) 

Haliclona sp. 

(Demospongiae) 

Anjuna (India) A celulase bruta apresentou 

uma atividade ótima de 

11,7 U/mL, na 
concentração de NaCl a 

20%, pH 7,0 e 40°C. 

Malik e Furtado 

(2019b) 

Amilase Triagem em 

meio sólido 

Fungo 

cultivável 

Fusarium sp., 

Cladosporium sp. 

(Eukarya) 

Não informado Floresta de mangue 

de Mangkang 

(Indonésia) 

Entre os oito fungos 

estudados, apenas três 

produziram amilase 

extracelular. 

Sibero et al. (2019) 

Protease Purificada Bactéria 

cultivável 

Halococcus sp. 

GUGFAWS-3 (Archaea) 

Haliclona sp. 

(Demospongiae) 

Anjuna (India) A atividade ideal foi a 

70°C, NaCl 3 M e pH 7,0 e 

foi estável na presença de 

solventes orgânicos polares 

e não polares, detergentes e 

hidrocarbonetos. 

Gaonkar e Furtado 

(2020) 

Celulase, lacase Extrato bruto/ 

Abordagem 

molecular/-

ômica 

Bactéria 

cultivável 

Pseudomonas luteola 

20578 (Bacteria) 

Vários gêneros  

(Demospongiae) 

Ilha de Seribu 

Jacarta (Indonésia) 

A bactéria produtora de 

lacase foi identificada 

como produtora de proteína 

da família de oxidases 

multicobre. 

Maharsiwi et al. 

(2020) 
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2 JUSTIFICATIVA 

O sucesso da relação simbiótica microrganismo-esponja vem sendo explorado 

ativamente sob o âmbito biotecnológico, constituindo um dos principais campos de 

estudo na microbiologia de esponjas. Todavia, a maior parte das pesquisas ainda se 

concentra no isolamento e caracterização de substâncias antimicrobianas produzidas 

pelos microrganismos associados às esponjas marinhas. Considerando o vasto repertório 

enzimático dos mais diversos membros das comunidades microbianas nesse holobionte, 

salienta-se a imprescindibilidade de acessar esses biocatalisadores sob a perspectiva de 

seu uso industrial. Nos poucos casos em que enzimas de microrganismos isolados de 

diferentes espécimes de esponjas foram purificadas e caracterizadas bioquimicamente, 

notou-se a presença de duas ou mais características de adaptação ao ambiente, tais como 

halotolerância e atividade ótima na faixa alcalina (Oliveira et al., 2020b). Essas 

propriedades bioquímicas são comumente verificadas em enzimas marinhas e são 

valorizadas para utilização nas condições extremas em que se operam reações industriais. 

Com a devida atenção voltada ao viés industrial, certamente novos biocatalisadores serão 

descobertos com sucesso nesses simbiontes microbianos, não se restringindo a 

confirmação de sua atividade, mas indo além, até a comprovação de seu emprego prático 

nos setores de interesse. 

Considerando-se que Homoscleromorpha é uma classe recém-estabelecida 

(Gazave et al., 2012), com crescente caracterização de novas espécies e em constante 

revisão taxonômica, o conhecimento em microbiologia dessas esponjas ainda está em seu 

início, especialmente no que concerne às comunidades microbianas cultiváveis. Faz-se 

crucial salientar que as abordagens dependentes de cultivo ainda são de extrema 

relevância para descoberta e elucidação de novos metabólitos derivados dessas interações 

estabelecidas no holobionte porífero (Laport, 2018). Dessa forma, o presente trabalho se 

fundamentou na seleção de bactérias produtores de hidrolases de interesse biotecnológico 

isoladas do microbioma bacteriano cultivável associado a espécimes da esponja P. 

cyanorosea. 
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3 OBJETIVOS 

3.1 Objetivo geral 

Analisar a produção de hidrolases por bactérias isoladas da esponja marinha P. 

cyanorosea (Porifera, Homoscleromorpha). 

 

3.2 Objetivos específicos 

1. Isolar bactérias do microbioma da esponja marinha P. cyanorosea; 

2. Realizar a triagem da atividade das hidrolases agarase, amilase, celulase, 

esterase, lipase e peptidase das bactérias isoladas da esponja marinha P. 

cyanorosea; 

3. Selecionar e identificar as estirpes bacterianas potenciais produtoras das 

enzimas anteriormente avaliadas em meio sólido; 

4. Avaliar a estabilidade da produção de agarase pelas potenciais estirpes 

bacterianas produtoras em meio sólido frente a diferentes faixas de 

temperatura e pH; 

5. Realizar a triagem da produção de β-glicosidase em meio sólido com as 

potenciais estirpes bacterianas celulolíticas; 

6. Produzir o extrato bruto enzimático das hidrolases que tiveram maiores 

Índices Enzimáticos; 

7. Determinar a atividade do extrato bruto enzimático das hidrolases que 

tiveram maiores Índices Enzimáticos. 
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4 MATERIAIS E MÉTODOS 

4.1 Coleta e processamento das esponjas e isolamento bacteriano 

Um total de cinco amostras da esponja P. cyanorosea foram coletadas da região 

da “Poça de Maré do Carolina” no litoral da cidade de Cabo Frio (RJ) (22°53’14”S-

42°00’18”W), situada a 160 km da cidade do Rio de Janeiro (RJ) em maio de 2017. As 

coletas foram realizadas sob a coordenação do Prof. Dr. Guilherme Muricy (MN/UFRJ). 

Imediatamente após a coleta, os fragmentos foram lavados com água do mar esterilizada, 

para retirada da microbiota transiente da superfície do animal e do restante do substrato e 

armazenadas sob refrigeração. No laboratório, as amostras coletadas foram processadas 

sob condições assépticas para o isolamento bacteriano, conforme Marinho e 

colaboradores (2009). Os meios de cultura empregados para o isolamento bacteriano 

foram: BHI (do inglês, “Brain Heart Infusion”, não-diluído e diluído 1:10), Marine (não-

diluído e diluído 1:10) e Gauze I (Atlas, 2010). Na fase de isolamento, todos os meios 

foram suplementados com anfotericina B (Sigma-Aldrich) (1,0 µg/mL) com o intuito de 

inibir o crescimento de fungos. O meio Gauze I também foi acrescido de ácido nalidíxico 

(Sigma-Aldrich) (25 μg/mL), a fim de evitar o crescimento de bactérias gram-negativas 

de crescimento rápido, para facilitação da recuperação de actinobactérias marinhas. 

Depois das semeaduras nos meios citados anteriormente, as culturas bacterianas 

foram incubadas a temperatura ambiente (25ºC ± 3) por um período de até sete dias, para 

as bactérias heterotróficas em geral, e até 28 dias para as actinobactérias. Foi feito o 

exame diário do crescimento e morfologia das colônias bacterianas. As unidades 

formadoras de colônias (UFCs) selecionadas de acordo com as características 

morfológicas foram purificadas e estocadas nos caldos dos mesmos meios de cultivo em 

que foram originalmente isoladas, acrescidos de 20% (m/v) de glicerol para o estoque a -

20ºC. Os morfotipos bacterianos isolados receberam uma nomenclatura por meio de uma 

sigla de acordo com a fonte de sua origem (esponja ou larva), o meio em que foram 

recuperadas e a ordem de isolamento da UFC. À título de exemplo, a estirpe bacteriana 

“PA2MD11” foi isolada de P. cyanorosea (“P”), esponja adulta (“A”), segundo indivíduo 

(“2”), do meio de isolamento Marine 1:10 (“Marine Diluído”), consistindo na décima 

primeira UFC recuperada nesse meio (“11”). 

 

4.2 Triagem da produção de enzimas hidrolíticas de interesse biotecnológico 

As bactérias foram reativadas nos caldos dos mesmos meios utilizados no 

isolamento e após 24 – 72 horas, das que permaneceram viáveis, aproximadamente 107 
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células de cada estirpe isolada (10 µL) foram semeadas de modo a se obter um 

crescimento puntiforme (spot) nos meios descritos na Tabela 2 (composição detalhada 

no Anexo I). Após 96 - 120 h de incubação a 25°C, as leituras dos resultados foram 

conduzidas especificamente para cada meio de triagem, com o cálculo de Índice 

Enzimático [IE = tamanho da zona de hidrólise (mm)/tamanho da massa puntiforme 

bacteriana (mm)]. Um potencial produtor da exoenzima foi considerado como sendo 

aquele com o valor de IE igual ou maior que 2,0 (Hankin e Anagnostakis, 1975). Os 

experimentos descritos acima foram realizados em triplicata, porém as triplicatas foram 

fechadas apenas para as bactérias que foram positivas em uma primeira rodada de testes.  

Para todas as polissacaridases (agarase, amilase e celulase), a revelação foi feita 

através da adição de solução de lugol (KI3) fraco a uma concentração de 3,3g/L. A 

visualização de um resultado positivo consistiu no aparecimento de um halo claro de 

degradação do substrato polissacarídico em contraste com um meio escurecido, 

representando pelo polissacarídeo não hidrolisado e em complexo com as moléculas de 

iodo do lugol. Para esterase e lipase, um resultado positivo foi configurado pela formação 

de halos de precipitação de CaCl2 com os subprodutos de hidrólise liberados pelas 

enzimas lipolíticas. Para peptidase, o surgimento de um halo de degradação claro 

confirmou a atividade proteolítica sobre a caseína do leite desnatado, substrato 

empregado nesse meio de triagem. 

 

Tabela 2 - Lista de meios de culturas sólidos utilizados para a triagem da produção das exoenzimas 

hidrolíticas das bactérias isoladas de P. cyanorosea. 

Hidrolase investigada Meio de cultura de triagem Referência 

Agarase Meio de Hu Hu et al., 2008 

Amilase Ágar Nutriente suplementado com amido a 0,2% e 

Meio A1 (DSMZ Medium 1054) 

Hankin e Anagnostakis, 

1975; 

Atlas, 2010 

Celulase Ágar Carboximetilcelulose (CMC) Kasana et al., 2008 

Esterase Meio de Sierra acrescido de Tween 20 a 1,0% (m/v) Sierra, 1957 
Lipase Meio de Sierra acrescido de Tween 80 a 1,0% (m/v) 

Protease Ágar Leite Desnatado Atlas, 2010 

DSMZ (do alemão, “Deutsche Sammlung von Mikroorganismen und Zellkulturen GmbH”): Coleção Alemã 

de Microrganismos e Culturas Celulares. 1. Dois meios diferentes foram empregados para a triagem de 

amilase: Ágar Nutriente suplementado com amido a 0,2% para as bactérias isoladas dos meios BHI e BHI 

1:10 e o Meio A1 para as bactérias isoladas nos meios Marine, Marine 1:10 e Gauze I. 

 

 

4.3 Identificação molecular das estirpes potenciais produtoras de exoenzimas 

Subsequentmente à triagem da produção de hidrolases em meio sólido, as 

bactérias isoladas de P. cyanorosea com maiores valores de IE foram selecionadas para 

a identificação com base na amplificação e sequenciamento do gene rrs, codificador do 
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16S rRNA. A extração do DNA total bacteriano foi realizada por lise térmica das colônias 

e a amplificação do gene rrs por reação em cadeia da polimerase (PCR), ambos conforme 

previamente descritos por Laport e colaboradores (2017). Os oligonucleotídeos 

iniciadores universais 27F (5’-GAGTTTGATCCTGGCTCAG-3’) e 1492R (5’-

GGYTACCTTGTTAACGACTT-3’) (Weisburg et al., 1991) foram utilizados para essa 

etapa. Após a eletroforese em gel de agarose a 0,8% (m/v), os produtos de PCR com 

tamanhos de ~ 1,4 kb foram enviados para o serviço de sequenciamento pelo método de 

Sanger (Biotecnologia Pesquisa e Inovação, BPI, Botucatu, SP) com o emprego do 

iniciador 338F (5’-ACTCCTACGGGAGGCAGC-3’) (Huse et al., 2008). As sequências 

obtidas foram averiguadas quanto à sua qualidade no software Sequence Scanner 2.0 

(AppliedBiosystems) e, em seguida, submetidas à pesquisa pela ferramenta SINA do 

banco de dados do SILVA (https://www.arb-silva.de/aligner/) para afiliação filogenética. 

As sequências foram depositadas no banco de dados GenBank 

(https://submit.ncbi.nlm.nih.gov/subs/).  

 

4.4 Estabilidade da produção de agarase total em meio sólido sob diferentes 

temperaturas e pH 

A verificação da estabilidade da produção da agarase em meio sólido frente à 

diferentes temperaturas e faixas de pH foi conduzida em meio de Hu (Hu et al., 2008). 

Assim, um total de 10 μL de cultivo prévio (24 - 48h) em caldo Marine (pré-inóculo) das 

bactérias selecionadas foi semeado em spot na superfície do meio de Hu. 

Consecutivamente à incubação e crescimento bacteriano, foi conduzida a revelação do 

teste conforme descrito anteriormente (Tópico 4.2), com o cálculo do IE. A 

termoestabilidade foi verificada pela incubação da estirpe bacteriana selecionada à 10ºC, 

18ºC, 25ºC, 28ºC, 37ºC, 45ºC e 56ºC. Quanto à estabilidade a acidez ou alcalinidade do 

meio, o pH do meio de Hu foi ajustado para as faixas de pH de 5,0 a 11,0 com HCl (1,0 

M) ou NaOH (1,0 M). Para avaliação do efeito do pH, a incubação foi tanto a 28ºC quanto 

a 37°C. Para ambas as condições (temperatura e pH), as estirpes foram incubadas por uma 

semana, com a revelação realizada apenas após final desse período. Esses experimentos 

foram todos feitos em triplicata para maior confiabilidade e o resultado se deu pelo 

cálculo da média da triplicata dos valores de IEs encontrados para cada parâmetro. 

 

 

 

https://www.arb-silva.de/aligner/
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4.5 Triagem da produção de β-glicosidase em meio sólido 

Com finalidade de confirmação da geração das enzimas envolvidas na degradação 

completa da celulose, as potenciais bactérias quanto à produção de celulase total em Ágar 

CMC (Kasana et al., 2008; Anexo I) foram avaliadas qualitativamente quanto à produção 

de β-glicosidases. Inicialmente, as estirpes foram crescidas em caldo Marine por 24 - 48 

h a 25ºC e, então, semeadas de modo puntiforme (10 μL) em meio basal com esculina 

como substrato essencial, em triplicata (Atlas, 2010; Anexo I). Seguidamente à uma 

incubação por 48 h a 72 h, a atividade foi detectada quanto à formação de halos 

enegrecidos em torno dos spots de crescimento bacteriano. O princípio do teste está na 

geração de esculetina, o principal produto de hidrólise da esculina pela β-glicosidase, a 

qual se precipita com os íons férricos originando complexos moleculares com 

pigmentação escura (Pointing, 1999), visíveis macroscopicamente ao redor do 

crescimento puntiforme das bactérias testadas. 

 

4.6 Produção do extrato bruto enzimático de agarase e celulase 

Para a produção da agarase e celulase extracelular foram testados uma miríade de 

meios líquidos para fermentação submersa para adaptação das condições utilizadas nos 

artigos de caracterização de outras agarases e celulases, principalmente isoladas de 

habitats marinhos, até que se encontrasse aquele que a atividade enzimática fosse 

detectada (Anexo I). Alíquotas de 50 μL do pré-inóculo bacteriano foram adicionadas em 

50 mL desse meio de produção em Erlenmeyers de 250 mL. Esses frascos foram mantidos 

sob agitação a 130 rpm a 28ºC por até 72 h. As culturas foram, então, centrifugadas à 

13.600 xg por 30 min a 4ºC e o sobrenadante livre de células recuperado foi tratado como 

extrato enzimático bruto. A fim de se averiguar a manutenção da atividade enzimática do 

extrato bruto recém-preparado, foram feitos poços nos mesmos meios sólidos aplicados 

na triagem das respectivas polissacaridases e 10 μL do mesmo foi aliquotado, com a 

revelação conduzida conforme previamente detalhado. 

 

4.7 Quantificação da atividade de agarase e celulase do extrato bruto enzimático 

A atividade de agarase e de carboximetilcelulase (CMCase) do extrato bruto foi 

determinada pela dosagem de açúcares redutores liberados com o reativo ácido 3,5-

dinitrosalicílico (DNS). O reagente de ácido dinitrosalicílico para a determinação de 

açúcares redutores é composto de ácido dinitrosalicílico, “sal de Rochelle” (tartarato de 

sódio), bissulfito de sódio e hidróxido de sódio. O “sal de Rochelle” é introduzido para 
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impedir que o reagente dissolva oxigênio. A alcalinidade (hidróxido de sódio) é 

necessária para a ação redutora da glicose no DNS. O DNS, por sua vez, é um composto 

amarelado em solução que pode ser reduzido por açúcares redutores a um composto 

nitroamino análogo, ácido 3-amino-5-nitrossalicílico, que possui coloração avermelhada, 

ao mesmo tempo em que os açúcares redutores são oxidados. Este composto é aromático, 

assim como o DNS, mas absorve luz facilmente. Por isso, é possível estabelecer uma 

relação direta entre a quantidade de açúcares redutores presente na solução com a medida 

colorimétrica realizada em espectrofotômetro (quantidade de DNS reduzido). Quanto 

mais avermelhada é a solução resultante, maior é a concentração de açúcares redutores 

na amostra inicial (Miller, 1959). 

A estirpe bacteriana produtora da polissacaridase foi cultivada em caldo Marine 

(3,0 mL/tubo) a 28°C, 130 rpm por 24 - 48 h, seguido do inóculo de 50 µL desta cultura 

fresca em 50 mL do meio de produção, previamente preparados em Erlenmeyer. Para a 

produção do extrato enzimático bruto de agarase foi adotado o meio de produção mínimo 

otimizado (Fu et al., 2009; Anexo I). Para a produção do extrato enzimático bruto de 

celulase foi adotado o meio Luria-Bertani (LB) acrescido de 3,0% (m/v) de NaCl e 1,0% 

(m/v) de CMC (Anexo I). Seguidamente ao inóculo, os Erlenmeyers foram incubados a 

28°C a 130 rpm por 48-120 h. 

A solução de substrato para o ensaio de agarase foi composta de 0,2% (m/v) de 

ágar dissolvido em PBS (do inglês, “phosphate buffered saline”) 1X (pH 7,4) (Anexo II). 

Para atividade de CMCase, a solução de substrato usada foi composta de 1,0% (m/v) de 

CMC dissolvida em tampão fosfato de sódio a 10 mM (pH 7,4) (Anexo II). Alíquotas de 

1,0 mL do meio de produção inoculado com a estirpe bacteriana foram transferidas para 

microtubos de 2,0 mL, e estes foram centrifugados à 13.600 xg por 30 min a 4ºC. Os 

tubos foram mantidos sob baixa temperatura (4ºC) até a adição do extrato bruto 

enzimático na etapa de determinação da atividade enzimática. 

Cinco tubos de vidro de 20 mL (previamente esterilizados) foram organizados 

para compor o sistema de reação da atividade enzimática, sendo utilizados dois controles: 

um branco para reagente, com água destilada esterlizada ao invés do extrato bruto, e um 

branco para enzima, no qual a adição do extrato bruto se deu apenas depois da reação 

enzimática ter ocorrido nos tubos-teste e imediatamente anterior a inativação enzimática 

a 92ºC. Um total de 900 µL de solução de substrato (ágar a 0,2%, m/v, pH 7,4) e 100 µL 

do extrato bruto enzimático foram adicionados aos tubos e estes foram incubados a 37°C 
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por 45 min para o ensaio de atividade de agarase. Para o ensaio de determinação da 

atividade celulolítica, alíquotas de 500 µL de solução de substrato (1,0% CMC, pH 7,4) 

e 500 µL da extrato bruto enzimático foram adicionados e os tubos foram incubados a 

50°C por 30 min. Após o tempo de incubação, foram adicionados 1,0 mL de DNS a cada 

tubo e os mesmos foram aquecidos a 92°C por 10 min. Finalmente, os tubos foram 

colocados em um banho de gelo, a fim de permitir que esfriem, por três minutos e o 

volume de cada tudo foi completado com 8,0 mL de água destilada esterilizada, seguido 

de sua homogeneização em vórtex. A leitura da absorbância foi feita em 

espectrofotômetro a 540 nm (UV-1800, Shimadzu Corporation, Japão). Ambos ensaios 

enzimáticos foram conduzidos em triplicata para cada estirpe testada. 

Curvas-padrão (calibração) de D-galactose e D-glucose foram previamente 

preparadas para o cálculo da atividade enzimática dos extratos brutos de agarase e 

celulase, respectivamente. Uma unidade de atividade de cada polissacaridase avaliada 

(agarase/CMCase) foi definida como a quantidade de enzima capaz de liberar 1 μmol dos 

respectivos açúcares redutores (D-galactose ou D-glucose) por min sob as condições do 

ensaio supracitadas. 
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5 RESULTADOS 

5.1 Isolamento bacteriano 

Um total de 628 bactérias foi isolado nos meios BHI (19), BHI 1:10 (15), Marine 

(242), Marine 1:10 (109) e Gauze I (243) a partir de cinco espécimes da esponja P. 

cyanorosea. Dessas, 305 bactérias isoladas permaneceram viáveis após a reativação do 

estoque e, então, foram submetidas ao rastreio da produção de exoenzimas hidrolíticas 

em meio sólido. 

 

5.2 Triagem da produção de enzimas hidrolíticas de interesse biotecnológico 

O resultado positivo para atividade das polissacaridases (agarase, amilase e 

celulase total) se caracterizou pela formação de um halo de degradação ao redor da 

colônia bacteriana puntiforme, mais claro do que o restante do meio, que ficou escurecido 

pela solução de lugol aplicada para revelação. Em relação à esterase e lipase, foi possível 

observar a formação dos halos de precipitação de CaCl2, que contrastam com o meio mais 

claro e translúcido. Por fim, no que diz respeito à confirmação de atividade proteolítica 

pelas estirpes testadas, foram visualizados os halos de degradação mais claros do que o 

meio de triagem utilizado. 

 

 

Figura 6: Placas representativas dos resultados de triagem da produção de exoenzimas hidrolíticas de 

interesse biotecnológico das bactérias isoladas de P. cyanorosea. Placa correspondente à enzima triada: 

agarase (a), amilase (b), celulase (c), esterase (d), lipase (e) e peptidase (f).  

a b c 

d e f 
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Um conjunto de 22 bactérias foram pré-selecionadas no momento do isolamento 

em meio Marine, pois causavam uma notória depressão visível no ágar. Logo, das 19 

estirpes que permaneceram viáveis e que foram utilizadas na triagem de agarase em meio 

sólido, 17 foram positivas no teste. Assim, pôde ser feita uma associação entre a depressão 

causada no meio sólido com a possível capacidade de degradação do ágar, agente de 

solidificação de meios de cultura microbiológicos. As demais bactérias foram 

selecionadas com base nas que mantinham sua viabilidade no meio de cultivo após 

reativação do estoque, resultando em diferentes conjuntos de bactérias testadas para cada 

grupo enzimático. Infelizmente, nem todas as bactérias foram capazes de crescer nos 

meios utilizados para triagem, resultando na redução do número de bactérias testadas 

quando comparado ao número das pré-selecionadas. Tal redução também ocorreu no 

momento de fechar as triplicatas testadas para cada bactéria, tendo em vista que algumas 

morreram ao longo dos 12 meses de realização dos experimentos. Primeiramente, as 

bactérias que permaneciam viáveis e cresciam no meio de triagem enzimática eram 

triadas e com as positivas, era fechada a triplicata. Vale reforçar que não haviam recursos 

o suficiente para realizar o fechamento da triplicata em uma única rodada, além de nem 

todo meio de triagem ser compatível com as necessidades fisiológicas da bactéria isolada 

da esponja. Sendo assim, a Tabela 3 é um compilado geral dos dados obtidos na triagem da 

produção das seis exoenzimas hidrolíticas das bactérias isoladas de P. cyanorosea, de acordo 

com os meios de cultura usados no isolamento. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



68 

 

Tabela 3: Testes de triagem da produção de exoenzimas hidrolíticas das bactérias isoladas de P. cyanorosea de acordo com os meios de cultura usados no isolamento.  

Meio de 

isolamento 

Hidrolase de 

interesse 

Total de bactérias 

pré-selecionadas 

Total de bactérias com 

crescimento positivo 

no meio de triagem 

Porcentagem das bactérias com 

atividade (%) 
Total de bactérias com 

atividade com triplicata fechada 

Porcentagem de 

bactérias com atividade 

com triplicada com IE ≥ 

2,0 (%) 

Marine 

Agarase 22 19 89,5 17 94 

Amilase 78 30 38,4 23 91 

Celulase 78 35 44,9 32 100 

Esterase 78 50 65 37 60 

Lipase 78 40 54 9 100 

Peptidase 78 16 20,5 4 100 

Marine 
Diluído 

(1:10) 

Amilase 75 75 28 21 57,1 

Celulase 75 74 91,9 68 48,5 
Esterase 31 31 90,3 28 39,3 

Lipase 28 28 60,7 17 5,9 

Peptidase 68 67 64,2 19 73,7 

Gauze I 

Amilase 106 81 55,5 31 45,2 

Celulase 133 124 91 95 93,7 

Esterase 128 97 89,7 67 50,7 

Lipase 128 100 66 31 25,8 

Peptidase 128 103 60,2 48 56,2 

BHI 

Amilase 6 6 0 0 0 

Celulase 6 6 66,7 4 25 

Esterase 1 1 100 1 0 

Lipase 1 1 100 1 0 

Peptidase 4 4 75 3 33,3 

BHI 

Diluído 

(1:10) 

Amilase 13 13 7,7 1 0 

Celulase 13 13 46,1 6 33,3 

Esterase 1 1 0 0 0 

Lipase 1 1 0 0 0 

Peptidase 13 13 69,2 9 66,7 

IE: Índice Enzimático. 
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Os meios de triagem adotados possibilitaram a efetiva detecção de bactérias 

isoladas de P. cyanorosea produtoras das hidrolases de interesse. No presente estudo, 19 

bactérias isoladas foram avaliadas em meio sólido quanto à produção de agarases, 205 

para amilases, 252 para celulases, 180 para esterases, 170 para lipases e 203 para 

peptidases (Tabela 4). Dentre as bactérias testadas, das que tiveram sua triplicata fechada, 

ou seja, apresentaram atividade enzimática em três placas distintas, 17 (89,5%) 

produziram agarases, 79 (38,5%) foram produtoras de amilases, 205 (81,7%) 

apresentaram atividade celulásica. Um conjunto de 149 (82,8%) produziram esterases, 

106 (62,3%) apresentaram atividade lipásica e 120 (59,1%) foram produtoras de 

peptidases. Do total analisado, 66,7% dos IEs foram iguais ou superiores a 2,0.  

 

Tabela 4: Resultados dos testes de triagem para cada exoenzima hidrolítica testada das bactérias isoladas 

de P. cyanorosea. 

Hidrolase 

de interesse 

Total de 

bactérias 

testadas 

Porcentagem das 

bactérias com 

Atividade (%) 

Total de bactérias 

com atividade com 

triplicata fechada 

Porcentagem de bactérias 

com atividade com 

triplicata com IE ≥ 2 (%) 

Agarase 19 89,5 17 94 

Amilase 205 38,5 76 61,8 
Celulase 252 81,7 205 87,8 

Esterase 180 82,8 133 50,4 

Lipase 170 62,3 58 32,7 

Peptidase 203 59,1 83 62,6 

IE: Índice Enzimático. 

 

Ao total, 207 estirpes foram positivas para dois ou mais dos cinco grupos 

enzimáticos analisados (amilase, celulase, esterase, lipase e peptidase) (Figura 7). 

Dessas, 73 (35,3%) apresentaram atividade para duas hidrolases, 65 (31,4%) para três 

grupos enzimáticos e 55 (26,6%) para quatro diferentes enzimas hidrolíticas. Além disso, 

14 estipes (6,7%) apresentaram resultado positivo para esses cinco grupos de hidrolases 

pesquisados. 

 



70 

 

 

Figura 7: Gráfico de setores com o número de estirpes isoladas de P. cyanorosea (n = 207) com atividade 

positiva para dois ou mais grupos das cinco hidrolases testadas (amilase, celulase, esterase, lipase e 

peptidase). Gráficos menores representam o número de estirpes positivas para cada grupo enzimático em 

cada grupo.  

 

Quatro estirpes foram selecionadas por apresentarem os maiores índices 

enzimáticos: duas agarolíticas – PA2MD8 e PA2MD11 – e duas celulolíticas – PA3G1 e 

PL1G11 – consideradas como potenciais produtoras de ambas polissacaridases. Como 

apresentado nos itens seguintes, estas estirpes foram identificadas e seguiram para os 

testes de caracterização enzimática e de produção e investigação da atividade enzimática 

em meio líquido. Os grupos enzimáticos agarase e celulase foram escolhidos para as 

próximas etapas do trabalho devido aos seguintes fatores: (a) os maiores IEs foram 

observados nos meios sólidos para produção de celulases da coleção bacteriana isolada 

de P. cyanorosea (conforme demonstrado na Figura 6); (b) existem poucos relatos na 

literatura de bactérias isoladas de esponjas marinhas produtoras de agarase e celulase; e 

(c) os produtos de hidrólise gerados pela ação das agarases apresentam altíssimo valor 

agregado com diversas atividades farmacológicas de interesse. 
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5.3 Identificação molecular das estirpes potenciais produtoras de exoenzimas 

Para sua identificação molecular, os produtos de amplificação com cerca de 1,4 

kb do gene rrs, codificador da subunidade 16S ribossomal, das potenciais bactérias 

produtoras de agarases e celulases foram submetidos ao sequenciamento. Deste modo, as 

estirpes foram classificadas taxonomicamente nos gêneros Bacillus (PA2MD8), 

Pseudoalteromonas (PA2MD11) e Vibrio (PA3G1 e PL1G11) (Tabela 5). 

 
Tabela 5: Afiliação taxonômica por análise das sequências do gene rrs (16S rRNA) das bactérias isoladas 

de P. cyanorosea consideradas como potenciais produtoras enzimáticas.  

Enzimas Identificação da 

estirpe 

Afiliação taxonômica Número de Acesso no 

GenBank 

agarase PA2MD8 Bacillus sp. MN794233.1 
 PA2MD11 Pseudoalteromonas sp. MN794234.1 

 

celulase PA3G1 Vibrio sp. MN794190.1 

 PL1G11 Vibrio sp. MN794189.1 

 

5.4 Estabilidade da produção de agarase total em meio sólido sob diferentes 

temperaturas e pH 

As estirpes Bacillus sp. PA2MD8 e Pseudoalteromonas sp. PA2MD11 foram 

analisadas quanto à estabilidade da produção da agarase em meio sólido (Meio de Hu) 

frente à diferentes temperaturas e faixas de pH. Após 7 dias de incubação à 10ºC, 18ºC, 

25ºC, 28ºC, 37ºC, 45ºC e 56ºC para acesso preliminar da termoestabilidade, o maior valor 

de IE para ambas estirpes foi referente à temperatura de 28ºC, seguido da temperatura de 

37ºC (Tabela 6). Não foi detectada atividade nas temperaturas de 10ºC e 56ºC para 

nenhuma das estirpes. 

A partir desse resultado, a estabilidade à acidez ou alcalinidade do meio foi 

analisada nas temperaturas de 28ºC e 37°C, sendo testada uma faixa de pH de 5,0 a 11,0. 

As condições-padrão do ensaio de triagem da atividade agarolítica foram em uma 

temperatura de incubação de 25ºC (subtópico 4.2), ressaltando que o meio de Hu possui 

um pH de 7,8 ± 0,2. Após a incubação das culturas por 7 dias, verificou-se que, na 

temperatura de 28ºC, o maior valor de IE foi no pH 5,0, tanto para Bacillus sp. PA2MD8 

quanto para Pseudoalteromonas sp. PA2MD11, com os IEs de 4,4 e 5,5, respectivamente 

(Tabela 7). Em relação a temperatura de 37ºC, o resultado foi diferente. Não foi possível 

detectar atividade enzimática para a estirpe Bacillus sp. PA2MD8 em nenhum dos valores 

de pH testados nessa temperatura (37ºC). Em relação à estirpe Pseudoalteromonas sp. 

PA2MD11, a 37ºC e pH 10,0, o IE foi de 4,2, o maior para as condições testadas (Tabela 

8). 
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Tabela 6: Valores médios de IE das estirpes agarolíticas Bacillus sp. PA2MD8 e Pseudoalteromonas sp. 

PA2MD11 sob diferentes temperaturas de crescimento em meio de Hu (pH 7,8 ± 0,2). 

Temperatura (°C) Bacillus sp. PA2MD8 

IE 

Pseudoalteromonas sp. PA2MD11 

IE 

18 1,9 2,7 

25 2,1 2,1 

28 3,7 3,9 

37 2,6 3,3 

45 0 2 

0: sem atividade agarolítica. 

 

Tabela 7: Valores médios de IE das estirpes agarolíticas Bacillus sp. PA2MD8 e Pseudoalteromonas sp. 
PA2MD11 frente a diferentes faixas de pH, a 28°C em meio de Hu (pH ajustado). 

pH Bacillus sp. PA2MD8 

IE 

Pseudoalteromonas sp. PA2MD11 

IE 

5 4,4 5,5 

6 2,9 4,5 

7 3,5 3,7 

8 2,6 3,2 

9 3,7 4,3 

10 2,8 4,1 

11 0 0 

0: sem atividade agarolítica. 

 

Tabela 8: Valores médios de IE das estirpes agarolíticas Bacillus sp. PA2MD8 e Pseudoalteromonas sp. 

PA2MD11 frente a diferentes faixas de pH, a 37°C em meio de Hu (pH ajustado). 

pH 
Pseudoalteromonas sp. PA2MD11 

IE 

5 2,9 

6 2,8 

7 3,0 

8 3,2 

9 2,7 

10 4,2 

11 0 

0: sem atividade agarolítica. 

 

5.5 Triagem da produção de β-glicosidase em meio sólido 

Com finalidade de confirmação da geração das enzimas envolvidas na degradação 

completa da celulose, as potenciais bactérias produtoras de celulase total em Ágar CMC, 

Vibrio sp. PA3G1 e Vibrio sp. PL1G11, foram avaliadas qualitativamente quanto à 

produção de β-glicosidases. A formação de complexos de esculetina e íons férricos foram 
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visualizados macroscopicamente apenas ao redor das colônias de Vibrio sp. PL1G11 

(Figura 8), indicando uma possível atividade dessa celulase nessa estirpe e, por 

conseguinte, a atividade de todas as principais enzimas da via celulolítica 

(endoglucanases, exoglucanases e β-glicosidases). 

 

Figura 8: Placas dos resultados do teste de produção de β-glicosidase pelas bactérias celulolíticas Vibrio 

sp. PA3G1 (1) e Vibrio sp. PL1G11 (2). A seta indica a presença do complexo molecular ao redor da colônia 

da estirpe Vibrio sp. PL1G11. 

 

 

5.6 Produção do extrato bruto enzimático de agarase e celulase 

Foi possível observar a manutenção da atividade no extrato bruto enzimático nas 

quatro estirpes consideradas melhores produtoras nos três tempos de incubação testados 

(48, 72 e 144 horas), conforme esperado. Não houve diferenças visíveis no ensaio 

qualitativo realizado em nenhum dos tempos de incubação (Figura 9), indicando que as 

enzimas agarase e celulase estavam presentes no meio líquido tanto em 48, quanto 72 e 

144 horas de incubação, não sendo possível concluir qual o tempo ideal para melhor 

produção enzimática por meio deste experimento. 

 

Figura 9: Placas referentes à verificação da manutenção da atividade enzimática do extrato bruto de agarase 

e celulase em relação ao tempo de incubação, sendo os números referentes às estirpes: Vibrio sp. PL1G11 

(1), Vibrio sp. PA3G1 (2), Bacillus sp. PA2MD8 (3) e Pseudoalteromonas sp. PA2MD11 (4). 

 

1 2 

1 2 3 4 
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5.7 Quantificação da atividade de agarase e celulase do extrato bruto enzimático 

As estirpes pré-selecionadas na etapa de triagem, foram avaliadas para verificar a 

atividade enzimática em meio líquido. (Tabela 9).  

Tabela 9: Resumo das principais informações das estirpes bacterianas isoladas de P. cyanorosea 

consideradas potenciais produtoras enzimáticas de agarase e celulase. 

Identificação da 

estirpe 

Enzima 

produzida 

Índice 

enzimático 

Atividade em 

meio líquido 

Bacillus sp. 

PA2MD8   

Agarase 3,7 - 

 

Pseudoalteromonas 
sp. PA2MD11 

Agarase 3,9 0,345 U/mL* 

Vibrio sp. PA3G1 Celulase 7,1 - 

Vibrio sp. PL1G11 Celulase 8,3 - 

*72 h de crescimento em meio líquido (meio de produção mínimo otimizado) 

 

Para analisar a produção de celulases, as estirpes Vibrio sp. PL1G11 e Vibrio sp. 

PA3G1 foram cultivadas em meio contendo CMC como substrato e a verificação da 

atividade CMCase foi realizada com o extrato enzimático bruto obtido após 48 h, 72 h, 

96 h e 120 h de incubação através da dosagem da atividade enzimática pelo método 

espectrofotométrico. Entretanto, não foi observada atividade enzimática em nenhum dos 

ensaios realizados. 

Para avaliar a atividade de agarases, foram utilizadas as estirpes Bacillus sp. 

PA2MD8 e Pseudoalteromonas sp. PA2MD11, em que foi realizada a verificação da 

atividade agarolítica com o extrato enzimático bruto obtido após 48 h, 72 h, 96 h e 120 h 

de incubação, seguido da dosagem da atividade enzimática pelo método 

espectrofotométrico. Dentre as duas estirpes avaliadas, foi observada uma atividade de 

0,345 U/mL apenas para estirpe Pseudoalteromonas sp. PA2MD11 após 72 h de 

crescimento em meio líquido (meio de produção mínimo otimizado: 27% de extrato de 

levedura, 0,23% de ágar e água do mar artificial q.s.p. 1L) (Figura 10). 
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Figura 10: Tubos representativos da atividade positiva de agarase da estirpe Pseudoalteromonas sp. 

PA2MD11 após 72 h de crescimento em meio líquido pela dosagem de açúcares redutores pelo método do 

DNS, sendo amarelo: sem atividade, laranja: atividade positiva. 
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6 DISCUSSÃO 

Os microrganismos marinhos são uma fonte emergente e propícia para a 

descoberta de enzimas (Ferrer et al., 2019), particularmente por conta das suas 

propriedades, que as tornam úteis para aplicação em vários ambientes industriais 

(Trincone, 2017). Até o momento, as enzimas do microbioma de esponjas não receberam 

a mesma atenção que a prospecção de metabólitos bioativos de interesse farmacológico 

nesse holobionte (Oliveira et al., 2020b). Deste modo, o presente projeto buscou analisar 

enzimas hidrolíticas produzidas por bactérias isoladas da esponja marinha P. cyanorosea, 

uma espécie recém-caracterizada no litoral brasileiro (Muricy et al., 2019). Essa esponja 

pertence a mais nova classe reconhecida do filo Porifera, Homoscleromorpha, cujas 

descrições acerca do potencial biotecnológico da comunidade microbiana associada 

foram, no geral, infimimamente exploradas. 

A primeira etapa deste projeto se baseou na ampla avaliação da produção de 

hidrolases por um conjunto de estirpes bacterianas isoladas de cinco espécimes de P. 

cyanorosea, coletados na região da “Poça de Maré do Carolina”, na costa de Cabo Frio, 

RJ, Brasil. Foi verificada a produção de agarases, amilases, celulases, esterases, lipases e 

peptidases através de ensaios em placa com o meio contendo o substrato para cada 

hidrolase avaliada. A etapa de padronização dos meios de triagem para cada enzima 

hidrolítica estudada foi extremamente laboriosa, pois a composição de cada um dos meios 

deveria atender as condições fisiológicas básicas para o crescimento das bactérias nos 

mesmos. Por serem bactérias do ambiente marinho, foi necessário mimetizar as condições 

de salinidade e disponibilidade de nutrientes, além de favorecer a utilização do substrato 

para a produção e secreção da enzima no meio de cultura. Para tal, foi feita uma extensa 

revisão de literatura em busca de meios mais adequados para a triagem de cada enzima 

investigada e, após alguns testes com diferentes meios sólidos, consolidou-se os seis 

meios de triagem utilizados neste estudo (Tabela 2, Anexo I). Um exemplo de adaptação 

feita nos meios de cultura foi prepará-los com 50% (v/v) de água do mar artificial (ASW, 

do inglês, “artificial seawater”), em particular, para as bactérias isoladas nos meios 

Marine, Marine 1:10 e Gauze I, as quais em sua maioria não cresciam em meios nutrientes 

basais em uma composição de sais inferior a 1,0%, e constituíram a maior parte das 

bactérias recuperadas dos espécimes de P. cyanorosea. 

Em decorrência do alto número de bactérias pré-selecionadas para triagem de seis 

diferentes enzimas hidrolíticas, somado à perda de viabilidade das bactérias isoladas do 

ambiente marinho em condições laboratoriais, houve variação no número de estirpes 
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testadas para cada uma das hidrolases. Levando em consideração que o conjunto de 

bactérias pré-selecionadas para triagem das enzimas amilase, celulase, esterase, lipase e 

peptidase ser composto por mais de 200 estirpes, não foi possível testar simultaneamente 

todas as bactérias selecionadas para todas as enzimas. Essa etapa de triagem enzimática 

foi executada ao longo de 12 meses. Dessa forma, as bactérias isoladas que cresciam no 

meio de triagem para verificação da atividade enzimática eram selecionadas e, com as 

que apresentavam atividade positiva, as triplicatas dos testes eram realizadas. Era inviável 

já testar em triplicata para todas as estirpes e enzimas em uma única rodada experimental, 

tanto pelo fator-tempo quanto dos recursos necessários para realização de todas as etapas 

de rastreio enzimático em paralelo. Uma alternativa para conseguir testar um grande 

número de bactérias simultaneamente seria fazer um ensaio em placas de microdiluição, 

conforme recentemente delineado por Neves Junior e colaboradores (2020). No estudo, 

um método simples e sensível para detecção de amilases, poligalacturonases e 

endoglucanases foi desenvolvido. O método foi realizado em placas de 24 poços com o 

respectivo substrato para cada enzima incorporado com adição dos extratos enzimáticos 

brutos das enzimas e, após a incubação, formaram-se os halos de degradação. O ensaio 

proposto parece ser mais eficiente, rápido e requer menos reagentes e enzimas quando 

comparado com o método tradicional em placa de petri (150 x 15 mm). Além de poder 

ser usado quando muitas amostras precisam ser analisadas em um curto período de tempo, 

como em estudos de bioprospecção e rastreio da produção de hidrolases microbianas 

marinhas. 

Um total de 207 estirpes foram positivas para dois ou mais dos cinco grupos 

enzimáticos analisados (amilase, celulase, esterase, lipase e peptidase) e 89,5% das 

estirpes pré-selecionadas e testadas para agarase possuíam atividade agarolítica em meio 

sólido. Apesar de preliminar, esses resultados já chamaram a atenção para o potencial de 

produção de hidrolases associado a microbiota de esponjas da classe Homoscleromorpha. 

Embora tenha sido laborioso, os ensaios de verificação da atividade enzimática 

em meio sólido foram eficientes para triagem dos biocatalisadores-alvo, estando de 

acordo com o que é encontrado na literatura. Por exemplo, no estudo realizado por 

Maharsiwi e colaboradores (2020), cerca de 100 bactérias foram isoladas de cinco 

espécies de esponjas marinhas Crella sp., Agelas sp., Callyspongia sp., Hyrtios sp. e 

Spongia sp. (Demospongiae). Uma estirpe identificada como Pseudomonas luteola 

AGN89 produziu celulase e lacase e 11 estirpes pertencentes aos gêneros Pseudomonas, 

Bacillus e Microbacterium produziram celulase. As atividades enzimáticas foram 
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indicadas pelas zonas claras no meio CMC para celulase e a zona marrom-avermelhada 

no meio Guaiacol para lacase. Em outro estudo, realizado por Hinojosa, Asenjo e Leiva 

(2018), foi conduzida uma etapa de triagem para selecionar bactérias agarolíticas isoladas 

de macroalgas. No trabalho supracitado, foi avaliada a zona de hidrólise produzida por 

21 estirpes diferentes em meio de cultura mínimo preparado com sal marinho e 1,8% de 

ágar. O estudo resultou na purificação de uma agarase produzida por uma estirpe de 

Olleya sp. com boa atividade em baixas temperaturas (4ºC). A metodologia de triagem 

utilizada no presente trabalho se assemelhou aos dois trabalhos supracitados, visto que os 

três utilizaram as estirpes selvagens isoladas do ambiente marinho para realização da 

etapa de triagem em placa contendo o meio de cultura e o substrato específico para a 

enzima estudada, seguido da avaliação da zona de hidrólise formada. A partir dessa ampla 

triagem, os grupos enzimáticos agarase e celulase foram selecionados para as etapas 

subsequentes do trabalho. 

Existem menos de dez trabalhos na literatura sobre enzimas celulolíticas isoladas 

de esponjas marinhas. No trabalho de El-Bondkly e El-Gendy (2012), vários fungos 

foram isolados da esponja marinha Negombata corticata e exibiram alta atividade de 

celulase a partir de diferentes substratos lignocelulósicos em fermentações de estado 

sólido (SSF). A estirpe recombinante Tahrir-25 isolada de Trichoderma sp. Merv6 

produziu celulases (exo-β-1,4-glucanase, endo-β-1,4-glucanase e β-1,4-glucosidase) em 

elevada quantidade, o que facilitou a celulólise completa de resíduos agrícolas, tais como 

bagaço de cana, palha de arroz, palha de trigo, palha de milho e sabugo de milho. A maior 

recuperação de celulase das misturas de fermentação dessa biomassa vegetal foi 

alcançada com Tween 80 a 0,2% como agente de lixiviação. Em outro trabalho, a 

hidrólise da celulose em açúcares fermentáveis também foi estudada a partir das frações 

de casca e medula do bagaço da cana-de-açúcar, com e sem pré-tratamento alcalino por 

estirpes fúngicas, destacando-se a hidrólise por celulases de Aspergillus sydowii CBMAI 

934, isolado da esponja Chelonaplysilla erecta (Demospongiae), com taxas de 

sacarificação de 56% e 81% a partir bagaço da cana-de-açúcar, respectivamente (Santos 

et al., 2017). Com base nos estudos citados anteriormente, destaca-se o potencial de 

aplicação de celulases produzidas por microrganismos isolados de esponjas marinhas em 

processos de produção de biocombustível de segunda e terceira geração. 

A coleção bacteriana testada neste estudo se destacou quanto à produção de 

celulases, pois 180 das estirpes tiveram IE ≥ 2,0, representando 87,8% das bactérias 

https://www.sciencedirect.com/topics/earth-and-planetary-sciences/aspergillus
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testadas com triplicata fechada com atividade celulásica. As estirpes do gênero Vibrio 

PA3G1 e PL1G11 apresentaram os maiores IEs em meio sólido de atividade enzimática 

de celulase, sendo 7,1 e 8,3, respectivamente. Bactérias do gênero Vibrio são gram-

negativas heterotróficas obrigatórias que habitam ambientes marinhos e estuarinos como 

populações de vida livre ou em associação com organismos aquáticos (Thompson et al., 

2004). Algumas espécies deste gênero são patogênicas para animais marinhos e pessoas, 

enquanto a maioria não causa doenças e são membros das comunidades microbianas 

marinhas (Thompson e Polz, 2006). Espécies de Vibrio e outras bactérias marinhas 

heterotróficas desempenham um papel significativo no ciclo oceânico de carbono, 

degradando ativamente a matéria orgânica complexa por meio de uma sequência definida 

de reações catabólicas especializadas (Zhang et al., 2018). 

As estirpes que são potenciais produtoras de celulase, Vibrio sp. PA3G1 e Vibrio 

sp. PL1G11, foram avaliadas qualitativamente quanto à produção de β-glicosidases (EC 

3.2.1.21). Os complexos moleculares com pigmentação escura foram visualizados apenas 

ao redor das colônias da estirpe Vibrio sp. PL1G11. Esse resultado pode indicar que 

apenas essa estirpe que apresentou um resultado positivo nesse teste qualitativo produz 

GHs β-glicolíticas que atuam nas etapas finais da degradação completa da celulose. O 

meio de triagem e outras condições de incubação utilizadas para a detecção de atividade 

β-glicolítica podem também ter interferido na produção dessa enzima em meio sólido 

para a estirpe Vibrio sp. PA3G1, tendo em vista que os halos visualizados ao redor das 

colônias da estirpe Vibrio sp. PL1G11 serem tênues e de difícil visualização, quando 

comparado ao que é observado em outros trabalhos. Uma alternativa seria utilizar uma 

maior concetração de esculina para garantir uma melhor visualização dos halos ao redor 

das colônias das estirpes β-glicolíticas. A atividade β-glicolítica já foi detectada em 

bactérias do gênero Vibrio anteriormente. No trabalho de Wang e colaboradores (2015), 

uma nova β-glucosidase (LamN) de Vibrio campbellii isolado de camarão foi 

caracterizada como uma exolaminarinase estável ao calor capaz de utilizar a laminarina, 

uma poliglucana armazenada por como substrato. Além de atividade de β-1,3, β-1,4 e β-

1,6 glicosidase, essa β-glucosidase também tinha sua produção induzida por laminarina. 

Apesar de terem sido realizadas uma abordagem e metodologia diferentes do que foi 

conduzido no presente estudo, a busca por β-glicosidases em vibrios se faz relevante, pois 

contribuem para uma compreensão melhor do papel que essas bactérias podem 

desempenhar no ciclo do carbono nos ecossistemas marinhos, além da possibilidade da 
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descoberta de novas enzimas com características relevantes no campo industrial e 

biotecnológico. 

Consecutivamente aos experimentos citados anteriormente, foi verificado que a 

atividade enzimática das duas estirpes de agarase e das duas de celulase se manteve no 

sobrenadante após a centrifugação nos três tempos de incubação (48, 72 e 144 horas). 

Essa confirmação da manutenção da atividade enzimática presente no extrato bruto 

enzimático após a etapa de centrifugação foi vista em trabalhos prévios, como no estudo 

de Malik e Furtado (2019b). Neste estudo, a atividade celulásica de uma haloarquea 

Haloferax sulfurifontis GUMFAZ2 isolada de um espécime da esponja marinha 

Haliclona sp. foi investigada. A manutenção da atividade do sobrenadante livre de células 

foi detectada. Assim como no atual trabalho, os autores também testaram a presença da 

atividade no extrato bruto enzimático em meio sólido, em que o sobrenadante da cultura 

livre de células foi adicionado em poços individuais perfurados no meio de cultura 

contendo 20% meio sintético com NaCl acrescido de 0,5% de ágar carboximetilcelulose 

‐ Na. A produção de celulase foi demonstrada pela coloração do ágar com vermelho do 

Congo a 0,1% (m/v) por 30 min e então descoloração por 10 min com NaCl 1 N, sendo 

possível observar uma zona de hidrólise em torno da atividade de celulase. Ambos os 

estudos utilizaram enzimas provenientes do microbioma de esponjas e obtiveram um 

resultado positivo para atividade enzimática no sobrenadante, ressaltando a relevância da 

realização dessa metodologia em estudos de produção de extrato bruto enzimático. 

Apesar do substrato utilizado para a produção de celulase em meio líquido ter sido 

o mesmo empregado na triagem em meio sólido, e que neste último os IEs observados 

tenham sido os maiores, não foi observada atividade celulásica através da dosagem da 

atividade enzimática pelo método espectrofotométrico após 48 h, 72 h, 96 h e 120 h de 

incubação para nenhuma das estirpes. Fatores como fontes de carbono e nitrogênio, 

concentração de substrato, entre outros, podem induzir e influenciar a produção e a 

concentração de celulases (Islam e Roy, 2019). Nesse sentido, seria necessário estudar 

diferentes meios de fermentação, levando em consideração variações na concentração de 

nutrientes e condições de incubação, além de testar outras estirpes que também 

apresentaram bons IEs, para enzimas do complexo celulolítico. Outras possíveis 

explicações para a ausência da atividade celulolítica em meio líquido por essas estirpes 

de Vibrio isoladas de P. cyanorosea seria o tempo de meia-vida curto e instabilidade 

dessas celulases, seguidamente a sua liberação pelas células bacterianas ou sua 
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localização celular associada a membrana externa ou ainda no espaço periplasmático, 

como sugerido em análises preliminares do genoma dessa estirpe. 

Várias enzimas hidrolíticas extracelulares degradadoras de polissacarídeos, 

celulose, quitina e ágar como fonte de carbono e energia já foram identificadas em 

espécies bacterianas do gênero Vibrio (Hunt et al., 2008). Como por exemplo, a estirpe 

Vibrio sp. LX-3 isolada de solo que foi capaz de digerir celulose cristalina e ágar, em que 

a carboximetilcelulase (CMCase) foi produzida extracelularmente quando várias 

celuloses foram usadas como fontes de carbono. A CMCase foi estável na faixa de pH 

5,0–10,0, com temperatura ótima de 40 ºC e mostrou atividades diferentes em vários 

sistemas tampão, sendo a maior atividade observada no tampão de acetato, mas não 

significativamente diferente dos outros tampões (Li et al., 2003). Embora as celulases 

tenham sido isoladas de vários gêneros bacterianos, nenhum gene funcional de celulase 

tinha sido relatado no gênero Vibrio até o trabalho de Gao e colaboradores (2010). Um 

novo gene codificador de endo-β-1,4-glucanase, cel5A, foi clonado a partir de Vibrio sp. 

G21 isolado de amostra de solo de mangue. A enzima Cel5A foi expressa em Escherichia 

coli, a seguir foi purificada (coluna Bio-Gel P-60) por meio de cromatografia de filtração 

em gel e caracterizada bioquimicamente. O pH e a temperatura ideais da atividade da 

enzima recombinante foram 6,5-7,5 e 50°C, respectivamente. Cel5A foi estável em uma 

ampla faixa de pH e sua atividade aumentou 1,6 vezes em NaCl 0,5 M e permaneceu 

elevada mesmo em em uma concentração de 4 M. A atividade residual da enzima 

correspondente à mais de 90% da atividade total, mesmo após o tratamento em pH 5,5–

10,5 por 1 h, indicando alta resistência aos álcalis, sendo uma candidata para pesquisas 

futuras e aplicações industriais. Sendo assim, celulases produzidas por bactérias do 

gênero Vibrio despertam o interesse, por conta das características relatadas nos trabalhos 

até o momento, como a β-glicosidase estável ao calor atuando em diferentes ligações do 

tipo β, celulases estáveis a uma ampla faixa de pH e até resistência à álcalis e sal (Li et 

al., 2003; Gao et al., 2010; Malik e Furtado, 2019b). Dessa forma, faz-se válido o 

continuado estudo de celulases em bactérias desse gênero sob a ótica biotecnológica. 

As estirpes com os maiores IEs em meio sólido de atividade enzimática de agarase 

foram classificadas taxonomicamente nos gêneros Bacillus (PA2MD8) e 

Pseudoalteromonas (PA2MD11). Existem poucos relatos na literatura de agarases 

produzidas por espécies do gênero Bacillus, especialmente as isoladas do ambiente 

marinho. No entanto, as enzimas agarolíticas produzidas por essas bactérias apresentam 

algumas vantagens adaptativas e produtos de hidrólise com atividades biológicas 
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associadas. Kim e colaboradores (1999) purificaram uma β-agarase extracelular de uma 

estirpe marinha de Bacillus cereus. O pH e temperatura ótimos da atividade da agarase 

ASK202 foram 7,0 e 40 ºC, respectivamente. Também foi visto que a enzima catalisou a 

hidrólise da ligação glicosídica β-1,4 da agarose para produzir neoagarohexaose, 

neoagarotetraose e neoagarobiose. Uma outra endo-β-agarase foi purificada de Bacillus 

sp. MK03 isolado do solo que teve como produto de hidrólise predominante a 

neoagarotetraose. O pH e temperatura ótimos para essa enzima foram 7,6 e 40°C, 

respectivamente (Suzuki et al., 2003). A neoagarotetraose (NA4) tem atividade biológica 

já relatada em experimentos com camundongos, podendo ser um potencial prebiótico na 

modulação da microbiota intestinal e, assim, promove a saúde do hospedeiro. Além disso, 

NA4 pode ter efeitos antifadiga em camundongos sob intenso estresse por exercício, na 

qual a lesão hepática induzida por exercício intenso pode ser alivida por NA4 e pode estar 

relacionada ao seu efeito prebiótico (Zhang et al., 2017a, b; Chen et al., 2019). 

O maior valor de IE (4,4) para a estirpe Bacillus sp. PA2MD8 foi obtido no pH de 

5,0 e temperatura de 28ºC no ensaio em placa. Essa temperatura ótima se aproximou da 

encontrada para a estirpe Bacillus sp. SYR4, isolada de um banco de areia, potente para 

o reaproveitamento de resíduos de algas vermelhas. A bactéria apresentou atividade de 

agarase e carrageenase, sendo o pH 7,5 e a temperatura de 30°C ideais para a degradação 

do ágar e da carragenana.  O reaproveitamento ecologicamente correto de resíduos de 

algas vermelhas por essa estirpe para a produção de açúcares redutores se apresentou 

viável (Kang e Kim, 2015). 

Notavelmente, a agarase deste estudo apresentou atividade em meio de cultura 

sólido em uma ampla faixa de pH, de 5,0 – 10,0 a 28ºC. Em outro estudo, uma agarase 

extracelular foi purificada a partir de Bacillus sp. BI-3, uma bactéria termofílica isolada 

de fonte termal na Indonésia. A atividade da agarase foi estável em altas temperaturas, 

sendo 70ºC a temperatura ótima, e a atividade residual foi mais de 50% a 80°C por 15 

min. O pH ótimo da atividade da agarase foi 6,4, em que a atividade residual foi mais de 

60% (Li et al., 2014). Essa agarase isolada do ambiente marinho apresentou estabilidade 

em uma ampla faixa de pH (5,8-8,0), bem como potencial enzima agarolítica de Bacillus 

sp. PA2MD8 do presente estudo, que apresentou atividade em uma faixa ainda maior, 

ressaltando a capacidade das agarases de Bacillus serem capazes de manter a atividade 

em pHs ácidos, neutros e básicos (Yun, Yu e Kim, 2017). 

A termoestabilidade em meio sólido também foi uma característica que chamou 

atenção, pois a estirpe Bacillus sp. PA2MD8 manteve sua atividade na faixa de 



83 

 

temperatura de 18 a 37ºC. Não foi possível detectar atividade enzimática para a estirpe 

Bacillus sp. PA2MD8 em nenhum dos valores de pH testados na temperatura de 37ºC, 

sendo este um resultado contraditório aos experimentos de termoestabilidade, visto que 

essa estirpe apresentou atividade quando incubada na mesma temperatura. Uma sugesão 

sobre um possível erro que pode ter acontecido é em relação à estirpe bacteriana. 

Provavelmente a estirpe não estava viável no momento da realização do ensaio. Portanto, 

tal experimento deverá ser repetido posteriormente para a avaliação de atividade nessa 

faixa de temperatura e o real impacto de distintas faixas de pH sob a mesma para Bacillus 

sp. PA2MD8. 

Uma informação adicional sobre a agarase da estirpe Bacillus sp. PA2MD8 é o 

fato da mesma aparentemente não possuir uma agarase considerada verdadeira, ou seja, 

pertencente à família das glicosídeo-hidrolases (Oliveira et al., 2020a). Tal fato sugere 

que alguma outra enzima ativa no metabolismo de carboidratos (CAZyme, do inglês., 

“carbohydrate-active enzyme”) possa estar envolvida com a atividade agarolítica 

encontrada, visto que uma CAZyme pode ter múltiplas atividades. Isso é bem ilustrado 

pelo trabalho de Li, Gu e Pan (2019), em que uma α-amilase de Bacillus BI-19 isolado de 

fonte termal apresentou múltiplas atividades de agarase, carragenase e celulase. Após 

a expressão heteróloga do gene codificador da α-amilase, a Amy19 recombinante foi 

capaz de degradar amido solúvel, agarose, carragenana e celulose. Para explorar o 

mecanismo multifuncional de Amy19, três motivos da família de GH 70 na sequência 

codificadora da enzima foram deletados um a um, depois aos pares, depois todos de uma 

vez e foi verificado que a multifuncionalidade não foi determinada apenas pelos motivos 

GH 70. Sendo assim, o potencial da produção de agarases por bactérias pertencentes ao 

gênero Bacillus não se torna inválido por conta dessa possível ausência de agarases 

verdadeiras da estirpe Bacillus sp. PA2MD8 aqui relatada. Outras polissacaridases com 

amplas especificidades de substrato e que não sejam GHs agarolíticas verdadeiras podem 

estar envolvidas na degradação desse polissacarídeo marinho nessa estirpe, como em 

Bacillus BI-19 produtor de Amy-19 (Li, Gu e Pan, 2019). 

As agarases são enzimas ainda de custosa produção que possuem diversas 

aplicações em diversos setores industriais (Yun, Yu e Kim, 2017; Jahromi e Barzkar, 

2018; Park et al., 2020). Muitos estudos foram realizados com esse grupo enzimático, 

porém dentre as agarases marinhas, até o momento só tiveram apenas dois relatos na 

literatura de exoagarases detectadas em meio sólido de estirpes microbianas isoladas de 

esponjas (Imhoff e Stöhr 2003, Li et al., 2007). Não existe nenhum estudo com a 

https://www.sciencedirect.com/topics/biochemistry-genetics-and-molecular-biology/bacillus
https://www.sciencedirect.com/topics/biochemistry-genetics-and-molecular-biology/heterologous-expression
https://www.sciencedirect.com/topics/biochemistry-genetics-and-molecular-biology/alpha-amylase
https://www.sciencedirect.com/topics/biochemistry-genetics-and-molecular-biology/agarose
https://www.sciencedirect.com/topics/biochemistry-genetics-and-molecular-biology/bacillus
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determinação da atividade enzimática, isolamento, purificação e caracterização 

bioquímica de agarases a partir do microbioma de esponjas. A ínfima exploração dessas 

polissacaridases a partir desses invertebrados é relativamente contraintuitiva, uma vez 

que a maioria das agarases foram isoladas de água do mar, sedimento marinho, intestino 

de peixes e algas marinhas (Fu e Kim, 2010). Já foram relatadas na literatura, agarases 

atuantes nas mais diversas faixas de temperatura e pH, conforme compilado por Park e 

colaboradores em sua ampla revisão de 2020. Todavia, a maioria das agarases são 

investigadas na sua forma recombinante, diferindo das agarases que foram testadas no 

presente trabalho, pela produção diretamente da estirpe selvagem.  

O maior valor de IE (5,5) para a estirpe Pseudoalteromonas sp. PA2MD11 foi 

obtido no pH de 5,0 e temperatura de 28ºC visualizada no ensaio em meio sólido. 

Gayadomonas joobiniege G7 é uma bactéria degradadora de ágar, que produz várias 

agarases que foram caracterizadas bioquimicamente (Jung et al., 2017; Choi et al., 2019). 

Algumas delas apresentavam características que correspondem às encontradas na 

avaliação da termoestabilidade e faixa de pH ótimo no presente estudo. AgaJ9, a agarase 

recombinante isolada de G. joobiniege G7, apresentou um pH e temperatura ótimos para 

a atividade agarolítica de 5,0 e 25°C, respectivamente. Notavelmente, AgaJ9 é uma β-

agarase adaptada ao frio cuja atividade residual corresponde à mais de 80% de sua 

atividade total, mesmo a uma temperatura de 5°C (Jung et al., 2017). AgaJ10, outra 

agarase recombinante também isolada de G. joobiniege G7, apresentou pH e temperatura 

ótimos de 5,0 e 30°C, respectivamente. AgaJ10 exibiu uma tolerância ao frio, retendo 

mais de 40% de sua atividade enzimática a 5°C (Choi et al., 2019). Várias β-agarases 

exibindo psicrotolerância foram bioquimicamente caracterizadas e β-agarases acidófilas 

interessantes já foram identificadas. Para processos industriais como a produção de 

biocombustíveis, que requerem hidrólise total do ágar, o uso de β-agarases acidófilas 

juntamente com o tratamento com solventes ácidos em condições moderadas é altamente 

desejável (Park et al., 2020).  

Para confirmar que a agarase da Pseudoalteromonas sp. PA2MD11 compartilha 

essas características bioquímicas adaptativas, seria necessário a purificação e 

caracterização bioquímica da mesma. A estirpe de Pseudoalteromonas sp. PA2MD11 

apresentou atividade agarolítica em placa em uma ampla faixa de pH, de 5,0 – 10,0 a 

28ºC e esse comportamento também se repetiu na temperatura de 37ºC. Essa estirpe ainda 

apresentou atividade agarolítica na faixa de 18 a 45ºC em meio sólido, destacando uma 
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potencial termoestabilidade ampla da enzima. No trabalho de Li e Sha (2015), uma 

Pseudoalteromonas sp. NJ21 degradadora de ágar foi isolada de uma amostra de 

sedimento da Antártica. A enzima recombinante rAga1161 exibiu atividade em uma 

ampla faixa de pH, com atividade enzimática máxima em pH 8,0 e atividade residual de 

mais de 70% em uma faixa de pH de 6,5–9,0. A rAga1161 exibiu atividade em 

temperaturas variando entre 10 e 40°C, com seu pico de atividade relatado a 40°C. Além 

disso, rAga1161 foi estável entre 10 e 30°C por 180 min, e apresentou pelo menos 70% 

de atividade residual a 40°C por 30 min. No entanto, quando a temperatura foi aumentada 

para 50°C por 30 min, a atividade relativa da enzima diminuiu para 20%-30%. O padrão 

de hidrólise do ágar demonstrou que a enzima é uma β-agarase, produzindo 

neoagarobiose (NA2) como produto final principal e os resultados indicaram o potencial 

da agarase como catalisador nas indústrias de medicamentos, alimentos e cosméticos (Li 

e Sha, 2014). Dessa forma, é possível fazer uma associação da estabilidade ao pH e a 

temperatura com a agarase do presente trabalho, visto que foram valores parecidos com 

os relatados para a agarase dessa estirpe psicrófila, destacando as possíveis aplicações 

industriais. Vale ressaltar que no trabalho de Li e Sha (2014) foi utilizada uma enzima 

agarolítica recombinante, ao passo que as agarases investigadas neste trabalho foram 

acessadas diretamente a partir da estirpe selvagem de Pseudoalteromonas sp. PA2MD11 

isolada de esponja marinha. 

Pseudoalteromonas é um gênero bacteriano marinho amplamente explorado 

quanto à produção de agarases (Park et al., 2020). Há registros de patentes de agarases e 

seus métodos de obtenção de bactérias desse gênero, como a agarase extracelular 

produzida pela estirpe Pseudoalteromonas JYBCL1 (South Korea patente nº 

KR101235265B1), usada em uma variedade de aplicações nas indústrias de 

biotecnologia, farmacêutica, cosmética e alimentícia. Essa estirpe produz uma agarase 

com boa estabilidade iônica e apresenta excelente atividade enzimática. Além disso, essa 

agarase chama a atenção no ponto de vista da biorrefinaria, na degradação de biomassa 

para produção de bioenergia (Oh, Jung e Lee, 2011; Jung et al., 2012). Outra patente é a 

CN105420142A, da China, que visa fornecer uma estirpe Pseudoalteromonas sp. QJ97 

com vantagens de ter alta estabilidade, curto período de produção e baixo custo quando 

usada na produção de agarase, sendo adequada para produção na indústria. No entanto, 

não existe nenhum relato sobre a produção de agarases em Pseudoalteromonas isoladas 

de esponjas marinhas. 
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Foi verificado que a agarase produzida pela estirpe Pseudoalteromonas sp. 

PA2MD11 manteve a atividade no sobrenadante livre de células. Um outro estudo com 

uma Pseudoalteromonas antarctica N-1 também realizou a separação do sobrenadante e 

posterior utilização para determinação da atividade de agarase (Vera et al., 1998). Dessa 

forma, torna-se válido a realização da produção do extrato bruto enzimático a partir da 

centrifugação. Foi observada atividade de 0,345 U/mL em meio líquido apenas para 

estirpe Pseudoalteromonas sp. PA2MD11. Esse valor de atividade encontrado corrobora 

com outras agarases produzidas a partir de estirpes selvagens, como nos trabalhos de 

Lakshmikanth e colaboradores (2006), cujas atividades das estirpes Acinetobacter sp. AG 

LSL-1 e Pseudomonas aeruginosa AG LSL-11 foram 0,450 U/mL e 0,307 U/mL, 

respectivamente. Como foi a única das quatro estirpes testadas neste trabalho que 

apresentou atividade em meio líquido, resolveu-se seguir com as análises com a estirpe 

Pseudoalteromonas sp. PA2MD11. Entretanto, é importante ressaltar a necessidade da 

determinação da atividade da enzima purificada, seja da estirpe selvagem seja na forma 

recombinante, para saber se a atividade encontrada pode ser considerada baixa ou não 

quando comparada com os demais relatos presentes na literatura. 

Tanto nos experimentos de produção de agarase em meio líquido quanto nos de 

triagem em meio sólido, o substrato utilizado foi o mesmo, o próprio ágar, com diferenças 

na concentração, sendo 0,2% e 1,5%, respectivamente. No trabalho de Hu e colaboradores 

(2009), foi visto um aumento diretamente proporcional da densidade bacteriana com a 

concentração do ágar suplementada no meio sob as condições de agitação a 175 rpm a 

25ºC por 16 h. Isso ocorre provavelmente porque a agarase foi induzida pelo ágar presente 

no meio de cultura e a bactéria agarolítica usou esse ágar como fonte de carbono para o 

crescimento. A investigação da produção da agarase utilizando a estirpe selvagem pode 

ser um fator que explique a baixa atividade e a dificuldade na padronização do cultivo em 

meio líquido, visto que a produção enzimática pode estar submetida a algum mecanismo 

de repressão catabólica.  

A composição do meio de produção também pode ser um fator que está 

diretamente associado ao crescimento bacteriano e consequente liberação da enzima no 

meio líquido. O meio líquido utilizado para a produção de agarase pela estirpe 

Pseudoalteromonas sp. PA2MD11 foi adaptado a partir do meio otimizado de Fu e 

colaboradores (2009). No estudo, a produção de agarase de Agarivorans albus YKW34 

foi obtida no meio composto por 0,23% de ágar e 0,27% de extrato de levedura em pH 

inicial de 7,81, resultando no aumento na atividade de agarase de 0,23 U/mL para 0,87 
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U/mL. Portanto, a mesma composição foi utilizada no meio líquido do presente trabalho, 

com uma pequena alteração, em que o mesmo foi preparado com ASW, tendo em vista a 

necessidade da presença de sais no meio para crescimento da bactéria utilizada. Cada um 

dos componentes do meio de cultura pode ter um efeito indutor ou de repressão na 

expressão dos genes codificadores desse microrganismo, sendo necessário a realização 

de um conjunto de experimentos de otimização do meio, no qual podem ser realizadas 

algumas estratégias, por exemplo, alterando a concentração de um dos componentes do 

meio por vez, para verificação da concentração ideal de cada um dos reagentes (Sarkar et 

al., 2010). 

Existem relatórios limitados sobre a atividade de agarase em meio de fermentação. 

No trabalho de Park, Hong e Chang (2014), a atividade da agarase foi diretamente afetada 

pela composição do meio. A β-agarase (DagA) foi produzida pelo cultivo de uma estirpe 

de Streptomyces lividans recombinante em meio contendo glicose ou açúcar misto 

simulando hidrolisado de microalgas. O meio contendo glicose possuía uma composição 

com 25 g/L de glicose, sendo obtida uma atividade de 7,26 U/mL. Quando um meio misto 

de açúcar contendo 25 g/L de açúcares (glicose, galactose, xilose, ramnose, ribose e 

manose) foi usado, a atividade foi de 4,81 U/mL, com uma eficiência de utilização de 

substrato muito baixa devido à repressão catabólica da glicose contra os outros açúcares, 

tendo em vista que em muitos microrganismos a glicose é rapidamente utilizada e reprime 

a produção de enzimas relacionadas ao consumo de outros substratos de carbono. Em 

seguida, visando a eliminação dos efeitos negativos, a glicose foi removida do meio, 

resultando em um aumento inesperado da atividade de DagA, de cerca de 8,7 U/mL, 

apesar de uma quantidade menor de açúcares (xilose, ramnose, ribose e manose) ter sido 

usada na composição do meio. Com base nessas observações, concluiu-se que a glicose 

teve um efeito negativo na produção da enzima. Outro estudo com uma bactéria 

agarolítica, relatou que a síntese da enzima foi reprimida quando a glicose foi adicionada 

ao meio de cultura, em que a enzima parecia estar sujeita à repressão catabólica. A 

produção enzimática foi ótima quando Cytophaga flevensis foi crescida a 20ºC em um 

meio mineral com ágar como única fonte de carbono (van der Meulen e Harder; 

1975). Poucos dados estão disponíveis a respeito da regulação da expressão de genes de 

agarases em bactérias, principalmente orientados sob uma perspectiva de produção 

industrial. 

Bactérias do gênero Pseudoalteromonas têm sido recuperadas de esponjas, nas 

quais duas das espécies pertencentes ao gênero foram originalmente isoladas de esponjas 
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marinhas das espécies Fascaplysinopsis reticulata e Mycale adhaerens (Ivanova et al., 

2002; Lau et al., 2005). No geral, Pseudoalteromonas associadas a esponjas são mais 

exploradas como fontes de substâncias antimicrobianas (Indraningrat, Smidt e Sipkema, 

2016), havendo pouco conhecimento acerca das características adaptativas simbióticas 

neste hospedeiro invertebrado (Oliveira et al., in prep).  

Uma característica interessante de Pseudoalteromonas é que o gênero pode ser 

dividido em clados de espécies pigmentadas e não pigmentadas (Egan et al., 2002). 

Espécies não pigmentadas de Pseudoalteromonas tendem a possuir uma multiplicidade 

de atividades enzimáticas (carragenases, quitinases, alginases, enzimas ativas a frio), 

faixas de tolerância ambiental geralmente mais amplas (temperatura, atividade de água e 

pH) e versatilidade nutricional substancialmente maior em comparação com as espécies 

pigmentadas (Bowman e McMeekin, 2005). Mais recentemente, foi confirmado que as 

estirpes não pigmentadas de Pseudoalteromonas tem seus genomas enriquecidos em GHs 

que degradam polissacarídeos (Paulsen et al., 2019). A estirpe Pseudoalteromonas 

PA2MD11 forma uma colônia não pigmentada, característica essa que corrobora com as 

informações da literatura.  

Nas análises de anotação do genoma da estirpe Pseudoalteromonas sp. PA2MD11 

foram identificados cinco genes codificadores de agarase (Oliveira et al., in prep). Assim, 

conforme é relatado na maioria dos trabalhos da literatura, futuramente será feita a 

clonagem e expressão heteróloga destes genes a fim de melhor caracterizar a atividade 

destas potenciais agarases marinhas. A tecnologia do DNA recombinante, utilizando 

métodos clássicos de clonagem e expressão heteróloga, é mais proveitosa do que trabalhar 

com a estirpe selvagem. Sabe-se que a expressão heteróloga de proteínas recombinantes, 

em muitos casos, facilita o isolamento e purificação em concentrações suficientes para 

análises de caracterização bioquímica. Tal etapa é crucial para a definição da existência 

de propriedades bioquímicas necessárias e vantajosas para o uso industrial desses 

biocatalisadores microbianos. Assim, as perspectivas futuras deste trabalho incluem 

melhorar a produção e seguir com a purificação e caracterização bioquímica da agarase 

da estirpe Pseudoalteromonas PA2MD11.  

A partir das estirpes isoladas da esponja P. cyanorosea foi possível avaliar a 

produção de seis grupos de hidrolases onde quatro estirpes tiveram maior destaque. 

Dentre estas, a estirpe Pseudoalteromonas sp. PA2MD11 mostrou atividade agarolítica 

em seu extrato bruto e as condições ideais de fermentação para a produção de agarase 

será investigada futuramente. Apesar de inicial, este estudo gerou resultados que podem 
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direcionar uma melhor caracterização do potencial biotecnológico de bactérias associadas 

à esponja P. cyanorosea do litoral da cidade de Cabo Frio, no Rio de Janeiro. Nesse 

contexto, o atual trabalho se destaca por ser o primeiro a fazer uma triagem ampla de 

exoenzimas hidrolíticas de estirpes isoladas de esponjas. Também contribui para salientar 

a necessidade de estudar as bactérias cultiváveis de esponjas marinhas, visando explorar 

o seu potencial enzimático.  
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7 CONCLUSÃO  

 Bactérias isoladas da esponja marinha P. cyanorosea foram positivas para a 

produção de dois ou mais dos cinco grupos de hidrolases analisados; 

 As estirpes que se destacaram como produtoras de agarase foram Bacillus sp. 

PA2MD8 e Pseudoalteromonas sp. PA2MD11 e de celulase foram Vibrio sp. 

PA3G1 e PL1G11; 

 A atividade de agarase das estirpes Bacillus sp. PA2MD8 e Pseudoalteromonas 

sp. PA2MD11 foi observada em uma ampla faixa de pH (5,0 a 10,0) em meio 

sólido. 

 A atividade agarolítica de Pseudoalteromonas sp. PA2MD11 se mostrou 

termoestável em meio sólido; 

 Apenas a estirpe Vibrio sp. PL1G11 apresentou resultado positivo no teste 

qualitativo da produção de β-glicosidase em meio sólido; 

 O extrato bruto de agarase e celulase das potenciais estirpes bacterianas 

produtoras manteve a atividade enzimática após centrifugação; 

 A estirpe Pseudoalteromonas sp. PA2MD11 se destacou por apresentar atividade 

agarolítica de 0,345 U/mL em meio líquido;  

 Dados preliminares de condições ótimas de pH e temperatura para atividade das 

enzimas em meio líquido foram obtidos. 
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ANEXO I – Meios de cultura   

ASW (do inglês, “artificial seawater”, água do mar artificial) 

NaCl........................................................ 23,38 g 

MgSO4.7H2O........................................... 4,93 g 

MgCl2.6H2O............................................ 4,07 g 

CaCl2.H2O............................................... 1,47 g 

KCl.......................................................... 0,75 g 

NaHCO3.................................................. 0,17 g 

Ágar......................................................... 15,0 g 

H2O deionizada q.s.p............................... 1.000 mL 

 

Meio de isolamento de Hu: ASW + Ágar 1,5% (m/v) (Hu et al., 2008) 

NaCl........................................................ 23,38 g 

MgSO4.7H2O........................................... 4,93 g 

MgCl2.6H2O............................................ 4,07 g 

CaCl2.H2O............................................... 1,47 g 

KCl.......................................................... 0,75 g 

NaHCO3.................................................. 0,17 g 

Ágar......................................................... 15,0 g 

ASW q.s.p............................................... 1.000 mL 

ASW = (do inglês, “artificial seawater”, água do mar artificial). 

 

Meio de produção da agarase (Hinojosa, Asenjo e Leiva, 2018) 

Peptona................................................... 5,0 g 

Extrato de levedura................................. 1,0 g 

Ágar......................................................... 2,0 g 



107 

 

Red Sea Salts.......................................... 33,0 g 

pH............................................................ 

H2O deionizada q.s.p................................ 

7,2 ± 0,2  

1.000 mL 

 

Ágar CMC (Kasana et al., 2008) 

NaNO3...................................................... 2,0 g 

K2HPO4..................................................... 1,0 g 

MgSO4.7H2O............................................. 0,5 g 

KCl............................................................ 0,5 g 

Peptona..................................................... 0,2 g 

Carboximetilcelulose................................ 2,0 g 

Ágar.......................................................... 15,0 g 

pH.............................................................. 7,2 ± 0,2 

H2O deionizada q.s.p................................. 1.000 mL 

 

Meio A1 (DSMZ Medium 1054) (Atlas, 2010) 

Amido..................................................... 10,0 g 

Extrato de levedura...........….................. 4,0 g 

Bacto peptona....................................….. 2,0 g 

Ágar......................................................... 15,0 g 

ASW q.s.p.……...................................... 1.000 mL 

 

Meio de Sierra (Sierra, 1957) 

Peptona.................................................... 10,0 g 

NaCl........................................................ 5,0 g 

CaCl2.H2O............................................... 0,1 g 
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Ágar......................................................... 15,0 g 

H2O deionizada q.s.p................................ 1.000 mL 

pH............................................................ 7,2 ± 0,2 

Detalhes no preparo: Ao meio recém-esterilizado e a uma temperatura de 50ºC, 

acrescentar Tween 80 (substrato para lipase) e Tween 20 (substrato para esterase) a uma 

concentração final de 1,0% (v/v). 

 

Skim Milk Agar (Atlas, 2010) 

Peptona………........................................ 5,0 g 

Extrato de levedura...….......................... 3,0 g 

Leite desnatado em pó...…........…......... 1,0 g 

Ágar......................................................... 15,0 g 

H2O deionizada q.s.p............................... 1.000 mL 

 

Meio basal para triagem de β-glicosidase (Atlas, 2010) 

Triptona........................................................ 10,0 g 

NaCl............................................................. 10,0 g 

Extrato de levedura......................................  5,0 g 

Esculina........................................................  2,0 g 

Citrato férrico de amônio..............................  2,5 g 

Ágar............................................................... 15.0 g 

H2O deionizada q.s.p..................................... 1.000 mL 

 

Meios para produção do extrato bruto enzimático de celulase 

Meio basal de tolerância suplementando com CMC (Triveldi et al., 2011) 

Extrato de levedura........................................ 5 g 

CMC............................................................... 15 g 
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ASW............................................................... 1.000 mL 

 

LB ajustado com NaCl (3.0%) e CMC (1,0%) 

Triptona........................................................... 10 g 

Extrato de levedura.......................................... 5 g 

NaCl................................................................. 30 g 

CMC................................................................. 10 g 

H2O deionizada q.s.p........................................ 1.000 mL 

 

Meios para produção do extrato bruto enzimático de agarase 

Meios de produção de agarase (Oh et al., 2011) 

Extrato de levedura........................................... 0,5 g 

NaCl.................................................................. 5 g 

(NH4)2SO4...................................................... 1 g 

K2HPO4............................................................ 2 g 

CaCl2.H2O........................................................ 0,02 g 

MgCl2.6H2O..................................................... 0,2 g 

Ágar................................................................... 1 g 

H2O deionizada q.s.p......................................... 1.000 mL  

 

Meio ótimo (Jung et al. 2012) 

NaCl................................................................... 15 g 

(NH4) 2SO4....................................................... 1 g 

K2HPO4............................................................. 2 g 

Ágar.................................................................... 3 g 

CaCl2.H2O......................................................... 0,02 g 
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MgCl2.6H2O...................................................... 0,2 g 

Triptona............................................................... 10 g 

H2O deionizada q.s.p.......................................... 1.000 mL  

 

Meio otimizado (Fu et al., 2009) 

Extrato de levedura.............................................. 2,7 g 

Ágar...................................................................... 2,3 g 

ASW q.s.p............................................................. 1.000 mL 
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ANEXO II – Tampões e Reagentes 

PBS 1X (pH 7,4) 

NaCl.......................................................... 8,0 g 

KCl............................................................. 0,2 g 

Na2HPO4................................................... 1,44 g 

KH2PO4...................................................... 0,24 g 

H2O deionizada q.s.p.................................. 1.000 mL 

  

Tampão Fosfato de Sódio (10 mM, pH 7.4) 

Na2HPO47H2O........................................... 2,021 g 

NaH2PO4H2O............................................. 0,339 g 

H2O deionizada q.s.p.................................. 1.000 mL 
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ANEXO III – Autorização para uso das imagens na Introdução 

Figura 1 - Anatomia geral do corpo de uma esponja marinha adulta. (A) Esquema 

representativo macroscópico geral simplificado. A água do mar entra pelos óstios pelo 

fluxo gerado pelo batimento dos flagelos dos coanócitos e segue pelo sistema aquífero da 

esponja, saindo pelo ósculo. (B) Visão microscópica com a organização das camadas 

celulares; observar a presença significativa de microrganismos simbiontes no mesoílo 

(Fig.1A: Adaptado de Webster e Thomas, 2016. Fig.1B: Adaptado de Hentschel et al., 

2012; autorização de uso no Anexo III). 
 

 

Webster, N. S. e Thomas, T. (2016). The Sponge Hologenome. mBio, 7(2). 

 

 

Hentschel, U., Piel, J., Degnan, S. M. e Taylor, M. W. (2012). Genomic insights into the marine sponge 

microbiome. Nat. Rev. Microbiol. 10(9), 641–654. 
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Figura 4 - Riqueza microbiana de OTU (Operational Taxonomic Unit) em comunidades 

associadas a esponjas em relação a filo. Perfil taxonômico do microbioma de 81 espécies 

diferentes de esponjas do SMP (Moitinho-Silva et al., 2017a) obtido por meio de técnicas 

independentes de cultivo. Foram observados 39 filos entre os domínios Bacteria e 

Archaea (Adaptado de Pita et al., 2018; autorização de uso no Anexo III).  

 

Pita, L., Rix, L., Slaby, B. M., Franke, A. e Hentschel, U. (2018). The sponge holobiont in a changing 

ocean: from microbes to ecosystems. Microbiome 6(1):46.  
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ANEXO IV – Certificados 
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ANEXO V: Autoria e Coautoria em Artigos Científicos 

 

Artigo submetido à revista científica Revista da Biologia, Universidade Federal de São 

Paulo (USP). 

 

 

 

Coautoria em artigo submetido à revista científica Revista da Biologia, Universidade 

Federal de São Paulo (USP). 
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Coautoria em artigo publicado na revista científica Microorganisms. 
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