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Resumo 

GEROLAMO, L. E. Avaliação do efeito sinérgico da LPMO AfAA9_B de Aspergillus fumigatus nos 

processos de hidrólise de material lignocelulósico. 2022. 156f. Tese (doutorado). Faculdade de Filosofia, 

Ciências e Letras de Ribeirão Preto, Universidade de São Paulo, Ribeirão Preto, 2022. 

Desde o advento da revolução industrial o consumo de energia global aumentou 

exponencialmente, tendo como principal matriz os combustíveis fósseis. Como consequência, 

atualmente o mundo enfrenta não somente escassez de energia como também problemas com a 

poluição gerada com a queima desses materiais. Nesse cenário, materiais como a biomassa 

lignocelulósica, até então vistos como resíduos, ganham destaque. Esses materiais formados por 

3 componentes principais (32-55% celulose; 19-32% hemicelulose; e 19-32% lignina), devido 

aos seus polissacarídeos constituintes são ricos em energia e se apresentam como uma possível 

alternativa sustentável para a geração de energia e produção de combustíveis, como por exemplo, 

o etanol de segunda geração (2G) obtido a partir do bagaço de cana-de-açúcar. Contudo, tais 

materiais são altamente recalcitrantes e necessitam de tratamentos prévios para que os 

polissacarídeos se tornem disponíveis e sejam quebrados em unidades de açúcares simples para 

posterior fermentação. Nesse sentido, as Glicosil Hidrolases (GHs) juntamente com as 

Monooxigenases Líticas de Polissacarídeos (LPMOs) destacam-se como uma das principais 

enzimas atuantes na quebra dos mesmos. As LPMOs são enzimas da classe AA (Atividade 

Auxiliar) com mecanismos de ação oxidorredutivos que atuam nos carbonos C1 e/ou C4 das 

ligações glicosídicas de açúcares complexos como a celulose e quitina e que podem intensificar 

a ação de outras celulases canônicas. A fim de contribuir com o estudo de novas enzimas, nesse 

trabalho caracterizamos o novo gene AFUA_4G07850 codificante da AfAA9_B, uma  LPMO de 

Aspergillus fumigatus secretada quando crescido na presença de bagaço de cana explodido (SEB). 

O alinhamento da sequência com as demais LPMOs descritas na literatura, permitiu a 

identificação dos resíduos  His1, His86 e Tyr175 conservados como constituintes da braçadeira 

de histidina, estrutura catalítica característica desse tipo de enzima. Análises das estruturas 

secundárias e terciárias realizadas via dicroísmo circular (CD) e emissão de fluorescência 

intrínseca de triptofano (ITFE), respectivamente, demonstraram a presença de 8,3% de alfa 

hélices, 31,4% de folhas beta, 11,9% de alças e 48,4% de estruturas desordenadas e que seus 

resíduos de Trp tornam-se mais expostos ao meio aquoso com o aumento da temperatura. Além 

disso, o valor da temperatura de transição da enzima (Tm) do estado nativo para o desnaturado foi 

de 55,22 °C via CD e 53,60 °C via ITFE. A caracterização da atividade da enzima  demonstrou 

que a enzima atua melhor em pH=9, sendo capaz de manter 100% de sua atividade mesmo após 

incubações de 24 a 72 horas na faixa de pH de 3 a 10. A enzima também é capaz de manter 

aproximadamente 70% de sua atividade após 72 horas a 50°C e mais de 50% após 48 horas a 

60°C. As constantes cinéticas (usando 2,6-DMP como substrato) apresentaram valores de KM = 

0,79 µM e Vmax = 1481 U/g quando em pH=9. A AfAA9_B é tolerante a Tween 20, SDS, SLS e 

Triton X-100, e a produtos de hidrólise como glicose e celobiose, apresentando mais de 80% da 

atividade residual. Por fim, em ensaios de atividade sob CMC na presença de outras GHs de A. 

fumigatus (também induzidas pela presença de SEB no meio de cultivo), foi constatado que a 

AfAA9_B não atua em sinergia com a celobiohidrolase AfCel6A, porém na presença de coquetel 

Celluclast® 1,5L e da endoglucanase Af-EGL7, a adição de LPMO foi responsável por aumentos 

de 3,5 e 8X na liberação de açúcares, respectivamente. Em ensaios de hidrólise com SEB e sabugo 

de milho, a suplementação da AfAA9_B resultou em aumento na degradação de 2X na presença 

de coquetel, e de 1,5X na presença da Af-EGL7, respectivamente. Tais resultados reforçam o 

potencial da AfAA9_B como enzima passível de ser adicionada em coquetéis comerciais e 

empregada em biorrefinarias com foco na produção de etanol 2G.  



 
 

Abstract 

GEROLAMO, L. E. Evaluation of the synergistic effect of LPMO AfAA9_B from Aspergillus 

fumigatus in the hydrolysis of lignocellulosic material. 2022. 156f. Doctoral thesis. Faculdade de 

Filosofia, Ciências e Letras de Ribeirão Preto, Universidade de São Paulo, Ribeirão Preto, 2022. 

Since the advent of the industrial revolution, global energy consumption has increased 

exponentially, with fossil fuels as the main source. As a result, the world currently faces not 

only energy shortage but also problems with the pollution generated by the burning of these 

materials. In this scenario, materials such as lignocellulosic biomass hitherto seen as waste 

gain prominence. These materials formed by 3 main components (32-55% cellulose; 19-32% 

hemicellulose; and 19-32% lignin), due to their constituent polysaccharides, are rich in energy 

and present themselves as a possible sustainable alternative for energy generation and 

production of fuels such as second generation ethanol (2G) obtained from sugarcane bagasse. 

However, such materials are highly recalcitrant and require previous treatments for the 

polysaccharides to become available and to be broken down into simple sugar units for further 

fermentation. In this sense, the Glycosyl Hydrolases (GHs) together with the Lytic 

Polysaccharide Monooxygenases (LPMOs) stand out as the main enzymes acting in their 

breakdown. LPMOs are class AA enzymes (Auxiliary Activity) with oxidoreductive 

mechanisms of action that act on the C1 and/or C4 carbons of the glycosidic bonds of complex 

sugars such as cellulose and chitin and that can intensify the action of other canonical 

cellulases. In order to contribute to the study of new enzymes, in this work we characterized 

the new gene AFUA_4G07850 encoding AfAA9_B, an LPMO of Aspergillus fumigatus 

secreted when in presence of sugarcane exploded bagasse (SEB). Alignment of the sequence 

with other LPMOs described in the literature allowed the identification of conserved His1, 

His86 and Tyr175 residues as constituents of the histidine bracer, a catalytic structure 

characteristic of this type of enzyme. Analyzes of secondary and tertiary structures performed 

via circular dichroism (CD) and intrinsic tryptophan fluorescence emission (ITFE), 

respectively, showed the presence of 8.3% of alpha helices, 31.4% of beta sheets, 11.9% of 

loops and 48.4% of disordered structures and that their Trp residues become more exposed 

to the aqueous medium as the temperature increases. Furthermore, the value of the enzyme 

transition temperature (Tm) from the native to the denatured state was 55.22 °C via CD and 

53.60 °C via ITFE. The characterization of the enzyme activity showed the LPMO works 

better at pH=9, being able to maintain 100% of its activity even after incubations of 24 to 72 

hours in the pH range from 3 to 10. The enzyme is also able to maintain approximately 70% 

of its activity after 72 hours at 50°C and more than 50% after 48 hours at 60°C. The kinetic 

constants (using 2,6-DMP as substrate) showed values of KM = 0.79 µM and Vmax = 1481 U/g 

under pH=9. Another aspect observed was the high tolerance of the enzyme (>80% residual 

activity) in the presence of detergents such as Tween 20, SDS, SLS and Triton X-100, as well 

as hydrolysis products such as glucose and cellobiose. Finally, on CMC activity assays in the 

presence of other A. fumigatus GHs (also induced by SEB presence in the medium), it was 

found that AfAA9_B does not act synergistically with cellobiohydrolase AfCel6A, while in 

the presence of Celluclast® 1.5L cocktail and Af-EGL7 endoglucanase, the addition of LPMO 

was responsible for increases of 3.5 and 8X in the sugar releasing, respectively. In hydrolysis 

assays with SEB and corn cob, AfAA9_B supplementation resulted in a degradation increase 

of 2X in the presence of cocktail, and 1.5X in the presence of Af-EGL7, respectively. These 

results reinforce the potential of AfAA9_B as an enzyme that can be added to commercial 

cocktails and employed in biorefineries focused on the production of 2G ethanol.  
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1. Introdução 

1.1) Cenário energético atual, cana-de-açúcar e produção de etanol no Brasil 

Em meio à crescente demanda energética mundial provocada pelo advento da 

revolução industrial ainda no início do século XIX, fatores como a crise do petróleo de 

1970, crescimento populacional, aumento da urbanização, riscos de esgotamento das 

reservas de combustíveis fósseis e aumento na emissão de gases causadores do efeito 

estufa alavancaram a busca em várias nações por fontes de energia alternativas renováveis 

e também mais limpas (AYDIN, 2019; BISSARO et al., 2020; REBELLO et al., 2020; 

ZHOU et al., 2018). 

Por definição, combustíveis fósseis tais como petróleo (e seus derivados), carvão 

e gás natural - os quais representam mais de 80% das fontes de energia utilizada no mundo 

(MILLER, 2015) - são aqueles oriundos de processos de decomposição de matéria 

orgânica animal e vegetal formados ao longo de milhões de anos em regiões profundas 

sob ação de microrganismos e elevadas temperaturas e pressões, dessa forma sendo então 

considerados recursos limitados (SATO, 1991). Já as fontes renováveis, são aquelas 

consideradas regeneráveis e inesgotáveis (ou praticamente) compreendendo a eólica, 

hidrelétrica, solar, geotérmica, e aquelas mais modernas provenientes de resíduos 

urbanos, industriais e agrícolas como a própria biomassa (BULL, 2001; FOGAÇA, 2020; 

PAO; FU, 2013). 

Atualmente, conforme pode ser observado na Figura 1A, observa-se que até 2018, 

os combustíveis fósseis foram responsáveis pelo fornecimento de aproximadamente 81% 

de toda a energia utilizada no mundo (IEA, 2020). Ao longo dos últimos anos, a utilização 

de tais fontes tem apresentado acentuado crescimento, enquanto as ditas renováveis 

praticamente mantiveram-se estagnadas. Por outro lado, no  Brasil (Figura 1B), recursos 

não renováveis representam 52% do consumo energético total, ao passo que matrizes 

renováveis como biocombustíveis e a água (hidrelétricas) forneceram 32% e 12% do total 

consumido no ano de 2019. O maior crescimento em relação ao resto do mundo no uso 

de fontes sustentáveis observado para o Brasil é uma tendência refletida nos países 

integrantes do BRICS (Brasil, Rússia, Índia, China e África do Sul), os quais com exceção 

da Rússia, são grandes produtores de variedades agrícolas (AYDIN, 2019; CHANDEL et 

al., 2019; LIU et al., 2020). 
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 Figura 1. Comparativo entre as distribuições de diferentes matrizes energéticas ao longo dos últimos anos 

e quantidade de CO2 emitido por combustíveis fósseis no mundo (A) e no Brasil (B) em 2019. Nos 

respectivos gráficos de pizza são exibidas as contribuições relativas de cada matriz para o fornecimento 

total de energia no mundo (A) e no Brasil (B) em 2019 (Fonte: https://www.iea.org/data-and-statistics). 

Dentre as principais potências produtoras de biocombustíveis, os EUA aparecem 

liderando a lista, seguido pelo Brasil, Indonésia, Alemanha e China, os quais 

apresentaram produção (em 2020) de aproximadamente 374; 245; 79; 41; e 39 TWh, 

respectivamente (OUR WORLD IN DATA, 2021). Estima-se que o cultivo de cana-de-

açúcar utilizada para a produção de etanol, isoladamente, represente algo em torno de 13 
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a 19% de toda a matriz energética brasileira (BERGMANN et al., 2018; KHATIWADA 

et al., 2016). De acordo com previsões para 2050, considerando-se apenas o cultivo de 

cana-de-açúcar no Brasil, cuja safra poderá ser de 5200 milhões de toneladas, espera-se 

produzir 214 bilhões de litros de etanol, quantidade essa que pode evitar a emissão de 380 

megatoneladas de CO2 provenientes da combustão de gasolina (KUMARA et al., 2016). 

Diante desse cenário, de acordo com o ranking da FAO, países como Brasil, Índia, 

China, Tailândia e Paquistão tem ganhado notoriedade, devido suas elevadas produções 

de cana-de-açúcar para a produção de etanol e açúcar, como pode ser conferido na Figura 

2.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2. Colheita registrada nos 15 maiores países produtores de cana-de-açúcar durante o período de 

2015 a 2020 (Fonte: http://www.fao.org/faostat/en/#data/QC/visualize); e os 5 países com maior produção 

energética oriunda de biocombustíveis (https://ourworldindata.org/grapher/biofuel-production). 

Segundo estimativa fornecida pela CONAB (https://www.conab.gov.br/info-

agro/safras/cana) para a safra 2021/2022 (3° levantamento), o país que hoje conta com a 

maior produção de cana-de-açúcar do mundo, tem previsão para registrar uma colheita de 

568,4 milhões de toneladas, das quais somente o estado de São Paulo é responsável pela 

produção de 287,4 milhões de toneladas, o que corresponde a 50,5% do montante. Dos 

mais de 8,2 milhões de hectares de área de cultivo da cultura, é esperado a produção de 

24,8 bilhões de litros de etanol total (anidro e hidratado), valor esse aproximadamente 

0

100

200

300

400

500

600

700

800

P
ro

d
u

çã
o

 d
e 

ca
n

a
-d

e-
a

çú
ca

r

(e
m

 m
il

h
õ

es
 d

e 
to

n
el

a
d

a
s)

2015 2016 2017 2018 2019 2020

0

50

100

150

200

250

300

350

400

450

2015 2016 2017 2018 2019 2020

E
n

er
g

ia
 t

o
ta

l 
p

ro
d

u
zi

d
a

 p
o

r 

b
io

co
m

b
u

st
ív

ei
s 

(T
W

h
)

EUA Brasil Indonésia Alemanha China Tailândia



4 
 

16,6% menor que a safra anterior, em decorrência dos impactos causados pela pandemia 

de COVID-19. Sabendo-se que para cada 1 tonelada de cana-de-açúcar é gerada 

aproximadamente 250 Kg (50% de umidade) de bagaço (BERGMANN et al., 2018; 

CHANDEL et al., 2012), e com isso é prevista a geração de 142,1 milhões de toneladas 

desse importante subproduto para a safra em questão. 

 

1.2) Biomassa, composição da cana-de-açúcar e enzimas envolvidas em sua 

degradação 

O termo biomassa lignocelulósica é designado para todo material orgânico de 

origem vegetal como matérias primas e resíduos agrícolas (lenha, grama e folhagens) cuja 

constituição básica é formada por 3 componentes principais: celulose, hemicelulose e 

lignina (LIU et al., 2019a).  

A principal biomassa residual gerada no Brasil é o bagaço de cana-de-açúcar 

(gimnosperma gramínea com variedades pertencentes ao gênero Saccharum). Esse 

resíduo apresenta composição média de 32-55% celulose; 19-32% hemicelulose; e 19-

32% lignina. Possui um elevado potencial biotecnológico, pois a cada tonelada pode 

render aproximadamente 287 litros de etanol 2G (LIU et al., 2019a; SANTOS et al., 2020; 

SILVEIRA; VANELLI; CHANDEL, 2018).  

No entanto, devido à forte interação entre os 3 componentes principais e da alta 

recalcitrância (resistência a tratamentos físicos, químicos e biológicos) a ação enzimática 

em conjunto com algum tipo de pré-tratamento é imprescindível para o processo 

(SHARMA GHIMIRE et al., 2016). É nesse contexto que o emprego das chamadas 

CAZymes (enzimas ativas em carboidratos), catalogadas no banco de dados CAZy 

(CANTAREL et al., 2009), tem desempenhado papel fundamental para a desconstrução 

dos componentes da biomassa lignocelulósica durante a etapa de sacarificação, como 

pode ser conferido na Figura 3. 
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Figura 3. Ilustração ampliada dos principais constituintes da cana-de-açúcar (parte superior), bem como 

de importantes enzimas envolvidas na degradação de seus polissacarídeos estruturais (parte inferior). Nessa 

figura, para simplificar, apenas polímeros de D-xilose foram utilizados para representar a xilana e 

consequentemente a própria hemicelulose. As enzimas em destaque não necessariamente apresentam 

CBMs (módulos de ligação aos carboidratos). Fonte: autoria própria. 

A celulose é o componente da biomassa lignocelulósica de maior predominância, 

e de fato o polímero natural mais abundantemente encontrado na Terra. Constituído 

unicamente por monômeros de D-glicose (mais de 10.000 subunidades) ligados através 

de ligações glicosídicas do tipo β(1→4), apresenta fórmula geral (C6H12O5)n e trata-se de 

um homopolímero capaz de realizar diversas ligações de hidrogênio tanto 

intramoleculares entre seus grupamentos hidroxila, como intermoleculares entre os 

mesmos grupamentos de moléculas adjacentes. Por causa dessa forte interação (cerca de 

6-8 moléculas de celulose), as chamadas microfibrilas unem-se resultando em 

macrofibrilas altamente lineares e coesas que conferem à celulose resistência mecânica, 

impermeabilidade e insolubilidade a diversos solventes além da água (ABRAHAM et al., 

2020; LIU et al., 2019a; LORENCI WOICIECHOWSKI et al., 2020; SANTOS et al., 

2020). 
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Apesar de ser relativamente cristalina, a celulose possui regiões de menor 

cristalinidade sobre as quais enzimas hidrolíticas como as celulases clássicas 

(endoglucanases, celobiohidrolases e β-glicosidases) são mais ativas (LIU et al., 2020; 

LORENCI WOICIECHOWSKI et al., 2020; YOO et al., 2020; ZOGHLAMI; PAËS, 

2019). Por outro lado, em regiões de maior cristalinidade, enzimas como as LPMOs, as 

quais serão apresentadas no capítulo seguinte, mostram-se mais efetivas (HEMSWORTH 

et al., 2014; YOO et al., 2020). 

De modo geral, a hidrólise da celulose ocorre pela ação sinérgica de 3 principais 

classes de enzimas: as endoglucanases (EGs) (E.C. 3.2.1.4) que clivam ligações 

glicosídicas β(1→4) em regiões internas do polímero e geram novas extremidades 

redutoras; as exoglucanases ou celobiohidrolases (CBHs) que atuam clivando as mesmas 

ligações em suas extremidades redutoras (tipo I) (E.C. 3.2.1-) e não redutoras da cadeia 

(tipo II) (E.C. 3.2.1.91) liberando moléculas de celobiose; e β-glucosidades (BGs) (E.C. 

3.2.1.21) que clivam as ligações β(1→4) da celobiose e de outros glico-oligômeros 

solúveis promovendo a liberação de D-glicose (COTA et al., 2015; TETER; SUTTON; 

EMME, 2014; WANG et al., 2020). 

A hemicelulose trata-se da camada polissacarídica  heteropolimérica adjacente às 

fibras de celulose. De natureza amorfa e estrutura altamente variável rica em 

ramificações, é constituída por monômeros de D-xilose, D-glicose, L-arabinose, D-

galactose, D-manose, ácido D-glucurônico e ácido D-4-O-metil-glucurônico (500-3000 

subunidades). Dentre as principais estruturas encontradas, que incluem xilanas, 

xiloglucanas, arabinoxilanas e galactoglicomananas a maioria delas apresentam em 

comum esqueletos principais majoritariamente formados por ligações β(1→4) entre as 

moléculas de D-xilose, monômero mais abundantemente encontrado na hemicelulose 

(GIBSON, 2012; LIU et al., 2019b; MALGAS et al., 2019; PACKAGING, 2020; 

PHAKEENUYA et al., 2020; ULAGANATHAN et al., 2015). 

Devido ao menor nível organizacional quando comparada à estrutura da celulose, 

a fração hemicelulósica oferece baixa resistência a ação da maioria dos pré-tratamentos 

aplicáveis, sendo consideravelmente removida durante essa etapa nas biorrefinarias 

(MAGA et al., 2019; SANTOS et al., 2020). Apesar de não possuir estrutura uniforme, 

sua  hidrólise também ocorre de maneira sinérgica envolvendo enzimas como 

endoxilanases (E.C. 3.2.1.8), exoxilanases (E.C. 3.2.1.8 e E.C. 3.2.1.156) e β-xilosidases 
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(E.C. 3.2.1.37), as quais de maneira análoga às celulases atuam nas estruturas em seu 

interior, extremidades (ambas) e dímeros ou oligômeros de D-xilose liberados, 

respectivamente (CARVALHO et al., 2009; MALGAS et al., 2019; MAMO, 2019; 

ULAGANATHAN et al., 2015). 

Além dessas enzimas que promovem a degradação das cadeias principais, há 

também a participação daquelas que atuam nas ramificações e removendo grupos 

químicos adicionados, as quais no caso das xilanas e xiloglucanas são a α-glucuronidase 

(E.C. 3.2.1.131) que atuam na hidrólise das ligações α(1→2) com ácido D-4-O-metil-

glucurônico; a  acetilxilana esterase (E.C. 3.1.1.72) na clivagem de ligações éster com 

grupos acetil nas as posições 2 e 3; a α-arabinofuranosidase (E.C. 3.2.1.55) na quebra das 

ligações α(1→2) ou α(1→3) com unidades ou cadeia de L-arabinoses pelas extremidades 

não redutoras, ou a α-arabinase (E.C. 3.2.1.99) que atua clivando ligações α(1→5) 

internas entre as L-arabinoses; e a ferruloil esterase (E.C. 3.1.1.73)  na remoção de 

resíduos de ácido ferrúlico unidos por ligação éster à posição 5 de L-arabinoses 

(MALGAS et al., 2019; MAMO, 2019; MELLO et al., 2017; PACKAGING, 2020; 

PHAKEENUYA et al., 2020; ULAGANATHAN et al., 2015). 

As galactoglicomananas são encontradas em gimnospermas (12-15% da 

composição), cujo esqueleto principal é composto majoritariamente por unidades de D-

manose com presença intercalante menos frequente de unidades D-glicose, ambas unidas 

por ligações β(1→4). As principais ramificações são compostas por unidades de D-

galactose unidas por ligações α(1→6). As principais enzimas que degradam essas 

estruturas são a α-galactosidase (E.C. 3.2.1.22), que atuam sob as extremidades não 

redutoras promovendo a liberação de D-galactose ou galacto-oligossacarídeos; a 

endomananase (E.C. 3.2.1.78) agem sob ligações β(1→4) randômicas e internas do 

esqueleto de D-manose fragmentando sua estrutura em polímeros menores, e β-

manosidases (E.C. 3.2.1.25) atuam nessas mesmas ligações porém sob extremidades não 

redutoras de pequenos mano-oligossacarídeos levando a produção de unidades de D-

manose livres (CARVALHO et al., 2009; DE VRIES; VISSER, 2001; MALGAS et al., 

2019; MELLO et al., 2017; ULAGANATHAN et al., 2015). 

A lignina é o segundo biopolímero mais abundantemente encontrado na Terra, 

ficando atrás apenas da celulose. Conforme pode ser observado na Figura 4, a lignina 

consiste em um heteropolímero amorfo e complexo composto por estruturas repetitivas 
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tanto aromáticas como alifáticas designadas fenilpropanoides (C3C6) metoxilados que 

são os álcoois coniferílicos, sinapílicos e p-cumarílico. Quando tais unidades encontram-

se incorporados à estrutura, passam a ser identificadas como guaiacil (G); siringil (S); e 

p-hidroxifenil (H), respectivamente. A variação da proporção desses três compostos 

acarreta em diferenças nas propriedades da lignina (GIL-CHÁVEZ et al., 2019; 

NGUYEN et al., 2020). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 4. Modelo representativo da estrutura da lignina e suas principais subunidades. Fonte: figura 

adaptada de Gil-Chávez et al., 2019 e http://www.icfar.ca/lignoworks/content/what-lignin.html. 

Apesar do petróleo ser a maior fonte de compostos aromáticos para a produção de 

produtos derivados, a lignina trata-se da maior fonte renovável existente, e por isso é de 

interesse tanto econômico como industrial. Pode ser utilizada, dentre outros, para 

produção de produtos químicos, aditivos alimentares, fármacos, estabilizantes de 

emulsão, carreadores de pesticidas, bioplásticos e biocompósitos (GIL-CHÁVEZ et al., 

2019; HARRIS et al., 2018; YOO et al., 2020; ZHANG et al., 2020). 

De maneira geral, dentre as enzimas mais importantes que atuam em sua 

degradação, destacam-se as chamadas enzimas modificadoras da lignina (LME), 

incluindo as lignina peroxidases (LiPs) (EC 1.11.1.14), peroxidase versáteis (VPs) (EC 

Alcool coniferílico (G) 

Alcool sinapílico 

(S) 

Alcool p-cumarílico (H) 
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1.11.1.16) e manganês peroxidases (MnPs) (1.11.1.13), sendo essas dependentes de 

H2O2; e também as lacases (E.C. 1.3.10.2), consideradas as mais importantes. Tais 

enzimas apresentam centros metálicos, que uma vez oxidados, realizam ataques às 

unidades fenólicas abundantemente encontradas na estrutura da lignina oxidando-as e 

gerando assim na maioria dos casos espécies radicalares. Esses culminam com a 

fragmentação da mesma em unidades menores devido às reações de propagação que 

ocorrem até que a etapa de terminação (extinção das espécies com elétrons 

desemparelhados) seja atingida. Atualmente, as chamadas enzimas auxiliares de 

degradação da lignina (LDA) tem ganhado maior destaque nas biorrefinarias. Essas 

enzimas, apesar de não serem capazes de degradar a lignina isoladamente, são necessárias 

para auxiliar na atuação das demais, dentre as quais destacam-se as glioxal oxidases (E.C. 

1.2.3.5); álcool aril oxidases (E.C. 1.1.3.7); piranose 2-oxidases (E.C. 1.1.3.10), que 

auxiliam na produção de H2O2; e celobiose desidrogenases (E.C. 1.1.99.18) e glicose 

desidrogenases (E.C. 1.1.99.10) que atuam na mediação das reações de oxidorredução 

(CARVALHO et al., 2009; JANUSZ et al., 2017; SHARMA; AGGARWAL, 2020; 

ZHANG et al., 2020). 

 

1.3) LPMOs: características principais, famílias conhecidas e mecanismos de 

ação propostos 

As LPMOs, denominadas mono-oxigenases líticas de polissacarídeos são 

metaloenzimas cuja ação se soma ao arsenal de enzimas já pré-existentes capazes de atuar 

sobre resíduos lignocelulósicos. As LPMOs foram em um primeiro momento 

classificadas como módulos de ligação à quitina e endoglucanses fracas pertencentes às 

antigas famílias CBM33 e GH61, as quais passaram a ser designadas AA10 e AA9, 

respectivamente (BISSARO et al., 2020; VAAJE-KOLSTAD et al., 2017; ZHANG, 

2020; ZHOU; ZHU, 2020). 

 Atualmente, são classificadas em 8 famílias diferentes, e englobam as AA9, 

AA11, AA13, AA14, AA16 e AA17 de origem principalmente eucariótica; as AA10 de 

origem bacteriana e viral e até mesmo vegetal, e as AA15 oriundas de eucariotos 

incluindo artrópodes. Diferindo das demais enzimas hidrolíticas clássicas, ilustradas 

anteriormente na Figura 3, as LPMOs são dotadas de um mecanismo oxidorredutivo com 

atuação principalmente sob regiões cristalinas de substratos polissacarídicos, o qual por 

sua vez não somente facilita a ação em conjunto de outras enzimas, como também pode 
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intensificar a atividade das mesmas (COURTADE et al., 2017; FILIATRAULT-

CHASTEL et al., 2019; SABBADIN et al., 2021; VAAJE-KOLSTAD et al., 2017; 

ZHOU; ZHU, 2020). 

De acordo com a literatura, as LPMOs são ativas em uma ampla gama de 

substratos incluindo celulose, xiloglucanas, glucomanas, β-glucanas, quitina, amido e 

inclusive xilana. Na maioria dos substratos, são capazes de realizar clivagem da ligação 

glicosídica apenas a partir da oxidação do carbono C1, contudo no caso dos polímeros 

ricos em D-glicose unida por ligações β(1→4) como a celulose, as enzimas da família 

AA9 podem atuar tanto na posição C1 resultando em lactonas que se convertem em ácidos 

aldônicos (extremidade redutora), como também em C4 originando cetoaldoses 

(extremidade não redutora). Para cada ligação clivada é gerada uma metade oxidada e 

outra não oxidada, como pode ser visto na Figura 5 (BISSARO et al., 2020; FRANDSEN; 

LO LEGGIO, 2016; MUSADDIQUE et al., 2020; VAAJE-KOLSTAD et al., 2017; 

ZHOU et al., 2019). 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 5. Produtos resultantes da oxidação de uma AA9 em C1 ou C4, com ênfase nas oxidações 

introduzidas, indicadas em vermelho. Nessa ilustração são apresentadas as duas extremidades geradas em 

ambos os casos com a quebra da ligação glicosídica, com destaque para as metades oxidadas suas 

respectivas formas hidratadas com as quais encontram-se em equilíbrio químico. Fonte: figura adaptada de 

Chylenski et al., 2019. 

 

As principais características estruturais comuns a quaisquer LPMOs são:  (1) a 

braçadeira de histidina, uma estrutura catalítica na qual um átomo de Cu2+ (centro 

metálico) encontra-se ligado em T a 3 átomos de nitrogênios, sendo 2 deles provenientes 

do anel e cadeia lateral da histidina N-terminal, e o outro oriundo da cadeia lateral de uma 

segunda histidina; (2) a necessidade de um redutor como o ácido ascórbico ou enzimas 

como a celobiose desidrogenase para doar elétrons e ativar o centro metálico; (3) a 

presença de co-substrato, que podem ser moléculas de O2 ou H2O2; (4) sítio ativo de 

topologia achatada formados por núcleos contendo de 7 a 9 folhas-β antiparelelas em 

1,5-δ-lactona 

4-cetoaldose 

Ácido aldônico 

4-gem-diol-aldose 
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conformação de sanduíche e interligando por loops; e (5) a presença não obrigatória de 

um ou mais módulos de ligação aos substratos como as CBMs em suas estruturas 

(BERTINI et al., 2018; BISSARO et al., 2020; CIANO et al., 2018; COURTADE et al., 

2017; FILIATRAULT-CHASTEL et al., 2019; VAAJE-KOLSTAD et al., 2017). 

Com relação a estrutura geral das mesmas, apresentam diversos loops, como pode 

ser verificado na Figura 6, a qual permite conferir algumas das principais diferenças 

estruturais entre as famílias AA9 e AA10, as duas mais ostensivamente estudadas. 

O loop L2 conservam sequências importantes para a manutenção da atividade, os 

quais em famílias já bem estudadas como a AA9 está localizado entre as folhas β1 e β2, 

e entre β1 e β3 no caso da AA10 (VAAJE-KOLSTAD et al., 2017; ZHOU; ZHU, 2020). 

De acordo com dados da literatura, enzimas das famílias AA9, AA13, AA14 e AA16 

apresentam os loops adicionais LC (próximo à extremidade C-terminal) e LS (curto), os 

quais também estão associados à especificidade das mesmas (FILIATRAULT-

CHASTEL et al., 2019). Em algumas LPMOs como as AA9s por exemplo, existem ainda 

um loop L3 entre as folhas β3 e β4, no qual encontra-se inserida a histidina não terminal 

coordenada ao Cu2+; e um loop L8 localizado entre as folhas β5 e β6 no qual localizam-

se dois importantes resíduos catalíticos conservados, uma histidina e uma glutamina que 

participam da esfera de coordenação secundária. Acredita-se que todos os loops influam 

na especificidade e regiosseletividade das LPMOs por meio do estabelecimento de 

interações fracas, principalmente entre os resíduos aromáticos neles presentes com os 

anéis dos substratos polisssacarídicos (BERTINI et al., 2018; HEMSWORTH et al., 

2014; SPAN et al., 2017; VAAJE-KOLSTAD et al., 2017; ZHOU et al., 2019; ZHOU; 

ZHU, 2020).  
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Figura 6. Estrutura tridimensional da AA9 NcLPMO9M (PDB: 4EIS) (A) e da AA10 CBP21 (PDB: 

2BEM)  (B). As histidinas e resíduos aromáticos das braçadeiras estão indicados em amarelo e laranja, 

respectivamente. Abaixo estão representadas as estruturas químicas dos principais resíduos coordenados às 

braçadeiras de histidina das famílias AA9 e AA10, tal que X pode ser H ou OH. Figura adaptada de Vaaje-

Kolstad et al., 2017 e Ciano et al., 2018. 

 

As enzimas AA9 (899 catalogadas), como já discutido anteriormente, são 

secretadas principalmente por fungos e ativas em celulose e substratos ricos em ligações 

β(1→4) entre unidades de D-glicose, sendo categorizadas como PMO1, PMO2 e PMO3 

quando são ativas em C1, C4 e C1/C4, respectivamente (FILIATRAULT-CHASTEL et 

al., 2019; HEMSWORTH et al., 2014; VAAJE-KOLSTAD et al., 2017). Há ainda as 

PMO3* ativas em C1. As AA9s tipicamente apresentam coordenado ao Cu2+ uma 

tirosina, e nelas a presença do loop L2 está associado diretamente com a 

regiosseletividade das LPMOs sob as posições C1 ou C4, de modo que a remoção de um 

resíduo conservado de tirosina já é responsável por ocasionar a perda de atuação sobre 

C4 (VU et al., 2014a; ZHANG, 2020). Recentemente foi demonstrado que a AA9 

CtPMO1 é capaz de oxidar a ligação glicosídica tanto nas posições C1 e C4 levando à 

quebra do polímero como também na posição C6. Apesar de ainda não ser muito claro, é 
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possível que ocorra a conversão a ácido glucurônico por outra enzima, facilitando assim 

uma posterior remoção pela ação de uma polissacarídeo liase pertencente à família 20 

(PL20) (CHEN et al., 2018; ZHANG, 2020). Nas enzimas AA9, existem dois motivos 

conservados que são a sequência HxnGP para a histidina não terminal e QxYxxC para a 

tirosina da braçadeira de histidina, no qual o átomo de Cu2+ tipicamente se encontra numa 

geometria de coordenação octaédrica (VAAJE-KOLSTAD et al., 2017; VU et al., 2014a). 

As AA10 (8099 catalogadas) produzidas por bactérias, vírus e até mesmo espécies 

vegetais, são ativas em substratos como celulose e quitina. Diferentemente das AA9, 

apresentam na maioria dos casos uma fenilalanina coordenada à braçadeira ao invés de 

uma tirosina e atividade catalítica apenas na posição C1 das ligações glicosídicas. Além 

disso o cobre encontra-se coordenado aos ligantes em geometria do tipo bipiramidal 

trigonal (HEMSWORTH et al., 2014; VAAJE-KOLSTAD et al., 2017). Localizado em 

seu loop L2, responsável pela especificidade das mesmas, encontram-se os motivos 

conservados Y(W)EPQSVE ou Y(W)NWFGVL quando ativas em quitina ou celulose, 

respectivamente (ZHOU et al., 2019). 

Com relação as demais famílias, as AA11, AA13, AA14, AA16 e AA17 são 

majoritariamente de origem fúngica e ativas sobre as ligações β(1→4) da quitina; α(1→4) 

e α(1→6) do amido; β(1→4) da xilana envolvendo fibras celulósicas; β(1→4) da 

celulose; e α(1→4) da pectina, respectivamente (COUTURIER et al., 2018; 

FILIATRAULT-CHASTEL et al., 2019; HEMSWORTH et al., 2014; SABBADIN et al., 

2021; VU et al., 2014b). As AA16s diferem das AA9s em termos de sequência e estrutura, 

de modo que a AfAA16 não apresenta hélices, apenas um núcleo rico em folhas-β e loops 

formados por alças (MUSADDIQUE et al., 2020). As AA15 foram as primeiras LPMOs 

encontradas em artrópodes e podem ser ativas tanto em celulose quanto em quitina, como 

é o caso da enzima TdAA15A (SABBADIN et al., 2018). As AA17, por outro lado, são 

LPMOs exclusivamente encontradas em fungos fitopatogênicos e atuam como fatores de 

virulência auxiliando no processo invasivo através da quebra do esqueleto de pectina da 

parede celular das plantas (SABBADIN et al., 2021). 

Atualmente, aceita-se que o co-substrato utilizado pelas LPMOs possam ser tanto 

moléculas de O2, atuando propriamente como uma monooxigenase, ou então H2O2, 

atuando como uma peroxigenase (FORSBERG et al., 2019). Dessa forma, na Figura 7 a 

seguir, são exibidas todas as reações associadas com as LPMOs ao longo do ciclo ativo 

das mesmas sob uma cadeia celulósica genérica. 
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Figura 7. Esquema simplificado de atuação das LPMOs na degradação da celulose e principais reações 

paralelas envolvidas. As setas verdes representam um percurso hipotético da enzima ao longo de seu ciclo 

ativo. Legenda: 1 – Reação iniciadora da LPMO, marcada pela redução do Cu2+ (círculo laranja) para Cu+ 

(círculo azul claro) mediada por um doador externo; 2 – Redução do O2 presente a H2O2 pela LPMO na 

ausência de substrato; 3 – Ligação da LPMO à celulose usando H2O2 como co-sustrato; 4 – Desacoplamento 

da enzima com o substrato; 5 – Oxidação da ligação glicosídica utilizando-se H2O2; 6 – Ligação da LPMO 

à celulose usando O2 como co-sustrato; 7 – Oxidação da ligação glicosídica utilizando-se O2; 8 – 

Desacoplamento da LPMO reoxidada após o término da reação; 9 – Inativação da enzima desligada do 

substrato devido a oxidação de resíduos importantes mediada por H2O2; 10 – Redução do O2 a H2O2; 11 – 

Redução do H2O2 a água ou espécies reativas de oxigênio. A LPMO aqui representada em roxo apresenta 

um CBM em sua estrutura (não obrigatório). Fonte: autoria própria.  

 

Como já mencionado, a oxidação promovida pelas LPMOs é dependente de H2O2 

ou O2, porém as enzimas assim como os co-substratos podem participar de uma série de 

outras reações paralelas. Considerando-se a utilização do H2O2 (3) (modo peroxigenase), 

observa-se que após a ocorrência da reação iniciadora (1), na qual há a redução do centro 

metálico para Cu+, a LPMO torna-se ativa e uma vez nesse estado é capaz de oxidar 

diversas ligações glicosídicas (5) até eventualmente desacoplar do substrato (4) e reagir 

com o O2 dissolvido no meio (modo oxidase), gerando mais H2O2 e reoxidando o metal 

para Cu+ (2); ou então até ser inativada devido à ação oxidativa do H2O2 em resíduos 

catalíticos (9) (CHYLENSKI et al., 2019; FORSBERG et al., 2019). 

No caso da utilização do O2 (modo oxigenasse) (6), após a redução do metal 

ocorrida na reação iniciadora (1’), a LPMO liga-se ao substrato e é capaz de oxidar a 
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ligação glicosídica (7), contudo requer a doação de um elétron adicional proveniente de 

um redutor externo. Ao final da reação com O2, a enzima retorna ao estado oxidado inicial 

(8) e pode recomeçar o ciclo, contudo necessita de quantidades estequiométricas de 

redutor para manter-se ativa, diferentemente de quando se utiliza o outro substrato. Vale 

destacar que a enzima nesse caso também pode desacoplar (4’), reoxidar sem catalisar a 

clivagem (2’) e até sofrer inativação posteriormente, como indicado em (9). Ocorrem 

ainda reações paralelas envolvendo a oxidação do doador de elétron como a redução do 

O2 a H2O2 (10); e ainda a redução do H2O2 a água e/ou espécies reativas de oxigênio 

(EROs) (11), as quais também podem causar a inativação da enzima. Apesar dos 

mecanismos não estarem 100% elucidados, as LPMOs podem atuar utilizando ambos os 

co-substratos de maneira alternada no meio reacional (BERTINI et al., 2018; 

CHYLENSKI et al., 2019; FORSBERG et al., 2019). 

 

1.4) Aspergillus fumigatus, enzimas e análise da LPMO AfAA9_B 

O Aspergillus fumigatus é uma espécie de fungo mesofílica e saprofítica capaz de 

degradar matéria orgânica e crescer em temperaturas acima de 55C, suportando 

temperaturas de até 70 °C. De comportamento reprodutivo predominantemente 

assexuado, produz esporos (ou conídeos) verde escuros com cerca de 2–3 µm de diâmetro 

em seus conidióforos, os quais conferem igual coloração à suas colônias (LATGE, 2001), 

como pode ser conferido na Figura 8 abaixo. 

 

 

 

 

 

 

Figura 8. Imagens de cultivo de Aspergillus fumigatus em placa (A) (fonte: 

http://fungi.myspecies.info/file-colorboxed/941) e de microscopia (B) (fonte: 

https://www.aspergillus.org.uk/wp-content/uploads/2018/04/A.-fumigatus-conidia.jpg) com ênfase na 

estrutura dos conidióforos. 

A B 
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Por outro lado, o fungo em questão é reconhecido também por ser um dos 

principais seres patogênicos responsáveis pela ocorrência de infecções hospitalares. 

Devido à presença ubíqua de seus esporos pelo ar, é capaz de provocar desde alergias de 

menor periculosidade até quadros mais graves como a aspergilose invasiva (AI) 

principalmente em pacientes imunocomprometidos (CHO et al., 2017; MALACCO et al., 

2019; NAKANO et al., 2020). Por conta de ocasionar sérios danos aos tecido pulmonar 

e da crescente resistência ao antibiótico mais utilizado para o tratamento (drogas 

azólicas), a taxa de letalidade em pacientes acometidos de IA oscila na faixa de 50-100%, 

baseado em dados registrados (LESTRADE et al., 2019; NAKANO et al., 2020). 

A utilização do extrato enzimático produzido por microrganismos encontrados no 

solo é uma prática comumente adotada em bioprocessos das mais diferentes áreas, tais 

como na agricultura; obtenção de ácidos orgânicos, solventes, aminoácidos, lipídeos, 

bioplásticos e coquetéis enzimáticos; geração de energia e biocombustíveis; e nas 

indústrias de papel, detergentes, alimentícia (animais e humanos) e têxtil (SAHOO et al., 

2020). No caso específico das biorrefinarias que produzem etanol a partir da biomassa 

lignocelulósica, são necessários fungos, bactérias ou actinobactérias que secretem 

quantidades significativas de enzimas principalmente celulolíticas, capazes de atuarem 

na desconstrução de seus componentes em açúcares simples passíveis de serem 

convertidos pela levedura Saccharomyces cerevisiae (MAGA et al., 2019; 

MUSADDIQUE et al., 2020; SAHOO et al., 2020; SAWANT; SALUNKE; KIM, 2015). 

Em específico, fungos do gênero Aspergillus em geral são considerados importantes 

degradadores de biomassa lignocelulósica e em decorrência disso, são exemplos de 

espécies amplamente empregadas pelas indústrias para a produção de enzimas e outros 

bioprodutos (ADAV; RAVINDRAN; SZE, 2015). 

Nesse contexto, o fungo Aspergillus fumigatus torna-se atrativo pois apesar de 

patogênico, é capaz de secretar um extrato rico em celulases equiparável ao do 

Trichoderma reesei, fungo amplamente utilizado para a produção de coquetéis 

enzimáticos comerciais. Comparativamente, enquanto o fungo T. reesei é capaz de 

secretar 200 GHs diferentes e possui apenas 16 genes codificantes de hemicelulases em 

seu genoma, o A. fumigatus apresenta 263 GHs e 36 genes de hemicelulases (ADAV; 

RAVINDRAN; SZE, 2015). O extrato bruto da cepa de A. fumigatus NITDGPKA3 

apresenta atividade celulolítica total de aproximadamente 2,4 U/mL quando obtido na 

presença de palha de arroz em meio alcalino (MUSADDIQUE et al., 2020). A cepa de 
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Aspergilus fumigatus LF9 por sua vez demonstra ser capaz de secretar diferentes 

conjuntos de enzimas diante da presença de variadas fontes de carbono. Na presença de 

xilana, a atividade xilanolítica mostrou-se elevada atingindo quase 10 U/mL ao passo que 

na presença de celulose e amido houve prevalência das atividades de endoglucanase, 

registrando-se valores de aproximadamente 4 U/mL e 8 U/mL, respectivamente (ADAV; 

RAVINDRAN; SZE, 2015). 

Baseado em resultados prévios obtidos por nosso grupo de pesquisa, quando 

incubado na presença de bagaço de cana-de-açúcar explodido (SEB) por 24 horas, a cepa 

de Aspergillus fumigatus Af293 secretou um total de 132 enzimas, das quais 58% foram 

identificadas como CAZymes incluindo a 3 LPMOs distintas pertencentes à família AA9 

(DE GOUVÊA et al., 2018). Dentre as LPMOs mencionadas, aquela codificada pelo gene 

AFUA_4G07850, aqui referida como AfAA9_B, mostrou-se também altamente expressa 

ainda nas primeiras horas de indução. Portanto, tal enzima foi escolhida como objeto 

central deste estudo, e expressa no organismo Pichia pastoris X33 visando-se obter uma 

maior compreensão acerca de sua ação em conjunto com outras celulases (sob diferentes 

tipos de biomassas lignocelulósicas), bem como investigar seu potencial para a aplicação 

em eventuais processos biotecnológicos. 

  

2. Objetivos 

O objetivo central desse trabalho foi determinar as propriedades bioquímicas e 

constantes cinéticas da AfAA9_B, bem como avaliar sua atividade quando suplementada 

com outras celulases sob CMC e diferentes biomassas lignocelulósicas.  
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3. Material e métodos 

3.1)     Meios de cultura para o cultivo de Aspergillus fumigatus 

A cepa de Aspergillus fumigatus Af293 (gentilmente fornecida pelo Prof. Dr. 

Sérgio Akira Uyemura – Faculdade de Ciências Farmacêuticas de Ribeirão Preto) foi 

inicialmente cultivada em placas contendo meio YAG sólido [2% (m/v) glicose; 1,8% 

(m/v) ágar; 1% (m/v) suplemento de vitaminas; 0.5% (m/v) extrato de levedura; 0,1% 

(m/v) solução de elementos traços] até esporular, sendo incubada a 37ºC durante 48 horas. 

Após raspagem da superfície com solução tampão PBS + 1% Tween 20, realizou-se o 

inóculo de 2 X 106 conídios frescos/mL em meio YNB líquido [5% solução de sais; 0,1% 

elementos traços; 0,05% extrato de levedura] adicionado de 1% (m/v) frutose seguido de 

incubação por 16 horas a 37ºC e 200 rpm (pré-inóculo). Em seguida, os micélios foram 

lavados com H2O estéril e transferidos para meio YNB líquido contendo 1% (m/v) de 

bagaço de cana-de-açúcar explodido (SEB) mantido a 37ºC sob agitação de 200 rpm. 

 

3.2)     Tratamento do bagaço de cana-de-açúcar (SEB) 

O bagaço de cana-de-açúcar explodido, generosamente cedido pelo Prof. Dr. João 

Atílio Jorge (Faculdade de Filosofia, Ciências e Letras de Ribeirão Preto), foi lavado até 

a completa remoção de impurezas e açúcares redutores (verificado através do método 

DNS), seco em estufa a 40 °C e moído em moinho de facas. O bagaço foi autoclavado no 

momento do preparo dos meios de cultura YNB. 

 

3.3) Procedimentos para a extração e tratamento do RNA total 

O micélio formado após a incubação dos meios líquidos contendo SEB foi 

separado através de centrifugação de 2.050 g por 20 minutos, descartando-se o 

sobrenadante. Após filtração a vácuo, o micélio foi mergulhado em nitrogênio líquido, 

macerado e recebeu adição de Trizol® (Life Technologies) (1ml/100 mg). Depois de 

homogeneizar, foi incubado durante 5 minutos a temperatura ambiente, e recebeu adição 

de clorofórmio (200 μL/mL de Trizol®) e agitou-se vigorosamente. Após centrifugar a 

12.000 g por 10 minutos a 4ºC, a fase aquosa superior foi coletada e recebeu adição de 

isopropanol (500 μL/mL de Trizol®). Na sequência, após 10 minutos de incubação em 

temperatura ambiente, centrifugou-se a 12.000 g por 10 minutos a 4ºC e o precipitado 
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obtido foi lavado com etanol 75% (m/v), seco a temperatura ambiente e solubilizado em 

água-DEPC. O RNA total extraído foi quantificado no espectrofotômetro NanoDrop 2000 

(Thermo Fisher Scientific Inc., Waltham, MA, EUA) e tratado com a enzima RQ1 RNase-

Free DNase (Promega) para eliminar traços de DNA residuais. 

 

3.4) Síntese de cDNA 

A síntese de cDNA foi realizada a partir do RNAm contido no RNA total tratado, 

o qual foi submetido a reação de RT-PCR com emprego da enzima transcriptase reversa, 

utilizando o kit comercial SuperScript® II (Invitrogen), seguindo-se as recomendações 

do fabricante.  

 

3.5) Reações em cadeia da polimerase (PCR) 

As amplificações do gene AFUA_4G07850 foram realizadas de acordo com Saiki 

et al., (1985) e Mezei & Storts, (1994), utilizando-se um Termociclador (Mastercycler 

Eppendorf®). Para as reações foi empregado 300 ng dos cDNAs sintetizados a uma 

mistura contendo 0,5 µM de ambos os primers descritos na Tabela 1; 0,2 mM dNTPs, 3% 

DMSO e 20% tampão HF 5X contendo 7,5 mM MgCl2 (volume final de 50 µL). A 

amplificação ocorreu com a adição de 1,0 U da enzima Phusion® High-Fidelity DNA 

Polymerase (Thermo Scientific) e foi realizada seguindo-se a ciclagem: 1x 98 ºC por 30 

segundos / 30x [98 °C por 10 segundos / 55 °C por 30 segundos / 72 ºC por 1 minuto] / 

1x 72 °C por 10 minutos / 4 °C - ∞. 

 

Tabela 1: Sequência dos primers 

Primer Sequência 

Primer Forward 

CPEC 

AFUA_4G07850 

A 

5´–CAAAAAACAACTAATTATTCGAAACGAGGAATTCCATGACTTTGTCCAAGATCAC – 3´ 

 

Primer Reverse 

CPEC 

AFUA_4G07850 

B 

5´– CAGATCCTCTTCTGAGATGAGTTTTTGTTCTAGAGCGTTGAACAGTGCAGGAC – 3´ 

 

OBS: As bases sublinhadas (35 e 33 para os primers Forward e Reverse, respectivamente) 

constituem as regiões de sobreposição ao vetor pPICZB  após sua digestão. 
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3.6) Digestão do vetor pPICZB  

O vetor de expressão pPICZB, foi digerido [5 µg] usando-se separadamente as 

enzimas de restrição XbaI e EcoRI (Invitrogen), conforme recomendado pelo fornecedor 

(2 horas / 37°C / volume final de 20 µL em 5 tubos). 

Para purificar os vetores semidigeridos (com XbaI) do meio reacional e evitar 

interferências na digestão seguinte (com EcoRI), os tubos receberam adição de 

clorofórmio (1:1), foram agitados por 1 min e centrifugados a 1.500 g por 10 minutos. A 

fase aquosa coletada em cada tubos recebeu adição de 200 µL de isopropanol a -20 °C e 

foi incubada nessa mesma temperatura por 2 horas. Depois de centrifugar novamente a 

1.500 g por 10 minutos a 4 °C, o sobrenadante foi descartado. O precipitado contido nos 

tubos foi lavado com 200 µL de etanol 70% e centrifugado nas mesmas condições por 1 

minuto. Após descarte do sobrenadante e secagem em temperatura ambiente, os 

precipitados foram ressuspendidos em água deionizada para volume final de 20 µL.  

 

3.7) Eletroforese, extração de gel e purificação das bandas recortadas 

Os produtos de PCR receberam adição de DNA loading buffer 6X (Thermo Fisher 

Scientific) e Gel Red (Biotium) 1:500 (diluições finais de 1X e 10%, respectivamente), 

sendo aplicados em gel de agarose 1% para realização de eletroforese com voltagem de 

110 V por cerca de 90 min. As bandas foram recortadas e purificadas usando-se QIAquick 

Gel Extraction Kit (Qiagen). Ao fim, o inserto amplificado e vetor digerido foram eluídos 

em volumes de 50 µL e quantificados em espectrofotômetro NanoDrop 2000 (Thermo 

Fisher Scientific Inc., Waltham, MA, EUA). 

 

3.8) Clonagem por polimerase de extensão circular (CPEC) 

A ligação do gene AFUA_4G07850 (750 pb) no vetor pPICZB (3328 pb) digerido 

pelas enzimas XbaI e EcoRI (ver Figura Suplementar 2), foi realizada pela técnica de 

CPEC (Circular Polymerase Extension Cloning) (QUAN; TIAN, 2011). A reação 

mediada pela enzima Phusion® High-Fidelity DNA Polymerase (1U em 25 µL de meio 

reacional) ocorreu na presença de 150 ng do vetor; 67,6 ng de inserto (fração molar de 

2:1); 3% DMSO; 0,4 mM dNTPs e 20% tampão HF contendo 7,5 mM MgCl2. A ciclagem 

utilizada foi: 1x 98ºC por 30 segundos / 35x [98 °C por 10 segundos / 50 °C por 30 

segundos / 72 ºC por 2 minutos e 30 segundos] / 1x 72 °C por 10 minutos / 4 °C - ∞. 
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3.9) Preparo de E. coli DH10-β quimiocompetentes 

Células de E. coli DH10-β foram inoculadas em 10 mL de meio LB líquido [1% 

(m/v) triptona; 0,5% (m/v) extrato de levedura; 0,05% NaCl], a 37ºC, por 200 rpm, 

durante 16 horas. Após esse período, inoculou-se em 50 mL de meio SOB [2% (m/v) 

triptona; 0,5% (m/v) extrato de levedura; 0,05% (m/v) NaCl] e incubou-se nas mesmas 

condições até atingir uma DO600nm entre 0,4 e 0,6. Posteriormente transferiu-se todo o 

volume para tubos cônicos, sendo mantidos em gelo por 10 min e em seguida 

centrifugados a 2.500 g, por 10 minutos, a 4ºC. O sobrenadante foi descartado e o 

precipitado ressuspendido com 16 mL de solução TB resfriada [10 mM solução PIPES 

(pH 7,0); 55 mM MnCl2; 15 mM CaCl2; 250 mM KCl], sendo mantido em gelo por 10 

minutos. Após centrifugação, o sobrenadante foi descartado e o precipitado ressuspendido 

em 4 mL de solução TB resfriada + 300 µL de DMSO. Após manter em gelo por 10 

minutos, alíquotas de 200 µL da suspensão de bactérias foram congeladas em nitrogênio 

líquido para armazenamento em -80ºC. 

 

3.10) Transformação em E. coli DH10-β quimiocompetentes 

Para transformação das bactérias DH10-β com o vetor de clonagem, alíquotas de 

bactérias foram descongeladas e mantidas em gelo. Volumes de 100 µL dessas alíquotas 

foram transferidas para novos microtubos juntamente com 5 µL do vetor montado com o 

gene AFUA_4G07850 via CPEC.  As misturas foram mantidas em gelo por 30 minutos, 

seguida de choque térmico em temperatura de 42 °C por 45 segundos. Em seguida foram 

mantidas novamente em gelo por 3 minutos e adicionadas de 600 µL de meio SOC [2% 

(m/v) triptona; 0,5% (m/v) extrato de levedura; 0,05% (m/v) NaCl; 2 mM KCl; 10 mM 

MgCl2; 20 mM glicose], com posterior incubação de 1 hora sob temperatura de 37 °C e 

agitação de 200 rpm. 

Ao final da incubação, com auxílio de alça de Drigalski, as bactérias 

transformadas foram plaqueadas em meio LB sólido low salt [1% triptona; 0,5% extrato 

de levedura; 0,5% NaCl; 1,5% ágar] contendo 50 µg/mL zeocina e as placas foram 

incubadas a 37 °C overnight. 
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3.11) Checagem das transformações, preparo de estoques e miniprep do vetor 

recombinante pPICZB::AFUA_4G07850. 

 Após checagem das placas, as colônias obtidas foram inoculadas em 1 mL de meio 

LB líquido low salt suplementado com zeocina (50 µg/mL), mantido em incubação 

overnight a 37ºC. Após confirmação por PCR de colônia (dados não apresentados), as 

colônias positivas foram preparadas para estocagem a -80 °C (714 µL meio de cultura + 

286 µL glicerol 70%) e os vetores recombinantes pPICZB::AFUA_4G07850 foram 

extraídos utilizando-se o QIAprep Spin Miniprep Kit (Qiagen). 

 

3.12) Análise por sequenciamento 

Os vetores extraídos foram preparados para a reação de sequenciamento segundo 

Sanger et al., (1977), utilizando-se as instruções do kit Big Dye Terminator Cycle 

Sequencing (Applied Biosystems). As amostras foram sequenciadas no Laboratório de 

Sequenciamento de Ácidos Nucleicos da FCFRP-USP. Com o auxílio do site Clustal 

Omega (https://www.ebi.ac.uk/Tools/msa/clustalo/) (SIEVERS; HIGGINS, 2014), 

mediante alinhamento das sequências obtidas com a ORF do gene AFUA_4G07850 

disponível no banco de dados genômico de Aspergillus fumigatus CADRE (www.cadre-

genomes.org.uk) (Mabey Gilsenan et al., 2012), foi possível observar alinhamento de 

100% e constatar a ausência de mutações. 

 

3.13) Linearização do vetor pPICZB::AFUA_4G07850 com PmeI 

Para possibilitar a integração do vetor ao genoma da P. pastoris após a etapa de 

eletroporação, foi realizada a linearização do mesmo [1µg] através da reação de digestão 

com a PmeI (New England BioLabs) seguindo o protocolo do fabricante (37 °C / 1 hora). 

Após eletroforese, as bandas foram recortadas e purificadas como descrito no ítem 3.7). 

 

3.14) Preparo  de Pichia pastoris X33 eletrocompetente 

A partir de uma cultura prévia de Pichia pastoris X33, uma colônia foi selecionada 

e crescida em 5 mL de meio líquido YPD [1% m/v extrato de levedura; 2% m/v peptona; 

2% m/v glicose] mantido a 30 °C, 200 rpm, overnight. Um inóculo de 100 µL desse 

cultivo foi realizado em 100 mL de novo meio YPD e a incubação foi mantida até a 

densidade ótica (DO) atingir valores entre 1,3-1,5. As células foram centrifugadas (1.500 
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g, 4 °C por 5 minutos) e o sobrenadante descartado. Após ressuspender o precipitado em 

100 mL de água gelada, as células foram centrifugadas novamente sob mesmas 

condições, o sobrenadante descartado, e dessa vez ressuspendidas em 50 mL de água 

gelada. Novamente, centrifugando-se sob mesmas condições, após o descarte do 

sobrenadante, foi feita a ressuspensão em 4 mL de sorbitol 1M gelado. Desse volume, 

duas alíquotas de 1,5 mL foram centrifugadas da mesma forma e as células precipitadas 

foram finalmente ressuspendidas em 200 µL de sorbitol 1M, tornando-se assim 

competentes e sendo necessário mantê-las em gelo até usá-las para transformação no 

mesmo dia. 

 

3.15) Transformação em Pichia pastoris X33 eletrocompetentes 

Para a transformação, 80 µL das células de P. pastoris eletrocompetentes foram 

misturados com 10 µL do vetor pPICZB::AFUA_4G07850 linearizado com a enzima 

PmeI. A mistura foi transferida para uma cubeta de eletroporação de 0,2 cm gelada e a 

mesma incubada em gelo por 5 minutos. Em seguida, usando-se um eletroporador Gene 

Pulser Xcell™ (Bio-Rad), aplicou-se um pulso configurado para tensão de 2 kV, 

capacitância de 25 µF e resistência de 200 Ω. Imediatamente, adicionou-se à cubeta 300 

µL de sorbitol 1M gelado e o conteúdo foi cuidadosamente transferido para um tubo, o 

qual foi incubado a 30 °C por 1 hora e sem agitação. Após essa etapa, foi realizada a 

semeadura de 200 µL em placas contendo meio YPDS sólido [1% m/v extrato de 

levedura; 2% m/v peptona; 1,5% m/v ágar; 2% m/v glicose; 1M sorbitol] com zeocina 

(100 µg/mL), as quais foram incubadas a 30 °C por 3 dias. 

 

3.16) Checagem das transformações e repique das colônias positivas 

As colônias identificadas nas placas foram repicadas, crescidas em novas placas 

contendo YPDS (posteriormente armazenadas a 4 °C) e submetidas a PCR de colônia 

para confirmação da integração do vetor por recombinação nas mesmas. Diferentemente 

da PCR realizada no item 3.5, foi preciso solubilizar previamente as colônias em 20 µL 

de 0,2% SDS, fervê-las a 90 °C por 5 minutos e centrifugá-las (1.800 g por 1 minuto) 

para coletar apenas o sobrenadante contendo o material genético. 
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3.17) Expressão da enzima AfAA9_B em P. pastoris 

A partir do estoque de colônias de P. pastoris transformadas e confirmadas para a 

presença do gene AFUA_4G07850 integrado em seu genoma (item 3.16), uma única 

colônia foi selecionada e inoculada em 25 mL de meio BMGY [1% (m/v) extrato de 

levedura; 2% (m/v) peptona; 10% (v/v) tampão fosfato de sódio 1M - KH2PO4 (0,868 M) 

/ K2HPO4 (0,132 M); 1% m/v YNB; 0,0004% (m/v) biotina; 1% (v/v) glicerol] incubado 

overnight à 30 °C e 220 rpm. Na sequência, 2 mL do inóculo foram transferidos para 50 

mL de novo meio BMGY sob as mesmas condições até a DO atingir faixa entre 2 e 6. 

Para induzir a expressão da enzima AfAA9_B, foi feito o inóculo a partir do pellet 

coletado (via centrifugação de 3000 g por 5 min) em 100 mL de meio BMMY [1% (m/v) 

extrato de levedura; 2% (m/v) peptona; 10% (v/v) tampão fosfato de sódio 1 M; 1% (m/v) 

YNB; 0,0004% (m/v) biotina; 1% (v/v) metanol], de modo que o valor D.O.600nm = 1. A 

indução foi mantida durante 6 dias à 30 °C e 220 rpm com adições diárias de metanol 

para manter a concentração final de 1%. 

Ao término, o meio de indução foi centrifugado (3000 g por 5 min à 4 °C) e o 

sobrenadante coletado foi concentrado para cerca de 1 mL usando-se tubos filtro de 

centrífuga Amicon® Ultra-15 (Millipore) com limite de corte para proteínas de 10 kDa 

(de acordo com instruções do fabricante). 

 

3.18) Purificação da proteína AfAA9_B e incubação com Cu2+ 

O sobrenadante concentrado recebeu adição de tampão fosfato de sódio (pH=7,4) 

20 mM + 0,5 M NaCl até completar 20 mL e foi novamente concentrado para cerca de 1 

mL para eliminar traços do meio de indução. Após ajustar o volume para 10 mL usando-

se o mesmo tampão, foi realizada a sua incubação com 2 mL de resina de níquel 

equilibrada Ni Sepharose® 6 Fast Flow (GE Heathcare) para purificação da AfAA9_B 

fusionada com uma cauda de histidina (de acordo com recomendações do fabricante). A 

eluição da LPMO recombinante foi realizada aplicando-se gradiente linear de 0 a 500 

mM de imidazol em solução aquosa. Todas as frações da purificação foram coletadas. 

Após nova troca de tampão para remoção do excesso de imidazol, a concentração 

da enzima AfAA9_B purificada foi quantificada pelo método de Greenberg 

(GREENBERG; CRADDOCK, 1982). Posteriormente, foi incubada com solução de 
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CuSO4 em excesso na proporção molar 1:3, à 4 ºC, durante 30 minutos. Em seguida, a 

enzima foi submetida a diálise em tampão 20 mM fosfato de sódio (pH=7,4) + 0,5 M 

NaCl durante 48 horas, à 4 ºC, sob agitação para remoção do excesso de cobre. O tampão 

da diálise foi substituído a cada 12 horas. 

 

3.19) Eletroforese em gel SDS-PAGE 

As amostras proteicas foram submetidas a eletroforese de acordo com Laemmli, 

(1970). Foram tratadas com tampão de amostra 5X, aquecidas a 98 °C por 5 minutos e 

aplicadas em gel SDS-PAGE 10% (110V, 90 min) (ver Material suplementar) para 

visualização das bandas proteicas . Para a revelação, os géis foram corados com solução 

Coomassie Brillant Blue G por 1 hora e descorados em água sob aquecimento moderado. 

 

3.20) Alinhamento da sequência de aminoácidos da AfAA9_B com outras AA9s e 

construção de árvore filogenética 

 O alinhamento múltiplo da sequência de aminoácidos da AfAA9_B com outras 

AA9s do tipo 3 (C1-C4) previamente descritas na literatura, foi realizado utilizando-se o 

servidor MAFFT (https://mafft.cbrc.jp/alignment/server/) (KATOH; ROZEWICKI; 

YAMADA, 2018). Valores de identidade foram determinados através do alinhamento 

múltiplo pela ferramenta BLAST®  (JOHNSON et al., 2008) da base de dados NCBI 

(https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi) disponibilizados em Tabela Suplementar 1.  

Para uma visão mais abrangente, a enzima AfAA9_B foi alinhada com outras 25 

LPMOs dos 3 principais tipos usando-se configurações padrão do Clustal Omega 

(https://www.ebi.ac.uk/Tools/msa/clustalo/) (ver Figura Suplementar 3) e a partir do 

mesmo, uma árvore filogenética radial foi construída utilizando-se o programa online 

FigTree v.1.4.4 (http://tree.bio.ed.ac.uk/software/figtree/). 

 

3.21) Análise da estrutura e suas modificações: modelagem 3D computacional, CD, 

ITFE 

 A modelagem 3D da enzima AfAA9_B foi realizada com base em sua sequência 

de aminoácidos (estrutura primária) com o auxílio do servidor online Phyre2 
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(http://www.sbg.bio.ic.ac.uk/~phyre2) (KELLEY et al., 2015). Para uma melhor 

visualização da enzima e comparação com a estrutura cristalizada PDB:5X6A (LO 

LEGGIO et al., 2018), foi utilizado o programa Discovery Studio 2016 (Dassault 

Systemes BIOVIA) assim como o algoritmo para predição de estruturas secundárias 

Kabsch & Sander (KABSCH; SANDER, 1983). 

Para realizar as análises de estrutura secundária via dicroísmo circular (CD) foi 

utilizado o espectropolarímetro JASCO-810. A enzima AfAA9_B purificada (com ou sem 

Cu2+), diluída em tampão fosfato de sódio 20 mM (pH=7,4) + 0,5 M NaCl (ver item 3.18) 

foi aplicada em tubos filtro de centrífuga Amicon® Ultra-15 (Millipore) com limite de 

corte para proteínas de 10 kDa. Seguindo-se as recomendações do fabricante, após a 

completa remoção do NaCl, as amostras foram aplicadas em cubetas de quartzo com 1 

mm de espessura na concentração de 0,021 mg/mL em 0,2 mL e aquelas contendo Cu2+, 

incubadas em termociclador (Mastercycler Eppendorf®) a 25 °C por 24 horas; 50 °C e 60 

°C por 24, 48 e 72 horas; e 70 °C por 24 horas. As leituras foram realizadas em 

quadruplicatas usando-se velocidade de varredura = 50 nm / min, largura de banda = 3 

nm  e D.I.T. = 1 s. Os espectros médios subtraídos do branco foram convertidos de θ em 

mdeg (unidade fornecida pelo equipamento) para Δε em M-1.cm-1 de acordo com a 

seguinte equação: 

𝛥𝜀 =
𝜃.𝑀𝑅𝑊

𝑑. 𝑐. 32980
 

-OBS: “MRW” é o peso médio residual, definido como o peso molecular da enzima em 

Da dividido pelo número de resíduos – 1 (para AfAA9_B = 114,66); “d” é a distância do 

caminho ótico em cm; e “c” a concentração em mg/mL. Os percentuais de estruturas 

secundárias foram determinados com auxílio do servidor gratuito BeStSel (MICSONAI 

et al., 2018) (Ver Tabela Suplementar 2). 

Para as análises de emissão de fluorescência intrínseca de triptofano (ITFE), as 

amostras submetidas às mesmas condições usadas para o CD foram aplicadas em cubetas 

de quartzo de 1 cm. Com o auxílio do espectrofluorômetro HITACHI-F4500, foram 

selecionados comprimentos de onda de 295 nm para excitação e de 300 a 450 nm para 

detecção da emissão fluorescente. A correção dos espectros médios (quadruplicata) 

também foi realizada subtraindo-se o espectro do branco. 
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O valor da Tm aparente (temperatura de fusão) foi determinado através da 

derivada primeira do gráfico de elipticidade registrada a 205 nm (CD) X temperatura; e 

através do gráfico de comprimento de onda máximo (ITFE) X temperatura. Os gráficos e 

cálculos foram realizados usando o software OriginPro 9.0 (OriginLab). Ambos os 

gráficos foram ajustados usando-se função de Boltzmann e suavizados com filtro 

Savitzky-Golay (SAVITZKY; GOLAY, 1964). 

 

3.22) Análises de glicosilação 

A predição de possíveis sítios de N-glicosilações foi realizada através do servidor 

NetNGlyc 1.0 (http://www.cbs.dtu.dk/services/NetNGlyc/) e de O-glicosilações através 

do servidor NetO-Glyc 4.0 (http://www.cbs.dtu.dk/services/NetOGlyc/). No caso da 

AfAA9_B, 1 µg da LPMO foi previamente aquecida a 100 °C por 10 minutos 

(desnaturação) e submetida a deglicosilação usando-se a enzima Endo H (New England 

BioLabs), conforme descrito no manual do fabricante (37 °C / overnight). 

 

3.23) Determinação da atividade AfAA9_B com substrato cromogênico 

A atividade de peroxidase da AfAA9_B purificada foi analisada conforme descrito 

por Breslmayr et al., (2018) com algumas modificações. Para o preparo da mistura 

reacional, adicionou-se em microplaca de 96 poços 1 mM do reagente cromogênico 2,6-

dimetoxifenol (2,6-DMP) (Sigma – Aldrich, St. Louis, MO, EUA), 100 µM de H2O2 e 

quantidades variáveis da enzima AfAA9_B em diferentes tampões e valores de pH. Para 

o branco da reação, a LPMO adicionada foi previamente desnaturada a 99 °C por 30 

minutos. A leitura das absorbâncias em 469 nm foi realizada após incubar as reações a 30 

°C por 5 minutos. Ver Figura Suplementar 4 para visualizar a reação química. 

 

3.24) Propriedades bioquímicas e determinação de constantes enzimáticas da 

AfAA9_B 

A determinação do pH ótimo da AfAA9_B (0,25 µM) foi realizado variando-se o 

pH na faixa de 3,0 – 8,0 em tampão McIlvaine (ácido cítrico-Na2HPO4) e de 9,0 – 10,0 

com uso de tampão glicina-NaOH 100 mM, em temperatura fixa de 30 °C. A atividade 
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relativa foi calculada em triplicata considerando-se como 100% o valor máximo obtido 

(pH=9,0). 

A estabilidade da enzima ao pH foi determinada através das medidas em triplicata 

da atividade residual, após a AfAA9_B (0,25 µM) ser pré-incubada (ausência de 

substrato) sob a mesma faixa de pH de 3,0 – 10,0 à 4 °C (10 µL LPMO + 10 µL tampão). 

A estabilidade térmica foi determinada de maneira análoga em pH = 9,0 após incubação 

prévia da enzima na ausência de substrato, sob temperaturas de 50 e 60 °C. Em ambos os 

experimentos, as reações que ocorreram durante períodos de 24, 48 e 72 horas tiveram 

seu volume ajustado para 200 µL com adição de tampão (pH = 9,0), substrato e co-

substrato. A atividade enzimática obtida sem a pré incubação foi considerada como 100%. 

As constantes cinéticas da AfAA9_B, como a constante de Michaelis-Menten 

(Km), velocidade máxima (Vmax) e a constante catalítica (kcat) foram determinadas 

empregando-se concentrações variando entre 0,1 – 10 mM para o substrato 2,6-DMP e 

entre 1 – 500 mM para o co-substrato H2O2. As reações (200 µL) foram realizadas em 

triplicata e as análises foram realizadas tanto na presença de tampão de fosfato de sódio 

50 mM (pH 6,0 com 0,5 µM da LPMO) quanto na de tampão glicina-NaOH 100 mM (pH 

9,0 com 0,1 µM da LPMO), ambas na temperatura de 50 °C. Através de análises gráficas, 

os valores foram determinados por regressão não linear de Michaelis-Menten no software 

OriginPro 9.0 (OriginLab). 

 

3.25) Efeito de aditivos e inibição por produtos sob a atividade da AfAA9_B 

 Para avaliar o efeito dos íons Mn2+, Co2+, Ca2+, Fe2+, Zn2+, Mg2+, Cu2+, NH4+, K+ 

e Ag+ e de aditivos como EDTA, SDS, Tween 20, Triton X-100, SLS, β-mercaptoetanol, 

DTT e DMSO, todos foram adicionados ao meio reacional (200 µL) em concentração 

final de 5 mM (pH = 9,0). As atividades residuais registradas foram calculadas 

considerando-se como 100% a atividade observada na ausência dos mesmos. 

A análise dos efeitos inibitórios por produtos foi realizada com a adição de glicose 

(10 – 250 mM) e de celobiose (10 – 100 mM) ao meio reacional (200 µL) contendo a 

AfAA9_B (0,25 µM). Assim como anteriormente, as atividades residuais foram definidas 

com base na atividade registrada sem a presença dos açúcares, definida como 100%. 
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3.26) Determinação das atividades da AfAA9_B e/ou AfCel6A na presença de 

CMC em associação com a enzima Af-EGL7 

Buscando verificar a o efeitos de associações enzimáticas, ensaios com a LPMO 

AfAA9_B foram realizados juntamente com as enzimas AfCel6A (celobiohidrolase) e Af-

EGL7 (endoglucanase), ambas enzimas recombinantes originárias de Aspergillus 

fumigatus Af293 e caracterizadas por nosso grupo de pesquisa (BERNARDI et al., 2018, 

2019, 2021; DE GOUVÊA et al., 2019).  

Ensaios combinando a enzima AfAA9_B com a AfCel6A foram realizados nas 

proporções de 10:1, 1:1, 10:10 e 1:10, nas concentrações de 5 e 50 µg/g CMC para cada 

uma. 

As reações na presença de Af-EGL7 foram preparadas associando-se 1 µg da 

endoglucanase com 50 µg de AfAA9_B (proporção 1:50); ou – para comparar o grau de 

sinergia com uma celobiohidrolase – com 10 µg de AfCel6A (proporção 1:10) por cada 

grama de CMC. 

A associação em conjunto das três enzimas foi executada empregando-se 

concentrações de 1 µg/g CMC para Af-EGL7 e 10 µg/g CMC para AfAA9_B e AfCel6A 

(proporção 1:10:10). 

Os meios reacionais foram preparados com CMC 1% (m/v) em tampão fosfato de 

sódio 50 mM (pH 6,0) + ácido ascórbico 1 mM. As reações foram realizadas em volume 

final de 1 mL (em microtubos de 2 mL) e incubadas em termomixer (Eppendorf) a 50 °C 

sob agitação de 1000 rpm durante períodos de 4, 8 e 24 horas. A degradação do CMC foi 

calculada através dos açúcares redutores liberados empregando-se o método DNS 

(MILLER, 1959) descrito em mais detalhes em Apêndice. Todos os experimentos foram 

realizados em triplicata. 

 

3.27) Determinação das atividades da AfAA9_B e/ou AfCel6A na presença de 

CMC em associação com o coquetel comercial Celluclast® 1.5L 

Para investigar a sinergia da AfAA9_B com o coquetel enzimático comercial 

Celluclast® 1.5L (Novozymes), foram preparados meios reacionais contendo 0,05 FPU/g 

CMC do coquetel em associação com 50 µg de AfAA9_B (proporção 1 FPU:1000 µg) 
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ou– para comparar grau de sinergia – com 5 µg de AfCel6A (proporção 1 FPU:100 µg). 

Os meios reacionais foram preparados como descrito no item 3.26. 

Para avaliar o efeito em conjunto das enzimas AfAA9_B e AfCel6A na degradação 

do substrato, utilizou-se novamente carga fixa de 0,05 FPU g/CMC para o coquetel e as 

concentrações de 0,5 µg/g CMC para a AfAA9_B e 5 µg/g CMC para a AfCel6A 

(proporção 1 FPU:10 µg:100 µg). Todas as reações foram realizadas (em triplicata) sob 

as mesmas condições descritas anteriormente e as degradações analisadas pelo método 

DNS. 

 

3.28) Determinação da atividade da AfAA9_B e/ou AfCel6A sob diferentes 

resíduos agrícolas em associação com a enzima Af-EGL7 ou coquetel Celluclast® 

1.5L 

A sacarificação dos resíduos agrícolas analisados foi realizada de acordo com 

Bernardi et al., (2018) com algumas alterações. As reações foram realizadas em tampão 

fosfato de sódio 50 mM (pH 6,0) contendo 1% (m/v) de uma das 3 biomassas raladas, 

sendo essas SEB (bagaço de cana-de-açúcar explodido), palha de arroz e sabugo de milho. 

Os ensaios de sacarificação com a Af-EGL7 foram realizados utilizando-se 

concentrações de 18 µg/g biomassa para a endoglucanase em associação com 900 µg/g 

biomassa para a AfAA9_B (proporção 1:50); ou com 180 µg/g biomassa para a AfCel6A 

(proporção 1:10) (para comparar grau de sinergia). 

De modo similar, os ensaios com Celluclast 1.5L  foram conduzidos utilizando-se 

concentração de 0,9 FPU/g biomassa para o coquetel em associação com 900 µg/g 

biomassa para a AfAA9_B (proporção 1 FPU:1000 µg); ou com 90 µg/g biomassa para a 

AfCel6A (proporção 1 FPU:100 µg) (para comparar grau de sinergia). 

As reações (em triplicata) foram incubadas sob as condições descritas em 3.26 por 

períodos de 24 e 48 horas. O resultado de todas as sacarificações foi determinado através 

do método DNS. 

 

 

 



31 
 

4. Resultados e discussão 

4.1) Clonagem do gene AFUA_4G07850 em vetor pPICZB, expressão em Pichia 

pastoris X33 e purificação da proteína recombinante AfAA9_B 

O gene AFUA_4G07850 (codificante da proteína LPMO AfAA9_B) foi 

amplificado por reações de PCR, (com sequência nativa do peptídeo sinal) utilizando-se 

o cDNA de Aspergillus fumigatus Af293 como molde e os primers A e B descritos em 

3.5. A Figura 9 ilustra as bandas do produto da PCR e correspondem ao tamanho de 

fragmento esperado, de aproximadamente 750 pb. Posteriormente as bandas foram 

recortadas para a extração do produto amplificado do gel. 

 

 

 

 

 

 

 

Posteriormente, o gene foi clonado no vetor de expressão pPICZB (3328 pb), 

Nesse vetor, o gene foi fusionado à uma cauda de 6 histidinas à região C-terminal da 

LPMO, após a digestão do vetor e do gene com as enzimas de restrição EcoRI e XbaI. A 

reação de ligação dos mesmos foi realizada através da reação de CPEC e o produto da 

ligação foi transformado em E. coli DH10β competente.  

Após transformação, foram selecionadas algumas colônias positivas, e a 

confirmação da transformação foi realizada por PCR de colônia. O vetor recombinante 

pPICZB::AFUA_4G07850  foi purificado e  linearizado com a enzima de restrição PmeI 

(Figura 10). 

 

 

 

Figura 9. Fotografia do gel de agarose 1% do produto da PCR para amplificação do gene AFUA_4G07850 

(1-4). Legenda: M-marcador; C- controle negativo. 
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Posteriormente, o vetor linearizado pPICZB::AFUA_4G07850 foi transformado 

em Pichia pastoris X33. Após seleção dos clones positivos, realizou-se PCR de colônia, 

com os primers 5’AOX1 e 3’AOX1 (específicos para região do vetor pPICZB), o que 

permitiu confirmar a integração do gene no DNA genômico da levedura (Figura 11).  
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Figura 10. Fotografia da eletroforese em gel de agarose 1% do produto da digestão do vetor 

pPICZB::AFUA_4G07850 com a enzima PmeI. Legenda: M-Marcador; 1-Linearização do vetor 

pPICZB; 2-Linearização do vetor pPICZB::AFUA_4G07850. 
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Figura 11. Fotografia da eletroforese em gel de agarose 1% da PCR de colônia para checagem do gene 

AFUA_4G07850 integrado nas colônias de P. pastoris X33 selecionadas. Legenda: M-marcador. Nas 

colunas (1-13) foi  aplicada uma amostra de cada colônia. 
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Podemos observar que apenas um dos clones selecionados continha o gene 

integrado, pois foi possível visualizar a banda amplificada de aproximadamente 1000 pb, 

que corresponde ao tamanho de fragmento compreendido entre promotor e terminador da 

AOX1 e mais gene AFUA_4G07850 inserido nesse local. O clone foi selecionado e o 

fragmento amplificado enviado para sequenciamento no Laboratório Multiusuário de 

Sequenciamento de Ácidos Nucleicos da FCFRP (LMSeq), para confirmar se a sequência 

inserida estava livre de mutação. 

Após análise do sequenciamento, e confirmação da integração do gene 

AFUA_4G07850 no lócus da enzima álcool oxidase (AOX1), realizou-se a expressão da 

enzima AfAA9_B. A indução do promotor da AOX1 foi realizada com 1% de metanol 

durante 6 dias a 30 °C e 220 rpm, de modo que ao final as enzimas presentes meio de 

expressão (BMMY) foram concentradas, ressuspendidas em tampão fosfato de sódio 20 

mM + 0,5 M NaCl (pH=7,4). Para purificação, a solução foi submetida à cromatografia 

de bioafinidade em resina de Ni Sepharose® 6 Fast Flow (GE Heathcare) aplicando-se 

gradiente linear de 0 a 500 mM de imidazol em solução aquosa. Todas as frações da 

purificação foram coletadas e aplicadas em gel SDS-PAGE 10%, que podem ser 

visualizadas na Figura 12. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 12. Purificação por bioafinidade da LPMO AfAA9_B fusionada com cauda de histidina. Legenda: 

(M) marcador; (1) Flow through; (2-4) 1ª,2ª e 3ª lavagem com tampão fosfato de sódio 20 mM + 0,5 M 

(pH=7,4), respectivamente. Frações eluídas com tampão contendo imidazol 5 mM (5); 10 mM (6); 20 mM 

(7); 40 mM (8); 80 mM (9); 160 mM (10); 250 mM - 1ª vez (11); 250 mM - 2ª vez (12); 500 mM - 1ª vez 

(13); 500 mM - 2ª vez (14). 
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Nas colunas referentes às frações eluídas a partir de 80 mM de Imidazol, é possível 

observar a presença de uma única banda intensa de aproximadamente 30 kDa, tamanho 

condizente com a enzima AfAA9_B que apresenta peso molecular de 26,1 kDa. Uma vez 

obtida a proteína AfAA9_B pura, todas as frações contendo a enzima foram concentradas 

e ressuspendidas em tampão sem imidazol. Após purificação, apresentou rendimento de 

21,2 mg enzima/L meio de cultivo.  

 

4.2) Alinhamento da AfAA9_B e análises estruturais por CD e ITFE 

Para comparar a sequência da AfAA9_B com a de outras AA9s descritas na 

literatura, foi realizado um alinhamento múltiplo com outras 7 enzimas, conforme pode 

ser conferido na Figura 13 com mais detalhes. 

Como pode-se observar, todas as AA9s do tipo 3 alinhadas apresentam diversos 

resíduos altamente conservados, com destaque para aqueles pertencentes à esfera de 

coordenação primária da estrutura catalítica denominada de braçadeira de histidina, a qual 

é constituída por 2 histidinas (sendo uma N-terminal e outra localizada no loop L2) e uma 

tirosina (BRANDER et al., 2020; HEMSWORTH et al., 2014; VAAJE-KOLSTAD et al., 

2017; ZHOU; ZHU, 2020). No caso da AfAA9_B, a estrutura catalítica é constituída pelos 

resíduos His1, His86 e Tyr175, como pode ser visualizado no alinhamento. 

Além desses resíduos diretamente coordenados ao cofator Cu(II), também estão 

presentes aqueles pertencentes à esfera de coordenação secundária que atuam 

(principalmente através de uma rede de ligações de hidrogênio) diretamente no 

mecanismo catalítico das LPMOs (BERTINI et al., 2018; SPAN et al., 2017). Dentre 

esses, podem ser citados os seguintes resíduos conservados apresentados na Figura 13: 

G42, V44, W82, E84, S85, E159, I160, I161, H164 e Q173 (sequência da AfAA9_B). 

O alinhamento demonstrou a presença de duas ligações dissulfeto envolvendo os 

resíduos C97-C101 e C56-C178, as quais contribuem para a manutenção da forma nativa 

das enzimas e para o consequente aumento da termoestabilidade das mesmas 

(CALDERARO et al., 2020; DANNEELS et al., 2017; LAURENT et al., 2019). 

De acordo com os servidores NetNGlyc 1.0 e NetOGlyc 4.0 foi possível 

determinar as possíveis posições de N-glicosilações e O-glicosilações de todas as AA9s 

alinhadas. A ocorrência de N-glicosilações ocorre por meio da adição de glicanas no 
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átomo de nitrogênio dos resíduos de asparagina (N) comumente localizados nos sítios N-

X-S/T, onde que X obrigatoriamente não pode ser uma prolina (LOWENTHAL et al., 

2016; TAHERZADEH et al., 2019). As O-glicosilações são decorrentes da adição de 

diferentes tipos de açúcares ao oxigênio de resíduos de serina (S) ou treonina (T) em sítios 

reconhecidos pelas enzimas que desempenham essa função (TAHERZADEH et al., 

2019). De acordo com os dados fornecidos na Figura 13, a AfAA9_B apresenta apenas 

uma única N-glicosilação em N138 e duas O-glicosilações em S35 e T36. 

Dentre as 8 LPMOs alinhadas, apenas as enzimas NCU07760 e PaLPMO9A 

demonstraram possuir um módulo de ligação para substratos celulósicos (CBM1) 

localizados na região C-terminal. A AfAA9_B, apesar de não apresentar CBMs, possui 

afinidade pelo mesmo tipo de substrato (VELASCO et al., 2021), reforçando o fato de 

que a atividade das LPMOs não é obrigatoriamente determinada pela presença de tais 

módulos (HEMSWORTH et al., 2014). Vale destacar que na sequência de todas as 

LPMOs alinhadas foram evidenciados dois motivos conservados característicos: o 

HxnGP, onde se encontra o segundo resíduo de histina, e o QxYxxC, onde localiza-se a 

tirosina da braçadeira de histidina (VU et al., 2014a). 

A Figura 14, ilustra a árvore filogenética obtida a partir do alinhamento da 

AfAA9_B com outras 25 AA9s de regiosseletividades diferentes como pode ser visto em 

Figura Suplementar 3 (valores de identidade apresentados em Tabela Suplementar 1). Foi 

possível separar as AA9s em três grandes grupos sendo aquelas dos ramos em amarelo 

do tipo 1 (ativas em C1), dos ramos em verde do tipo 2 (ativas em C4) e dos ramos em 

azul do tipo 3 (ativas em C1-C4). 

Diferentes das AA9s do tipo 1, aquelas pertencentes ao tipo 3 apresentam na 

região do loop L2 cerca de 12 resíduos a mais, dentre os quais encontra-se uma tirosina 

altamente conservada. Essa inserção leva a formação de uma pequena hélice adicional 

localizada no plano do sítio ativo. Tanto as AA9s do tipo 2 como 3 apresentam no loop 

L3 um resíduo de serina antecedendo a segunda histidina da braçadeira, o qual 

possivelmente está associado a atividade em C4. No caso específico daquelas do tipo 2, 

anteriormente à segunda histidina encontra-se uma inserção adicional de 9 a 14 resíduos 

(em relação as do tipo 1), e logo em seguida da mesma um resíduo de lisina (K) também 

fortemente conservado (VU et al., 2014a). 
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AfAA9_B       HGFVSGIVADG---------KYYGGYLVNQYPYMSNPPDTIAWSTTATDLGFVDGTGYQS 51 

HjLPMO9A      HGHINDIVING---------VWYQAYDPTTFPYESNPPIVVGWTAADLDNGFVSPDAYQN 51 

NcLPMO9M      HGFVDNATIGG---------QFYQFYQPYQDPYMGSPPDRISRKI--PGNGPV--EDVTS 47 

TaLPMO9A      HGFVQNIVIDG---------KNYGGYLVNQYPYMSNPPEVIAWSTTATDLGFVDGTGYQT 51 

HjLPMO9B      HGQVQNFTINGQYNQGFILDYYYQKQNTGHF------PNVAGWYAEDLDLGFISPDQYTT 54 

NCU07760      HGHVSKVIVNG---------VEYQNYDPTSFPYNSNPPTVIGWTIDQKDNGFVSPDAFDS 51 

PaLPMO9A      HGHVSHIIVNG---------VYYQNYDPTTHFYQPNPPTVIGWSALQQDNGFVEPNNFGT 51 

GtLPMO9B      HGYVDTLNVGG---------TQYTGYLPYNDPYTTPAPQRIERPI--PGNGPV--TALTT 47 

              ** :.    .*           *              *          . * :      . 

 

AfAA9_B       PDIICHRD----AKNGKLTATVAAGSQIEFQW--TTWPESH-HGPLITYLAPCN--GDCA 102  

HjLPMO9A      PDIICHKN----ATNAKGHASVKAGDTILFQWVPVPWP--H-PGPIVDYLANCN--GDCE 102 

NcLPMO9M      LAIQCNAD----SAPAKLHASAAAGSTVTLRW--TIWPDSH-VGPVITYMARCPD-TGCQ 99 

TaLPMO9A      PDIICHRG----AKPGALTAPVSPGGTVELQW--TPWPDSH-HGPVINYLAPCN--GDCS 102 

HjLPMO9B      PDIVCHKN----AAPGAISATAAAGSNIVFQWGPGVWP--HPYGPIVTYVVECS--GSCT 106 

NCU07760      GDIICHKS----AKPAGGHATVKAGDKISLQW--DQWPESH-KGPVIDYLAACD--GDCE 102 

PaLPMO9A      TDIICHKS----AAPGGGSATVNAGDKISIVWTP-EWPESH-IGPVIDYLANCN--GPCE 103 

GtLPMO9B      IDVQCNGENGGGSSPAPLVATIAAGGKIAFHW--TTWPSSH-VGPVITYLGKVPSSTDVT 104 

                : *:      :  .   *.  .*. : : *    **  *  **:: *:           

 

AfAA9_B       -----TVDKTTLKFVKIAAQGLIDGSNP---PGVWAD-DEMIANNNTATVTIPASYAPGN 153 

HjLPMO9A      -----TVDKTTLEFFKIDGVGLLSGGDP----GTWAS-DVLISNNNTWVVKIPDNLAPGN 152 

NcLPMO9M      DWTPSASDKV---WFKIKEGGR----EGTSN--VWAA-TPLMTAPANYEYAIPSCLKPGY 149 

TaLPMO9A      -----TVDKTQLEFFKIAESGLINDDNP---PGIWAS-DNLIAANNSWTVTIPTTIAPGN 153 

HjLPMO9B      -----TVNKNNLRWVKIQEAGI----NYNTQ--VWAQ-QDLINQGNKWTVKIPSSLRPGN 154 

NCU07760      -----SVDKTALKFFKIDGAGY----D-ATN--GWAS-DTLIKDGNSWVVEIPESIKPGN 149 

PaLPMO9A      -----TVDKTSLRWFKIGGAGY----NPNTR--TWAA-DDLRANGNSWLVQIPADLKAGN 151 

GtLPMO9B      KYSPTGSDVI---WFKIDEGGY-------SN-GKWAATDVLSAQNSTWTVTIPSSLAPGQ 153 

                     :     :.**   *             **    :     .    **    .*  

 

AfAA9_B       YVLRHEIIALHSAGNLNGAQNYPQCFNIQITGGGSAQ-GSGTAGTSL---YKNTDPGIKF 209 

HjLPMO9A      YVLRHEIIALHSAGQANGAQNYPQCFNIAVSGSGSLQ-PSGVLGTDL---YHATDPGVLI 208 

NcLPMO9M      YLVRHEIIALHSAYSYPGAQFYPGCHQLQVTGSGTKT-PS-SGLVSFPGAYKSTDPGVTY 207 

TaLPMO9A      YVLRHEIIALHSAQNQDGAQNYPQCINLQVTGGGSDN-PAGTLGTAL---YHDTDPGILI 209 

HjLPMO9B      YVFRHELLAAHGASSANGMQNYPQCVNIAVTGSGTKALPAGTPATQL---YKPTDPGILF 211 

NCU07760      YVLRHEIIALHSAGQANGAQNYPQCFNLKVEGSGSTV-PAGVAGTEL---YKATDAGILF 205 

PaLPMO9A      YVLRHEIIALHGGSSPNGAQAYPQCLNLRIVGNGNNS-PAGVAGTSL---YRANDAGILF 207 

GtLPMO9B      YIVRHEIIALHQAQTYPGAQSYPDCFQIRVTGSGNKT-PSGSYLVSFPGAYTATTPGIAF 212 

              *:.***::* * .    * * ** * :: : *.*.    :    . :   *  . .*:   

 

AfAA9_B       DIYSDLSGGYPIPGPALFNA---------------------------------------- 229 

HjLPMO9A      NIYTSPL-NYIIPGPTVVSGLPTSVAQGSSAATATASATVP------------------- 248 

NcLPMO9M      DAYQAAT--YTIPGPAVFTC---------------------------------------- 225 

TaLPMO9A      NIYQKLS-SYIIPGPPLYTG---------------------------------------- 228 

HjLPMO9B      NPYTTIT-SYTIPGPALWQG---------------------------------------- 230 

NCU07760      DIYKNDI-SYPVPGPSLIAGASSSIAQSKMAATATASATLPGA----------------- 247 

PaLPMO9A      NPYVASP-NYPVPGPALIAGAVSSIPQSKSTATRTASATLPGAPVVTPTAGPVVTTSSAP 266 

GtLPMO9B      NVYTNFT-SYPIPGPAVWTGN--------------------------------------- 232 

              : *      * :***.:                                            

 

NCU07760      ------------------------TGGSNSPATSAAAAAPATSAAAATSQVQAAPATTLV 283 

PaLPMO9A      VVQPPTTTLVTVTSAPATSAAPAPTGGAGV------------------------------ 296 

 

NCU07760      TSTKAAAPATSAAAPAAPATSAAAGGAGQVQAKQTKWGQCGGNGFTGPTECESGSTCTKY 343 

PaLPMO9A      ---------------------------------APKWGQCGGNGWTGPTVCASGSTCTVL 323 

 

NCU07760      NDWYSQCV 351 

PaLPMO9A      NPYYSQCI 331 

 

 

 

 

Figura 13. Alinhamento múltiplo da AfAA9_B com AA9s descritas na literatura. Histidinas e tirosina 

pertencentes à braçadeira destacadas em azul e verde, respectivamente; módulos CBM1 destacados em 

amarelo; ligações dissulfeto indicadas por setas; motivos conservados HxnGP e YxQxxC indicados em 

letras na cor azul e vermelho, respectivamente; N-glicosilações em negrito e O-glicosilações em 

sublinhado. Legenda: (*) – resíduos fortemente conservados; (:) – resíduos pertencentes a um mesmo 

grupo; (.) – resíduos com poucas características estruturais semelhantes. 
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Com relação ao modelo tridimensional gerado através do servidor online Phyre2, 

como exibido na Figura 15a, foi possível visualizar a estrutura terciária da enzima. O 

modelo foi obtido com base na estrutura PDB: 2YET (QUINLAN et al., 2011) da enzima 

TaLPMO9A do organismo Thermoascus aurantiacus, com a qual apresentou 98% de 

cobertura e 71% de identidade. Em comparação com o a estrutura cristalizada já existente 

para a AfAA9_B (PDB: 5X6A) (LO LEGGIO et al., 2018), conforme pode ser visto em 

Tabela Suplementar 2, apesar da estimativa fornecida pelo Phyre2 ser mais distante do 

esperado, ambas apresentam proporções muito próximas de estruturas secundárias 

quando o modelo é analisado usando-se o algoritmo Kabsch & Sander (KABSCH; 

SANDER, 1983), ou as estruturas são determinadas a partir de dicroísmo circular (CD). 

C1 

C4 

C1-C4 

Figura 14. Árvore filogenética radial de 25 AA9s descritas na literatura e de diferentes regiosseletividades 

alinhadas com a AfAA9_B. Em amarelo estão agrupadas aquelas classificadas como sendo ativas em C1, 

em verde as ativas em C4 e em azul as ativas em C1-C4. 
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Na figura 15a, é dado destaque aos principais loops expostos localizados na região 

do sítio ativo da AA9 (superfície), que compreendem os loops L2, L3, L8, LS e LC (LIU, 

2019). Loops são regiões de alta variabilidade e em geral apresentam resíduos aromáticos 

cuja função está relacionada ao ancoramento do substrato (BERTINI et al., 2018; ZHOU; 

ZHU, 2020). 

O loop L2 constituído pela alça interligando as folhas-β 1 e 2 possui um resíduo 

conservado Y20 em uma região helicoidal capaz de interagir com o anel piranose dos 

carboidratos; o loop L3 localizado entre as folhas-β 3 e 4 é onde está inserido a segunda 

histidina da braçadeira e o resíduo de serina que o precede; o loop L8 presente entre as 

folhas-β 8 e 9 apresenta os resíduos catalíticos H164 e Gln173 da segunda esfera de 

coordenação; o loop LS que é o de menor extensão (entre folhas-β 5 e 6) localiza-se na 

extremidade oposta ao L2 por se tratar de uma AA9; e por fim o loop LC, onde está 

presente outro importante resíduo conservado associado à ligação com o substrato 

(Y212), é o de maior extensão e localiza-se na região C-terminal (BERTINI et al., 2018; 

SPAN et al., 2017; VU et al., 2014a; ZHOU; ZHU, 2020). 

As mudanças ocorridas na estrutura secundária da AfAA9_B foram analisadas 

através de dicroísmo circular (CD). Na Figura 15b é possível visualizar o impacto da 

adição do cofator Cu(II) ao sítio ativo da LPMO. Apesar de não serem observadas grandes 

alterações comparando-se os espectros da apo ou holoenzima, de acordo com a Tabela 

Suplementar 3, é possível afirmar que a holoenzima apresentou uma ligeira diminuição 

porcentual no conteúdo de folhas-β antiparalelas acompanhada por um leve aumento de 

folhas-β paralelas e estruturas desordenadas. 

De maneira análoga, Kracher et al., (2018) também observou que o espectro da 

holo-NcLPMO9C demonstrou baixa variação em seu perfil mediante a apo-forma, de tal 

modo que após a adição de Cu(II) passou a apresentar 30% de folhas-β e 44% de 

estruturas desordenadas, assemelhando-se à AfAA9_B. De uma forma geral, 

considerando-se que as LPMOs são enzimas contendo um núcleo rico em folhas-β 

(FRANDSEN et al., 2019, 2021; VAAJE-KOLSTAD et al., 2017), os dados obtidos são 

condizentes, uma vez que a AfAA9_B (PDB 5X6A) (Figura 15a) contém 31,4% de folhas-

β, 12,6% de α-hélices e 55,9% de alças e estruturas desordenadas (LO LEGGIO et al., 

2018). 
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Com relação à análise de termoestabilidade via CD baseada na ocorrência de 

alterações nos perfis de absorção durante 24 (Figura 15c), 48 e 72 horas (Figuras 

Suplementares 5a e 5b), as alterações registradas na proporção de estruturas secundárias 

(Tabelas Suplementares 4-6) possibilitaram avaliar a integridade da LPMO sob diferentes 

temperaturas. É possível notar que a AfAA9_B mantida a 25 °C durante 24 horas 

apresentou 2 diferentes picos negativos em regiões próximas de 208 e 222 nm, os quais 

são característicos da presença de α-hélice (10,9%), assim como um aspecto dominante 

de banda única com baixos valores de elipticidade em 190 nm, denotando assim a 

presença de folhas-β (36,7%) (WALLACE; JANES, 2009). 

Com o aumento da temperatura para 50 °C, após 24, 48 e 72 horas de incubação, 

houve queda do pico negativo em torno de 222 nm, o que indica a perda de α-hélice, além 

do surgimento de um pico fraco em 200 nm característico de início de desnaturação 

(WALLACE; JANES, 2009). Baseando-se nos dados contidos na Tabela Suplementar 4 

(para 24 horas), não apenas o percentual de α-hélice diminuiu (10,9 para 10,2%), mas 

também o conteúdo de folhas-β paralelas (14,2 para 13,2%). Apenas o percentual de alças 

registrou leve aumento de 44,6 para 47,5%; e o de estruturas desordenadas (43,0 para 

44,3%). Nos tempos de 48 e 72 horas (Tabelas Suplementares 5 e 6), foram observadas 

as mesmas tendências. 

No curto intervalo de 52 a 58°C, foram registradas consideráveis diferenças entre 

os espectros de absorção obtidos (Figuras 15c e Suplementares 5a e 5b). Na Tabelas 

Suplementares 4-6 é possível observar as gradativas alterações. No caso de 24 horas, o 

conteúdo de alfa hélices e folhas beta paralelas caíram de 9,1 para 7,9% e de 10,6 para 

2,7%, respectivamente; e o de folhas beta antiparalelas, alças e estruturas desordenadas 

subiram de 26,7 para 30%, de 9,8 para 12,1% e de 43,8 para 47,3%, respectivamente. A 

mesma tendência foi observada para as demais temperaturas. 

Já em 60 °C, conforme mencionado anteriormente, há um grande pico negativo 

em torno de 200 nm para ambos os tempos de incubação, o que evidencia um grande 

aumento de estruturas desordenadas, tendência essa observada de forma mais 

pronunciada a 70 °C após 24 horas. Como pode ser visto na Tabela Suplementar 4, de 60 

a 70 °C o conteúdo folhas β-paralelas quase desaparece (2,8 para 0,1%); as α-hélices caem 

de 4,5 para 2,9%; as alças aumentam de 11,7 para 14,1%; e as estruturas desordenadas 

atingem a marca de 55,3% - como esperado devido à elevada temperatura (a 25°C 

representavam apenas 43,0%). Novamente, nos demais tempos observou-se similar 
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tendência e valores, corroborando que a enzima se manteve estável durante os 3 dias e 

que as temperaturas em si foram o principal fator de mudanças conformacionais. 

Frommhagen et al., (2018) demonstrou que as LPMOs MtLPMO9B e 

MtLPMO9D quando aquecidas de 20 a 90 °C apresentaram espectros de CD semelhantes 

ao da AfAA9_B quando em altas temperaturas. Enquanto ambas as enzimas foram 

desnaturadas a 90 °C, a AfAA9_B atingiu similar estágio a partir de 70 °C. Além disso, 

com o aumento da temperatura, em ambas houve aumento de alças e estruturas 

desordenadas além de diminuição do conteúdo de α-hélice. A única diferença foi a 

diminuição das folhas-β antiparalelas registrada para a MtLPMO9B e MtLPMO9D. A 

análise via CD da TaLPMO9A (PDB: 2YET) de Singh et al., 2019 resultou em um 

espectro muito semelhante ao perfil da AfAA9_B. Essa similaridade é esperada uma vez 

que ambas as enzimas compartilham 71% de identidade. 

A temperatura de transição ou fusão aparente (Tmapp) é definida como aquela 

localizada no ponto médio entre a forma nativa e a desnaturada de uma proteína em que 

ambas coexistem em igual proporção (SANFELICE; TEMUSSI, 2016; SENISTERRA; 

CHAU; VEDADI, 2012). Na Figura 15d é possível observar que os valores de 

elipticidade em 222 nm apresentam alterações significativas dentro do intervalo de 50 a 

60 °C, assim como os valores registrado em 215 nm para a MtLPMO9D 

(FROMMHAGEN et al., 2018). Em temperaturas acima ou abaixo desse intervalo, os 

valores variaram pouco. Por meio da derivada primeira do gráfico da Figura 15d (após 

incubações de 24h), o valor de temperatura de transição encontrado para a AfAA9_B foi 

de 55,22 °C, valor similar àqueles determinados através das Figuras Suplementares 5c 

(após 48h) e 5d (após 72h) que foram de 55,05 °C e 55,02 °C, respectivamente. 

Considerando-se que o valor de Tmapp em pH neutro para TaLPMO9A é 69,0 °C (SINGH 

et al., 2019) e para MtLPMO9D é 68,0 °C (FROMMHAGEN et al., 2018), ambas as 

enzimas se mostraram mais termoestáveis que a AfAA9_B. 

A AfAA9_B apresenta em sua estrutura primária quatro resíduos de triptofano 

(Trp ou W)  (como pode ser visto na Figura 15a), com um único localizado nos loops LS 

(W129) e L2 (W34), e dois deles no loop L3 (W79 e W82), que são estruturas 

características de AA9s (LIU et al., 2017; VAAJE-KOLSTAD et al., 2017). A presença 

de aminoácidos aromáticos nesses loops podem estar associadas a ancoragem dos 

carboidratos às LPMOs (BERTINI et al., 2018; FRANDSEN et al., 2021). A recorrente 

presença de triptofano na estrutura de proteínas torna a análise de ITFE uma ferramenta 
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capaz de detectar mudanças no ambiente químico onde esses resíduos estão inseridos, o 

que por consequência possibilita a obtenção de informações a respeito da estrutura 

terciária de enzimas (LAKOWICZ, 2013). 

Os espectros de emissão obtidos para AfAA9_B em diferentes temperaturas e 

tempos de incubação, exibidos na Figura 15e, demonstram que em comparação com a 

enzima incubada a 25 °C por 24 horas (que apresentou pico máximo de emissão em 328,4 

nm), o aumento da temperatura para 50 °C provocou um desvio para o vermelho, uma 

vez que os máximos obtidos para os tempos de incubação de 24, 48 e 72 horas foram 

registrados em 333,8; 339,4 e 340,4 nm, respectivamente. Quando resíduos aromáticos 

excitados interagem com solventes polares como a água, ocorre relaxamento energético 

seguido pela maior emissão de fluorescência em comprimentos de onda mais elevados e 

de menor energia (LAKOWICZ, 2013). Apesar de os resíduos de triptofano ficarem mais 

expostos, a estrutura terciária não passou por alterações consideráveis, o que pode ser 

inferido pelo aumento da intensidade do sinal no ponto máximo. 

A 60 °C foram observadas mudanças mais impactantes no espectro de emissão. 

Para os tempos de incubação de 24, 48 e 72 horas, foram obtidos valores máximos em 

346,2; 347,0 e 347,8 nm, respectivamente. A 70 °C após 24 horas de incubação, o máximo 

foi registrado em 348,2 nm. Esse deslocamento para o vermelho indicou novamente uma 

maior exposição dos resíduos de triptofano, porém considerando que as intensidade dessa 

vez foram aproximadamente duas vezes maior que os valores registrados a 25 °C, estima-

se que a estrutura terciária tenha passado por consideráveis mudanças conformacionais, 

de modo a estar altamente desordenada a 70 °C. De modo geral, com o aumento de 

temperatura, os resíduos de Trp presentes antes em um ambiente hidrofóbico tornaram-

se altamente expostos ao solvente polar (tampão tris-HCl 20 mM, pH=7,4) acima de 60 

°C. Interessantemente, apesar do deslocamento para o vermelho, ao invés das 

intensidades diminuírem, elas aumentaram. Esse fenômeno possivelmente se deve ao 

efeito de supressão proporcionado por resíduos próximos como histidinas localizadas no 

ambiente hidrofóbico (LAKOWICZ, 2013). 

Com base no gráfico da Figura 15f, foi possível calcular novamente a derivada 

primeira e determinar a Tmapp. O valor encontrado de 53,60 °C, foi bem próximo do 

anterior (55,22 °C). Na literatura, o valor de Tmapp calculado a partir de ITFE para a 

enzima MtLPMO9J foi reportado como 58,0 °C a pH = 6,0 utilizando o mesmo tampão 

(KADOWAKI et al., 2018), o qual é próximo ao obtido nesse trabalho. Devido a presença 
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de uma N-glicosilação em N-138 (Figura 13) e de duas ligações dissulfeto entre os 

resíduos Cys56-Cys178 e Cys97-Cys101 (Figura 15a), esses fatores possivelmente 

contribuem para os altos valores de Tmapp registrados. Estudos de Vaaje-Kolstad et al., 

(2012) demonstraram que a LPMO CBP21 registrou uma diminuição de 6 °C na Tmapp 

após o tratamento com DTT (para remoção de ligações dissulfeto), enquanto que de 

acordo com Tanghe et al., (2017) a LPMO ScLPMO10C aumentou sua Tmapp em 12 °C 

devido às ligações dissulfeto adicionadas através de mutações à estrutura, evidenciando 

assim a contribuição dessas ligações covalentes para a manutenção das demais múltiplas 

interações fracas da enzima, e como consequência, para o aumento da termoestabilidade. 
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Figura 15: Análises estruturais da AfAA9_B. Modelo 3D (Ribbon) da LPMO (a), com os resíduos da braçadeira de histidina, 

de triptofano e as ligações dissulfeto destacados em amarelo, magenta e laranja, respectivamente. Espectros de absorção obtidos 

via CD da AfAA9_B na faixa de 190 – 250 nm na presença (holo) e ausência (apo) de Cu(II) a 25 °C (b); e da holo-AfAA9_B 

quando incubada por 24, 48 e 72 horas a 25 °C; 50 °C; 60 °C; e 70 °C (c). Espectros de emissão coletados via ITFE das amostras 

analisadas em “c” (e). Valores de temperatura aparente de transição (Tmapp) determinados pela derivada primeira dos gráficos 

de elipticidades registradas a 222 nm X temperatura (°C) (d) e de comprimentos de onda máximos (nm) X temperatura (°C) (f). 
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A fim de confirmar a presença de N-glicosilações na estrutura da AfAA9_B e 

analisar o impacto delas sobre o peso molecular, a LPMO foi tratada com Endoglucanase 

H e os resultados podem ser conferidos na Figura 16. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Como pode ser visto, a AfAA9_B secretada pela Pichia pastoris X33 sem 

tratamento (coluna 1) apresenta cerca de 30 kDa, porém após a deglicosilação com a Endo 

H (coluna 2) nota-se uma pequena diminuição do peso molecular da fração reagida, 

culminando com o aparecimento de uma banda mais intensa próximas de 26 kDa. 

Tal resultado é condizente com a predição da ocorrência de uma N-glicosilação 

em N138, como apresentado na Figura 13. Além disso a Pichia pastoris é um organismo 

conhecido por realizar hiper glicosilações devido a presença da enzima α-1,6-

manosiltransferase a qual atua adicionando de 8 até 14 unidades de 1,6-manose nos sítios 

de N-glicosilação, justificando assim o peso molecular acima do esperado (CHOI et al., 

2010; MEIRA et al., 2020). A presença de N-glicosilação nas enzimas em geral relaciona-

se a fatores como por exemplo nível de secreção, estabilidade e até enovelamento correto 

(RUBIO et al., 2016). No caso das LPMOs do tipo 3 (C1/C4) como a AfAA9_B, a 

presença de N-glicosilação em regiões próximas a região da superfície plana do sítio ativo 

(como é o caso de N138) trata-se de uma característica recorrente e relacionada à 

regioseletividade das mesmas (DANNEELS; TANGHE; DESMET, 2019). 

 

250 kDa 

150 kDa 

200 kDa 

  75 kDa 

  50 kDa 

  37 kDa 

  20 kDa 

  25 kDa 

  M                        1                           2 

Figura 16. Análise da forma glicosilada e deglicosilada da enzima AfAA9_B. Legenda: M- Marcador; 1- 

AfAA9_B glicosilada; 2- AfAA9_B deglicosilada (incubada overnight com Endo H à 37°C). 
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Figura 17. Propriedades da AfAA9_B determinadas usando-se 2,6-DMP e H2O2 como substrato e co-

substrato, repectivamente. Foram realizadas as análises de atividade sob diferentes valores de pH a 30 °C 

(a); de termoestabilidade a 50 e 60 °C sob pH 9,0 (b); e de estabilidade a pH sob temperatura de 4 °C (c). 

 

4.3) Análise de atividade, propriedades e constantes enzimáticas da AfAA9_B 

Usando-se o substrato cromogênico 2,6-DMP, foram realizadas análises de 

algumas propriedades características da LPMO AfAA9_B, conforme demonstrado na 

Figura 17. 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Como pode ser observado na Figura 17a, o pH ótimo da enzima sob as condições 

experimentais (30 °C por 5 minutos) é 9.0, contudo a AfAA9_B se apresenta estável numa 

faixa ampla de pH variando de 5,0 a 10,0 (Figura 17c). Dentro desse intervalo, a atividade 

enzimática manteve-se acima de 100% quando comparada ao valor registrado antes de 

iniciar a incubação, tendência essa que se estendeu até 72 horas e demonstrou a elevada 

estabilidade da LPMO mediante variações de pH.  

Apesar de seu pH ótimo, moderadamente alcalino, ser equiparável ao de enzimas 

como PMO9D_MALCI (pH = 9,0), MtLPMO9B e MtLPMO9C (ambas pH = 8,0) 



46 
 

(AGRAWAL et al., 2019; FROMMHAGEN et al., 2018), diferentemente das outras 

LPMOs, a AfAA9_B foi a única capaz de se manter 100% estável diante de uma ampla 

faixa de pH chegando até 10,0 durante 72 horas (Tabela 2). Vale destacar que a maioria 

das LPMOs não toleram valores de pH muito elevados em decorrência do Cu(II) presente 

no sítio ativo das mesmas estar suscetível a precipitar em condições mais alcalinas 

(EIJSINK et al., 2019; JAGADEESWARAN et al., 2016). 

Além disso, (Figura 17b), observou-se que a AfAA9_B sob temperatura de 50 °C 

foi capaz de reter mais de 90% de sua atividade até 48 horas e mais de 70% após 72 horas. 

A 60 °C no entanto, a LPMO apresentou cerca de 70% de atividade em apenas 24 horas, 

de modo a decrescer de forma mais acentuada até 72 horas, retendo apenas 20% de seu 

valor original. Essa faixa de termoestabilidade é semelhante à das enzimas MtLPMO9D 

(FROMMHAGEN et al., 2018), MtLPMO9J (KADOWAKI et al., 2018), 

PMO9D_SCYTH e PMO9D_MALCI (AGRAWAL et al., 2019), também exibidas na 

Tabela 2. 

Tais resultados também estão de acordo com os dados de CD (Figura 15c) e ITFE 

(Figura 15e), através dos quais é possível observar que de fato até 50 °C tanto a estrutura 

secundária como a terciária da AfAA9_B mantêm-se praticamente inalteradas. Vale 

relembrar que o fato da enzima apresentar duas ligações dissulfeto também influem 

diretamente na alta termoestabilidade, a qual por sua vez é esperada para fungos 

mesofílicos como o Aspergillus fumigatus (GABRIEL et al., 2020; LI et al., 2020). O 

valor de temperatura ótima, apesar de não ser apresentado devido à alta oscilação, foi 

estimado como sendo próximo de 60 °C. 

A determinação das constantes cinéticas como Km, Vmax, Kcat e Kcat/Km (eficiência 

enzimática) foi realizada de acordo com Breslmayr et al., 2018, em pH 6,0 e 9,0 para as 

análises com o substrato 2,6-DMP e o co-substrato H2O2. Os gráficos obtidos são exibidos 

na Figura 18. 
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Organismo LPMO 
Organismo para 

expressão 
Substrato Co-substrato Vmax Km Kcat Kcat/Km 

T 

ótima 

pH 

ótimo 
Termoestabilidade Estabilidade a pH Referência 

Aspergillus 

fumigatus Af293 
AfAA9_B 

Pichia pastoris 

X33 

2,6-DMP 

a § 

 H2O2 

78,52 ± 3,33 

U g-1 

2,04 ± 0,24 

µM 

0,034 

s-1 

0,017 

µM-1 s-1 
- 

*** 

9,0 

- - 

Essa dissertação 

b § 

H2O2 

1481 ± 72,19 

U g-1 

0,79 ± 0,12 

µM 
0,64 s-1 

0,81 

µM-1 s-1 
- 

60 ºC: 50% após 48 h; 

50 ºC: quase 100% após 48 h 

Estável na faixa de 

pH 5,0-10,0 

§ 

2,6-DMP 

a 

H2O2
 

49,26 ± 4,48 

U g-1 

106,3 ± 

27,9  µM 
0,021 s-1 

1,98 x10-4 

µM-1 s-1 
- - - - 

b 

H2O2
 

972,5 ± 28,31 

U g-1 

12,15 ± 

1,76  µM   
0,42 s-1 

0,035 

µM-1 s-1 
- - - - 

Scytalidium 

thermophilum 
PMO9D_SCYTH 

Pichia pastoris 

X33 

Avicel 

§ 

H2O2 

0,36 

U mg-1 

4,54 

mg mL-1 

2,99 X 10-2 

min-1 

6,58 X 10-3 

mg-1 mL min-1 
- - - - 

(AGRAWAL et al., 2019) 

CMC 
14,96 

U mg-1 

10,6 

mg mL-1 
1,61 min-1 

1,52 X 10-1 

mg-1 mL min-1 
60 °C 7,0 

60 °C (t1/2 = 

60,58 h; pH 7,0) 

Acima de 90% após 

48 h; pH 7,0 

2,6-DMP 
0,13 

U mg-1 

0,51 

mM 

1,84 X 10-1 

min-1 

3,57 X 10-1 

mM-1 min-1 
 - - - 

Malbranchea 

cinnamomea 
PMO9D_MALCI 

Avicel 
0,17 

U mg-1 

5.87 

mg mL-1 

1.05 X 10-2 

min-1 

1.79 X 10-3 

mg-1 mL min-1 
 - - - 

CMC 
9,59 

U mg-1 

29,27 

mg mL-1 
0,76 min-1 

2,62 X 10-2 

mg-1 mL min-1 
50 °C 9,0 

50 °C (t1/2 = 144 h; 

pH 7,0) 

Acima de 80% após 

72 h; pH 9.0 

2,6-DMP 
0,12 

U mg-1 
1,17 mM 1,21 min-1 

1,03 X 10-1 

mM-1 min-1 
 - - - 

Thielavia 

terrestris 
TtLPMO9E - PWS 

§ 

O2 
- 

49,80 

g L-1 
3,8 min-1 

*1,85 X 103 

M-1 min-1 
- - - - (KELLER et al., 2019) 

Myceliophthora 

thermophila 
MtPMO9E 

Neurospora 

crassa 

cellohexaose 
§ 

O2 
- 32 µM 10,1 min-1 

0,30 

µM-1 min-1 
- - - - 

(FORSBERG et al., 2019; HANGASKY; IAVARONE; 

MARLETTA, 2018) § 

cellohexaose 

O2 - 230 µM 17 min-1 
7,4 X 10-2 

µM-1 min-1 
- - - - 

H2O2 - 53 µM #15,9 s-1 
3,0 X 105 

M-1 s-1 
- - - - 

Serratia 

marcescens 
CBP21 

Escherichia coli 

BL21(DE3) Star 

CNW 
§ 

H2O2 
1,11 µM s-1 

0,58 

mg mL-1 
6,7 s-1 

≅106 

M-1 s-1 
- - - - 

(KUUSK et al., 2018) 
§ 

CNW 
H2O2 - 2,8 µM - - - - - - 

Lentinus similis Ls(AA9)A 
Aspergillus 

oryzae MT3568 
cellotetraose 

§ 

O2 
- 43 µM 0,11 s-1 

2,6 X 103 

M-1 s-1 
- - - - (FRANDSEN et al., 2016) 

Aspergillus 

fumigatus  

NITDGPKA3 

** 

CAF32158.1 

Pichia pastoris 

X33 
2,6-DMP 

§ 

H2O2 
1,11 µM min-1 11,23 µM 0,642 min-1 

5,7 X 10-2  µM 

min-1 
- - - - (MUSADDIQUE et al., 2020) 

Myceliophthora 

thermophila 

MtLPMO9B 
Myceliophthora 

thermophila C1 
RAC 

§ 

O2 
- - - - 

+ 

40 °C 
8,0 

**** 

Tmapp (pH  7,0) > 70 °C 
 

(FROMMHAGEN et al., 2018) 

MtLPMO9D 
+ 

50 °C 

**** 

Tmapp (pH  7,0) = 68 °C 
- 

Myceliophthora 

thermophila 
MtLPMO9J 

Aspergillus 

nidulans 
- - - - - - - - 

**** 

Tmapp (pH  6,0) = 58 °C 
- (KADOWAKI et al., 2018) 

Thermoascus 

aurantiacus 
TaLPMO9A 

Aspergillus 

oryzae 
- - - - - - - - 

**** 

Tmapp (pH  7,0) = 69 °C 
- (SINGH et al., 2019) 

Thermoascus 

aurantiacus 
TaLPMO9A 

Trichoderma 

reesei T1 
2,6-DMP 

§ 

H2O2 

- - - - 40 °C - - 
Acima de 50% após 

48 h, pH = 4,8 
(ZHANG et al., 2019) 

Talaromyces 

cellulolyticus 
TcLPMO9A - - - - 45 °C - - 

Acima de 70% após 

48 h, pH = 4,8 

Tabela 2. Propriedades e constantes enzimáticas para LPMOs descritas na literatura. 

 

OBS: (§) concentração fixa; (+) valores determinados na presença de ácido ascórbico; (*) Kcat/Km calculado considerando-se massa de 24,2 kDa para a TtLPMO9E; (**) enzima identificada pelo gene codificante; 

(***) pH ótimo não associado a estabilidade a pH; (****) Tmapp calculado com base nos dados de CD (MtLPMO9B, MtLPMO9D e TaLPMO9A) e de ITFE (MtLPMO9J); (#) Kcat estimado com base nos valores 

prévios de Kcat/Km and Km para a MtPMO9E. Análises de cinética conduzidas em (a) pH = 6,0 e (b) pH = 9,0. Abreviações: PWS – palha de trigo pré-tratada; CNW – nanofibra de quitina; RAC – celulose 

regenerada amorfa. 
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Observa-se que através das curvas hiperbólicas que a AfAA9_B apresenta 

comportamento Michaeliano tradicional, tanto para o substrato quanto para o co-

substrato, uma vez que com o aumento da concentração dos mesmos, em ambos os casos, 

a velocidade aumenta até a saturação total do sítio ativo das enzimas (LEONE et al., 

2005). 

Conforme é exibido na Tabela 2, foi determinado que em comparação com o pH  

6,0, a AfAA9_B em pH 9,0  apresentou os maiores valores de Vmax e menores valores de 

Km tanto para a cinética com 2,6-DMP (Vmax e Km de 1481 U/g e 0,79 µM, 

respectivamente), quanto para com H2O2 (Vmax e Km de 972,5 U/g e 12,15 µM, 

respectivamente). Tais resultados são condizentes com o fato do pH ótimo da AfAA9_B 

ser 9,0 (Figura 17a) e indicam uma maior afinidade da mesma pelos dois substratos nesse 

valor de pH. 
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Figura 18. Cinética de Michaelis-Menten para a enzima AfAA9_B. Ensaios realizados a 50 °C em pH 6,0 

(lateral esquerda) e pH 9,0 (lateral direita) usando-se concentração fixa de 1 mM para o substrato 2,6-

DMP e variável (1 – 500 mM) para o co-substrato H2O2 (“a” e “b” em vermelho); e concentração fixa de 
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 Em comparação com as enzimas PMO9_SCYTH, PMO9_MALCI (AGRAWAL 

et al., 2019) e CAF32158.1 (MUSADDIQUE et al., 2020), a AfAA9_B em pH 9,0 foi a 

que apresentou o menor valor de Km pelo substrato 2,6-DMP (maior afinidade), assim 

como os maiores valores de Vmax, constante de renovação (Kcat) e eficiência catalítica 

(Kcat/Km) dentre as três. 

 

4.4) Efeitos de aditivos e da concentração de produtos sobre a atividade da 

AfAA9_B 

Buscando-se avaliar o impacto de aditivos sobre a atividade da AfAA9_B, 

diferentes íons, detergentes e agentes químicos foram adicionados ao meio reacional 

contendo a LPMO. Os resultados podem ser conferidos na Tabela 3. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Observa-se que a adição de aditivos como o EDTA, DTT, β-mercaptoetanol e os 

sais dos metais de transição Co2+, Fe2+, Cu2+, Zn2+ e Ag+ resultam na completa ou quase 

total inibição da atividade enzimática da enzima. O EDTA, molécula quelante, atua 

sequestrando o cofator Cu2+ coordenado à braçadeira de histidina (estrutura catalítica) das 

LPMOs e portanto elimina sua atividade (GUSAKOV et al., 2017; OBENG; BUDIMAN; 

ONGKUDON, 2017). De acordo com Semenova et al., 2020, foi verificado na enzima 

Aditivo 
Atividade relativa 

AfAA9_B (%) 

Sem aditivos 100.0 ± 1.0 

SDS 107.8 ± 4.8 

Tween 20 103.7 ± 9.6 

EDTA 0 

DMSO 108.3 ± 1.5 

β-mercaptoetanol 36.7 ± 0,6 

ZnSO4 36.8 ± 6.1 

MnCl2 82.2 ± 0.7 

CoCl2 0 

CaCl2 93.6 ± 3.3 

FeSO4 0 

MgSO4 113.9 ± 1.9 

CuSO4 35.2 ± 4.6 

AgNO3 0 

KCl 107.5 ± 2.1 

(NH4)2SO4 88.9 ± 3.2 

DTT 0 

Triton X-100 84.8 ± 2.3 

SLS 115.3 ± 0.7 

Tabela 3. Efeitos de aditivos sob a atividade da AfAA9_B. 
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PvLPMO9A uma redução na Tmapp de aproximadamente 10 °C, após adição de EDTA e 

remoção do Cu2+. O estudo de Kracher et al., 2018 também demonstrou que a incubação 

da NcLPMO9C com apenas 300 µM do quelante resultou em uma redução de 8,8 °C na 

Tmapp. 

Na presença dos íon dos metais de transição Fe2+, Co2+, Cu2+, Zn2+ e Ag+, devido 

a interação dos mesmos com resíduos de carga negativa e complexação com resíduos 

contendo grupos amino, o rompimento de pontes salinas e alterações estruturais levaram 

à desnaturação da enzima e consequente depleção de atividade (DEMIRDAꞱ et al., 2014; 

PEREIRA et al., 2017). Os íons Cu2+, Zn2+ e Ag+ também são propensos a atuarem 

desfazendo ligações dissulfeto, devido a afinidade por resíduos contendo enxofre 

(BLANCO; BLANCO, 2017; PEREIRA et al., 2017). 

A adição dos agentes químicos DTT e β-mercaptoetanol também resultaram em 

uma acentuada diminuição da atividade enzimática, devido ao fato de ambos 

apresentarem a capacidade de reduzir ligações dissulfeto, ressaltando mais uma vez a 

importância dessas ligações covalentes para a estabilidade e manutenção da estrutura 

nativa da AfAA9_B (CALDERARO et al., 2020; PEREIRA et al., 2017; SINGH et al., 

2019). 

 Para todos os demais aditivos, a AfAA9_B apresentou uma ótima estabilidade, 

perdendo pouco ou nada de sua atividade relativa, havendo até mesmo aqueles que 

promoveram aumento de sua atividade original. Esses resultados demonstram a alta 

tolerância da AfAA9_B frente surfactantes como SDS, SLS, Triton X-100 e Tween 20 e 

frente ao solvente apolar DMSO, indicando de que a interação desses agentes com regiões 

hidrofóbicas mais expostas pode contribuir para a o aumento da estabilidade da enzima 

(Pereira et al., 2017). 

Considerando-se a relevância e potencial das LPMOs para design de novos 

coquetéis enzimáticos comerciais, é desejável que as mesmas também apresentem uma 

boa tolerância e manutenção de suas atividades frente aos produtos gerados durante a 

degradação de biomassas lignocelulósicas, quando associadas com outras enzimas 

clássicas (ATREYA; STROBEL; CLARK, 2016; CABANEROS LOPEZ et al., 2021; 

IPSEN et al., 2021). A Figura 19 ilustra o efeito de concentrações crescentes de glicose e 

celobiose, produtos comuns dos processos de hidrólise, sob a atividade da AfAA9_B. 
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Foi observado que AfAA9_B apresenta alta tolerância para ambos os açúcares 

analisados. A enzima foi capaz de reter praticamente 100% de sua atividade residual até 

concentrações de 100 mM para glicose e de 50 mM para celobiose, e mesmo em 

concentrações superiores de 250 mM e 100 mM dos respectivos açúcares, a atividade 

manteve-se acima de 80%. 

Apesar de não haverem trabalhos na literatura comparando o efeito da maioria dos 

inibidores listados sobre LPMOs, incluindo os dois açúcares acima, é desejável que as 

mesmas sejam altamente toleráveis aos produtos oriundos da degradação de biomassa 

lignocelulósica, tendo em vista a crescente adição das enzimas AA9 em coquetéis 

celulolíticos (ADSUL et al., 2020; KADIĆ et al., 2021; RODRÍGUEZ-ZÚÑIGA et al., 

2015). 

Sreeja-Raju et al., 2020 demonstrou que na hidrólise de palha de arroz com uso 

do extrato enzimático de Trichoderma reesei RUT-C30 (contendo a LPMO CEL61A) 

houve inibição alta na atividade de enzimas celulolíticas – 28% menor comparado ao 

extrato do organismo P.janthinellum – por acúmulo de celobiose após 10 dias de 

incubação, reforçando a tese da necessidade da adição de enzimas como β-glicosidases, 

e da utilização de coquetéis ou extratos com tolerância satisfatória aos açúcares gerados 

durante o processo de sacarificação. 
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Figura 19. Efeito da concentração crescente de glicose (quadrados pretos) e celobiose (círculos vermelhos) 

sob a atividade da AfAA9_B. 
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4.5) Ensaios de atividade e avaliação do efeito sinérgico  

A avaliação da atividade sinérgica da AfAA9_B foi avaliada sob CMC 1% (m/v). 

Os resultados individuais da AfAA9_B e em conjunto com as enzimas AfCel6A 

(celobiohidrolase tipo II), Af-EGL7 (endoglucanase) e coquetel enzimático Celluclast® 

1,5L podem ser conferidos na Figura 20. 

Como é possível observar na Figura 20a, individualmente a AfAA9_B não foi 

significativamente capaz de aumentar a liberação de açúcar redutor, mesmo aumentando 

a concentração em 10X após diferentes tempos (4, 8 ou 24 horas). Esses resultados estão 

de acordo com o fato de LPMOs não apresentarem atividade hidrolíticas significativas 

isoladamente (IPSEN et al., 2021; KIM et al., 2015; KRACHER et al., 2018; TOKIN et 

al., 2020; ZERVA et al., 2020). Em contrapartida, na presença exclusiva da AfCel6A 

(CBH), seu aumento em 10X na concentração resultou em uma taxa de conversão 2,7X  

maior após 4 horas e praticamente dobrou após 24 horas.  

Ainda na Figura 20a, quando associadas a AfAA9_B e AfCel6A nas proporções 

de 10:10 e 1:10, em todos os 3 tempos de incubação o resultado das hidrólises foi similar 

aos registrados na presença individual da AfCel6A (0,5 µg). Tal constatação demonstra 

não somente a atuação prevalente da AfCel6A, como também a ausência de sinergia da 

mesma com a AfAA9_B – mesmo quando aumentado sua concentração em cerca de10X. 

No estudo de Tokin et al., 2020 é demonstrado que a TtAA9E ativa em C1 não 

atua de forma sinérgica com a celobiohidrolase do tipo I Cel7A, e isso pode ser em 

decorrência da oxidação mediada pela LPMO em C1 (na ponta redutora) não permitir a 

ligação da CBH na mesma. Em nosso estudo, a AfCel6A (CBH II) atua na extremidade 

não redutora (C4) e a LPMO oxida em C1 e C4, contudo como o estudo de Ipsen et al., 

2021 aponta, é possível que a AfAA9_B tenha preferência em oxidar a posição C4 quando 

o substrato for CMC, gerando assim extremidades não redutoras oxidadas que não são 

reconhecidas pela AfCel6A. 
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Na Figura 20b, nota-se que após 4 horas, a hidrólise de CMC suplementada com 

coquetel e AfAA9_B na proporção 1 FPU:1000 ug liberou aproximadamente 3X mais 

açúcares redutores, quando comparada à hidrólise apenas com coquetel (controle), 

tendência essa mantida mesmo após 24 horas. A associação do coquetel com a AfCel6A 

na proporção 1 FPU:100 ug aumentou a liberação em 4,5X e 3,9X em relação aos 

controles após 4 e 24 horas, respectivamente. 

Novamente foi observado uma maior atividade da AfCel6A, assim como a 

ausência de sinergia com a AfAA9_B, de tal forma que quando combinadas com o 

coquetel (1 FPU:10 ug:100 ug) não houve aumento significativo na liberação de açúcares 

comparado aos resultados da hidrólise com coquetel e AfCel6A (1 FPU:100 ug), 

independentemente do tempo de incubação. 
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No caso das hidrólises suplementadas com Af-EGL7 (Figura 20c), após 24 horas, 

foi verificado que em relação ao controle (apenas com a Af-EGL7), houve aumento de 

8,0 e 11,4X na liberação de açúcares quando associadas com AfAA9_B (1:50) e com 

AfCel6A (1:10), respectivamente. Nos demais tempos a tendência foi mantida. 

Observou-se que a adição individual da CBH promoveu os melhores resultados, 

enquanto a combinação da Af-EGL7 com ambas (1:10:10) resultou em valores sutilmente 

inferiores, indicativos de inibição e que reforçam a ausência de sinergia entre a AfAA9_B 

e a AfCel6A. 

Na literatura, vários exemplos de hidrólises com substratos celulósicos 

suplementados com LPMOs podem ser encontrados. Segundo Kim et al., 2015, enzima 

CgAA9 (0,9 mg/g substrato) quando adicionada à hidrólise de Avicel 1% (m/v) contendo 

0,9 FPU de Celluclast® 1,5L aumentou em 1,7X a conversão em glicose. Já Long et al., 

2020 demonstrou que a suplementação do coquetel CTec2 (3 FPU/g substrato) com a 

LPMO PaAA9B resultou num aumento de hidrólise de 1,4X (com 0,75 mg LPMO/g 

substrato) e de 2,3X (com 1,0 mg LPMO/g substrato) quando usados os substratos papel 

de filtro e Avicel, respectivamente.   

Os efeitos sinérgicos promovidos pela adição da AfAA9_B ou da AfCel6A às 

reações de sacarificação das biomassas (SEB, palha de arroz e sabugo de milho) na 

presença de coquetel Celluclast® 1,5L ou da endoglucanase Af-EGL7 podem ser 

conferidos na Figura 21. 
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Figura 21. Efeito da suplementação das enzimas AfAA9_B e AfCel6A à sacarificação de diferentes 

resíduos agroindustriais realizada na presença do coquetel Celluclast® 1,5L (lado esquerdo) e da 

endoglucanase Af-EGL7 (lado direito) à 50 °C e 1000 rpm. As biomassas utilizadas (1% m/v) foram SEB 

(“a” e “b”), sabugo de milho (“c” e “d”) e palha de arroz (“e” e “f”). Os asteriscos indicam diferença 

significativa (p < 0,05) em relação às reações controle com coquetel Celluclast® 1,5L (lado esquerdo) e 

Af-EGL7 (lado direito). 
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Nas Figuras 21a e 21b é possível analisar os resultados da sacarificação do SEB 

(biomassa pré-tratada por explosão a vapor). Em comparação à reação apenas com 

coquetel (controle), a suplementação de AfAA9_B na proporção de 1FPU:1000 µg 

provocou aumento de 1,6X e 1,9X na liberação açúcares após 24 e 48 horas, 

respectivamente. A suplementação com AfCel6A (1 FPU:100 µg) levou ao aumento de 

1,7X e 1,9X na liberação após 24 e 48 horas, respectivamente. Apesar dos valores 

semelhantes, a AfCel6A apresenta maior grau de sinergia com o coquetel devido a sua 

menor proporção. 

Na Figura 21b, em relação ao controle contendo apenas a Af-EGL7, a 

suplementação com a AfAA9_B (1:50) resultou em aumentos insignificantes na liberação 

de açúcares independente do tempo analisado. A suplementação da AfCel6A (1:10), por 

outro lado aumentou a liberação em 2,2X e 2,6X após 24 e 48 horas, respectivamente. 

Portanto, na sacarificação do SEB com Af-EGL7, a adição da LPMO não se mostrou 

efetivamente sinérgica, diferentemente da associação com a CBH. 

Em estudo de Velasco et al., 2021 também com a AfAA9_B, foi constatado que a 

mesma quando suplementada a meio contendo 4% (m/v) de SEB na proporção de 1:4 

LPMO/coquetel CBX [(1,0 mg enzima + 4,0 mg CBX)/g de SEB] aumentou em 20% a 

liberação de glicose, valor similar ao obtido pelo nosso grupo quando a LPMO expressa 

em E.coli na concentração de 10 mg/g substrato foi adicionada em meio com 1% SEB + 

0,9 FPU Celluclast® 1,5L/g de substrato (GOUVÊA et al., 2019). Já no estudo de Long 

et al., 2020 as adições da enzima PaAA9B (1,0 ou 0,5 mg/g de biomassa) em meios 

contendo bagaço de cana submetido a pré-tratamento organosolv com atmosfera de 

glicerol (AGO) alcalino ou AGO ácido, respectivamente, aumentaram em 20 e 30% a 

sacarificação na presença do coquetel CTec2 (3 FPU/g de substrato). 

Com relação às sacarificações dos meios contendo sabugo de milho (Figuras 21c 

e 21d) na presença de coquetel (Figura 21c), independentemente do tempo, a 

suplementação com a AfAA9_B (1FPU:1000 µg) não resultou em aumento na 

sacarificação, mas sim em inibição. A suplementação com AfCel6A (1 FPU:100 µg) levou 

a aumentos de 1,9X e 1,6X após 24 e 48 horas, respectivamente. É provável que devido 

à maior barreira de hemicelulose e lignina, as enzimas do coquetel e a LPMO não 

consigam atuar de forma sinérgica ou possam ficar adsorvidas de forma improdutiva, 

impossibilitando assim a catálise (DOS SANTOS et al., 2019; JØRGENSEN; PINELO, 

2017; VELASCO et al., 2021). 
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Na sacarificação do meio contendo sabugo de milho com Af-EGL7 (Figura 21d), 

verificou-se aumento da liberação de açúcares com a adição de ambas as enzimas. A 

adição da AfAA9_B (1:50) em relação aos controles elevou a conversão em 1,5X e 1,4X 

após 24 e 48 horas respectivamente. A adição da AfCel6A (1:10) promoveu aumentos de 

2,1X e 2,2X após 24 e 48 horas, respectivamente. Os resultados demonstram que a 

AfCel6A na presença do coquetel ou da Af-EGL7 apresentou portanto maior grau de 

sinergia. 

O sabugo de milho é uma biomassa constituída de 39% celulose (baixo teor), 44% 

hemicelulose e 12% lignina (POINTNER et al., 2014). O desempenho inferior da 

AfAA9_B pode ser explicado por causa de sua maior afinidade por substratos celulósicos 

(VELASCO et al., 2021). Devido a presença de um módulo CBM1 na estrutura da 

AfCel6A, apesar de estar suscetível à adsorção em lignina, é possível que prevaleça o seu 

ancoramento à celulose (JØRGENSEN; PINELO, 2017). De acordo com o trabalho de 

Zhang et al., 2019, as enzimas TaAA9A e TcAA9A (30 µg ambas) quando suplementadas 

em meio contendo sabugo de milho deslignificado 2% (m/v) + celulases (5 mg/g 

substrato) aumentaram a liberação de glicose em 8,55% e 24,20%, respectivamente. 

Por fim, nas Figuras 21e e 21f, a sacarificação da palha de arroz foi a que 

apresentou menor sucesso considerando as taxas de conversão inferiores a 1%. Em 21e, 

na presença de coquetel, tanto a adição da AfAA9_B (1:1000 µg) como da AfCel6A 

(1:100 µg) não resultaram em efeito sinérgico, mas sim inibitório.  

Em 21f, diferentemente de todas as sacarificações analisadas anteriormente, na 

presença apenas da Af-EGL7 nenhuma atividade foi verificada, e o mesmo observou-se 

com a adição da AfAA9_B (1:50). O fato de apenas a suplementação com a AfCel6A 

(1:10) ter resultado na liberação de açúcares sugere que o efeito se deva exclusivamente 

à ação da AfCel6A sem haver sinergia com a Af-EGL7, a qual não se mostrou ativa na 

presença da palha de arroz. 

A palha de arroz apresenta composição aproximada de 36% celulose, 22% 

hemicelulose e 24% lignina (IMMAN et al., 2015). Como pode ser percebido, em 

comparação ao sabugo de milho, apesar das porcentagens próximas de celulose, a 

biomassa apresenta metade do conteúdo de hemicelulose e o dobro de lignina. Com base 

nisso é possível que a camada 2X mais espessa de lignina promova a adsorção parcial da 

LPMO e da CBH fazendo com que as mesmas disputem os poucos sítios disponíveis com 
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as enzimas do coquetel, o que explicaria o efeito de inibição registrada para ambas 

(JØRGENSEN; PINELO, 2017). Com relação aos resultados observados na presença de 

Af-EGL7, em que apenas a AfCel6A mostrou-se ativa (Figura 21f), existe a chance de que 

apesar de tanto a Af-EGL7 como a CBH apresentarem CBM1, a ocorrência de uma maior 

adsorção à fração exposta de celulose por parte da celobiohidrolase possibilite que apenas 

essa consiga atravessar a barreira de lignina. 

O trabalho de Musaddique et al., 2020 demonstrou que a enzima AfLPMO16 após 

72 horas de incubação quando adicionada em quantidades de 100 e 200 µg à sacarificação 

da palha de arroz (pré-tratada em condição alcalina) 1% (m/v) + coquetel celulósico (5 

mg/mL), foi capaz de aumentar em 1,7X e 2,0X a liberação de glicose, respectivamente. 

Já de acordo com Zhou et al., 2020, a enzima ViLPMO10 (0,15 mg/mL) quando utilizada 

nas proporções coquetel/LPMO de 9:1 e 1:1 em meios contendo 40 mg/mL de palha de 

arroz (com pré-tratamento alcalino) resultou em aumentos de 22 e 12% na liberação de 

açúcares redutores, respectivamente. 

Esses resultados, ainda que careçam de análises em larga escala, reforçam o 

potencial da AfAA9_B como um possível aditivo para a formulação de novos coquetéis 

enzimáticos comerciais. 
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5. Conclusão 

Neste trabalho a LPMO AfAA9_B de Aspergillus fumigatus Af293 teve seu gene 

codificante AFUA_4G07850 clonado no vetor pPICZB para a enzima ser expressa sob 

pelo organismo eucarioto Pichia pastoris X33. 

Análises computacionais forneceram valiosas informações. Através do modelo 

tridimensional obtido com base na sua sequência e do alinhamento da AfAA9_B com 

outras LPMOs foi possível identificar importantes motivos e resíduos conservados, 

incluindo aqueles presente na braçadeira de histidina. Dados de dicroísmo circular (CD) 

e de fluorescência intrínseca de Trp (ITFE) no intervalo de temperatura de 25 a 70 °C 

permitiram observar mudanças gradativas tanto da estrutura secundária como da terciária, 

respectivamente. 

Com o aumento de temperatura o conteúdo de α-hélices e folhas-β paralelas 

sofreram intensa queda, ao passo que folhas-β antiparalelas, alças e estruturas 

desordenadas apresentaram aumento. Paralelamente, com relação aos resíduos de 

triptofano foi constatado uma maior exposição dos mesmos para meio aquoso, 

demonstrando a exposição do interior hidrofóbico da LPMO. Por meio da determinação 

dos valores de temperatura de transição (TM) do estado nativo para o desnaturado, foram 

obtidos os valores de 55,22 (via CD) e 53,60 °C (via ITFE), condizentes com o esperado 

para um organismo mesofílico. 

A AfAA9_B apresentou pH ótimo de 9,0 e uma alta estabilidade a pH na faixa de 

5,0 a 10,0 por até 72 horas. Além disso foi observado uma considerável estabilidade 

térmica considerando-se que a enzima foi capaz de reter mais de 70% de sua atividade 

residual após 72 horas a 50 °C e mais de 50% mesmo após 48 horas a 60°C. As constantes 

cinéticas registradas em pH ótimo foram: Km = 0,79 µM e Vmax = 1481 U/g para o 

substrato 2,6-DMP e Km = 12,15 µM e Vmax = 972,5 U/g para o co-substrato H2O2. 

Outra importante característica foi a alta tolerância da AfAA9_B frente a 

diferentes agentes químicos. A enzima demonstrou ser capaz de manter mais de 80% de 

sua atividade na presença de surfactantes como o Tween 20, SDS, SLS, Triton X-100; 

dos íons Mn2+, Ca2+, K+, NH4
+; de DMSO; e na presença de 100 mM celobiose e 250 mM 

glicose, importantes produtos de hidrólise com ação inibitória. 
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Através de ensaios de atividade com CMC, concluiu-se que as enzimas AfAA9_B 

e AfCel6A (celobiohidrolase) não são sinérgicas entre si. Na presença de Celluclast® 1,5L 

e Af-EGL7 (endoglucanase), foi verificado após 24 horas que com a adição da LPMO 

houve uma liberação de açúcares 3,5X e 8,0X maiores que os controles, respectivamente. 

Nos ensaios de sacarificação das biomassas, a suplementação com a AfAA9 foi 

efetivamente sinérgica para SEB na presença de Celluclast® 1,5L e para sabugo de milho 

na presença de Af-EGL7, onde os aumentos na liberação de açúcares foram 2,0X e em 

1,5X maiores que seus controles após 48 e 24 horas, respectivamente. A LPMO 

demonstrou melhor performance na presença de biomassas ricas em celulose. 

Todos os resultados obtidos nesse trabalho reforçam o fato de que a AfAA9_B é 

uma LPMO que apresenta enorme potencial à suplementação em coquetéis comerciais já 

existentes ou  à aplicação em biorrefinarias com foco na produção de combustíveis 2G, 

os quais poderão ser de vital importância no futuro como alternativa ao uso de 

combustíveis fósseis e outras fontes de energia não renováveis. 
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7. Material Suplementar 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura Suplementar 1. Mapa geral do vetor pPICZB. 
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CAAAAAACAACTAATTATTCGAAACGAGG                                              CTAGAACAAAAACTCATCTCAGAAGAGGATCTG   

GTTTTTTGTTGATTAATAAGCTTTGCTCCTTAA                                           TTGTTTTTGAGTAGAGTCTTCTCCTAGAC 

         

 

                                                                         

 

5’ CAAAAAACAACTAATTATTCGAAACGAGGAATTCCATGACTTTGTCCAAGATCAC 3’ FW 

ATGACTTTGTCCAAGATCACTTCCATTGCTGGCCTTCTGGCCTCAGCGTCTCTCGTGGCT 

GGCCACGGCTTTGTTTCTGGCATTGTTGCTGATGGGAAATATTACGGAGGGTACCTTGTT 

AACCAATACCCCTACATGAGCAACCCTCCCGACACCATTGCCTGGTCCACCACCGCCACC 

GACCTCGGCTTTGTGGACGGCACCGGCTACCAGTCTCCGGATATTATCTGCCACAGAGAC 

GCAAAGAATGGCAAGTTGACCGCAACCGTTGCAGCCGGTTCACAGATCGAATTCCAGTGG 

ACGACGTGGCCAGAGTCTCACCATGGACCGTTGATTACTTACCTCGCTCCATGCAACGGC 

GACTGTGCCACCGTGGACAAGACCACCCTGAAGTTTGTCAAGATCGCCGCTCAAGGCTTG 

ATCGACGGCTCCAACCCACCTGGTGTTTGGGCTGATGATGAAATGATCGCCAACAACAAC 

ACGGCCACAGTGACCATTCCTGCCTCCTATGCCCCCGGAAACTACGTCCTTCGCCACGAG 

ATCATCGCCCTTCACTCTGCGGGTAACCTGAACGGCGCGCAGAACTACCCCCAGTGTTTC 

AACATCCAAATCACCGGTGGCGGCAGTGCTCAGGGATCTGGCACCGCTGGCACGTCCCTG 

TACAAGAATACTGATCCTGGCATCAAGTTTGACATCTACTCGGATCTGAGCGGTGGATAC 
CCTATTCCTGGTCCTGCACTGTTCAACGCT   TAA - excluído 

5’ CAGATCCTCTTCTGAGATGAGTTTTTGTTCTAGAGCGTTGAACAGTGCAGGAC 3’  RV 

Figura Suplementar 2. Esquema para desenho dos primers para amplificação do gene AFUA_4G07850 e 

posterior clonagem via CPEC no vetor pPICZB digerido. Legenda: A- Construção desenhada para inserir 

o gene de interesse ao vetor usando a enzima Phusion High-Fidelity DNA Polymerase (Thermo Scientific). 

B- Vetor pPICZB digerido com as enzimas EcoRI e XbaI com destaque para as duas fitas. C- Sequência do 

gene sem o stop códon (em vermelho) e primers necessários para introduzir regiões de flanqueamento ao 

vetor. Regiões em azul: bases inseridas para reconstruir o sítio de restrição; regiões em verde: bases 

adicionadas para manter o frame inalterado; bases sublinhadas: região de sobreposição ao vetor. Fonte: 

autoria própria. 
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AfAA9_B      HGFVSGIV-ADGKYYGGYL------VNQYPYMS---NPPDTIAWSTTATDLGFVDGTGYQ 50 

HjLPMO9A     HGHINDIV-INGVWYQAYD------PTTFPYES---NPPIVVGWTAADLDNGFVSPDAYQ 50 

NcLPMO9M     HGFVDNAT-IGGQFYQFYQ------PYQDPYMG---SPPDRISRKIP--GNG--PVEDVT 46 

TaLPMO9A     HGFVQNIV-IDGKNYGGYL------VNQYPYMS---NPPEVIAWSTTATDLGFVDGTGYQ 50 

HjLPMO9B     HGQVQNFT-INGQYNQGFI------LDYYYQKQNTGHFPNVAGWYAEDLDLGFISPDQYT 53 

NCU07760     HGHVSKVI-VNGVEYQNYD------PTSFPYNS---NPPTVIGWTIDQKDNGFVSPDAFD 50 

PaLPMO9A     HGHVSHII-VNGVYYQNYD------PTTHFYQP---NPPTVIGWSALQQDNGFVEPNNFG 50 

GtLPMO9B     HGYVDTLN-VGGTQYTGYL------PYNDPYTT---PAPQRIERPIP--GNG--PVTALT 46 

CvAA9A       HTRMFSVW-VNGVDQGDGQNVYIRTP---P-------------------NTD--PIKDLA 35 

LsAA9A       HTLVWGVW-VNGVDQGDGRNIYIRSP---P-------------------NNN--PVKNLT 35 

GtLPMO9A-2   HGYVDQVT-IGGQVYTGYQ------PYQDPYES---PVPQRIERAIP--GNG--PVEDLT 46 

NcLPMO9F     HYTFPKVW-ANSGTTADWQ--YVRRADNWQ-------------------NNG--FVDNVN 36 

TtLPMO9E     HY----TW-PRVNDGADWQ--QVRKADNWQ-------------------DNG--YVGDVT 32 

PcLPMO9D     HYTFPDFIEPSGTVTGDWV--YVRETQNHY-------------------SNG--PVTDVT 37 

MtLPMO9B     HATFQALW-VDGVDYGA-Q--CARLP---A-------------------SNS--PVTDVT 32 

NCU02344     HYTFPKGY-STGAVSGEYE--HIRMTENHY-------------------NRG--PVADVT 36 

NcLPMO9E     HATFQALW-VDGADYGS-Q--CARVP---P-------------------SNS--PVTDVT 32 

HiLPMO9H     HATFQEMW-VNGVDQGN-Y--CVRSP---A-------------------SNS--PVTSVT 32 

MtLPMO9C     HTIFSSLE-VGGVNQGIGQ--GVRVP---S-------------------YNG--PIEDVT 33 

NcLPMO9C     HTIFQKVS-VNGADQGQLK--GIRAP---A-------------------NNN--PVTDVM 33 

NcLPMO9A     HTIFVQLE-ADGTTYPVSY--GIRTP---S-------------------YDG--PITDVT 33 

HiLPMO9I     HTIFQEVY-VNGVDQGHIT--GIRVP---D-------------------YDG--PITDVT 33 

NcLPMO9D     HTIFSSLE-VNGVNQGLGE--GVRVP---T-------------------YNG--PIEDVT 33 

PsLPMOB      HTIFVQLE-SGGTTYDVSY--GIRDP---S-------------------YDG--PITDVT 33 

MtLPMO9J     HAIFQKVS-VNGADQGSLT--GLRAP---N-------------------NNN--PVQNVN 33 

GtLPMO9C     HTIFQRVY-VDGVGEGHLS--GIRIP---E-------------------SNW--PIMDLS 33 

             *                                                            

 

AfAA9_B      SPDIICHRD----AK-NGKLTATVAAGSQIEFQWTT-W-------------PESHHGPLI 91 

HjLPMO9A     NPDIICHKN----AT-NAKGHASVKAGDTILFQWVP-V-------------PWPHPGPIV 91 

NcLPMO9M     SLAIQCNAD----SA-PAKLHASAAAGSTVTLRWTI-W-------------PDSHVGPVI 87 

TaLPMO9A     TPDIICHRG----AK-PGALTAPVSPGGTVELQWTP-W-------------PDSHHGPVI 91 

HjLPMO9B     TPDIVCHKN----AA-PGAISATAAAGSNIVFQWGPGV-------------WPHPYGPIV 95 

NCU07760     SGDIICHKS----AK-PAGGHATVKAGDKISLQWDQ-W-------------PESHKGPVI 91 

PaLPMO9A     TTDIICHKS----AA-PGGGSATVNAGDKISIVWTPEW-------------PESHIGPVI 92 

GtLPMO9B     TIDVQCNGENGGGSS-PAPLVATIAAGGKIAFHWTT-W-------------PSSHVGPVI 91 

CvAA9A       SPALACNVKGGE----PVPQFVSASAGDKLTFEWYRV-------KRGDDIIDPSHSGPIT 84 

LsAA9A       SPDMTCNVDN-R----VVPKSVPVNAGDTLTFEWYHN-------TRDDDIIASSHHGPIA 83 

GtLPMO9A-2   LLDIQCNGSGGSGTK-PAALIASAAAGDEIAFHWTT-W-------------PSSHVGPVI 91 

NcLPMO9F     SQQIRCFQSTHS----PAQSTLSVAAGTTITYGAAPS---------------VYHPGPMQ 77 

TtLPMO9E     SPQIRCFQATPS----PAPSVLNTTAGSTVTYWANPD---------------VYHPGPVQ 73 

PcLPMO9D     SPEFRCYELDLQNTA-GQTQTATVSAGDTVGFKANSA---------------IYHPGYLD 81 

MtLPMO9B     SNAIRCNANPSP-----ARGKCPVKAGSTVTVEMHQQPGDR---SCSSEAIGGAHYGPVM 84 

NCU02344     SESMTCYELNPGK---GAPKTLSVAAGSNYTFVVGDN---------------IGHPGPLH 78 

NcLPMO9E     SNAMRCNTGTSP-----VAKKCPVKAGSTVTVEMHQQANDR---SCSSEAIGGAHYGPVL 84 

HiLPMO9H     TNDLACNAGASS-----SSGLCAVNPGDSVTVEMHQQPGDR---SCANEAIGGDHYGPIN 84 

MtLPMO9C     SNSIACNGPPNPTTP--TNKVITVRAGETVTAVWRYMLSTT-G-SAPNDIMDSSHKGPTM 89 

NcLPMO9C     SSDIICNAVTM-----KDSNVLTVPAGAKVGHFWGHEIGGAAGPNDADNPIAASHKGPIM 88 

NcLPMO9A     SNDLACNGGPNPTTP--SDKIITVNAGSTVKAIWRHTLTS-----GADDVMDASHKGPTL 86 

HiLPMO9I     SNDLICNGGINPYHQPMSTAIITVPAGAQVTTEWHHTLAGA-DPSDSADPIDPSHKGPII 92 

NcLPMO9D     SASIACNGSPNTVAS--TSKVITVQAGTNVTAIWRYMLSTT-G-DSPADVMDSSHKGPTI 89 

PsLPMOB      SDDLACNGGPNPTTP--SSDVIDVAAGSTVTAVWRHTLTS-----GADDVMDASHLGPTM 86 

MtLPMO9J     SQDMICGQSGS-----TSNTIIEVKAGDRIGAWYQHVIGGAQFPNDPDNPIAKSHKGPVM 88 

GtLPMO9C     SNAIICNGGVNPYHEPVSLAIIQVPAGSTITAEWHPTIDDV-N---TTESIRPDHKGPVI 89 

                . *                    *                           * *    

 

AfAA9_B      TYLAPCNGDC--ATV--DKTTLKFVKIAAQGLI----DGSNPPGVWADDEMI-ANNNTAT 142 

HjLPMO9A     DYLANCNGDC--ETV--DKTTLEFFKIDGVGLL----SGGD-PGTWASDVLI-SNNNTWV 141 

NcLPMO9M     TYMARCPD-TGCQDWTPSASDKVWFKIKEGGRE----GT---SNVWAATPLMTAP-ANYE 138 

TaLPMO9A     NYLAPCNGDC--STV--DKTQLEFFKIAESGLI----NDDNPPGIWASDNLI-AANNSWT 142 

HjLPMO9B     TYVVECSGSC--TTV--NKNNLRWVKIQEAGIN----YN---TQVWAQQDLI-NQGNKWT 143 

NCU07760     DYLAACDGDC--ESV--DKTALKFFKIDGAGYD----A----TNGWASDTLI-KDGNSWV 138 

PaLPMO9A     DYLANCNGPC--ETV--DKTSLRWFKIGGAGYN----P--N-TRTWAADDLR-ANGNSWL 140 

GtLPMO9B     TYLGKVPSSTDVTKYSPTGSDVIWFKIDEGGYS----N-----GKWAATDVLSAQNSTWT 142 

CvAA9A       TWIAAFTSP----TM--DGTGPVWSKIHEEGYD-------ASTKSWAVDKLI-ANKGMWD 130 

LsAA9A       VYIAPA-------AS--NGQGNVWVKLFEDAYN-------VTNSTWAVDRLI-TAHGQHS 126 

GtLPMO9A-2   TYMGKVPSNTDITSYSPTGSDVIWFKIDEAGYE----N-----GKWAATDIMSAQNSTWT 142 

NcLPMO9F     FYLARVPDGQDINSW--TGEGAVWFKIYHEQPT----F--GSQLTWS----S-NGKSSFP 124 

TtLPMO9E     FYMARVPDGEDINSW--NGDGAVWFKVYEDHPT----F--GAQLTWP----S-TGKSSFA 120 

PcLPMO9D     VMMSPASPAA-NSPE--AGTGQTWFKIYEEKPQ----FENG-QLVFD------TTQQEVT 127 

MtLPMO9B     VYMSKVSDAA---SA--DGS-SGWFKVFEDGWAKNPSGGSGDDDYWGTKDLN-SCCGKMN 137 

NCU02344     FYMAKVPEGKTAATF--DGKGAVWFKIYQDGPM----GLGTGQLTWP----S-AGATEVS 127 

NcLPMO9E     VYMSKVSDAA---SA--DGS-SGWFKIFEDTWAKKPSSSSGDDDFWGVKDLN-SCCGKMQ 137 

HiLPMO9H     IYLAKVTDAT---TA--VGSSASWFKIGEMGL------PSSDPDYWATEVLN-DNCGHFT 132 

MtLPMO9C     AYLKKVDNAT---TD--SGVGGGWFKIQEDGLT---------NGVWGTERVI-NGQGRHN 134 

NcLPMO9C     VYLAKVDNAA---TT--GTSGLKWFKVAEAGL---------SNGKWAVDDLI-ANNGWSY 133 

NcLPMO9A     AYLKKVDDAL---TD--TGIGGGWFKIQEDGYN---------NGQWGTSTVI-TNGGFQY 131 
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HiLPMO9I     AYLAKVPSAT---QS--TVTGLQWFKIYEDGMK--------SDQSWGVDRLI-ANKGKVS 138 

NcLPMO9D     AYLKKVDNAA---TA--SGVGNGWFKIQQDGMD--------SSGVWGTERVI-NGKGRHS 135 

PsLPMOB      AYLKKVDDAT---TD--SGIGDGWFKIVEDGYT---------NGVWGTSNVI-NNAGEQS 131 

MtLPMO9J     AYLAKVDNAA---TA--SKTGLKWFKIWEDTFN-------PSTKTWGVDNLI-NNNGWVY 135 

GtLPMO9C     AYLAKVPDAL---QT--DVAGLSWFKFYEDGLS--------DDGTWATDRLI-ANAGKVN 135 

               :                    : *.                  :               

 

AfAA9_B      VTIPASYAPGNYVLRHEIIALHSAGN------LNGAQNYP-------------------Q 177 

HjLPMO9A     VKIPDNLAPGNYVLRHEIIALHSAGQ------ANGAQNYP-------------------Q 176 

NcLPMO9M     YAIPSCLKPGYYLVRHEIIALHSAYS------YPGAQFYP-------------------G 173 

TaLPMO9A     VTIPTTIAPGNYVLRHEIIALHSAQN------QDGAQNYP-------------------Q 177 

HjLPMO9B     VKIPSSLRPGNYVFRHELLAAHGASS------ANGMQNYP-------------------Q 178 

NCU07760     VEIPESIKPGNYVLRHEIIALHSAGQ------ANGAQNYP-------------------Q 173 

PaLPMO9A     VQIPADLKAGNYVLRHEIIALHGGSS------PNGAQAYP-------------------Q 175 

GtLPMO9B     VTIPSSLAPGQYIVRHEIIALHQAQT------YPGAQSYP-------------------D 177 

CvAA9A       FTLPSQLKPGKYMLRQEIVAHHESDATFDKNPKRGAQFYP-------------------S 171 

LsAA9A       VVVP-HVAPGDYLFRAEIIALHEADSLYSQNPIRGAQFYI-------------------S 166 

GtLPMO9A-2   VTIPKALAPGQYIVRHEIIALHQAET------YPGAQFYP-------------------D 177 

NcLPMO9F     VKIPSCIKSGSYLLRAEHIGLHVAQS------SGAAQFYI-------------------S 159 

TtLPMO9E     VPIPPCIKSGYYLLRAEQIGLHVAQS------VGGAQFYI-------------------S 155 

PcLPMO9D     FTIPKSLPSGQYLLRIEQIALHVASS------YGGAQFYI-------------------G 162 

MtLPMO9B     VKIPADLPSGDYLLRAEALALHTAGS------AGGAQFYM-------------------T 172 

NCU02344     VKLPSCLESGEYLLRVEHIGLHSAGS------VGGAQLYI-------------------A 162 

NcLPMO9E     VKIPSDIPAGDYLLRAEVIALHTAAS------AGGAQLYM-------------------T 172 

HiLPMO9H     FTIPSGIAPGQYLLRAEVIALHVASS------VGGAQFYM-------------------S 167 

MtLPMO9C     IKIPECIAPGQYLLRAEMLALHGASN------YPGAQFYM-------------------E 169 

NcLPMO9C     FDMPTCIAPGQYLMRAELIALHNAGS------QAGAQFYI-------------------G 168 

NcLPMO9A     IDIPACIPSGQYLLRAEMIALHAASS------TAGAQLYM-------------------E 166 

HiLPMO9I     FTIPSCIEAGQYLLRAEIIALHGASS------YPGAQFYM-------------------E 173 

NcLPMO9D     IKIPECIAPGQYLLRAEMIALHAASN------YPGAQFYM-------------------E 170 

PsLPMOB      IPIPSCLEDGQYLLRAEMITLHAASS------TAGAQLYM-------------------E 166 

MtLPMO9J     FNLPQCIADGNYLLRVEVLALHSAYS------QGQAQFYQ-------------------S 170 

GtLPMO9C     FTIPSCIQPGAYLLRHEIIAVHKAET------YPGAQFYLRTLLTIFVFEVETAATPQME 189 

               :*     * *:.* * :  * .            * *                      

 

AfAA9_B      CFNIQITGGGS-AQGSGT---AGTSLYKNTDPGIKFDIYSDL------SGGYPIPGPALF 227 

HjLPMO9A     CFNIAVSGSGS-LQPSGV---LGTDLYHATDPGVLINIYTSP------L-NYIIPGPTVV 225 

NcLPMO9M     CHQLQVTGSGTK-TPSS-GLVSFPGAYKSTDPGVTYDAYQA--------ATYTIPGPAVF 223 

TaLPMO9A     CINLQVTGGGS-DNPAGT---LGTALYHDTDPGILINIYQKL------S-SYIIPGPPLY 226 

HjLPMO9B     CVNIAVTGSGTKALPAGT---PATQLYKPTDPGILFNPYTTI------T-SYTIPGPALW 228 

NCU07760     CFNLKVEGSGS-TVPAGV---AGTELYKATDAGILFDIYKND------I-SYPVPGPSLI 222 

PaLPMO9A     CLNLRIVGNGN-NSPAGV---AGTSLYRANDAGILFNPYVAS------P-NYPVPGPALI 224 

GtLPMO9B     CFQIRVTGSGNK-TPSGSYLVSFPGAYTATTPGIAFNVYTN-------FTSYPIPGPAVW 229 

CvAA9A       CVQVDVKGVGGD--AVPDQAFDFNKGYKYSDPGIAFDMYTDF-------DSYPIPGPPVW 222 

LsAA9A       CAQITINSSDDS--TPLPAGVPFPGAYTDSTPGIQFNIYTTP------ATSYVAPPPSVW 218 

GtLPMO9A-2   CFQVQVTGPGTE-TPTSQALVSFPGGYTPTTPGITFNVYSGS------ITSYPIPGPPVW 230 

NcLPMO9F     CAQLSITGGGST-EPGANYKVSFPGAYKASDPGILININYPV------PTSYKNPGPSVF 212 

TtLPMO9E     CAQLSVTGGGST-EPP--NKVAFPGAYSATDPGILINIYYPV------PTSYQNPGPAVF 206 

PcLPMO9D     CAQLNVENGGNG-TPG--PLVSIPGVYTGYEPGILINIYNLP----KNFTGYPAPGPAVW 215 

MtLPMO9B     CYQLTVTGSGS----ASPPTVSFPGAYKATDPGILVNIHAP-------LSGYTVPGPAVY 221 

NCU02344     CAQLNVTGGTGT-INTSGKLVSFPGAYKATDPGLLFNLYYPA------PTSYTNPGPAVA 215 

NcLPMO9E     CYQISVTGGGS----ATPATVSFPGAYKSSDPGILVDIHSA-------MSTYVAPGPAVY 221 

HiLPMO9H     CFQLNVGGSGT----AQPSAVKIPGAYGASDPGILINIYQS-------LTAYTIPGPTPY 216 

MtLPMO9C     CAQLNIVGGTGS---KTPSTVSFPGAYKGTDPGVKINIYW-PP-----VTSYQIPGPGVF 220 

NcLPMO9C     CAQINVTGGGS---ASPSNTVSFPGAYSASDPGILINIYGGSGKTDNGGKPYQIPGPALF 225 

NcLPMO9A     CAQINIVGGTGG-TALPSTTYSIPGIYKATDPGLLVNIYSMSP-----SSTYTIPGPAKF 220 

HiLPMO9I     CAQLQITGGGS---TSPA-TVSFPGAYSGTDPGIKINIYQ--T-----LPSYTVPGPAVF 222 

NcLPMO9D     CAQLNVVGGTGA---KTPSTVSFPGAYSGSDPGVKISIYW-PP-----VTAYTVPGPSVF 221 

PsLPMOB      CAQINVSGGTA---TVSPTTYSIPGIYAADDPGLLINIYSMTS-----SSTYTIPGPDVF 218 

MtLPMO9J     CAQINVSGGGS---FTPASTVSFPGAYSASDPGILINIYGATGQPDNNGQPYTAPGPAPI 227 

GtLPMO9C     CAQLNITGPGS---VVPSPTATFPGAYGSTDPGITVDIER--------LINYTVPGMPAE 238 

             * :: : .                  *     *:  .              *  *      

 

Figura Suplementar 3. Alinhamento múltiplo da AfAA9_B com importantes AA9s reportadas na 

literatura. Os resíduos conservados que formam a braçadeira de histidina foram destacados, sendo as 2 

histidinas marcadas em azul, e a tirosina marcada em verde. Sequências coloridas de aminoácidos 

representam 2 motivos conservados encontrados nas LPMOs, sendo em azul o motivo [HxnGP], e em 

vermelho o motivo [QxYxxC]. Legenda: (*) – resíduos fortemente conservados; (:) – resíduos pertencentes 

a um mesmo grupo; (.) – resíduos com poucas características estruturais semelhantes. 
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Figura Suplementar 4. Esquema simplificado da reação ocorrida entre a LPMO e o substrato 2,6 DMP na 

presença de H2O2. Fonte: Breslmayr et al., (2018) (figura adaptada). A Reação se inicia com a oxidação da 

molécula 2,6-DMP para reduzir o Cu(II) para Cu(I) a custo de uma molécula de H2O2. A partir de dois 

radicais 2,6-DMP gerados, ocorre uma rápida dimerização e formação de uma hidrocoerulignona que é 

oxidada novamente pela LPMO dando origem a coerulignona, que de fato é a espécie cromogênica que 

apresenta absortividade molar em 469 nm = 53200 M-1 cm-1. 
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Figura Suplementar 5. Espectros obtidos via CD da AfAA9_B na faixa de 190 a 250 nm sob o intervalo de 50 °C a 60°C 

após 48h (a) e 72h (b) de incubação. Os respectivos valores de Tm foram determinados pela derivada primeira dos gráficos 

de elipticidades registradas a 222 nm X temperatura (c,d). 
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Tabela Suplementar 1. Identidade das LPMOs alinhadas com a AfAA9_B. 

LPMO Referência 

Identidade (%) 

com a 

AfAA9_B 

HjLPMO9A (HANSSON et al., 2017) 55,51 

NcLPMO9M (LI et al., 2012) 40,74 

TaLPMO9A (QUINLAN et al., 2011) 71,49 

HjLPMO9B (KARKEHABADI et al., 2008) 44,89 

NCU07760 (VU et al., 2014a) 54,02 

PaLPMO9A (BENNATI-GRANIER et al., 2015) 50,67 

GtLPMO9B (HEGNAR et al., 2018) 42,20 

CvAA9A (SIMMONS et al., 2017) 32,99 

LsAA9A (SIMMONS et al., 2017) 31,44 

GtLPMO9A-2 (KOJIMA et al., 2016) 40,64 

NcLPMO9F (TAN et al., 2015) 27,50 

TtLPMO9E (WESTERENG et al., 2015) 27,84 

PcLPMO9D (WU et al., 2013) 29,00 

MtLPMO9B (FROMMHAGEN et al., 2016) 30,30 

NCU02344 (MOSES; HATHERLEY; TASTAN BISHOP, 2016) 30,69 

NcLPMO9E (PHILLIPS et al., 2011) 30,30 

HiLPMO9H (LIU et al., 2017) 30,46 

MtLPMO9C (FROMMHAGEN et al., 2016) 32,99 

NcLPMO9C (BORISOVA et al., 2015) 38,38 

NcLPMO9A (PETROVIĆ et al., 2019) 34,50 

HiLPMO9I (LIU et al., 2017) 37,69 

NcLPMO9D (LI et al., 2012) 31,82 

PsLPMOB (PATEL et al., 2016) 31,16 

MtLPMO9J (KADOWAKI et al., 2018) 32,00 

GtLPMO9C (KOJIMA et al., 2016) 34,85 

 

 

Tabela Suplementar 2: Comparação do conteúdo percentual de estruturas secundárias da AfAA9_B 

estimado através de diferentes métodos. 

AfAA9_B 
BeStSel 

(CD) 

PDB: 

5X6A 
Phyre2 

Kabsch & 

Sander 

α-hélices (%) 8,3 12,7 1,0 10,9 

Folhas-β (%) 31,4 31,4 40,0 29,3 

Alças (%) 11,9 - - - 

Outras/desordenadas (%) 48,4 55,9 59,0 59,8 
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Tabela Suplementar 3: Conteúdo percentual de estruturas secundárias determinadas para apo-AfAA9_B 

e holo-AfAA9_B. 

AfAA9_B 

25°C 

 Folhas-β   

α-hélices 

(%) 

Antiparalelas 

(%) 

Paralelas 

(%) 

Alças 

(%) 

Outras/ 

desordenadas 

(%) 

      

Apo-forma 10,2 26,5 13,8 8,8 40,7 

Holo-forma 10,4 29,3 12,4 8,7 39,1 

 

Tabela Suplementar 4: Estruturas secundárias determinadas para o intervalo de 25-70 °C após 24 horas. 

T 

(°C) 

24h 

 Folhas-β   

α-hélices 

(%) 

Antiparalelas 

(%) 

Paralelas 

(%) 

Alças 

(%) 

Outras/ 

desordenadas 

(%) 

25 10,9 22,5 14,2 9,4 43,0 

50 10,2 23,7 13,2 8,5 44,3 

52 9,1 26,7 10,6 9,8 43,8 

54 9,5 25,8 9,7 9,4 45,6 

56 7,0 29,6 7,4 9,8 46,2 

58 7,9 30,0 2,7 12,1 47,3 

60 4,5 29,9 2,8 11,7 51,0 

70 2,9 27,6 0,1 14,1 55,3 

 

Tabela Suplementar 5: Estruturas secundárias determinadas para o intervalo de 50-60 °C após 48 horas. 

T 

(°C) 

48h 

 Folhas-β   

α-hélices 

(%) 

Antiparalelas 

(%) 

Paralelas 

(%) 

Alças 

(%) 

Outras/ 

desordenadas 

(%) 

50 8,6 27,6 9,3 10,6 43,9 

52 8,2 23,0 9,6 12,6 46,6 

54 8,3 24,4 6,2 11,8 49,3 

56 7,8 22,5 4,2 14,2 49,8 

58 6,9 24,4 4,4 14,1 50,1 

60 3,7 30,0 0,4 13,6 52,3 

 

Tabela Suplementar 6: Estruturas secundárias determinadas para o intervalo de 50-60 °C após 72 horas. 

T 

(°C) 

72h 

 Folhas-β   

α-hélices 

(%) 

Antiparalelas 

(%) 

Paralelas 

(%) 

Alças 

(%) 

Outras/ 

desordenadas 

(%) 

50 13,1 25,5 10,6 9,1 41,7 

52 11,7 24,6 7,8 12,0 43,9 

54 10,7 26,9 5,8 12,2 44,4 

56 9,2 25,2 3,5 11,6 50,5 

58 7,8 28,3 2,1 11,7 50,1 

60 5,4 28,9 0,0 14,7 51,0 
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8. Apêndice 

 

➔ Eletroforese para amostras proteicas: 

 

 

            Gel de empacotamento 5% 

 

Acrilamida/bis-acrilamida 37,5/1 (Bio-Rad) .......................       325 µL 

Tris-HCl 1,0 M pH 6,8 ........................................................       250 µL 

SDS 10% (m/v) ....................................................................         20 µL 

Persulfato de amônio 10% (m/v) .........................................         20 µL 

TEMED (Bio-Rad) ..............................................................        2,5 µL 

H2O deionizada q.s.p. ........................................................  2000,0 µL 

 

 

            Gel de corrida 10% 

 

Acrilamida/bis-acrilamida 37,5/1 (Bio-Rad) .......................     1675 µL 

Tris-HCl 1,5 M pH 8,8 ........................................................     1025 µL 

SDS 10% (m/v) ....................................................................         50 µL 

Persulfato de amônio 10% (m/v) .........................................         50 µL 

TEMED (Bio-Rad) ..............................................................        2,5 µL 

H2O deionizada q.s.p. ........................................................  5000,0 µL 

 

 

 

- Primeiro, com auxílio de placas de vidro apropriadas e suporte, foi polimerizado 

o gel de corrida e em seguida a camada de gel de empilhamento logo acima 
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Tampão de amostra 5X 

 

β-mercaptoetanol .................................................................  2% (v/v) 

Tris-HCl pH 6,8 ...................................................................  62,5 mM 

Glicerol ................................................................................  10% (v/v) 

SDS ......................................................................................  2% (m/v) 

Azul de bromofenol .............................................................  0,1% (m/v) 

- Diluir em água 

 

 

Tampão de corrida Tris-Glicina pH 8,3 

 

Tris-HCl pH 8,3 ...................................................................  25 mM 

SDS ......................................................................................  0,1% (m/v) 

Glicina .................................................................................  250 mM 

- Diluir em água 

 

Solução corante de Coomassie Brillant Blue G 

 

H3PO4 ..................................................................................  10% (m/v) 

(NH4)2SO4 ............................................................................  10% (m/v) 

Coomassie coloidal (G-250 – Sigma) ..................................  0,12% (m/v) 

Metanol ................................................................................  20% (v/v) 

- Diluir em água 

 

- O preparo (em solução aquosa) seguiu a mesma ordem listada acima. Após a 

dissolução do ácido fosfórico e do sulfato de amônio, adicionou-se coomassie e utilizou-

se aquecimento suave para a sua dissolução. Ao final adicionou-se o metanol. 
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➔ Eletroforese para DNA: 

 

 

Tampão de corrida TAE 1X concentrado (eletroforese de DNA) 

 

EDTA ..................................................................................  10 mM 

Tris-acetato pH 8,0 ..............................................................  40 mM 

- Diluir em água 

 

Loading Buffer 6X: 

 

Azul de bromofenol .............................................................  0,25% (m/v) 

Xileno cianol .......................................................................  0,25% (m/v) 

Glicerol ................................................................................  30% (v/v) 

- Diluir em água e distribuir volume total em tubos para armazenar a -20 °C. 

 

 

➔ Dosagem Proteínas: 

 

Reagente de Greenberg: 

 

EtOH (96%) .........................................................................  8,0% (v/v) 

Ácido acético .......................................................................       1,2% (v/v) 

Triton X-100 ........................................................................  2,0% (v/v) 

Azul de bromofenol .............................................................  0,03% (m/v) 

- Diluir em água 
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Dosagem de proteínas com o reagente de Greenberg: 

 

As dosagens foram realizadas em microplaca contendo alíquotas de 20 µL das 

amostras proteicas. Adicionou-se 180 µL do reagente de Greenberg às mesmas e após 5 

minutos de incubação em temperatura ambiente as leituras de absorbância foram lidas em 

610 nm. As determinações foram realizadas em triplicata e a curva padrão foi construída 

com BSA (0,1 mg/mL até 2,0 mg/mL). 

 

➔ Metodologia DNS: 

 

Preparo do reagente (em duas etapas) para 500 mL: 

 

Solução A 

 

DNS .....................................................................................  5 g 

NaOH ...................................................................................  8 g 

H2O deionizada q.s.p. ........................................................  100 mL 

 

 

 

Solução B 

 

KNaC4H4O6 . 4 H2O ...........................................................  150 g 

H2O deionizada q.s.p. ........................................................  250 mL 

 

- A Solução A deve ser lentamente misturada com a Solução B sob aquecimento 

de 100 °C e agitação intensa. Acertar volume para 500 mL e proteger o reagente da luz. 
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Dosagem de açúcares pelo método DNS: 

 

Após o término da incubação das reações mantidas sob 50 °C, 1000 rpm por até 

48 horas, os tubos de foram centrifugados a 10.0000 g por 5 minutos para baixar resíduos 

sólidos e coletar volume retido nas paredes e tampa. Na sequência, 100 µL das reações 

foram coletados e transferidos para microplaca de PCR, onde receberam adição de igual 

volume do reagente DNS. 

As amostras foram aquecidas por 5 minutos a 98 °C, centrifugadas novamente 

(mesmas condições) e os volumes resultantes de 200 µL foram transferidos para 

microplaca de fundo chato para determinação dos açúcares redutores via leitura de 

absorbâncias utilizando-se λ = 540 nm. Todas as reações foram realizadas em triplicata e 

utilizou-se glicose (0,25 mg/mL até 5,0 mg/mL) para o preparo de curva padrão. 
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Abstract: Cellulose is the most abundant polysaccharide in lignocellulosic biomass, where it is
interlinked with lignin and hemicellulose. Bioethanol can be produced from biomass. Since breaking
down biomass is difficult, cellulose-active enzymes secreted by filamentous fungi play an important
role in degrading recalcitrant lignocellulosic biomass. We characterized a cellobiohydrolase (Af Cel6A)
and lytic polysaccharide monooxygenase LPMO (Af AA9_B) from Aspergillus fumigatus after they were
expressed in Pichia pastoris and purified. The biochemical parameters suggested that the enzymes
were stable; the optimal temperature was ~60 ◦C. Further characterization revealed high turnover
numbers (kcat of 147.9 s−1 and 0.64 s−1, respectively). Surprisingly, when combined, Af Cel6A and
Af AA9_B did not act synergistically. Af Cel6A and Af AA9_B association inhibited Af Cel6A activity,
an outcome that needs to be further investigated. However, Af Cel6A or Af AA9_B addition boosted
the enzymatic saccharification activity of a cellulase cocktail and the activity of cellulase Af -EGL7.
Enzymatic cocktail supplementation with Af Cel6A or Af AA9_B boosted the yield of fermentable
sugars from complex substrates, especially sugarcane exploded bagasse, by up to 95%. The synergism
between the cellulase cocktail and Af AA9_B was enzyme- and substrate-specific, which suggests
a specific enzymatic cocktail for each biomass by up to 95%. The synergism between the cellulase
cocktail and Af AA9_B was enzyme- and substrate-specific, which suggests a specific enzymatic
cocktail for each biomass.

Keywords: GH6 cellobiohydrolase; AA9 LPMO; lignocellulose hydrolysis; bioethanol

1. Introduction

Fossil fuel depletion, increasing energy consumption, growing CO2 emissions, and cli-
mate change have increased the demand for renewable energy sources. In this scenario,
lignocellulosic residues stand out as a new generation of renewable energy sources, in-
cluding second-generation (2G) ethanol [1–5]. Lignocellulosic biomass-derived biofuels
can potentially substitute fossil fuels with the advantage that they can help to reduce the
emission of greenhouse gases and global warming [6,7]. Every year, tons of agricultural
residues, such as byproducts of sugarcane, corn, wheat, rice, and barley, are generated
worldwide and have emerged as the most promising feedstock to produce biofuels by
hydrolysis and subsequent fermentation [8].

The composition of the plant cell wall varies in terms of the percentage of cellulose
(35–50%), hemicellulose (20–30%), and lignin (20–30%). The wall lignocellulosic structure
is recalcitrant and resists chemical and biological treatments. Cellulose, a crystalline
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homopolysaccharide, is made up of thousands of D-glucose subunits linked by β-1,4-
glycosidic bonds, forming linear chains. The cellulose chains are bound through intra-
and intermolecular hydrogen bonds, creating insoluble microfibrils [9]. The recalcitrant
structure of the plant cell wall matrix makes the release of soluble sugars challenging [10].

Industrial processes that produce ethanol from cellulose require that mixtures of fun-
gal cellulases be employed, so that soluble sugars are released for further fermentation
into bioethanol [7,11]. These enzymes work synergistically to break down polysaccha-
rides and crystalline cellulose [12,13]. First, endoglucanases (EGL, EC 3.2.1.4) hydrolyze
β-1,4-glucosidic bonds in amorphous regions of the cellulose chains, to release cello-
oligosaccharides; cellobiohydrolases (CBH; EC 3.2.1.91) act on short cellulose molecules and
cello-oligosaccharides, releasing disaccharide units like cellobiose. Then, β-glucosidases
(BG; EC 3.2.1.21) cleave cellobiose into glucose for further fermentation. Together, these en-
zymes are part of an enzymatic cocktail and are used to break down lignocellulose.

In contrast to cellulases, lytic polysaccharide monooxygenases (LPMO; EC: 1.14.99.53–
56) degrade cellulose by an oxidative mechanism and enhance accessibility to cellulose,
improving the hydrolytic performance of cellulases [14–16]. LPMOs are copper-dependent
enzymes that act on crystalline cellulose and other polysaccharides in nature, to generate
oxidized and non-oxidized chain ends. In addition, LPMO is a virulence factor in fungal
meningitis [17].

The fact that LPMO boosts the activity of hydrolytic enzymes during chitin degrada-
tion was first described in 2005 [18]. The LPMO activity on cellulose and other biomasses
has also been reported [19,20]. The copper ion in the LPMO catalytic structure is coor-
dinated to three nitrogen atoms of the two conserved histidine residues in a histidine
brace, which is essential for LPMO activity [21–27]. The LPMO oxidative mechanism is not
fully understood, but analysis of reaction products has revealed that LPMO hydroxylates
carbon C1 or C4, or both. To initiate oxidative cleavage, an enzyme, such as cellobiose
dehydrogenase, or a small reductor molecule must reduce the LPMO copper center. Subse-
quently, the enzyme reacts with a co-substrate (O2 or H2O2), to form oxygen species that
can hydroxylate C1 or C4 in the glycosidic bond [28,29].

Some studies have described inhibitory results or no synergism between LPMOs and
cellulases. For example, HjLPMO9A addition to accellerase elicits no synergism until
100 h [30]. Moreover, NcLPMO9F reduces CBHI efficiency in the degradation of mixed
amorphous-crystalline cellulosic substrate (MACS) [31]. MtLPMO9L affects CBHI and
CBHII differently depending on the ratio between the enzymes, substrate characteristics,
and incubation time. These data highlight that understanding the synergistic mechanism
between LPMO and GHs is still necessary and will be helpful for the development of novel
cellulase mixtures.

Enzymes from thermophilic microorganisms offer several advantages for industrial ap-
plications. For example, Aspergillus fumigatus produces thermophilic CAZymes, which have
high cellulolytic activity and stability in a wide range of pH and at elevated temperatures,
unlike commercial fungal cellulases [32–35].

To characterize the association of cellulases (Af Cel6A and Af -EGL7) and LPMO
(Af AA9_B) from A. fumigatus, we evaluated their action on the degradation of differ-
ent biomasses on a pilot scale. Af Cel6A is a cellobiohydrolase from the glycoside hy-
drolase (GH) class, family 6; it acts exclusively on nonreducing ends of cellulosic poly-
mers. Af -EGL7 is a previously characterized endoglucanase that can potentially hydrolyze
biomass [32,36].

Here, we present the biochemical characterization of Af Cel6A and Af AA9_B after they
are expressed in Pichia pastoris. We will show that supplementation of enzymatic cocktails
can enhance the production of fermentable sugars, and that LPMOs have a critical role in
biomass hydrolysis. In addition, we evaluate the synergistic effect between Af AA9_B and
cellulases (Af Cel6A and Af -EGL7) and show different effects for the two enzymes.
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2. Results and Discussion

Enzymatic biomass hydrolysis underlies most of the cost involved in biofuel produc-
tion [37,38]. Different commercially available cellulolytic cocktails such as Novozyme,
Du-Pont-Genencor, and Dyadic are still expensive. These cocktails consist of several
enzymes that promote complete lignocellulosic biomass conversion into fermentable sug-
ars [39,40]. However, widely variable biomasses are available for biorefinery purposes; e.g.,
wheat straw, rice straw, corncob, cotton-stalk, and sugar cane bagasse, so these commercial
cocktails may not have the same efficiency for all feedstocks [41].

Developing cheaper and more effective enzymatic cocktails for hydrolysis of differ-
ent biomasses is one of the major interests of researchers devoted to biomass conversion.
Such cocktails can only be achieved by reducing the amount of enzymes that is required
for hydrolysis, by bioprospecting and characterizing new enzymes, and by developing
new enzyme mixtures [42]. Moreover, the addition of an extra enzyme increases hydrol-
ysis performance by increasing the release of fermentable sugars and reducing the time
of hydrolysis.

LPMO (Af AA9_B) and Cellobiohydrolase GH6 (Af Cel6A) from A. fumigatus and
expressed in Escherichia coli and Aspergillus oryzae, respectively, have been described [35,43].
However, to evaluate the action of the combined enzymes, we characterized and analyzed
their biochemical properties after expressing them in Pichia pastoris, and we detected
some differences.

2.1. Expression and Purification of Recombinant AfCel6A and AfAA9_B

We successfully expressed recombinant Af Cel6A and Af AA9_B in P. pastoris X-33. Af-
ter induction for 144 h, we collected, concentrated, and purified the culture supernatants on
Ni+ Sepharose 6 Fast Flow resin (Ge Healthcare, Little Chalfont, UK). SDS-PAGE revealed
that the purified recombinant Af Cel6A and Af AA9_B had apparent molecular masses of
approximately 65 and 30 kDa, respectively (Figure 1). After Endo H treatment, the molec-
ular mass of Af Cel6A remained almost the same, while Af AA9_B migrated as a band of
approximately 26 kDa. Analyses of potential N-glycosylation sites by the NetNGlyc 1.0 pro-
gram (http://www.cbs.dtu.dk/services/NetNG lyc/) suggested that a potential site was
present at position N413 in Af Cel6A and N159 in Af AA9_B, confirmed by deglycosylation
of the recombinant proteins by the enzyme Endoglycosidase H. The presence of N-glycans
at different sites in the structure of the enzyme can influence enzymatic properties, such as
secretion, folding, and stability, among others [44].
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strands). The catalytic region of the enzyme is known as histidine brace [21,24,46], which 
contains many loops and accounts for the active site topology and substrate specificity. 
Specificity is due to the presence of aromatic residues and their weak interactions with 
polysaccharides [22,47]. Figure 2a shows the crystallized structure of LPMO AfAA9_B 
(PDB: 5 × 6A), where the active site residues H1, H86, and Y175 in the histidine brace are 
highlighted. 

Due to its tunnel-shaped catalytic structure, AfCel6A acts exclusively on nonreducing 
ends of cellulosic polymers. The cellulosic polymers enter this catalytic structure through 
one of their extremities, and AfCel6A continuously cleaves the long chains into small cel-
lobiose units via anomeric inversion (Figure 2c). The enzymatic core consists of a distorted 
α/β-barrel motif. Few parallel β-strands in sandwich conformation are connected by sev-
eral loops, which are rich in α-helices [48–50]. As depicted in Figure 2c, AfCel6A contains 
N-terminal CBM1 (carbohydrate-binding module) as well as the main residues involved 
in catalysis, namely Q229, P268, V217, N265, A269 [48], D165, D211, and D390 (determined 
by the Pfam database [51]). 
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We excised the purified Af AA9_B from the gel and analyzed it on the LC-MS/MS Xevo
TQS (Waters) system at the Multi-User Laboratory of Mass Spectrometry, which confirmed
that the enzyme was LPMO (Table 1).

Table 1. Peptide sequences.

Protein Gene Peptide Sequence Precursor MZ Precursor Charge Product MZ Product Charge

AFUA_4G07850 ITSIAGLLASASLVAGHGFVSGIVADGK 871.675226 3 1049.562586 1

AFUA_4G07850 ITSIAGLLASASLVAGHGFVSGIVADGK 871.675226 3 992.541122 1

AFUA_4G07850 ITSIAGLLASASLVAGHGFVSGIVADGK 871.675226 3 845.472708 1

AFUA_4G07850 ITSIAGLLASASLVAGHGFVSGIVADGK 871.675226 3 746.404294 1

AFUA_4G07850 ITSIAGLLASASLVAGHGFVSGIVADGK 871.675226 3 659.372266 1

AFUA_4G07850 ITSIAGLLASASLVAGHGFVSGIVADGK 871.675226 3 602.350802 1

AFUA_4G07850 NTDPGIK 372.912411 2 630.345717 1

AFUA_4G07850 NTDPGIK 372.912411 2 529.298038 1

AFUA_4G07850 NTDPGIK 372.912411 2 414.271095 1

AFUA_4G07850 NTDPGIK 372.912411 2 317.218332 1

2.2. Structural Analysis and Predictions by Circular Dichroism (CD)

LPMOs comprise a group of redox enzymes that belong to the auxiliary activity (AA)
class (families 9–16, except 12) [45] and which bear a β-sandwich core (presence of 8–10
β-strands). The catalytic region of the enzyme is known as histidine brace [21,24,46],
which contains many loops and accounts for the active site topology and substrate speci-
ficity. Specificity is due to the presence of aromatic residues and their weak interactions
with polysaccharides [22,47]. Figure 2a shows the crystallized structure of LPMO Af AA9_B
(PDB: 5 × 6A), where the active site residues H1, H86, and Y175 in the histidine brace
are highlighted.

Due to its tunnel-shaped catalytic structure, Af Cel6A acts exclusively on nonreducing
ends of cellulosic polymers. The cellulosic polymers enter this catalytic structure through
one of their extremities, and Af Cel6A continuously cleaves the long chains into small
cellobiose units via anomeric inversion (Figure 2c). The enzymatic core consists of a
distorted α/β-barrel motif. Few parallel β-strands in sandwich conformation are connected
by several loops, which are rich in α-helices [48–50]. As depicted in Figure 2c, Af Cel6A
contains N-terminal CBM1 (carbohydrate-binding module) as well as the main residues
involved in catalysis, namely Q229, P268, V217, N265, A269 [48], D165, D211, and D390
(determined by the Pfam database [51]).

Since the 1980s, thousands of three-dimensional protein structures have been resolved
and deposited in the Protein Data Bank (PDB), allowing more detailed insights into the
structure and function of proteins, including protein complexes [52]. However, performing
structural studies under the conditions in which proteins actually operate (i.e., generally
in solution), as well as under other conditions, is crucial, and providing measures of
the rates of structural changes in proteins, which are often essential to their biological
function [52], is vital. Circular dichroism (CD) has become increasingly recognized as
a valuable structural technique for addressing these issues [52]. In this sense, the first
important information to be obtained is whether the structure of the expressed proteins
in solution corresponds to crystal or modeled structures. To this end, we obtained the
secondary structure content on the basis of on circular dichroism spectra, from which
we predicted the secondary structures of the enzymes by using BESTSEL [53]. This anal-
ysis showed substantial structural similarity between the enzymes and their templates
from PDB:5X6A resolved by Q. Shen (unpublished) (for Af AA9_B) [54] and Phyre2 web
server [55] (for Af Cel6A), as displayed in Figure 2 and Supplementary Table S1.
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Figure 2. Ribbon representation of the enzymes AfAA9_B (a) and AfCel6A (c) and their main con-
served residues and structures. Active site residues are represented in yellow, and disulfide bonds 
are represented in orange. AfAA9_B loops are represented by LC (C-terminus), LS (short), L3, and 
L2. CBM1 residues are indicated by a brace in AfCel6A. Circular dichroism spectra obtained from 
190 to 250 nm (UV-distant) for AfAA9_B with Cu(II) (b) and AfCel6A (d) at 25 °C. Both enzymes 
were in 20 mM sodium phosphate buffer (pH = 7.4), and the spectra were read by using a quartz 
cuvette with an optical path of 0.1 cm. The mean spectra for each sample were normalized by sub-
tracting the buffer spectrum. 
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characterized cellobiohydrolases, shown in Table 2, were also active at these 
temperatures. We studied the AfCel6A thermal stability after preincubating it at 50, 60, 70, 
80, or 90 °C for different times (Figure 3b). The enzyme was stable after 30 min and 
retained 57.5%, 42.0%, 40.4%, and 26.9% of the initial activity at 60, 70, 80, and 90 °C, 
respectively. AfCel6A maintained about 30% of the initial activity at 60–80 °C. However, 
the enzyme was completely inactivated after 5 h at 60–80 °C. AfCel6A was stable at 50 °C. 
It lost only 30% of its original activity after 24 h and retained 64.2% and 47.7% of its initial 
activity after 48 and 72 h, respectively (Figure 3c). These results showed that AfCel6A was 
stable at high temperatures, especially at 50 °C. In another study, after expression in A. 
oryzae, AfCel6A was stable at 60 °C, but it completely lost its activity at 70 °C [35]. There-
fore, AfCel6A was more stable after expression in P. pastoris than in A. oryzae. 

Figure 2. Ribbon representation of the enzymes Af AA9_B (a) and Af Cel6A (c) and their main conserved residues and
structures. Active site residues are represented in yellow, and disulfide bonds are represented in orange. Af AA9_B loops
are represented by LC (C-terminus), LS (short), L3, and L2. CBM1 residues are indicated by a brace in Af Cel6A. Circular
dichroism spectra obtained from 190 to 250 nm (UV-distant) for Af AA9_B with Cu(II) (b) and Af Cel6A (d) at 25 ◦C.
Both enzymes were in 20 mM sodium phosphate buffer (pH = 7.4), and the spectra were read by using a quartz cuvette with
an optical path of 0.1 cm. The mean spectra for each sample were normalized by subtracting the buffer spectrum.

The CD spectrum of Af AA9_B and its predicted secondary structures (Figure 2b)
demonstrated that the enzyme consisted of 8.3% α-helices and 31.4% β-strands. These val-
ues reinforced that LPMOs present a large number of β-strands in their cores, reflected by
the well-defined negative peak at 218 nm, the small peak at 190 nm, and the approximated
single band profile. Small negative peaks around 208 nm also evidenced the small number
of helices [56]. Compared to the expected values based on the PDB: 5X6A structure, the per-
centage of β-strands was exactly the same, while the percentage of α-helices was −4.3%.
TaLPMO9A (PDB: 2YET) [26], an LPMO from Thermoascus aurantiacus, has been reported
to share 71% identity with Af AA9_B and to present similar proportions of α-helices and
β-strands: 30.8% and 15.0%, respectively.

Af Cel6A presented 27.0% α-helix and 7.7% β-strands, as estimated by BeStSel
(Figure 2d). The accentuated peak at 190 nm and the two negative peaks near 208 nm
and 222 nm indicated a large number of α-helices. The absence of a negative peak at
approximately 218 nm and a single band profile are typical of proteins with low content
of β-strands [56]. On the basis of the proportions of α-helices and β-strands estimated by
Phyre2 [55] and the Kabsch and Sander method [57] for the modeled structure (Figure 2c),
the differences were −4.3% and −1.0%, and −1.0% and −2.3%, respectively. The enzyme
Cel6A from Trichoderma reesei (PDB:1QJW), which shares 69% identity, presents a similar
proportion of 35.8% α-helices and 8.7% β-strands [58]. Furthermore, a cellobiohydrolase
from a different A. fumigatus strain that shares 99% identity with Af Cel6A consists of 26.0%
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α-helix and 15.4% β-strands, confirming that the prediction based on the CD spectrum is
remarkably close.

Therefore, CD analysis of both enzymes obtained herein evidenced that their sec-
ondary structure profiles resembled the profiles described in the literature. This indicated
that both enzymes were correctly folded during heterologous expression, and that their
structures were maintained after they were purified.

Confirming that the structure of wild enzymes in solution corresponds to the structure
obtained by crystallography or modeling allows enzymes to be efficiently improved by
protein engineering. To increase the catalytic efficiency of cocktails, alterations modeled on
the protein structure can be accompanied by spectroscopic studies in solution, allowing
improved activity to be directly associated with conformational changes in the structure of
the enzyme.

2.3. Enzymatic Properties of AfCel6A and AfAA9_B

We used CM-Cellulose and 2,6-DMP as substrates to determine the enzymatic proper-
ties of Af Cel6A and the activity of Af AA9_B, respectively.

The optimal temperature for AfCel6A activity was 55–60 ◦C, and the enzyme retained
over 54% of the maximum activity between 40 and 65 ◦C. At 70, 75, and 80 ◦C, AfCel6A
maintained 43.5%, 30%, and 26% of the maximum activity, respectively (Figure 3a). Most char-
acterized cellobiohydrolases, shown in Table 2, were also active at these temperatures.
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Table 2. Comparison among catalytic and biochemical properties of GH6 cellobiohydrolases.

Source Organism Enzyme Name Expression System Substrate Vmax KM kcat kcat /KM Optimal T Optimal pH Thermal Stability pH Stability Ref.

Aspergillus fumigatus Af293 Af Cel6A Pichia pastoris CMC-Na 195.2 ± 4.65 U mg−1 7.44 ± 0.51 g/L 147.9 s−1 19.9 mL mg−1 s−1 55–60 ◦C pH 5.5–6.5

>70% after 24 h at 50 ◦C;
about 40% after 90 min at
60–80 ◦C; more than 25%

after 30 min at 90 ◦C

More than 70% at pH
3.0–10.0 after 72 h This study

Aspergillus fumigatus Af Cel6A Aspergillus oryzae Avicel PH101 - 48.6 ± 14.8 g L−1 0.9 ± 0.1 s−1 - 70 ◦C - No loss at 60 ◦C after 1 h - [35]

Aspergillus terreus AtCel6A Aspergillus oryzae Avicel PH101 - - - - 50 ◦C - >90% after 1 h at 50 ◦C - [35]

Talaromyces funiculosus Tf Cel6A Aspergillus oryzae Avicel PH101 - 21.6 ± 3.2 g L−1 0.5 ± 0.02 s−1 - 60 ◦C - No loss at 50 ◦C after 1 h - [35]

Colletotrichum graminicola
CgCel6A

Aspergillus oryzae Avicel PH101
- - - - 40 ◦ C - >90% after 1 h at 40 ◦C -

[35]
CgCel6B 89.0 ± 13.2 g L−1 1.8 ± 0.2 s−1 50 ◦C >90% after 1 h at 50 ◦C

Trichoderma reesei

TrCel6A Aspergillus oryzae Avicel PH101 - 24.3 ± 4.0 g L−1 0.6 ± 0.04 s−1 - 70 ◦C - No loss at 50 ◦C after 1 h - [35]

Cel6A1 Pichia pastoris CMC-Na 10.7 mmol min−1 mg−1 0.31 mg mL−1 - - 60 ◦C pH 5.5 90% after 30 min at 60 ◦C - [59]

Cel6A2 Pichia pastoris PASC - - - - 55 ◦C pH 5.5–6.0 100% at 40 ◦C and 50% at
60 ◦C, after 30 min

No loss at pH 5.0–6.0;
rapid inactivation at more

alkaline pH; and some
instability at more acidic

pH after 30 min

[60]

CBHII - PASC 10 U mg−1 3.8 mg mL−1 - - 60 ◦C pH 5.0 80% after 30 min at 60 ◦C Stable at pH 3.5–6.0 after
30 min [61]

Magnaporthe oryzae Ina72 MoCel6A Magnaporthe oryzae
Cellotetraose 454.5 µg min−1 mg−1 24.3 mM - -

40 ◦C pH 9.0
- -

[62]
Cellopentaose 63.3 µg min−1 mg−1 3.3 mM

Schizophyllum commune KMJ820 CBH II Escherichia coli pNPC 20.8 U mg−1 1.4 mM - - 50 ◦C pH 5.0 - - [63]

Penicillium occitanis Pol 6 CBH II - pNPC - 5 mM - - 65 ◦C pH 4.0–5.0

Almost 100% at 30–50 ◦C;
50% at 60 ◦C; and complete

inactivation at 70 ◦C,
after 30 min

Stable at pH 2.0–9.0 after
24 h [64]

Talaromyces emersonii CBH II - CNPG3 9.1 U mg−1 4.5 mM 8.9 s−1 1.9 mM−1 s−1 68 ◦C pH 3.8
t1/2 = 38 min at 80 ◦C

(pH 5.0)
t1/2 = 38 min at pH 5.0

(80 ◦C)
[65]

Trichoderma viride CICC13038 CBH II Saccharomyces
cerevisiae CMC-Na - - - - 70 ◦C pH 5.0 - - [66]

Neocallimastix patriciarum J11 J11 CelA Escherichia coli Barley
β-glucan - - - - 50 ◦C pH 6.0

More than 70% at up to 50
◦C and approximately 50%

at 70 ◦C, after 1 h

More than 80% at pH
5.2–11.3; and approximately
70% at pH 3.0, 4.2, and 12.3,

after 1 h

[67]

Irpex lacteus MC-2 Ex-4 Pichia pastoris PASC - - - - 50 ◦C pH 5.0 More than 80% at 60 ◦C
(pH 3.0–8.0) after 1 h

More than 80% at pH
3.0–8.0 (60 ◦C) after 1 h [68]

Chaetomium thermophilum HSAUP072651 CBH II Pichia pastoris pNPC - - - - 50 ◦C pH 4.0

No loss at 50 ◦C;
approximately 20% at
60 ◦C; and complete

inactivation at 80 ◦C, after 1 h

- [69]
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The optimal temperature for Af AA9_B activity was 60 ◦C (data not shown). Af AA9_B
was stable at 50 and 60 ◦C and retained over 75% and 20% of its initial activity, respectively
(Figure 3d). Like Af AA9_B, other LPMOs were stable at 50 and 60 ◦C; e.g., PMO9D_SCYTH,
PMO9D_MALCI, MtLPMO9D, MtLPMO9J, and MtLPMO9A (Table 3).

Figure 4 illustrates how pH influenced Af Cel6A and Af AA9_B. The highest Af Cel6A
activity emerged at pH 5.5–6.0, but it was active in a narrow pH range (pH 4.0–7.5) and
retained >50% of maximum activity therein (Figure 4a).
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Many cellobiohydrolases seem to belong to the class of acidic enzymes, with optimal
pH ranging from 3.9 to 6.0; for example, CBH II from Talaromyces emersonii (pH 3.8), Cel6D
(pH 3.9), CBH II from Chaetomium thermophilum (pH 4.0), CBH II from Penicillium occitanis
(pH 3.0–5.0), CBH II from Trichoderma viride (pH 5.0), J11 CelA (pH 6.0), and EX4 (pH 5.0).
Only one GH6 has been classified as active at pH 9.0: MoCel6A from Magnaporthe oryzae
(Table 2).

We also investigated Af Cel6A pH stability (Figure 4b). Notably, Af Cel6A was stable
at pH ranging between 3 and 10 and retained over 70% of its original activity after 72 h.
Compared to other GH6 cellobiohydrolases, Af Cel6A was more stable over a wide pH
range, whereas others had narrower range of pH stability—CBH II from Talaromyces
emersonii (38 min at pH 5.0), Cel6D (over 60% activity at pH 4.0–6.0 and 47 ◦C and complete
inactivation at pH 4.0 and 55 ◦C), CBH II from Penicillium occitanis (24 h at pH 2.0–9.0),
J11 CelA (1 h), and EX4 (over 80% activity at pH 3.0–8.0 at 60 ◦C for 1 h).

Af AA9_B showed the highest activity at pH 9.0. At pH 10.0, it retained >74.0% of its
activity (Figure 4c). The optimal Af AA9_B pH was pH 9.0, but this enzyme was stable at
pH ranging between 5.0 and 10.0 and maintained 100% of the original activity after 72 h
(Figure 4d). Compared to PMO9D_SCYTH (pH 7.0) and PMO9D_MALCI (pH 9.0), AfAA9_B
was more stable, whereas the former LPMOs were stable at a specific pH (Table 3).

gerol
Typewriter
98

gerol
Rectangle



Int. J. Mol. Sci. 2021, 22, 276 9 of 23

Table 3. Comparison among catalytic and biochemical properties of LPMOs.

Source Organism Protein Name Expression System Substrate Co-Substrate Vmax KM kcat kcat /KM Optimal T Optimal pH Thermostability pH Stability Ref.

Aspergillus fumigatus Af293 Af AA9_B Pichia pastoris X33

2,6-DMP

§
a H2O2

78.52 ± 3.33 U g−1 2.04 ± 0.24 µM 0.034 s−1 0.017 µM−1 s−1 -

***
9

- -

This study

§
b H2O2

1481 ± 72.19 U g−1 0.79 ± 0.12 µM 0.64 s−1 0.81 µM−1 s−1 -
60 ◦C: 50 % after 48 h
50 ◦C: almost 100% of

activity after 48 h

No loss of activity at
pH 5.0–10.0

§
2,6-DMP

a H2O2 49.26 ± 4.48 U g−1 106.3 ± 27.9 µM 0.021 s−1 1,98 × 10−4 µM−1 s−1 - - - -

b H2O2 972.5 ± 28.31 U g−1 12.15 ± 1.76 µM 0.42 s−1 0.035 µM−1 s−1 - - - -

Scytalidium thermophilum PMO9D_SCYTH

Pichia pastoris X33

Avicel

§
H2O2

0.36 U mg−1 4.54 mg mL−1 2.99 × 10−2 min−1 6.58 × 10−3 mg−1 mL min−1 - - - -

[70]

CMC 14.96 U mg−1 10.6 mg mL−1 1.61 min−1 1.52 × 10−1 mg−1 mL min−1 60 ◦C 7
60 ◦C (t1/2 = 60.58 h,

pH 7.0)
Above 90% after 48 h

at pH 7.0

2,6-DMP 0.13 U mg−1 0.51 mM 1.84 × 10−1 min−1 3.57 × 10−1 mM−1 min−1 - - -

Malbranchea cinnamomea PMO9D_MALCI

Avicel 0.17 U mg−1 5.87 mg mL−1 1.05 × 10−2 min−1 1.79 × 10−3 mg−1 mL min−1 - - -

CMC 9.59 U mg−1 29.27 mg mL−1 0.76 min−1 2.62 × 10−2 mg−1 mL min−1 50 ◦C 9
50 ◦C (t1/2 = 144 h,

pH 7.0)
Above 80% after 72 h

at pH 9.0

2,6-DMP 0.12 U mg−1 1.17 mM 1.21 min−1 1.03 × 10−1 mM−1 min−1 - - -

Thielavia terrestris TtLPMO9E - PWS §
O2

- 49.80 g L−1 3.8 min−1 * 1.85 × 103 M−1 min−1 - - - - [71]

Myceliophthora thermophila MtPMO9E Neurospora crassa

cellohexaose §
O2

- 32 µM 10.1 min−1 0.30 µM−1 min−1 - - - -

[72,73]
§

cellohexaose
O2 - 230 µM 17 min−1 7.4 × 10−2 µM−1 min−1 - - - -

H2O2 - 53 µM # 15.9 s−1 3.0 × 105 M−1 s−1 - - - -

Serratia marcescens CBP21
Escherichia coli
BL21(DE3) Star

CNW §
H2O2

1.11 µM s−1 0.58 mg mL−1 6.7 s−1 ∼=106 M−1 s−1 - - - -

[74]
§

CNW H2O2 - 2.8 µM - - - - - -

Lentinus similis Ls(AA9)A Aspergillus oryzae
MT3568 cellotetraose §

O2
- 43 µM 0.11 s−1 2.6 × 103 M−1 s−1 - - - - [75]

Aspergillus fumigatus NITDGPKA3 **
CAF32158.1 Pichia pastoris X33 2,6-DMP §

H2O2
1.11 µM min−1 11.23 µM 0.642 min−1 5.7 × 10−2 µM min−1 - - - - [76]

Myceliophthora thermophila MtLPMO9D Myceliophthora
thermophila C1 - - - - - - - -

****
Tmapp at

pH 7.0 = 68 ◦C
- [77]

Myceliophthora thermophila MtLPMO9J Aspergillus nidulans - - - - - - - -
****

Tmapp at
pH 6.0 = 58 ◦C

- [78]

Thermoascus aurantiacus TaLPMO9A Aspergillus oryzae - - - - - - - -
****

Tmapp at
pH 7.0 = 69 ◦C

- [79]

Notations: (§) fixed concentration; (*) kcat/KM calculated for this paper considering the molecular weight of 24.2 kDa for TtLPMO9E; (**) this enzyme has no name yet, the provided code is its codifying gene;
(***) pH stability not correlated with analyzed pH values; (****) apparent midpoint transition temperatures (Tmapp) calculated on the basis of CD (MtLPMO9D and TaLPMO9A) and Intrinsic Trp fluorescence
emission (ITFE) (MtLPMO9J) analysis; (#) kcat estimated based on previous kcat/KM and KM values for MtPMO9E. Kinetic studies were conducted at (a) pH = 6.0 and (b) pH = 9.0. Abbreviations: PWS—Pretreated
wheat straw; CNW—Chitin nanowhisker. For more details, see the corresponding references.
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2.4. Substrate Specificity and Kinetic Parameters

Af Cel6A exhibited broad substrate specificity, including CM-Cellulose, Avicel®, xy-
loglucan, and birchwood xylan. This enzyme displayed higher specific activities toward
CM-Cellulose (36.6 ± 2.1 U mg−1) and Avicel® (35.8 ± 2.6 U mg−1) than birchwood xy-
lan (21.1 ± 0.1 U mg−1) and xyloglucan (19.9 ± 0.3 U mg−1) (Figure 5). When CMC
was the substrate, purified Af Cel6A had KM, Vmax, and kcat/KM of 7.44 ± 0.51 g L−1,
195.2 ± 4.65 U mg−1, and 19.9 mL mg−1 s−1, respectively (Table 2).
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We evaluated recombinant Af AA9_B peroxidase activity toward the chromogenic
substrate 2,6-DMP and the co-substrate H2O2, according to Breslmayr et al. (2018) [80],
with some modifications. Table 3 summarizes the kinetic parameters determined when the
reactions were carried out at pH 6.0 or 9.0 and 50 ◦C.

The Vmax values were higher at pH 9.0 for both the substrate (1481 ± 72.19 U g−1)
and the co-substrate (972.5 ± 28.31 U g−1). Since we performed the saccharification tests
at pH 6.0, we also determined the kinetic parameters under these conditions. At this pH,
Vmax was 78.52 ± 3.33 U g−1 for the substrate and 49.26 ± 4.48 U g−1 for the co-substrate.
These results were expected because pH 9.0 was optimal for Af AA9_B activity.

Compared to the kinetic parameters described for other LPMOs, Af AA9_B had
lower KMapp (0.79 µM) than PMO9D_SCYTH (0.51 mM), PMO9D_SCYTH (0.51 mM),
and PMO9D_MALCI (1.17 mM), which showed that Af AA9_B had higher binding affinity
for 2,6-DMP (Table 3).

2.5. Effect of Different Metal Ions and Chemicals

Cellobiohydrolases are commonly used in many industrial processes. The effects of
additives and products of cellulose hydrolysis on the activity of these enzymes must be
considered during operation on an industrial scale.

Table 4 depicts how different ions and reagents influence CM-Cellulose hydrolysis
by purified Af Cel6A. At 5 mM, MnCl2 (189.25 ± 2.33%), DTT (150.68 ± 5.29%), CoCl2
(116.75 ± 1.36%), FeSO4 (125.83 ± 3.61%), β-mercaptoethanol (134.24 ± 1.02%), AgNO3
(179.27 ± 20.04%), and ascorbic acid (121.40 ± 2.55%) stimulated Af Cel6A activity. EDTA,
DMSO, SLS, Triton X-100, Tween 20, CaCl2, MgSO4, KCl, and (NH4)2SO4 practically did
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not affect Af Cel6A activity. On the other hand, SDS inhibited the enzyme by approximately
50%. The fact that β-mercaptoethanol and DTT boosted Af Cel6A activity by 134.64% and
150.68%, respectively, suggested that the presence of sulfhydryl groups such as the ones
from cysteine residues in the active site is important for enzymatic catalysis [81].

Table 4. Effects of additives on Af Cel6A and Af AA9_B activity.

AfAA9_B AfCel6A

Additive % Relative Activity

None 100.0 ± 1.0 100.0 ± 0.9
SDS 107.8 ± 4.8 53.72 ± 0.31

Tween 20 103.7 ± 9.6 93.24 ± 2.11
EDTA 0 91.88 ± 1.56

Ascorbic Acid - 121.40 ± 2.55
DMSO 108.3 ± 1.5 101.03 ± 3.58

β-mercaptoethanol 36.7 ± 0.6 134.24 ± 1.02
ZnSO4 36.8 ± 6.1 83.67 ± 0.65
MnCl2 82.2 ± 0.7 189.25 ± 2.33
CoCl2 0 116.75 ± 1.36
CaCl2 93.6 ± 3.3 101.1 ± 2.4
FeSO4 0 125.83 ± 3.61
MgSO4 113.9 ± 1.9 95.92 ± 2.13
CuSO4 35.2 ± 4.6 85.08 ± 0.65
AgNO3 0 179.27 ± 20.04

KCl 107.5 ± 2.1 98.87 ± 2.44
(NH4)2SO4 88.9 ± 3.2 99.9 ± 2.1

DTT 0 150.68 ± 5.29
Triton X-100 84.8 ± 2.3 91.55 ± 1.19

SLS 115.3 ± 0.7 93.80 ± 1.60

As for Af AA9_B, SLS (115.3 ± 0.7%), SDS (107.8 ± 4.8%), Tween 20 (103.7 ± 9.6%),
DMSO (108.3 ± 1.5%), MgSO4 (113.9 ± 1.9%), and KCl (107.5 ± 2.1%) did not inhibit
this enzyme. DTT, EDTA, CoCl2, FeSO4, and AgNO3 completely inhibited Af AA9_B.
β-mercaptoethanol, ZnSO4, and CuSO4 decreased Af AA9_B activity by 70%. MnCl2, CaCl2,
and (NH4)2SO4 affected Af AA9_B little.

We described that cellobiohydrolases act on short cellulose molecules and cellooligosac-
charides, releasing disaccharide units, such as cellobiose [35]. Cellobiose is the major
product of cellulose hydrolysis by cellobiohydrolases, whereas glucose is the final product
of cellulose hydrolysis.

Product inhibition can affect lignocellulosic hydrolysis to glucose and represents a
barrier to achieving the high product yields that are necessary for an efficient process [82].

We examined how different glucose (10–250 mM) and cellobiose (10–100 mM) concen-
trations affected Af Cel6A activity (Figure 6a). Glucose at 100 and 250 mM inhibited the
enzymatic activity by 12% and 13%, respectively. Cellobiose (100 mM) inhibited Af Cel6A
activity by 50%. Cellobiohydrolase from T. reesei (Cel6A) has been described as the most
efficient cellobiohydrolase, with IC50 of 240 mM for glucose and 20 mM for cellobiose [58].
Therefore, our results showed that Af Cel6A was more resistant to inhibition by both
products because IC50 was higher than 250 mM for glucose and 100 mM for cellobiose.

Likewise, we investigated how both sugars affected Af AA9_B activity (Figure 6b).
Surprisingly, the enzyme retained more than 80% of its initial activity when we added
250 mM glucose or 100 mM cellobiose to the reaction. Together, these findings indicated that
Af Cel6A and Af AA9_B have potential application in enzymatic cellulose saccharification.
However, to improve the efficiency of these enzymes and to increase glucose production,
synergistic association with other enzymes is required.
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2.6. Synergistic Action on Cellulose Hydrolysis

To determine the synergistic effects of Af Cel6A and Af AA9_B, we performed cellulose
degradation experiments by using CMC as substrate. We conducted the reactions at
different relative proportions and for different incubation times. Surprisingly, we observed
no synergistic effect between Af Cel6A and Af AA9_B (Figure 7a).
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sodium phosphate buffer (pH 6.0) at 1000 rpm and 50 ◦C for 4, 8, or 24 h. At the end of each reaction, the measured reducing
sugars were plotted as a function of the relative proportions among the added enzymes. Asterisks indicate significant
difference (p < 0.05) in relation to the control system (Af Cel6A, Af -EGL7, or cocktail alone).

We also investigated the synergistic effects between Af Cel6A and Af AA9_B and
Celluclast® 1.5L at different incubation times. Hydrolysis increased over time, and the
yield of reducing sugars peaked after 24 h. Compared to the cocktail alone, Af AA9_B or
Af Cel6A addition to the reaction mixture containing Celluclast® 1.5L increased the release
of reducing sugars by approximately 3.5 and 4.0 times, respectively. When Celluclast®

1.5L cocktail was simultaneously associated with Af Cel6A and Af AA9_B at a ratio of
1:1:10, the maximum release of reducing sugars was 4.5 times higher compared to the
cocktail alone. We verified a slight synergistic degree for Celluclast® 1.5L cocktail, Af Cel6A,
and Af AA9_B during CM-Cellulose hydrolysis. No inhibitory effect arose, probably
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because Af AA9_B acted synergistically with other enzymes in Celluclast® 1.5L cocktail
(Figure 7b).

LPMOs improve the efficiency of cellulase; i.e., endoglucanases and cellobiohydro-
lases, during cellulose hydrolysis, and they enhance cellulase adsorption and accessibility
to cellulose [83,84]. We analyzed Af AA9_B and Af Cel6A synergism with endoglucanase
Af -EGL7, which had been previously characterized [32]. Compared to Af -EGL7 alone, com-
bination of Af -EGL7 and Af AA9_B released eight-fold more reducing sugars, whilst com-
bination of Af -EGL7 and Af Cel6A increased hydrolyses by 11.5 times. When the three
enzymes were associated at an Af -EGL7/Af AA9_B/Af Cel6A ratio of 1:10:10, 12.5 times
more reducing sugars was released (Figure 7c). Thus, Af AA9_B acted synergistically with
Af -EGL7, but not with Af Cel6A.

The efficiency of synergy among enzymes depends on the relative amount of crys-
talline to amorphous cellulose that is accessible within the substrate [85]. To evaluate
how these enzymes acted on lignocellulosic biomass, we analyzed the associations of the
enzymes in complex biomass, including SEB, rice straw, and corncob. SEB and corncob
hydrolysis depended on time, but reducing sugars released from rice straw did not in-
crease when we changed the reaction time from 24 to 48 h. Bernardi et al. (2019) [32]
observed the same profile when they accomplished rice straw hydrolysis by a cocktail
under similar conditions.

As shown in Figure 8a, compared to Celluclast® 1.5L cocktail alone, Af Cel6A or
Af AA9_B addition increased SEB hydrolysis by ~70% and ~95% after 24 and 48 h, respec-
tively. Similarly, association between commercial cellulases and Af Cel6A boosted corncob
hydrolysis by ~90% and ~70% after 24 and 48 h, respectively. On the other hand, Af AA9_B
addition seemed to affect hydrolysis negatively (Figure 8b). The same inhibitory effect of
LPMOs has been observed on rice straw, while Af Cel6A addition almost did not impact the
release of reducing sugars (Figure 8c). The divergent results among the three agricultural
residues pointed to the substrate-dependence and substrate specificity of Af Cel6A and
Af AA9_B synergism with cellulases [86].
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Figure 8. Effect of Celluclast® 1.5L cocktail supplementation with Af Cel6A or Af AA9_B on hydrolysis of (a) SEB, (b) corncob,
and (c) rice straw. All reactions were incubated in 50 mM sodium phosphate buffer (pH 6.0) containing 1% (w/v) of each
biomass at 1000 rpm and 50 ◦C for 24 and 48 h. At the end of each reaction, the measured reducing sugars was plotted
as a function of the relative proportions between the recombinant enzymes and commercial cellulases. Asterisks indicate
significant difference (p < 0.05) in relation to the cocktail alone.
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Compared to Af -EGL7 alone, the association between Af -EGL7 and Af Cel6A increased
the amount of reducing sugars released from the three biomasses: ~163%, ~118%, and ~88%
for SEB (Figure 9a), corncob (Figure 9b), and rice straw (Figure 9c), respectively, after 48 h.
The Af -EGL7 Af AA9_B combination also improved SEB and corncob hydrolysis, but it did
not affect rice straw degradation.
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3. Materials and Methods
3.1. Strains, Culture Conditions, and Vectors

Mycelia of Aspergillus fumigatus Af293 (kindly donated by Professor Sérgio Akira
Uyemura—University of São Paulo, Ribeirão Preto, Brazil) were obtained for RNA ex-
traction. Fresh conidia (2 × 106 per mL) were inoculated in YNB minimal medium
(1× salt solution, 0.1% (v/v) trace elements, and 0.05% (w/v) yeast extract) containing
1% (w/v) fructose and incubated under shaking at 200 rpm and 37 ◦C for 16 h. The mycelia
were harvested, washed, and transferred to YNB medium containing 1% (w/v) sugarcane
exploded bagasse (SEB) at 200 rpm and 37 ◦C for 24 h.

E. coli DH10β was used to clone and to propagate the recombinant vectors. The strain
was kept in Luria–Bertani medium supplemented with the appropriate antibiotic.

Pichia pastoris strain X-33 (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA) was used to produce the
heterologous proteins. The employed growth conditions are described in the EasySelect™
Pichia Expression Kit manual (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA).

The plasmids pPICZB and pPICZαA (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA) were used to
clone, to sequence, and to express Af AA9_B and Af Cel6A, respectively.

Xyloglucan from tamarind seed and xylan from beechwood were acquired from
Megazyme (Megazyme International, Bray, Co., Wicklow, Ireland). Avicel® PH-101 and
low-viscosity CM-Cellulose (CMC) were purchased from Sigma (Sigma–Aldrich, St. Louis,
MO, USA).

Biomasses (rice straw and corncob) were provided by Professor Maria de Lourdes
Teixeira de Moraes Polizeli (University of São Paulo, Ribeirão Preto, Brazil). Sugarcane
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exploded bagasse (SEB) was provided by Professor João Atílio Jorge (University of São
Paulo, Ribeirão Preto, Brazil).

3.2. RNA Extraction, cDNA Synthesis, and Gene Amplification

Total RNA from A. fumigatus mycelia was isolated by using the Direct-zol™ RNA
MiniPrep kit (Zymo Research, Irvine, CA, USA); the manufacturer’s instructions were fol-
lowed. cDNA was synthesized by using SuperScript® II Reverse Transcriptase (Invitrogen,
Carlsbad, CA, USA).

Table 5 describes the specific primer sequences obtained for AfAA9_B and AfCel6A
amplification and cloning into the vectors pPICZB and pPICZαA, respectively:

Table 5. Primer sequences used to amplify and to clone genes.

Primer Name Sequence (5′-3′)

AfAA9_B Fw CAAAAAACAACTAATTATTCGAAACGAGGAATTCCATGACTTTGTCCAAGATCAC
AfAA9_B Rv CAGATCCTCTTCTGAGATGAGTTTTTGTTCTAGAGCGTTGAACAGTGCAGGAC
AfCel6A Fw GAGAAAAGAGAGGCTGAAGCTGAATTCCAGCAGACCGTATGG
AfCel6A Rv ATCCTCTTCTGAGATGAGTTTTTGTTCTAGAAAGGACGGGTTAGC

Notation: The overlapping regions between the vector and the insert are in bold.

The amplification reactions were performed with Phusion High-Fidelity DNA Poly-
merase (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MS, USA), and the PCR product was analyzed
by electrophoresis and purified from 1% (w/v) agarose gel by using the QIAquick Gel
Extraction kit (Qiagen, Hilden, Germany).

3.3. Enzyme Production and Purification

AfAA9_B and AfCel6A ORFs (open reading frames) with and without predicted signal
peptides, respectively, were cloned into the corresponding vectors pPICZB and pPICZαA
(previously digested with the restriction enzymes EcoRI and XbaI) by the circular poly-
merase extension cloning (CPEC) method [87]. Both CPEC reactions were carried out with
Phusion High-Fidelity DNA Polymerase (Thermo Scientific). The thermocycling conditions
were as follows: 98 ◦C for 30 s; 35 cycles of 98 ◦C for 10 s, 55 ◦C for 30 s, and 72 ◦C
for 2 min 30 s; and 72 ◦C for 10 min. The cloning products were transformed to E. coli
DH10β, and the resistant transformants were selected with zeocin (50 µg mL−1). Next,
the recombinant vectors pPICZB/AfAA9_B and pPICZαA/AfCel6A were linearized with
PmeI and transformed into competent P. pastoris X-33 cells by electroporation according to
the EasySelect™ Pichia Expression Kit manual (Invitrogen).

Zeocin-resistant P. pastoris transformants were selected to produce the enzymes. The re-
combinant yeasts were cultivated in buffered glycerol-complex medium (BMGY) at 240 rpm
and 30 ◦C. For heterologous Af AA9_B expression, P. pastoris cells were resuspended in
buffered methanol-complex medium (BMMY). Methanol (1% (v/v)) was added to the
medium at 24-h intervals for six days, and the supernatant was harvested from the grown
culture. The supernatant containing secreted recombinant enzyme (Af AA9_B) was concen-
trated 10 times by using an Amicon Ultra-15 Centrifugal Filter—10-kDa cutoff (Millipore,
Burlington, MS, USA). Protein expression was verified by SDS-PAGE.

Af Cel6A was expressed as described above, but 1.5% (v/v) methanol was added.
To purify the enzymes, the concentrates were resuspended in 20 mM sodium phos-

phate buffer containing 500 mM NaCl (pH 7.4) and loaded onto Ni+ Sepharose 6 Fast Flow
resin (Ge Healthcare, Little Chalfont, UK). An imidazole gradient from 0 to 500 mM was
applied to the columns to elute the recombinants His6-tagged Af AA9_B and His6-tagged
Af Cel6A. The fractions were collected, and the enzymes were analyzed by 10% (w/v)
SDS-PAGE, stained with Comassie Brilliant Blue R-250 (Sigma–Aldrich, St. Louis, MO,
USA). Fractions containing the recombinant enzymes were mixed and buffer-exchanged
by using an Amicon Ultra-15 Centrifugal Filter—10 kDa cutoff (Millipore) to remove
excess imidazole.
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To coordinate copper to the Af AA9_B active site, the purified recombinant enzyme was
incubated with CuSO4 at 1:3 molar ratio and 4 ◦C for 30 min. Then, the Af AA9_B solution
was dialyzed against 20 mM sodium phosphate buffer containing 500 mM NaCl (pH 7.4)
under shaking at 4 ◦C for 48 h, to remove traces of non-coordinated Cu2+. The purified
Af AA9_B concentration was determined by the Greenberg method [88].

The Af AA9_B band from the SDS-PAGE gel was manually excised, reduced, alkylated,
digested with trypsin, purified (Promega, Madison, WI, EUA—V5111), and analyzed by
mass spectrometry according to a previously described method [89].

3.4. Glycosylation

N-glycosylation sites were predicted by employing NetNGlyc 1.0 (http://www.
cbs.dtu.dk/services/NetNGlyc/), and O-glycosylation was analyzed by using NetO-
Glyc 4.0 (http://www.cbs.dtu.dk/services/NetOGlyc/). Deglycosylation of recombinant
Af AA9_B and Af Cel6A was accomplished by using Endoglycosidase H (Endo H, New Eng-
land Biolabs, Ipswich, MA, USA) in non-denaturing conditions, as per the manufacturer’s
procedure. The resulting enzymes were further analyzed by SDS-PAGE.

3.5. Structural Analysis by Circular Dichroism (CD)

Circular dichroism (CD) spectra of the enzymes were obtained between 190 and 250 nm
(far-UV) on a JASCO-810 spectropolarimeter; quartz cuvettes with optical path of 0.1 cm
were employed. Af AA9_B (0.021 mg mL−1) and Af Cel6A (0.0026 mg mL−1) were diluted
in 20 mM sodium phosphate (pH 7.4), and the readings were performed in quadruplicate at
scanning speed, band width, and D.I.T. of 50 nm min−1, 3 nm, and 1 s, respectively. All the
spectra were corrected for the buffer contributions and converted from millidegrees (mdeg)
to ∆ε in M−1 cm−1 according to the following equation: ∆ε = θ [(0.1·MRW)/(d·c·3298)],
where θ is the ellipticity value originally given by equipment (millidegrees), MRW is the
enzyme mean residual weight, d is the optical path (cm), and c is the enzyme concentration
(mg mL−1). All the secondary structures of the enzymes were predicted by using the
BeStSel web server [53], and the results were compared with structures modeled on the
Phyre2 [55] and Discovery Studio [90] web servers.

3.6. LPMO Activity Assay

Purified Af AA9_B activity was analyzed as reported by Breslmayr et al. (2018) [80].
The assay consisted of a reaction mixture containing 1 mM 2,6-dimethoxyphenol (2,6-DMP)
(Sigma–Aldrich, St. Louis, MO, USA), 100 µM H2O2, and recombinant purified Af AA9_B
in 50 mM sodium phosphate buffer (pH 8.0). For the blank, the enzyme was denatured by
incubation at 99 ◦C for 30 min before the reaction mixture was added. After 5 min at 30 ◦C,
absorbance was read at 469 nm to calculate the LPMO peroxidase activity.

3.7. AfCel6A Activity Assay

Af Cel6A activity was determined by measuring reducing sugars from the reaction by
the 3,5-dinitrosalicylic acid (DNS) method [91]. Briefly, the reaction mixture consisting of
1% CM-Cellulose (w/v) in 50 mM sodium phosphate buffer (pH 6.0) was incubated at 55 ◦C
for 30–45 min. The enzymatic action was stopped by adding an equal volume of the DNS
reagent. The mixture was boiled for 5 min and cooled, and absorbance was measured at
540 nm. One unit of Af Cel6A was defined as the amount of enzyme that released 1 µmol
of reducing sugar from the substrate per minute. Each assay was carried out in triplicate.
Enzyme concentration was determined by the Greenberg method [88].

3.8. Enzymatic Properties of AfAA9_B and AfCel6A

The optimal pH for Af AA9_B activity was measured at pH ranging from 4.0 to 8.0
in McIlvaine buffer (citric acid-Na2HPO4) and at pH 9.0 and 10.0 in 100 mM Glycine-
NaOH buffer at 30 ◦C. The relative activity was calculated with respect to the maximum
activity of 100%; the aforementioned method was followed. The pH stability was estimated

http://www.cbs.dtu.dk/services/NetNGlyc/
http://www.cbs.dtu.dk/services/NetNGlyc/
http://www.cbs.dtu.dk/services/NetOGlyc/
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by measuring the residual enzymatic activity after the enzyme was incubated without
substrate in the aforementioned buffers at pH ranging from 3.0 to 10.0 and 4 ◦C for up to
72 h. To determine the Af AA9_B thermal stability, the enzyme was preincubated without
substrate at 50 and 60 ◦C for up to 72 h. To measure the residual activity, the enzymatic
activity without preincubation was considered 100%.

The optimal pH for Af Cel6A activity was measured from 3.0 to 8.0 in McIlvaine buffer
(citric acid-Na2HPO4) at 55 ◦C. The optimal temperature was examined between 40 and
80 ◦C. The relative activity was calculated with respect to the maximum exhibited activity
of 100%; the aforementioned method was followed.

The Af Cel6A pH stability was estimated by measuring the residual enzymatic activity
under standard conditions after the enzyme was incubated without substrate in Mcllvaine
(citrate–phosphate) buffers pH 3.0–8.0 and in 100 mM Glycine-NaOH buffers pH 9.0 and
10.0 at 4 ◦C for up to 72 h. To determine the Af Cel6A thermal stability, the enzyme was
preincubated without substrate at temperatures ranging from 50 to 90 ◦C for different
times. To measure the residual activity, the enzymatic activity without preincubation was
considered 100%.

3.9. Effect of Additives

How various metal ions affected Af AA9_B and Af Cel6A was determined by adding
Mn2+, Co2+, Ca2+, Fe2+, Zn2+, Mg2+, Cu2+, NH4

+, K+, or Ag+ at a final concentration of
5 mM to the reaction mixture. The effects of EDTA, SDS, Tween 20, Triton X-100, SLS,
β-mercaptoethanol, DTT, and DMSO were also tested. For Af Cel6A, the effect of ascorbic
acid addition was also evaluated. Control reactions (100% activity) were performed without
any additive. The relative activity was estimated as compared to the controls.

3.10. Glucose and Cellobiose Effects on AfCel6A and AfAA9_B Activity

The glucose (10–250 mM) and cellobiose (up to 100 mM) effects on the activity of
Af AA9_B and Af Cel6A were determined in the presence of increasing concentrations
of both sugars by using the chromogenic substrates 2,6-DMP and 4-nitrophenyl β-D-
cellobioside (Sigma–Aldrich, St. Louis, MO, USA), respectively.

3.11. Kinetic Assays

The Af AA9_B kinetic parameters (KM, Vmax, and kcat) were determined for the substrate
2,6-DMP (0.1 to 10 mM) and the co-substrate H2O2 (1 to 500 µM). The reactions were
performed in 50 mM sodium phosphate buffer (pH 6.0) and 100 mM glycine-NaOH buffer
(pH 9.0) at 50 ◦C. The parameters were calculated by Michaelis–Menten nonlinear regression.

The AfCel6A kinetic parameters were determined when CM-Cellulose (0.5–30 mg mL−1)
was used as substrate. The reactions were performed in 50 mM sodium phosphate buffer
(pH 6.0) as previously described. The parameters were calculated by the Michaelis-Menten
nonlinear regression graphical method.

3.12. Combined Assays

Af AA9_B and Af Cel6A enzymatic assays were carried out concomitantly with the
recombinant endoglucanase Af -EGL7 as previously described [32]. The assays were per-
formed by adding 1 µg of Af -EGL7 to 50 µg of Af AA9_B (1:50) or 10 µg of Af Cel6A (1:10)
per gram of substrate. The reaction mixtures consisted of CM-Cellulose (1% (w/v)) in
50 mM sodium phosphate buffer (pH 6.0) containing 1 mM ascorbic acid in a final vol-
ume of 1 mL. The reactions were performed in a thermomixer (Eppendorf) at 50 ◦C and
1000 rpm for 4, 8, or 24 h.

In the same way, Af AA9_B and Af Cel6A were combined at different concentration
proportions (10:1, 1:1, 10:10, or 1:10), where the minimum and maximum enzyme loading
corresponded to 5 and 50 µg of added enzyme per gram of CM-Cellulose, respectively.

Finally, the effect of the simultaneous association of the three recombinant enzymes
on the degradation of CM-Cellulose was evaluated. While the Af -EGL7 concentration was
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1 µg g−1, the concentrations of both Af AA9_B and Af Cel6A were 10 µg per gram of CM-
Cellulose, generating the ratio 1:10:10. The reactions were carried out as described above.

The degradation efficiencies were assessed by estimating the released reducing sugars
by the DNS method. The reported results represent the mean ± SD calculated from at least
three experimental replicates.

3.13. Synergistic Activity with Celluclast® 1.5L

Af AA9_B and Af Cel6A synergistic activity of during enzymatic hydrolysis was in-
vestigated in combination with Celluclast® 1.5L, a commercial cellulase cocktail from
Trichoderma reesei.

To this end, 0.05 FPU of Celluclast® 1.5L cocktail was associated with 50 µg of
Af AA9_B (ratio 1:10) or 5 µg of Af Cel6A (ratio 1:1) per gram of CM-Cellulose (1% (w/v) in
50 mM sodium phosphate buffer (pH 6.0) containing 1 mM ascorbic acid. The reactions
were conducted at 1000 rpm and 50 ◦C for up to 24 h in a final volume of 1 mL.

The effect of the simultaneous association between commercial cellulases and the
two recombinant enzymes from A. fumigatus on the degradation of CM-Cellulose was
also evaluated. While the Celluclast® 1.5 L cocktail loading was fixed at 0.05 FPU g−1,
the Af Cel6A and Af AA9_B concentrations were 5 and 0.5 µg of enzyme added per gram of
CM-Cellulose, respectively. The reactions were carried out as described above.

The percent hydrolysis yields were determined by estimating the released reducing
sugars by the DNS method [91]. The reported results represent the mean ± SD calculated
from at least three experimental replicates.

3.14. Lignocellulosic Biomass Saccharification

Enzymatic hydrolyses of some agro-industrial residues were carried out as described
by Bernardi et al. (2019) with some modifications [32]. Saccharification was accomplished
in 50 mM sodium phosphate buffer (pH 6.0) containing 1% (w/v) of one of the following
biomasses: SEB (sugarcane exploded bagasse), rice straw, or corncob.

Different associations between the enzymes were used during biomass saccharifi-
cations. Af -EGL7 (18 µg g−1) was combined with Af AA9_B (900 µg g−1) or Af Cel6A
(180 µg g−1). Similarly, a fixed concentration of Celluclast 1.5L cocktail (0.9 FPU g−1) was
associated with Af AA9_B (900 µg g−1) or Af Cel6A (90 µg g−1). The reactions were con-
ducted at 1000 rpm and 50 ◦C for up to 48 h in a final volume of 1 mL. DNS was added
to stop the reactions and to measure the released reducing sugars. The reported results
represent the mean ± SD calculated from at least three experimental replicates.

3.15. Reproducibility of the Results

All the data are the mean of at least three independent experiments and show consis-
tent results.

4. Conclusions

Novel cellobiohydrolase and LPMO from Aspergillus fumigatus were characterized
after they were expressed in P. pastoris. Supplementation of a cellulase cocktail with both
enzymes improved the yield of saccharification of different biomasses, especially SEB.
However, Af AA9_B did not have a positive effect on Af Cel6A activity. On the other hand,
Af AA9_B acted synergistically with endoglucanase Af -EGL7. These different synergistic
effects are important to understand the action of LPMOs with cellulases and would help
to design new commercial enzymatic cocktails. Considering the reduction of costs in
lignocellulose conversion, we can conclude that supplementation of Celluclast® 1.5L with
Af Cel6A or Af AA9_B suffices to increase the hydrolytic activity, so the composition of
cellulase cocktails may need to be reconsidered.

Supplementary Materials: Supplementary Materials can be found at https://www.mdpi.com/14
22-0067/22/1/276/s1, Table S1: Secondary structure proportions of AfAA9_B and AfCel6A from

https://www.mdpi.com/1422-0067/22/1/276/s1
https://www.mdpi.com/1422-0067/22/1/276/s1
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literature and different prediction methods in comparison with the one determined by BeStSel based
on the CD spectra.
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LPMO Lytic Polysaccharide Monooxygenase
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A thermophilic, pH-tolerant, and highly active GH10 xylanase from 
Aspergillus fumigatus boosted pre-treated sugarcane bagasse saccharification 
by cellulases 

Aline Vianna Bernardi a, Luis Eduardo Gerolamo a, Sergio Akira Uyemura b, Taisa 
Magnani Dinamarco a,* 
a Faculty of Philosophy, Sciences and Literature of Ribeirão Preto, Chemistry Department, University of São Paulo, Ribeirão Preto, São Paulo, Brazil 
b Faculty of Pharmaceutical Science, Department of Clinical, Toxicological and Bromatological Analysis, University of São Paulo, Ribeirão Preto, São Paulo, Brazil   

A R T I C L E  I N F O   

Keywords: 
GH10 xylanase 
Aspergillus fumigatus 
Lignocellulose 
Saccharification 
Synergy 
Central composite rotational design 

A B S T R A C T   

We have heterogously expressed a recombinant GH10 xylanase from Aspergillus fumigatus Af293 (Af-XYLA) in 
Pichia pastoris X-33 and investigated its biochemical and kinetic properties and its synergy with cellulases during 
lignocellulose sacchararification. Af-XYLA showed optimal activity at 80 ◦C and pH 5–7, and it withstood a 
temperature of 50 ◦C and pH 4–8 for 72 h with about 50 % and 80 % of its maximal activity, respectively, in the 
absence of substrate. Kinetic assays revealed that it presented the highest Vmax (35,756 U mg− 1 at 50 ◦C and 
88,082 U mg− 1 at 80 ◦C) and kcat/KM (15,456 mL mg− 1 s− 1 at 50 ◦C and 15,081 mL mg− 1 s− 1 at 80 ◦C) constants 
among fungal GH10 xylanases. Af-XYLA was xylose- and glucose-tolerant and displayed >70 % activity at 10 % 
(v/v) ethanol. Few additives affected Af-XYLA negatively, and the surfactants Tween 20, Triton X-100, and SLS 
and the reducing agents DTT and β-mercaptoethanol improved enzyme performance by 28 %, 11 %, 8%, 44 %, 
and 32 %, respectively. We applied a 3-factor Central Composite Rotational Design (CCRD) to optimize 
important parameters for biomass saccharification and thus maximize the reducing sugars yields obtained from 
sugarcane exploded bagasse (SEB) and sugarcane delignified bagasse (SDB) hydrolyses. We carried out synergism 
assays under the previously determined optimal concentrations of Celluclast 1.5®L (1.8 FPU g− 1), Af-XYLA (3.75 
μg g− 1), and Tween 20 (0.75 % v/v). Af-XYLA boosted SEB and SDB hydrolyses by cellulases by 155 % and 277 
%, respectively, after 48 h. On the basis of the unique properties of Af-XYLA, it is a robust enzyme for application 
in biorefineries.   

1. Introduction 

Lignocellulose represents a promising inexhaustible source of raw 
material for bio-based chemicals (e.g., xylooligosaccharides and poly-
mers) and biofuels (e.g., bioethanol and biodiesel), which are in high 
demand (Evangelista et al., 2018; Vanitjinda et al., 2019; Wu et al., 
2019). It is chiefly composed by cellulose (40–50 %), hemicellulose 
(25–30 %), and lignin (15–20 %), which together configure the complex 
and recalcitrant cross-linked structure of plant cell wall biomass (Song 
et al., 2016; Wu et al., 2020; Zhang et al., 2020; Zhou et al., 2018). 

Xylan is the major component of hemicellulose, so it is the second 
most abundant polysaccharide in nature (Chang et al., 2017; Li et al., 
2019b). It consists of a linear backbone of 1,4-linked β-D-xylopyranose 

units, with D-glucuronic acid, L-arabinose, or other branches attached to 
the xylose residues at various levels (Mhiri et al., 2020; Monclaro et al., 
2019; Uday et al., 2017). 

Effective xylan depolymerization is a prerequisite for lignocellulosic 
biomass to be properly exploited (Uday et al., 2017). Due to the het-
erogeneous chemical structure of xylan, its breakdown requires a 
repertoire of carbohydrate-active enzymes (CAZymes) acting synergis-
tically, including the backbone-hydrolyzing enzymes endo-β-1,4-xyla-
nases (EC 3.2.1.8) and β-xylosidases (EC 3.2.1.37), and side-chain 
cleaving enzymes such as α-glucuronidases (EC 3.2.1.139), α-L-ar-
abinofuranosidases (EC 3.2.1.55), acetyl xylan- (EC 3.1.1.72), and fer-
ulic/coumaric acid esterases (EC 3.1.1.73) (Chen et al., 2019b; Liew 
et al., 2019; Monclaro et al., 2019; Saleh et al., 2021; Uday et al., 2017; 
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Ullah et al., 2019). 
Among these enzymes, xylanases are key biocatalysts that promote 

the initial attack on the internal β-1,4-glicosidic bonds of xylan, hy-
drolyzing it into xylooligosaccharides with different degrees of poly-
merization (DP) (Chen et al., 2019b; Evangelista et al., 2018; Han 
et al., 2019; Haq and Akram, 2019). These high-value products can be 
potentially exploited as prebiotics or still be converted into D-xylose 
for use in 2 G ethanol, xylitol, and lactic acid production (Evangelista 
et al., 2018; Turner et al., 2015; Wu et al., 2019). Also, xylanases play 
relevant roles in other manufacturing processes, such as juice clarifi-
cation, beer finishing, bread making, industrial waste treatment, plant 
fiber degumming for the textile industry, and paper pulp bleaching, 
where they act as an ecofriendly substitute for chemicals, justifying 
the great interest in these enzymes (Chen et al., 2019b; de Amo et al., 
2019; Evangelista et al., 2018). However, these reactions are usually 
carried out at higher temperatures and acid/alkaline environments, 
limiting the industrial applications of xylanases (Li et al., 2019a; 
Saleem et al., 2021; Takita et al., 2019; Xing et al., 2021; Yang et al., 
2020). 

Most native xylanases are mesophilic, do not withstand harsh con-
ditions, and only work well within specific ranges of temperature, pH, 
and ionic strength (Han et al., 2019; Maitan-Alfenas et al., 2016; Saleem 
et al., 2021; Xu et al., 2016; Yang et al., 2020). They are little stable to 
operational conditions and may be inhibited by products, which nega-
tively affect process yield and demand high enzymatic loadings (Chen 
et al., 2019a; Meleiro et al., 2018; Soozanipour et al., 2015; Vazque-
z-Ortega et al., 2018). Therefore, bioprospecting for xylanases with 
more appealing biotechnological characteristics and improving the 
properties of naturally occurring enzymes through immobilization or 
genetic engineering tools have been important and necessary focuses of 
research (Kumar et al., 2018, 2016; Pasin et al., 2020). 

According to the CAZy database (www.cazy.org), several families 
of glycoside hydrolases (GH) are correlated with xylanases (e.g. 3, 5, 7, 
8, 9, 10, 11, 12, 16, 26, 30, 43, 44, 51, 62, 98 and 141), but the 
overwhelming majority is represented by members of the GH10 and 
GH11 families (Joshi et al., 2020; Liew et al., 2019; Malgas and 
Pletschke, 2019). Both families catalyze hydrolysis through a reten-
tion mechanism involving two glutamate residues, but GH11 xyla-
nases generally exhibit higher pIs, lower molecular weights (<30 
kDa), and superior catalytic efficiencies as compared to GH10 xyla-
nases. Nevertheless, GH10 xylanases usually present greater thermo-
stability and can act on a wide variety of xylans. Besides that, GH10 
xylanases display better performance than GH11 when associated with 
cellulases during biomass hydrolysis, which makes them more suitable 
targets for industrial purposes (He et al., 2019; Hu and Saddler, 2018; 
Joshi et al., 2020; Li et al., 2019a; Maitan-Alfenas et al., 2016; van 
Gool et al., 2013; Yang et al., 2020). 

Filamentous fungi are the best at secreting xylanases and other 
enzymes required for biomass degradation (i.e., cellulases, hemi-
cellulases, and lignases), but thermophilic fungi are of particular in-
terest (Carli et al., 2016; Chen et al., 2019b; de Amo et al., 2019; 
Kumar et al., 2018; Liu et al., 2019; Miao et al., 2018; Uday et al., 
2017). Numerous thermophilic fungi have been found to be efficient 
sources of thermo-alkali stable xylanases (Chadha et al., 2019). 
Myceliophthora thermophila contains 12 genes coding for xylanases 
(distributed into families 11 and 12), some of which have already been 
characterized as highly thermally stable and able to act under extreme 
alkaline conditions (Chadha et al., 2019; Karnaouri et al., 2014a). 
Also, Thermomyces lanuginosus is a well-known producer of high levels 
of thermostable, alkaline-active, and cellulase-free xylanases (48,000 
U g− 1 under solid substrate fermentation) (Chadha et al., 2019; 
Mathibe et al., 2020). Thermostable xylanases produced by Mal-
branchea flava boosted pulp bleaching and lignocellulose saccharifi-
cation by cellulases (Chadha et al., 2019; Ghatora et al., 2006; Sharma 
et al., 2016). Likewise, the thermophilic species Thermoascus aur-
antiacus and Humicola insolens are potential producers of xylanases 

(Chadha et al., 2019). In addition to the aforementioned fungi, 
Aspergillus fumigatus has proven an excellent candidate to produce 
thermostable CAZymes, including xylanases, with great enzymatic 
activities (Bernardi et al., 2021, 2019, 2018; Chen et al., 2019b; 
Gouvêa et al., 2019). However, even though fungi can produce en-
zymes in higher amounts than other microbes, their expression levels 
do not always satisfy industrial requirements (de Amo et al., 2019; 
Han et al., 2019). In this context, expressing enzymes in heterologous 
systems has become an advantageous alternative. In this scenario, the 
yeast Pichia pastoris stands out as a well-described and broadly applied 
expression host that can produce pronounced amounts of soluble, 
correctly folded, and almost pure proteins (de Amo et al., 2019; 
Maitan-Alfenas et al., 2016). 

Bearing in mind the essential contribution of xylanases for efficient 
and cost-effective use of biomass and its wide industrial application, we 
have cloned and expressed a GH10 xylanase (Af-XYLA), identified dur-
ing the transcriptome and secretome analysis of A. fumigatus grown in 
sugarcane exploded bagasse (SEB) (de Gouvêa et al., 2018), in P. pastoris 
for further characterization. The recombinant enzyme presented opti-
mum temperature of 80 ◦C, great stability to almost all the evaluated 
reaction conditions, and substantial catalytic efficiency. Moreover, it 
considerably boosted the saccharification yields by Celluclast®1.5 L. 
These unique properties of Af-XYLA indicated that it is a robust bio-
catalyzer for application in biorefinery processes. 

2. Materials and methods 

2.1. Strains, culture media, vectors, and materials 

Aspergillus fumigatus Af293 was grown in Yeast-Agar-Glucose (YAG) 
medium [2.0 % (w/v) dextrose, 2.0 % (w/v) agar, 0.5 % (w/v) yeast 
extract, and 0.1 % (v/v) trace elements] at 37 ◦C for two days, to obtain a 
fresh conidium suspension. The conidia were inoculated to a final con-
centration of 1 × 108 per 50 mL of YNB medium [1X salts solution, 0.1 % 
(v/v) trace elements, and 0.05 % (w/v) yeast extract] containing 1% (w/ 
v) fructose and incubated at 37 ◦C and 200 rpm for 16 h. Next, the 
mycelia were harvested, washed, and transferred to YNB medium con-
taining 1% (w/v) SEB at 37 ◦C and 200 rpm for 24 h. Then, the mycelia 
were harvested for RNA extraction. 

The plasmid pPICZαA (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA) was used for 
gene cloning, sequencing, and expression. Escherichia coli DH10β grown 
at 37 ◦C and 200 rpm in low salt Luria-Bertani medium supplemented 
with zeocin (50 μg mL− 1) was used to propagate the recombinant vector 
Af-xylA/pPICZαA. Pichia pastoris X-33 cells harboring the recombinant 
expression vector Af-xylA/pPICZαA were used for heterologous protein 
production. The growth conditions are described in the EasySelect™ 
Pichia Expression Kit manual (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA). 

Beechwood xylan and tamarind seed xyloglucan were acquired from 
Megazyme (Megazyme International, Bray, Co., Wicklow, Ireland). 
Avicel® PH-101 and low-viscosity CM-Cellulose (CMC) were purchased 
from Sigma (Sigma–Aldrich, St. Louis, MO, USA). 

SEB was provided by Professor João Atílio Jorge (University of São 
Paulo, Ribeirão Preto, Brazil). Sugarcane delignified bagasse (SDB) was 
obtained by chemical treatment and provided by Professor Richard John 
Ward (University of São Paulo, Ribeirão Preto, Brazil). 

2.2. RNA extraction, cDNA synthesis, and gene amplification 

After growth for 24 h in SEB-containing medium, the mycelia were 
harvested by centrifugation for RNA isolation with the Direct-zol™ RNA 
MiniPrep kit (Zymo Research, Irvine, CA, USA), according to the man-
ufacturer’s instructions. cDNA was synthesized from 1 μg of total RNA 
by using SuperScript® II Reverse Transcriptase (Invitrogen, Carlsbad, 
CA, USA). Then, cDNA was employed as template for PCR amplification 
of the ORF corresponding to the Af-XYLA-encoding gene (Afu6g13610), 
without the signal peptide-encoding region. Specific primer sequences 
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containing overlapping regions between the pPICZαA vector and the 
insert were applied (F: 5′– GAGAAAAGAGAGGCTGAAGCTGAATTGCT 
GGCCTGAACACA –3′ and R: 5′– ATCCTCTTCTGAGATGAGTTTTTGT 
TCTAGCAGGCACTGTGAGTA –3′; overlapping sites in bold). The 
amplification reaction was performed with Phusion High-Fidelity DNA 
Polymerase (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MS, USA); the 
following thermo cycling conditions were used: 98 ◦C for 30 s; 30 cycles 
of 98 ◦C for 10 s, 55 ◦C for 30 s, and 72 ◦C for 1 min; and 72 ◦C for 10 
min. The PCR product was analyzed by electrophoresis and purified 
from 1% (w/v) agarose gel by employing the QIAquick Gel Extraction kit 
(Qiagen, Hilden, Germany). 

2.3. Cloning, transformation of P. pastoris, and screening for recombinant 
transformants 

The amplified Af-xylA fragment was cloned into pPICZαA, previously 
digested with the restriction enzymes EcoRI and XbaI, by the Circular 
Polymerase Extension Cloning (CPEC) method (Quan and Tian, 2011). 
The CPEC reaction was performed with Phusion High-Fidelity DNA 
Polymerase (Thermo Scientific); the thermo cycling conditions were as 
follows: 98 ◦C for 30 s; 35 cycles of 98 ◦C for 10 s, 55 ◦C for 30 s, and 72 
◦C for 2 min 30 s; and 72 ◦C for 10 min. The cloning product was 
transformed into chemically competent E. coli DH10β cells, and the 
resistant transformants were selected with zeocin (50 μg mL− 1). Next, 
the Af-xylA/pPICZαA recombinant plasmid was linearized with PmeI 
and transformed into competent P. pastoris X-33 cells by electroporation, 
according to the EasySelect™ Pichia Expression Kit manual (Invitrogen). 
P. pastoris recombinant clones were screened by Zeocin resistance. 

2.4. Heterologous expression of Af-XYLA in P. pastoris and protein 
purification 

A Zeocin-resistant P. pastoris transformant was selected to produce the 
protein. The recombinant yeast was cultivated in buffered glycerol- 
complex medium (BMGY) [2% (w/v) peptone, 1.34 % (w/v) yeast nitro-
gen base, 1% (w/v) yeast extract, 1% (v/v) glycerol, 4 × 10− 5 % (w/v) 
biotin, 100 mM potassium phosphate buffer, pH 6.0] at 30 ◦C and 240 rpm 
until the culture reached log-phase growth (O.D.600nm = 2–6). Then, for 
Af-XYLA heterologous expression, the cells were re-suspended in buffered 
methanol-complex medium (BMMY) [2% (w/v) peptone, 1% (v/v) meth-
anol, 1.34 % (w/v) yeast nitrogen base, 1% (w/v) yeast extract, 4 × 10− 5 % 
(w/v) biotin, 100 mM potassium phosphate buffer, pH 6.0] to an O.D.600nm 
= 1. To maintain expression levels, methanol (1% (v/v)) was added to the 
medium at 24-h intervals for six days. After this time, the supernatant 
containing secreted recombinant Af-XYLA was harvested from grown 
culture and concentrated 10 times by using an Amicon Ultra-15 Centrif-
ugal Filter—10 kDa cutoff (Millipore, Burlington, MS, USA). 

For protein purification, the concentrate was re-suspended in 20 mM 
sodium phosphate buffer containing 500 mM NaCl (pH 7.4) and loaded 
onto Ni Sepharose 6 Fast Flow resin (Ge Healthcare, Little Chalfont, 
United Kingdom). To elute the Af-XYLA His6-tagged recombinant, an 
imidazole gradient from 0 to 500 mM was applied to the column. Protein 
elution was analyzed by 10 % (w/v) SDS-PAGE. Fractions containing the 
recombinant enzyme were mixed and buffer-exchanged by using Ami-
con Ultra-15 Centrifugal Filter - 10 kDa cutoff (Millipore) to remove 
excess imidazole. The protein concentration was determined by the 
Greenberg method (Greenberg, 1929). 

2.5. Sequence and structural analysis 

The signal peptide in Af-XYLA was predicted with SignalP 
(http://www.cbs.dtu.dk/services/SignalP/). The potential N-glycosyla-
tion sites were predicted with the NetNGlyc 1.0 Server (http://www.cbs. 
dtu.dk/services/NetNGlyc/). Multiple sequence alignment was performed 
with the Clustal Omega tool (https://www.ebi.ac.uk/Tools/msa/clustalo/ 
). Homology modeling was performed with the Phyre2 software (http:// 

www.sbg.bio.ic.ac.uk/phyre2/html/page.cgi?id=index). The three- 
dimensional structure of the protein modeled from Phyre2 was analyzed 
with the Swiss PDB viewer. The secondary structures present in the 
modeled Af-XYLA were accounted by checking the Phyre2 results and by 
running the Kabsch & Sander prediction algorithm (Kabsch and Sander, 
1983) in the Discovery Studio visualizer. 

2.6. Analysis by circular dichroism (CD) and intrinsic tryptophan 
fluorescence emission (ITFE) 

The Circular Dichroism (CD) spectra were obtained on a JASCO-810 
spectropolarimeter. Af-XYLA (0.000625 μg mL− 1) diluted in 20 mM so-
dium phosphate buffer (pH = 7.4) was analyzed between 190 and 250 nm 
in 0.1-cm quartz cuvettes (loaded with 200 μL) after preheating at 25, 40, 
50, 60, 70, 80, or 90 ◦C for 30 min. The readings were performed in 
quadruplicate measurements at scan rate, data interval, band width, and 
D.I.T. values of 50 nm min− 1, 1 nm, 3 nm, and 1 s, respectively. After the 
baseline was corrected and the blank was subtracted, millidegree (mdeg) 
units were converted to Δε in M− 1 cm− 1 according to the equation: 

Δε =
θ.MRW

d.c.32980  

where MRW (106.4 Da for Af-XYLA) is the protein mean residual weight, 
calculated by dividing the molecular weight in Da by the number of 
residues-1; θ is the ellipticity value originally given by the equipment 
(mdeg); d is the path length (cm); and c is the concentration (mg mL− 1). 
All the collected treated spectra were analyzed with the BeStSel free server 
(Micsonai et al., 2018) to estimate the content of secondary structures. 

Intrinsic Tryptophan Fluorescence Emission (ITFE) analysis was 
performed on the spectrofluorometer HITACHI-F4500. By using the 
same concentration and sample treatment employed for CD analysis, 
295 nm was selected to excite the tryptophan residues in Af-XYLA, and 
the fluorescent emissions were detected between 300 and 450 nm. The 
samples (1 mL) were placed in 1.0-cm quartz cuvettes, and the readings 
were conducted at scan rate of 240 nm min− 1 and data interval of 0.2 
nm. The blank was subtracted to correct the collected spectra. 

To determine the apparent Tm (melting temperature), the first de-
rivatives of the plots of ellipticity registered at 205 nm (from CD) vs tem-
perature and maxima wavelength (from ITFE) vs temperature were 
calculated with the OriginPro 9.0 software. Both plots were fitted by using 
the Boltzmann function. All the CD and ITFE analyzed graphs were previ-
ously smoothed with the Savitzky-Golay filter (Savitzky and Golay, 1964). 

2.7. Zymogram analysis and Af-XYLA deglycosylation 

The Af-XYLA activity was evaluated by Zymogram on 10 % (w/v) 
polyacrylamide gel containing 0.5 % (w/v) xylan (Megazyme Interna-
tional, Bray, Co. Wicklow, Ireland). Before being loaded onto the gel, 10 
μg of enzyme was mixed with a non-reducing 5x sample buffer. After 
electrophoresis, the gel was soaked twice in 50 mM sodium acetate 
buffer (pH 5.0) containing 1% (v/v) Triton X-100 for 30 min, to remove 
SDS and to allow the enzyme to refold. The gel was soaked in 50 mM 
sodium acetate buffer (pH 5.0) for 15 min for washing and incubated in 
the same buffer at 50 ◦C for 30 min. Finally, the gel was stained with 0.1 
% (w/v) Congo red solution for 30 min and de-stained with 1 M NaCl 
until pale-red hydrolysis zones appeared against a red background. 

Recombinant Af-XYLA was deglycosylated by using Endoglycosidase H 
(Endo H, New England Biolabs, Ipswich, MA, USA) in non-denaturing 
conditions, as per the manufacturer’s procedure. The resulting enzyme 
was further analyzed by SDS-PAGE and compared to the non-treated one. 

2.8. Endo-β-1,4-xylanase activity assay 

The Af-XYLA activity was determined by measuring the released 
reducing sugars by the 3,5-dinitrosalicylic acid (DNS) method (Miller, 
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1959). Briefly, the reaction mixture consisting of 1% (w/v) beechwood 
xylan in 50 mM sodium phosphate buffer (pH 6.0) was incubated at 80 
◦C for 10 min. The enzyme action was stopped by adding an equal 
volume of DNS reagent. Then, the mixture was boiled for 5 min and 
cooled down, and the absorbance was measured at 540 nm. One unit of 
endoxylanase activity was defined as the amount of enzyme that 
released 1 μmol of reducing sugar from the substrate per minute. Each 
assay was carried out in triplicate. 

2.9. pH and temperature profiles 

The optimum pH for Af-XYLA activity was measured from 3.0 to 8.0, 
in McIlvaine buffer (citric acid-Na2HPO4), at 50 ◦C. The optimum tem-
perature for Af-XYLA activity was examined from 30 to 90 ℃. 

pH stability was estimated by measuring the residual enzymatic ac-
tivity under standard conditions (pH 6.0, 80 ◦C, and 10 min) after pre- 
incubation of the enzyme without substrate in Mcllvaine buffers pH 
3.0–8.0 at 4 ◦C for up to 72 h. To determine the thermal stability of Af- 
XYLA, it was pre-incubated from 30 to 90 ◦C for different times, without 
the presence of substrate. To measure the residual activity, the activity 
of the enzyme with no pre-incubation was considered 100 %. 

2.10. Influence of additives on Af-XYLA activity 

The effect of different metal ions on the Af-XYLA activity was 
determined by adding Mn2+, Co+2, Ca2+, Fe+2, Zn2+, Mg2+, Cu2+, NH4

+, 
K+, or Ag+ to a final concentration of 5 mM in the reaction mixture. In 
the same way, the effect of adding the chemicals EDTA, SDS, SLS, Tween 
20, Triton X-100, β-mercaptoethanol, DTT, ascorbic acid, or DMSO was 
also tested. The reactions were performed under standard conditions 
and stopped by DNS addition. The control reaction (100 % activity) was 
carried out without any additive. The relative activity was estimated by 
comparison with the control. 

2.11. Effects of monosaccharides and ethanol on Af-XYLA activity 

The effects of D-xylose and D-glucose on the recombinant xylanase 
activity were determined in the presence of increasing concentrations 
(10–250 mM) of these sugars; the chromogenic substrate azo-xylan from 
beechwood (Megazyme International, Bray, Co. Wicklow, Ireland) was 
used. The enzymatic assays were performed in 50 mM sodium acetate 
buffer (pH 4.5) at 40 ◦C for 10 min, according to the manufacturer’s 
instructions with slight modifications. The reactions were stopped by 
adding 2.5 volumes of absolute ethanol. The supernatants were har-
vested by centrifugation at 1700 × g for 10 min, and the absorbances 
were measured at 590 nm. 

To determine the effect of ethanol, increasing concentrations (0.5–50 
% (v/v)) of this reagent were added to the reactions. The enzymatic 
assays were performed in 50 mM sodium phosphate buffer (pH 6.0) 
containing 1% (w/v) beechwood xylan at 50 ◦C for 10 min. The 
endoxylanase relative activities were calculated by measuring the 
released reducing sugars by the DNS method. 

The activity of the enzyme in the absence of xylose, glucose, or 
ethanol was considered 100 %. 

2.12. Substrate specificity 

The Af-XYLA specificity for different substrates was determined by 
measuring the xylanase activity toward 0.5 % (w/v) low-viscosity CM- 
cellulose, xyloglucan from tamarind seed, or Avicel® PH-101; the ac-
tivity toward beechwood xylan was considered as 100 %. Enzymatic 
reactions were carried out as described in 2.8. 

2.13. Kinetic assays 

The Af-XYLA kinetic parameters (KM, Vmax, and kcat) were 

determined for beechwood xylan (0.5–30 mg mL− 1) as substrate. The 
reactions were performed in 50 mM sodium phosphate buffer (pH 6.0) at 
two temperatures, 50 and 80 ◦C, for 10 min. The released reducing 
sugars were measured by the DNS method. The parameters were 
calculated by Michaelis-Menten non-linear regression with the Origin-
Pro 9.0 software. 

2.14. CCRD approach for optimization of sugarcane bagasse hydrolysis 

A Central Composite Rotational Design (CCRD) of experiments was 
used to investigate the influence of the parameters A – Tween 20 (% (v/ 
v)), B – Celluclast® 1.5 L (FPU/g of substrate), and C – Af-XYLA (μg/g of 
substrate) on SEB and SDB hydrolysis and to find the most suitable 
values of these three operational factors for optimum yield of reducing 
sugars. 

The factors A, B, and C were considered independent variables, and 
the percentage of reducing sugars was the response (dependent vari-
able). The operational parameters were examined at five different levels 
(− α, − 1, 0, +1, +α), whose coded and actual values are presented in 
Table 1. 

The hydrolysis reactions were performed in 50 mM sodium phos-
phate buffer (pH 6.0) containing 1% (w/v) of SEB or SDB at 50 ◦C and 
1000 rpm for 48 h. The reducing sugars released in each assay were 
measured by the DNS method, and the percentage yields were calculated 
by using the following Eq. (1): 

Yield (%) =
Reducing sugars obtained from biomass hydrolysis (mg)

Amount of biomass used (mg)
× 100

(1) 

The mathematical model to predict the response variable was fitted 
as a second-order polynomial Eq. (2): 

y = βo +
∑k

i=1
βixi +

∑k

i=1
βiix

2
i +

∑k

i=1

i=1

βijxixj + ε (2)  

where y is the predicted mean response, βo is the constant term of the 
model, βi are the coefficients of the linear terms, βii are the coefficients 
of the quadratic terms, βij are the coefficients of the interaction terms, 
and ε is the random error component that is determined by fitting the 
model to the data. 

An Analysis of Variance (ANOVA p < 0.01) was performed by using 
the STATISTICA 12 software to clarify the influence of independent 
variables and their interactions on the response and to find out whether 
the mathematical model was statically significant and presented an error 
(lack of fit). Thus, with a significant and predictive regression, the 
response surfaces could be obtained and then used to optimize the 
model. 

2.15. Synergy of Af-XYLA with Celluclast®1.5 L cocktail 

The effect of the synergistic activity between the recombinant Af- 
XYLA from A. fumigatus and the commercial cellulases from Trichoderma 
reeesei was evaluated during pre-treated sugarcane bagasse hydrolysis. 
The reactions were conducted in 50 mM sodium phosphate buffer (pH 
6.0) containing 1% (w/v) SEB or SDB at 50 ◦C and 1000 rpm for 24 or 48 
h. The optimum values for Tween 20 (0.75 % (v/v)), Celluclast® 1.5 L 

Table 1 
Coded and actual values of independent variable levels.   

Levels 

Variables ¡1.68 ¡1 0 þ1 þ1.68 
A - Tween 20 (% (v/v)) 0 0.2 0.5 0.8 1 
B – Celluclast®1.5 L (FPU g− 1) 0.2 0.5 1 1.5 1.8 
C – Af-XYLA (μg g− 1) 0 1 2.5 4 5  
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(1.8 FPU g− 1), and Af-XYLA (3.75 μg g− 1), previously stipulated by 
Response Surface Methodology (RSM) statistical analysis, were used in 
the mixtures. The percent hydrolysis yields were determined by esti-
mating the released reducing sugars by the DNS method. The reported 
results represent the means ± SD calculated from at least three experi-
mental replicates. 

2.16. Reproducibility of the results 

All the data are the mean of at least three independent experiments 
and show consistent results. 

3. Results and discussion 

3.1. Af-XYLA sequence and structural analysis 

The Af-xylA gene from A. fumigatus (Afu6g13610, Gene ID 3508551, 
GenBank access number XM_746144.1) has a 1194 bp ORF encoding an 
endo-β-1,4-xylanase (Af-XYLA) with 397 amino acid residues and a 
theoretical molecular weight of 42.14 kDa (http://www.aspergillusge 
nome.org/; https://www.uniprot.org/uniprot/Q4WLG5). On the basis 
of sequence similarity and according to CAZy database, we classified 
recombinant Af-XYLA into glycoside hydrolase (GH) family 10. Xyla-
nases belonging to this family are less selective and hydrolyze 
substituted forms of xylans as well as small xylooligosaccharides (Mhiri 
et al., 2020; Monclaro et al., 2019; Van Den Brink and De Vries, 2011). 

The A. fumigatus Af293 genome contains six genes coding for 
endoxylanases, being three for GH10 (Afu6g13610, Afu4g09480, and 
Afu3g15210) and three for GH11 (Afu3g00320, Afu3g00470, and 
Afu6g12210). Af-XYLA is the only xylanase linked to a carbohydrate- 
binding module (CBM1) at C-terminal residues 361–397 
(GVAQKWGQCGGIGWTGPTTCVSGTTCQKLNDWYSQCL) (Segato 
et al., 2014). CBMs are non-catalytic domains that assist enzymes in 
recognizing and binding to their respective substrates. CBMs increase 
the effective concentrations of enzymes around the target surface, 
increasing their catalytic efficiencies (Couturier et al., 2011; Guillén 
et al., 2010; Inoue et al., 2015). 

In GH10 xylanases, these modular structures are typically linked to 
the hydrolase domain by a flexible linker region (Miao et al., 2018). 
Xylanase-related CBMs (e.g., CBM1, CBM2, CBM6, and CBM22) can play 
distinct polysaccharide-binding functions. In particular, the CBM1 
family targets binding to crystalline cellulose surfaces (Miao et al., 
2018). Cellulose-binding modules impact hemicellulase adsorption and 
action positively because cellulose and hemicellulose portions are very 
close in the plant cell wall matrix (Miao et al., 2018; Zhang et al., 2013). 

Bioinformatics analysis of the Af-XYLA sequence revealed a signal 
peptide at N-terminal residues 1–19 (MVHLSSLAAALAALPLVYG). We 

removed this signal peptide before cloning Af-xylA into the pPICZaA 
vector, in fusion with the α factor sequence (an essential step to obtain 
an extracellular recombinant enzyme). Also, the analysis indicated a 
potential N-glycosylation site at asparagine residue N120. The presence 
of N-glycans at different sites of the structure may influence the protein 
in different ways, including its secretion, folding, stability, and other 
enzymatic characteristics (Chang et al., 2017). Alignment of the 
Af-XYLA amino acid sequence with some GH10 xylanases from other 
fungi (Supplementary Fig. 1) revealed a percent identity of 62.28 %, 
60.30 %, 48.43 %, 46.67 %, 45.48 %, and 43.49 % with the enzymes 
from T. cellulolyticus (Inoue et al., 2015), G. trabeum (Kim et al., 2014), 
T. aurantiacus (Natesh et al., 1999), A. terreus (Chantasingh et al., 2006), 
T. leycettanus (Wang et al., 2016), and A. fumigatus (Chang et al., 2017), 
respectively. 

Furthermore, the alignment revealed some conserved regions, so we 
were able to predict the two putative catalytic residues–E150 and E257. 
Xylanases belonging to the GH10 and GH11 families usually act through 
an acid/base mechanism that generally involves two glutamate residues 
(Hoffmam et al., 2016; Segato et al., 2014). 

We predicted the three-dimensional structure of Af-XYLA with the 
Phyre2 software and manipulated it by using Swiss-PDB viewer editing 
tools (Fig. 1). As expected for a GH10 xylanase, Af-XYLA exhibits an 
eight-fold TIM barrel structure [(β/α)8], consisting of eight α-helices and 
eight β-sheets around a deep groove active site. This structure is 
consistent with its endo mode of catalysis (Liew et al., 2019; Segato 
et al., 2014; Ullah et al., 2019). The three disulfide bonds highlighted in 
yellow evidence the presence of six cysteine residues. These covalent 
bonds are important post-translational modifications that interfere in 
proper protein function, folding, and stability (Lakbub et al., 2018). The 
two putative catalytic residues (in red) and the asparagine with potential 
to be glycosylated (in orange) are also highlighted. 

Additionally, analysis of the spectrum obtained by Far-UV CD at 25 
◦C with the BeStSel server revealed that Af-XYLA is composed of α-he-
lices (29.1 %), β-strands (22.8 %), turns (9.1 %), and disordered struc-
tures and other structures (39.0 %) (Table 2). Compared to other 

Fig. 1. Af-XYLA three-dimensional structure predicted by homol-
ogy modeling (97 % of residues modelled at >90 % confidence) 
performed with the Phyre2 software and edited with the Swiss PDB 
Viewer tool. Helices, sheets, and coils are highlighted in pink, lilac, 
and grey, respectively. Putative catalytic glutamate residues and 
potential N-glycosylation site are highlighted in red and orange, 
respectively. Cysteine residues apt to form disulfide bonds (C100, 
C142, C285, C291, C380, and C396) are highlighted in green, and 
the S–S bonds are highlighted in yellow.   

Table 2 
Percentage of secondary structures present in Af-XYLA determined with the 
BeStSel server on the basis of the CD spectra obtained at 25 ◦C and predictions 
with the Phyre2 server and Kabsch & Sander method on the basis of enzyme 
sequence.   

BeStSel (CD) Phyre2 Kabsch & Sander 

α-helix (%) 29.1 37.0 37.6 
β-strand (%) 22.8 18.0 14.0 
Turns (%) 9.1 – – 
Others/disordered (%) 39.0 45.0 48.4  
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predictions (Phyre2 model and Kabsch & Sander method (Kabsch and 
Sander, 1983)), the slightly super- or underestimated α-helix and 
β-strand structures, respectively, are noteworthy even though they are 
relatively close to the CD results. In fact, the similar proportions are 
related to the TIM barrel core, as observed in the crystallographic 
structure of CjXyn10C (PDB:1US2) (Pell et al., 2004), which presents 
36.7 % α-helices and 22.9 % β-strands and was used as basis for Af-XYLA 
3D modelling. 

3.2. SDS-PAGE and Zymogram analysis of purified Af-XYLA 

We cloned the Af-xylA gene into the pPICZαA vector and expressed it 
in Pichia pastoris X-33 under control of the AOX1 promoter. After 

induction for six days with 1% (v/v) methanol, we collected the culture 
supernatant by centrifugation and purified the recombinant Af-XYLA by 
one-step nickel affinity chromatography. We analyzed all the fractions 
collected during purification by SDS-PAGE (Supplementary Fig. 2 a). Af- 
XYLA elution started with 10 mM imidazole and finished with 250 mM 
imidazole, yielding 1.0 mg mL− 1. The electrophoretic band of pure Af- 
XYLA was slightly higher than expected for its estimated molecular 
weight (42 kDa), possibly due to the presence of N-linked glycans. To 
clarify this, we deglycosylated Af-XYLA by treating it with Endo H. In 
fact, we verified a subtle difference in the protein band migration 
(Supplementary Fig. 2b), which agreed with the previous prediction of 
only one site with potential for N-glycosylation in the Af-XYLA structure. 

We started to characterize the Af-XYLA enzymatic activity with a 

Fig. 2. Af-XYLA optimal conditions and stability. a) pH curve. b) Temperature curve. c) pH stability. d) Thermal stability. e) Stability at 50 ◦C.  
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Table 3 
Comparison of biochemical properties and kinetics of GH10 xylanases from different fungi.  

Source Organism Protein 
name 

Expression 
System 

Substrate Vmax KM kcat kcat/KM Optimal 
T 

Optimal 
pH 

Thermal stability pH stability Ref 

Aspergillus 
fumigatus Af293 

XYLA Pichia pastoris X- 
33 

Beechwood 
xylana 

35,756 ±
1279 U 
mg− 1 

1.62 ±
0.19 mg 
mL− 1 

25,039 
s− 1 

15,456 mL 
mg− 1 s− 1 

80 ◦C pH 
5.0− 7.0 

About 80 % of residual 
activity after 16 h at 40 
and 50 ◦C; 50 % after 5 h 
and 30 min, respectively, 
at 60 ◦C and 70 ◦C 

80 % of residual activity 
after 72 h at pH 4.0− 8.0 
(at 4 ◦C) 

This study 
Beechwood 
xylanb 

88,082 ±
2639 U 
mg− 1 

4.09 ±
0.39 mg 
mL− 1 

61,682 
s− 1 

15,081 mL 
mg− 1 s− 1 

Aspergillus 
fumigatus Af293 

Af-XYNA 
Pichia pastoris 
GS115 

Birchwood 
xylan 

268 ± 7 U 
mg− 1 

1.3 ± 0.1 
mg mL− 1 

− – 75 ◦C pH 5.0 
> 80 % of relative activity 
after 1 h at 60 ◦C; rapid 
loss of activity at 70 ◦C 

> 69 % of relative 
activity at pH 3.0− 8.0 
and more than 46% at 
pH 9.0− 11.0 

(Chang et al., 
2017) 

Talaromyces 
cellulolyticus 
CF-2612 

Xyl10A 
Talaromyces 
cellulolyticus YP- 
4 

Birchwood 
xylan 

– 
2.51 ±
0.42 mg 
mL− 1 

232 ±
12.4 s− 1 

92.2 ± 16.2 
s− 1 mg− 1 

mL− 1 
80 ◦C pH 5.0 Tm equal to 81 ◦C 

33 % of relative activity 
at pH 3.4 

(Inoue et al., 
2015) 

Gloeophyllum 
trabeum KACC 
43,361 

Xyl10g 
Pichia pastoris 
GS115 

Beechwood 
xylan 

1.82 mM 
min− 1 

mg− 1 

101.91 
mM 

1941.43 
s− 1 – 70 ◦C 

pH 
4.0− 7.0 

Stable below 50 ◦C, with 
62.5 % of residual activity 
after 24 h; 85% of loss 
after 30 min at 70 ◦C 

– 
(Kim et al., 
2014) 

Myceliophthora 
thermophila C1 

Xyl1 
(Xyn10A) 

Myceliophthora 
thermophila C1 

Birch 
glucuronoxylan 

– – 

43 s− 1 

– 
65− 70 
◦C 

pH 
5.5− 6.0 

No loss after 1 h at 50 ◦C 
(pH 5.0 or 7.0) and more 
than 80 % of activity at 60 
◦C 

> 60 % activity at pH 
8.5 

(Ustinov et al., 
2008; van Gool 
et al., 2013) 

Beech 
glucuronoxylan 44 s− 1 

Oat 
arabinoxylan 63 s− 1 

Wheat 
arabinoxylan 

55 s− 1 

Xyl3 
(Xyn10B) 

Birch 
glucuronoxylan 

– – 

28 s− 1 

– 
80− 85 
◦C 

pH 
6.0− 6.5 

No loss after 1 h at 50 ◦C 
(pH 5.0 or 7.0) and more 
than 90% of activity at 60 
◦C 

Beech 
glucuronoxylan 34 s− 1 

Oat 
arabinoxylan 45 s− 1 

Wheat 
arabinoxylan 

37 s− 1 

Aspergillus terete 
BCC129 

BCC129 
xylanase 

Pichia pastoris 
KM71 

Birchwood 
xylan 

757 ±
14.54 U 
mg− 1 

4.8 ±
0.07 mg 
mL− 1 

– – 60 ◦C pH 5.0 

90 and 50 % of activity 
after 20 and 30 min, 
respectively, at 60 ◦C; 
complete inactivation 
after 10 min at 70 and 80 
◦C 

> 80 % of residual 
activity after 4 h at pH 
4.0− 10.0 (at 40 ◦C) 

(Chantasingh 
et al., 2006) 

Talaromyces 
leycettanus 
JCM12802 

TlXyn10A 
Pichia pastoris 
GS115 

Birchwood 
xylan 

2542 ±
22 U 
mg− 1 

1.01 ±
0.05 mg 
mL− 1 

– 
1626 ± 81 
mL s− 1 mg− 1 80 ◦C pH 4.5 

81.7%, 74.8 % and 58.2 % 
of activity after 1 h at 85, 
90 and 95 ◦C, respectively 

> 80 % of residual 
activity after 1 h at pH 
2.0− 8.0 (at 37 ◦C) 

(Wang et al., 
2016) 

Malbranchea 
pulchella 

MpXyn10A Aspergillus 
nidulans A773 

Birchwood 
xylan 

82 U 
mg− 1 

4.6 mg 
mL− 1 748 s− 1 162.6 mL 

mg− 1 s− 1 80 ◦C pH 5.5 
About 85 % activity after 
24 h at 65 ◦C; 80 % after 1 
h at 70 ◦C 

– 
(Ribeiro et al., 
2014) 

Penicillium 
funiculosum XynD 

Pichia pastoris X- 
33 Wheat LVAXc – 

3.7 ± 0.2 
mg mL− 1 399 s− 1 108 s− 1 

mg− 1 mL 80 ◦C 
pH 
4.0− 5.5 

No loss after 1 h at 70 ◦C; 
lost of about 80 % activity 
after 10 min at 80 ◦C 

– 
(Lafond et al., 
2011) 

Humicola insolens 
Y1 

XynW – 
Birchwood 
xylan 

311.8 U 
mg− 1 2.8 mM 213.1 

min− 1 

– 

70 ◦C pH 6.0 Stable after 1 h at 50 ◦C 
> 90 % of residual 
activity after 1 h at pH 
5.0− 10.0 (at 37 ◦C) 

(Du et al., 2013) 
XynA Pichia pastoris 

GS115 

974.4 U 
mg− 1 1.6 mM 

654.5 
min− 1 80 ◦C pH 6.0 Stable after 1 h at 60 ◦C 

XynB 1.1 mM 70 ◦C pH 7.0 

(continued on next page) 
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Table 3 (continued ) 

Source Organism Protein 
name 

Expression 
System 

Substrate Vmax KM kcat kcat/KM Optimal 
T 

Optimal 
pH 

Thermal stability pH stability Ref 

306.8 U 
mg− 1 

198.4 
min− 1 

XynC 287.7 U 
mg− 1 

2.1 mM 196.1 
min− 1 

70 ◦C pH 6.0 

Bispora sp. MEY-1 XYL10C Pichia pastoris 
GS115 

Oat spelt xylan 23,728 U 
mg− 1 

0.98 mg 
mL− 1 

– – 85 ◦C pH 
4.5− 5.0 

No loss after 1 h at 80 ◦C 
(t1/2 = 45 h); more than 
87% of residual activity 
after 10 min at 90 ◦C 

> 80 % of residual 
activity after 1 h at pH 
1.5− 6.0 (at 37 ◦C) 

(Luo et al., 2009) 
Birchwood 
xylan 

18,744 U 
mg− 1 

1.27 mg 
mL− 1 

Phanerochaete 
chrysosporium 
RP78 

XynA 
Aspergillus niger 
N593 

Birchwood 
xylan – 

3.42 ±
0.69 mg 
mL− 1 

– – 70 ◦C pH 4.5 
No significant loss after 30 
min at 60 ◦C; complete 
inactivation at 70 ◦C 

No significant loss after 
2 h at pH 3.0− 8.0 (at 30 
◦C) 

(Decelle et al., 
2004) 

XynC 
3.71 ±
0.69 mg 
mL− 1 

Thermoascus 
Aurantiacus 
CBMAI 
756 

Xylanase – 
Birchwood 
arabinoxylan 

– – – – 75 ◦C pH 5.0 
About 80 % activity after 
1 h at 40− 70 ◦C; 18% at 
75 ◦C 

About 90 % of residual 
activity after 24 h at pH 
4.0− 10.0; 62% at pH 
3.5; 44% at pH 10.5 (at 
25 ◦C) 

(Oliveira et al., 
2010) 

Trichoderma sp. 
K9301 EX1 – 

Oat spelt xylan 

10.8 x 
105 M 
min− 1 

mg-1 

20.0 mM 12.8 ×
106 s− 1 

6.41 × 105 L 
mmol− 1s− 1 

70 ◦C pH 5.5 
> 50 % of residual activity 
after 48 h at 50 and 60 ◦C 

> 80 % activity after 1 h 
at pH 4.0− 9.0 (at room 
temperature) 

(Chen et al., 
2009) 

Beechwood 
xylan 

7.14 x 
105 M 
min− 1 

mg-1 

4.47 mM 
8.47 ×
106 s− 1 

19 × 105 L 
mmol− 1 s− 1 

Birchwood 
xylan 

7.94 x 
105 M 
min− 1 

mg-1 

8.87 mM 9.41 ×
106 s− 1 

10.6 × 105 L 
mmol− 1s− 1 

Aspergillus 
nidulans KK-99 Xylanase – 

Birchwood 
xylan – – – – 55 ◦C pH 8.0 – 

> 80 % activity after 1 h 
at pH 4.0− 9.5 (at 55 ◦C) 

(Taneja et al., 
2002)  

a Kinetic parameters determined at 50 ◦C.  

b Kinetic parameters determined at 80 ◦C.  

c Low-viscosity arabinoxylan.  
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zymogram to investigate the ability of this enzyme to hydrolyze the 
xylan (0.5 % (w/v)) incorporated into a polyacrylamide gel. Indeed, 
after staining the gel with Congo Red and then de-staining with NaCl, a 
pale red band corresponding to the halo of substrate degradation 
emerged (Supplementary Fig. 3). 

3.3. pH and Temperature profiles of Af-XYLA 

We investigated the pH- and temperature-dependence of Af-XYLA 
activity. With beechwood xylan as substrate, the recombinant xylanase 
presented the highest activity at pH ranging from 5.0 to 7.0; the enzyme 
retained about 80 % of this activity at pH 4.0 and 8.0. In more acidic 
condition (pH 3.0), the enzyme lost almost all the activity—only about 
20 % activity remained (Fig. 2a). We observed a similar profile when we 
assessed the recombinant enzyme stability by pre-incubating it at pH 
ranging from 3.0 to 8.0 in the absence of its substrate. After 72 h at pH 
4.0–8.0 and pH 3.0, the residual activity was about 80 % and 53 %, 
respectively (Fig. 2c). Most fungal GH10 xylanases have optimal activity 
in acidic-neutral pH range (4.0–7.0). The exception is the enzyme from 
Aspergillus nidulans KK-99, which performs better in alkaline environ-
ment (pH 8.0) (Table 3). 

The optimal temperature for xylan enzymatic catalysis was 80 ◦C 
(Fig. 2b). Even at 90 ◦C, a more extreme temperature, the enzyme 
maintained 73 % of its initial activity. In contrast, the Af-XYLA pre- 
incubated at these temperatures in the absence of its substrate became 
completely inactivated after 30 min (Fig. 2d). The main reason might 

have been the stabilizing effect caused by the substrate on the enzyme 
structure (Chang et al., 2017). Similar effects were observed for a GH10 
xylanase from T. flexuosa (XYN10A) (Anbarasan et al., 2010) and for a 
GH11 xylanase from T. lanuginosus (Xiong et al., 2004), especially under 
more acidic conditions: both exhibited higher stability in the presence of 
substrate in a pH-dependent manner. The molecular mechanism behind 
this protective effect is still unclear, but a possible explanation is the 
conformational changes caused by substrate binding to the enzyme 
active site (Anbarasan et al., 2010; Lejeune et al., 2001; Xiong et al., 
2004). 

After pre-incubation at 50 ◦C for 24 h, the enzyme lost 40 % of its 
activity, but remained stable for the next 48 h (Fig. 2e). 

The best conditions for Af-XYLA activity were consistent with the 
best conditions reported for many xylanases, but only a limited number 
of enzymes showed optimal activity at temperatures as high as 80 ◦C 
(Luo et al., 2009; Shibata et al., 2017; van Gool et al., 2013). Only two 
GH xylanases: Xyn10B from Myceliophthora thermophila C1 and XYL10C 
from Bispora sp. MEY-1 have higher optimal temperature (85 ◦C) than 
Af-XYLA, as shown in Table 3. 

Different spectroscopy methods can be used to characterize the 
secondary structure of enzymes and their conformational changes under 
different conditions, providing valuable information about their prop-
erties (Ariaeenejad et al., 2019; Kishore et al., 2012). Analysis of the 
secondary structure by Far-UV CD (Fig. 3a) reinforced that Af-XYLA is a 
thermostable enzyme that can maintain its local conformations from 25 
to 60 ◦C after heating for 30 min. At 70 ◦C, the spectrum of the enzyme 

Fig. 3. Far-UV Circular Dichroism (CD) (top) and Intrinsic Tryptophan Fluorescence Emission (ITFE) (bottom) analysis of Af-XylA. Spectra obtained after incubation 
for 30 min at temperatures from 25 to 90 ◦C (a and c). The apparent melting temperature Tmapp was obtained by the first derivative of (b) ellipticity registered at 205 
nm for CD X temperature; and (d) maximum wavelength values from ITFE X temperature plot. Ellipticity and signal intensity values were obtained with 0.0065 mg 
mL− 1 Af-XylA samples in 20 mM sodium phosphate buffer (pH = 7.4) and 0.1-cm quartz cuvette for CD and 1.0-cm quartz cuvette for ITFE. The mean spectra for each 
condition were normalized by subtracting the buffer spectrum. 
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changed considerably, indicating that a structural transition occurred. 
The maximum peak at 190 nm and the minimum peaks at 208 and 222 
nm decreased, pointing to α-helix content loss, and the spectrum shifted 
toward 200 nm, suggesting tendency to denaturation (Banerjee and 
Sheet, 2017; Crooks et al., 2011; Wallace and Janes, 2009). At 80 and 90 
◦C, these changes also took place, on a larger scale. 

These results corroborated the previous ones: at 30 min, the residual 
activities were above 60 % from 40 to 60 ◦C; almost 50 % at 70 ◦C; and 
almost depleted at 80 and 90 ◦C. In fact, from 60 to 90 ◦C, the α-helix 
content decreased drastically to 11.9 %, whereas parallel β-strands, 
turns, and disordered/other structures increased slightly to 5.4 %, 12.8 
%, and 43.7 %, respectively; antiparallel β-strands did not change 
significantly (Supplementary Table 1). 

On the basis of the CD results, the melting temperature (Tm) value 
was 67.7 ◦C, and two well-defined stages were evident: native (25–60 
◦C) and denatured (80–90 ◦C) (Fig. 3b). For comparison, literature 
values based on CD are Tm of 58.1 ◦C (20 mM citrate buffer, pH = 5.0) 
for Xylanase II from Trichoderma reesei (López and Estrada, 2014), 45.2 
◦C (20 mM phosphate buffer, pH = 6.0 in the presence of 2.5 M urea) for 
BCX from Bacillus circulans (Shah et al., 2017), and 57.4 ◦C (20 mM 
phosphate buffer, pH = 6.5) for XynA from Bacillus subtilis (Alponti et al., 
2016). 

The elevated Tm value of Af-XYLA was expected because the three 
disulfide bonds in its structure should make it more resistant to 
conformational changes. The presence of disulfide bonds, especially at 
the N or C terminus or in the α-helix regions, is one of the major factors 
for increased thermal stability (Fan et al., 2020; Kumar et al., 2018; Li 
et al., 2019a; Takita et al., 2019). 

The presence of 12 tryptophan residues made Af-XYLA more sensi-
tive to Intrinsic Tryptophan Fluorescence Emission (ITFE) analysis 
(Fig. 3c). As in the case of CD, heating the enzyme from 25 to 60 ◦C did 
not elicit significant changes, showing that the polarity of the trypto-
phan residues did not change, either. On the other hand, from 60 to 70 
◦C, a red shift was evident, indicating transition and more exposure of 
the tryptophan residues to the polar solvent, which triggered a relaxa-
tion of the excitation, as evidenced by decreasing energy of the fluo-
rescence emission–the maximum wavelength (λmax) shifted from 336.4 
to 342.2 nm (Supplementary Table 2) (Ghisaidoobe and Chung, 2014; 
Jayme et al., 2018; Lakowicz, 2013; Sindrewicz et al., 2019). At 80 and 
90 ◦C, there were no marked shifts, but the intensities decreased due to 
higher exposure. 

On the basis of the ITFE data, we determined Tm (Fig. 3d) as 61.9 ◦C, 
whilst Xylanase II has Tm of 56.3 ◦C (López and Estrada, 2014), AuX-
yn11A from Aspergillus usamii has Tm of 57.6 ◦C (20 mM phosphate 
buffer, pH = 6.5) (Zhang et al., 2014), and AoXyn11A from Aspergillus 
oryzae has Tm of 52.3 ◦C (50 mM phosphate/citric acid buffer, pH = 5.5) 
(Li et al., 2017). These values reinforced that Af-XYLA has great ther-
mostability due to its superior Tm, which is supposed to be above 60 ◦C 
as indicated by the CD and ITFE techniques. 

Given that enzymes need to be exposed to extreme conditions during 
several industrial processes, one of the most desired properties is 
enzymatic stability to high temperatures and pH values (Liu et al., 2015; 
Pellegrini et al., 2015; Wang et al., 2019). Performing biomass 
saccharification at elevated temperatures is advantageous in many 
ways; e.g., it reduces polyssacharide viscosity and bacterial contami-
nation risks (Moroz et al., 2015) and enables the enzyme to be directly 
used after steam pre-treatment, which saves time and energy and re-
duces the amount of enzyme required during the process (Karnaouri 
et al., 2014b; Shibata et al., 2017). 

3.4. Effect of additives and reaction products on Af-XYLA activity 

During industrial processes, GH10 xylanases can be affected by metal 
ions and other chemicals that may be present as additives in reaction 
mixtures and which can cause equipment corrosion (Li et al., 2019a; 
Pereira et al., 2017). Therefore, elucidating which ions or chemicals are 

inert or influence Af-XYLA activity positively/negatively is important 
(Table 4). 

EDTA, a chelating agent, does not affect Af-XYLA activity (92.5 %), 
so it has been suggested that this enzyme is not a metalloprotein 
(Benhmad et al., 2016). Both β-mercaptoethanol and DTT reducing 
agents stimulate Af-XYLA activity (132.5 % and 144.5 %, respectively), 
indicating that the sulfhydryl groups of free cysteine residues (i.e., not 
involved in disulfide bonds) are positive for enzymatic activity (Karn-
chanatat et al., 2008). 

The surfactants tested herein had distinct effects on Af-XYLA activity. 
When we exposed the enzyme to SDS, an anionic surfactant, the enzy-
matic activity decreased to 44.4 %, as expected, because SDS is a well- 
known strong protein denaturant (Zhou et al., 2011). In contrast, 
Af-XYLA exposure to SLS and non-anionic surfactants (Triton X-100 and 
Tween 20), gave relative activities of 108.2 %, 111.2 %, and 128.4 %, 
respectively. Tolerance to these reagents is an industrially relevant 
feature because many surfactants are applied in biomass saccharifica-
tion processes to avoid non-productive adsorption of enzymes onto 
lignin during hydrolysis (Li et al., 2016; Rocha-Martín et al., 2017). 

The addition of K+, NH4
+, Co2+, Ca2+, Mn2+, or Mg2+ did not affect 

Af-XYLA activity, but the addition of Cu2+, Zn2+, or Fe2+ reduced 
enzymatic activity to 50.7 %, 64.8 %, and 53.4 %, respectively. Cupric 
ions are known for strongly inhibiting xylanases because they catalyze 
the auto-oxidation of cysteines in disulfide bonds, to form sulfenic acid 
(Chen et al., 2019b; Maitan-Alfenas et al., 2016). Similarly, Fe2+ ions 
have been reported to affect other xylanases from Aspergillus sp. nega-
tively because they oxidize the indole ring and interact with the amino 
acid residues present in the catalytic site of the enzymes (Chen et al., 
2019b). 

Bivalent cations such as Ca2+ and Mg2+ can act as activators by 
helping to stabilize the enzyme-substrate complex of some GH10 xyla-
nases (Haq and Akram, 2019; Li et al., 2019a; Liew et al., 2019). For 
example, 2 mM Ca2+ or 5 mM Mg2+ enhances the activity of XynBCA 
from Caldicoprobacter algeriensis (relative activity > 120 %) (Mhiri et al., 
2020). Likewise, Ca2+improves both the stability and activity (~450 %) 
of Xyn10A from Thermotoga thermarum (Shi et al., 2013) and the activity 
of TnXynB from Thermotoga naphthophila RKU-10 (136 %) (Haq and 
Akram, 2019). However, these ions did not affect Af-XYLA. 

Finally, AgNO3 completely inhibited the enzyme. The theoretical 
reason for heavy metals, such as Ag and Hg, inhibiting the enzyme is 
their strong affinity for reduced sulfhydryl and other reactive groups like 
CONH2, NH2, COOH, and PO4 (Liew et al., 2019; Meleiro et al., 2018; 
Narra et al., 2014). 

As lignocellulose hydrolysis proceeds, it releases increasing amounts 
of compounds originating from lignocellulose degradation. These com-
pounds accumulate in the reaction medium, which can affect the cata-
lytic efficiency of xylanases and other CAZymes (Chen et al., 2019a). 
Particularly, products generated from the activities of xylanases and 
cellulases (e.g., xylose, xylitol, glucose, and cellobiose) and sugar 
fermentation (ethanol) can inhibit the action of hydrolases, preventing 
high final yields to be achieved at low cost (Chen et al., 2019a; Maulana 
Hidayatullah et al., 2020; Meleiro et al., 2018; Zou et al., 2021). Thus, 

Table 4 
Effect of different additives on Af-XYLA activity.  

Additive Relative Activity (%) Additive Relative Activity (%) 

None 100.0 ± 0.8 MgSO4 100.3 ± 0.3 
SDS 44.4 ± 2.9 AgNO3 0 
Tween20 128.4 ± 4.2 CoCl2 92.4 ± 2.0 
EDTA 92.5 ± 1.3 MnCl2 100.7 ± 3.0 
β-mercaptoethanol 132.5 ± 1.3 (NH4)2SO4 94.6 ± 0.2 
DMSO 104.7 ± 3.8 CaCl2 96.4 ± 0.4 
Ascorbic acid 93.0 ± 0.7 KCl 106.1 ± 1.8 
CuSO4 50.7 ± 1.1 DTT 144.5 ± 3.5 
FeSO4 53.4 ± 1.7 Triton X-100 111.2 ± 0.2 
ZnSO4 64.8 ± 0.9 SLS 108.2 ± 1.2  
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tolerance to inhibition by these hydrolysis-fermentation products is 
essential for efficient and economical application of enzymes in indus-
trial biomass-converting processes (Meleiro et al., 2018). In this sense, 
investigating the effects of the end-products D-xylose, D-glucose, and 
ethanol on Af-XYLA activity during xylan degradation is crucial in our 
quest to elucidate the properties of this enzyme. 

We added increasing concentrations of the aforementioned mono-
saccharides (10–250 mM) and ethanol (0.5–50 % (v/v)) individually to 
the reactions, and we measured the relative Af-XYLA activity as 
compared to the control system (Fig. 4). 

Xylose and glucose at 10 mM inhibited xylanase activity by 
approximately 10 %. Regardless of this slight decline, higher sugar 
concentrations did not elicit any loss, and the enzyme remained sur-
prisingly stable up to 250 mM. 

Ethanol decreased Af-XYLA activity more markedly. At 1%, ethanol 
did not exert any effect; in the presence of 10 % ethanol, the enzyme 
retained 73 % of its maximum activity. However, the enzymatic activity 
dropped to 34 and 7% in the presence of 25 and 50 % ethanol, respec-
tively. Hack & Akram (2019) reported a more ethanol-resistant GH10 
xylanase from Thermotoga naphthophila RKU-10A (TnXynB), which dis-
played >45 % of activity at 50 % ethanol (v/v) (Haq and Akram, 2019). 
On the other hand, Af-XYLA was more tolerant to ethanol than Xyn11− 1 
(Wang et al., 2017) and XynAHJ3 (Zhou et al., 2012), which presented 
relative activities of 59.8 % and 44.2 %, respectively, in the presence of 
10 % ethanol. 

3.5. Substrate specificity and kinetic parameters 

When we evaluated Af-XYLA specificity for other substrates besides 
xylan, we did not detect any activity (Table 5). In fact, most GH10 
xylanases are enzymes without reported cellulase activity (Wang et al., 
2019). 

Nevertheless, the enzyme was substantially active toward beech-
wood xylan, as evidenced by the kinetic parameters (Table 3). At 50 ◦C, 
a temperature that is commonly used in biorefineries during biomass 
saccharification by enzyme cocktails (Mohd Azhar et al., 2017), the Vmax 
and KM values were 35,756 ± 1279 U mg− 1 and 1.62 ± 0.19 mg mL− 1, 

respectively. When we conducted the reaction at the optimal tempera-
ture condition (80 ◦C), Vmax was even better, 88,082 ± 2639 U mg− 1, 
and KM was 4.09 ± 0.39 mg mL− 1. Only one fungal GH10 xylanase has 
kinetic constants of the same order of magnitude as Af-XYLA: XYL10C 
from Bispora sp. MEY-1. Even so, its Vmax values (23,728 U mg− 1 for oat 
spelt xylan and 18,744 U mg− 1 for birchwood xylan) were far from those 
obtained for the recombinant enzyme from A. fumigatus. 

The low KM values of Af-XYLA meant that small amounts of substrate 
were required to saturate the enzyme. On the other hand, the high 
values for the kcat/KM ratio highlighted its remarkable catalytic effi-
ciency in converting xylan (Uday et al., 2017). 

Stability to operational conditions and catalytic performance are the 
most important characteristics to consider when selecting an enzyme for 
industrial purposes (Uday et al., 2017). Together, our results leave no 
doubt about the Af-XYLA potential for such applications. However, to 
overcome the barrier imposed by the recalcitrant structure of biomass 
and to achieve complete biomass degradation, enzymes need to be able 
to act synergistically with each other (Bernardi et al., 2021; Song et al., 
2016). 

3.6. Optimization of saccharification parameters for increased sugar 
yields 

Enzymatic hydrolysis is a key step in lignocellulose processing to 
obtain bioproducts and bioenergy. Enzyme performance depends on 
several operational factors, including enzyme load, pH, temperature, 
reaction time, and substrate and surfactant concentrations. Many re-
searchers aiming at improved reaction rates and yields have successfully 
applied statistical optimizations (Ben Taher et al., 2017; Das et al., 2015; 
Ferreira et al., 2009; Pandiyan et al., 2014; Sayed Jamaludin et al., 2013; 
Van Dyk and Pletschke, 2012). 

Application of xylanases during saccharification of pre-treated 
biomass improves sugar yields: these enzymes solubilize xylan, thus 
increasing the accessibility of cellulases to cellulose and the overall ef-
ficiency of the process (Chen et al., 2019a; Ferreira et al., 2009; Uday 
et al., 2017). Furthermore, we have previously reported that Tween 20 
positively affects Af-XYLA activity. In fact, the addition of surfactants 
benefits biomass saccharification and has thus been a target factor in 
DoE optimization studies (Ben Taher et al., 2017; Das et al., 2015; 
Ferreira et al., 2009; Noratiqah et al., 2013). 

We used a CCRD 23 statistical approach to investigate how Af-XYLA 
behaves during hydrolysis of pre-treated SEB or SDB and to determine 
the optimal concentration of this enzyme (μg/g substrate) and the 
optimal values of the parameters Celluclast® 1.5 L load (FPU/g sub-
strate) and Tween 20 (% (v/v)) for maximum release of reducing sugars. 

The design matrixes consisted of 19 experiments, with eight factorial 
points, six axial points, and five repetitions at the central point (0) 
(Table 6). 

Fig. 4. (a) Monosaccharide and (b) ethanol effects on Af-XYLA activity.  

Table 5 
Af-XYLA relative activities on Beechwood xylan, Tamarind xyloglucan, 
Low viscosity CM-Cellulose, and Avicel® PH-101.  

Substrate Relative activity (%) 

Beechwood xylan 100.0 ± 0.4 
Tamarind xyloglucan 3.1 ± 0.06 
Low viscosity CM-Cellulose ND 
Avicel® PH-101 ND 

ND: Not detectable. 
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3.6.1. Sugarcane exploded bagasse (SEB) hydrolysis optimization 
The quadratic polynomial that described the relationship between 

the three independent variables and the yield of reducing sugars (%) 
from SEB hydrolysis is shown in Eq. 2.  

Y = 5.554868 + 0.816200 A + 0.811017 B + 0.652783 C - 0.008725 AB +
0.012602 AC + 0.109543 BC - 0.444636 A2 – 0.268779 B2 – 0.520199 C2(2) 

A Pareto chart allows the effects of each individual parameter and 
their interactions to be visualized (Fig. 5). P values less than 0.01 suggest 
model terms are significant, so we can conclude that the linear effects of 
the three independent variables were positive and significant, indicating 
that all of them were critical to the success of the hydrolysis reaction. 

We attested the statistical significance of the mathematical model by 
Fisher’s F-test. ANOVA is given in Table 7. We checked the fit of the 
model by coefficient of determination (R2 > 0.75 indicates the model is 

apt) (Ferreira et al., 2009). 
The regression was significant, as evidenced by the F-test, which 

gave a calculated F value higher than 5.064 (F-critical value), while lack 
of fit was not significant (F < 27.345). These statistical results ensured 
that the model is adequate to predict the percentage of reducing sugars 
released under any sets of combination of the variables. 

Fig. 6 represents the 3D response surface plots of two independent 
variables; the remaining variables are fixed at their respective zero 
levels. The maximal response (6.7 % or 67 mg g− 1) was predicted to be 
reached under the following conditions: 3.75 μg g -1 xylanase, 1.8 FPU 
g− 1 Celluclast®1.5 L, and 0.75 % (v/v) Tween 20. We validated the 
predictions by conducting SEB hydrolysis under the aforementioned 
optimal values in a quadruplicate experiment. The actual response was 
7.1 % (71 mg g− 1), which agreed well with the predicted response. 

3.6.2. Sugarcane delignified bagasse (SDB) hydrolysis optimization 
The quadratic polynomial that described the relationship between 

the three independent variables and the yield of reducing sugars (%) 
from SDB hydrolysis is shown in Eq. 3.  

Y = 29.19930 + 0.35432 A + 5.89137 B + 4.11533 C - 0.44108 AB +
0.86762 AC + 0.85793 BC + 0.28154 A2 - 0.04819 B2 - 3.11881 C2      (3) 

Moreover, the Pareto chart in Fig. 7 provides a better view of the 
effects of the parameters. Both xylanase and cellulase loadings had 
positive and significant linear effects on the response. In contrast to our 
previous observation for SEB, addition of Tween 20 did not affect the 

Table 6 
CCR Design matrix and experimental values for optimization of SEB and SDB 
hydrolyses.      

Reducing sugars (%) 

Run A- Tween 
20 (% v/v) 

B-Celluclast® 
1.5 L (FPU/g) 

C- Af- 
XYLA 
(μg/g) 

SEB 
hydrolysis 

SDB 
hydrolysis 

1 − 1 − 1 − 1 2.99 19.42 
2 1 − 1 − 1 4.36 21.78 
3 − 1 1 − 1 4.43 32.87 
4 1 1 − 1 5.79 28.61 
5 − 1 − 1 1 3.21 23.34 
6 1 − 1 1 4.66 24.31 
7 − 1 1 1 5.11 35.36 
8 1 1 1 6.49 39.43 
9 − 1.68 0 0 2.20 26.90 
10 1.68 0 0 5.52 27.91 
11 0 − 1.68 0 3.02 16.67 
12 0 1.68 0 5.69 36.29 
13 0 0 − 1.68 1.56 6.97 
14 0 0 1.68 5.74 28.65 
15 0 0 0 5.27 29.07 
16 0 0 0 5.57 31.75 
17 0 0 0 5.75 29.50 
18 0 0 0 5.75 28.29 
19 0 0 0 5.78 28.49  

Fig. 5. Pareto chart of Standardized Effects for the yield of reducing sugars (%) from SEB hydrolysis.  

Table 7 
Analysis of variance (ANOVA) for the fitted second-order model that describes 
release of reducing sugars from SEB as a function of independent variables.  

Source of 
variation 

Degree of 
Freedom 

Sum of 
Squares 

Mean 
Square 

F-value F-critical 
(α =
0.01) 

Regression 5 28.01391 5.602782 9.9482929 5.064 
Residual 12 6.75828 0.5631903   
Lack of fit 9 6.59535 0.732817 13.4931 27.345 
Pure error 3 0.16293 0.054310   
Total 17 34.77219    

R2 = 0.81. 
Adj R2 = 0.72. 
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SDB hydrolysis yields. Tween 20 assists in lignocellulose hydrolysis 
because it decreases non-productive adsorption of cellulases onto lignin 
by occupying the hydrophobic regions on the surface of these polymers 
(Ferreira et al., 2009). Because SDB results from a chemical pretreat-
ment that removes the lignin fraction, Tween 20 was not even expected 
to have any effect on enzymatic degradation of this biomass. Supple-
mentary Table 3 (de Gouvêa et al., 2018; Siqueira et al., 2013) compares 
the SEB and SDB compositions. 

ANOVA is given in Table 8. The regression model proved to be sig-
nificant and predictive, as indicated by the F-test results. Fig. 8 displays 
the response surface plot of the two significant factors (Af-XYLA and 
Celluclast®1.5 L loads). Maximal response (40.5 % or 405 mg g− 1) could 
be achieved with 3.75 μg g− 1 xylanase and 1.8 FPU g-1 cellulases. 
Interestingly, we determined the same optimal values for SEB. Finally, 
we attested the validity of the method by performing the SDB hydrolysis 
with these optimal values of enzyme load, to find a reducing sugar 
percentage of 37.5 % (375 mg g− 1), which agreed well with the pre-
dicted response. 

3.7. Effect of the synergistic action of enzymes on the saccharification of 
pre-treated sugarcane bagasses 

The combined activities of cellulases and xylanases can improve the 
saccharification of various xylan-containing biomasses more effectively 
than increasing cellulase load (Chen et al., 2019a; Song et al., 2016). 
Therefore, we evaluated how the synergistic action between Af-XYLA 
and Celluclast® 1.5 L affected SEB and SDB depolymerization. We car-
ried out the reactions at 50 ◦C and pH 6.0 for up to 48 h, and we used the 
optimal concentrations statistically estimated for the recombinant 
xylanase (3.75 μg g− 1) and Celluclast® 1.5 L (1.8 FPU g− 1). We also 
added 0.75 % Tween 20 (v/v) as additive in SEB hydrolysis. 

Fig. 9 shows that the presence of Af-XYLA in the reactions enhanced 
the release of reducing sugars from both substrates in a time-dependent 
manner, demonstrating the high degree of synergy between the en-
zymes. For SEB, hydrolysis improved by about 155 % after 24 and 48 h 
(Fig. 9a). For SDB, saccharification was xylanase-boosted by 305 % and 
277 % after 24 and 48 h, respectively (Fig. 9b). These data also 

Fig. 6. 3D Response surface plots showing the effects of a) Celluclast®1.5 L and Tween 20, b) Af-XYLA and Tween 20, and c) Af-XYLA and Celluclast®1.5 L on the 
production of reducing sugars from SEB. The remaining variables were fixed at their zero levels. 
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reinforced the limits imposed by lignin on the recovery of sugars from 
biomass, evidenced by the magnitude of the difference between the 
scales of the graphs (Bernal-Lugo et al., 2019; Tian et al., 2017). 

Numerous research works have focused on synergy studies involving 
xylanases and cellulases. Hu et al. (2011) reported that addition of 
Multifect xylanase increased the yield and extent of hydrolysis of 
steam-pretreated corn stover by Celluclast® 1.5 L from 45 % to 87 % (Hu 
et al., 2011). Similarly, hydrolysis of pre-treated corn stover performed 
by cooperative action of XynA (a xylanase from Bacillus sp.) and Cellu-
clast® 1.5 L resulted in higher production of reducing sugars when 
compared to the cocktail alone: increases of 48.7 % and 77.6 % were 
respectively obtained with 2 and 4 UBirWX of XynA (Wang et al., 2019). 
Both xylanases MYCTH_56237 and MYCTH_49824 from Myceliophthora 
thermophila also cooperated synergistically with Celluclast®1.5 L, 

Fig. 7. Pareto chart of Standardized Effects for yields of reducing sugars yields (%) from SDB hydrolysis.  

Table 8 
Analysis of variance (ANOVA) for the fitted second-order model that describes 
the release of reducing sugars from SDB as a function of independent variables.  

Source of 
variation 

Degree of 
Freedom 

Sum of 
Squares 

Mean 
Square 

F-value F-critical 
(α =
0.01) 

Regression 3 848.82265 282.94088 29.09564 5.292 
Residual 16 155.59218 9.7245115   
Lack of fit 11 147.769 13.4336 8.5859 9.963 
Pure error 5 7.823 1.5646   
Total 19 1004.415    

R2 
= 0.85. 

Adj R2 = 0.82. 

Fig. 8. 3D response surface plot showing the effects of Celluclast®1.5 L and Af-XYLA on the production of reducing sugars from SDB. Tween 20 was fixed at its 
zero level. 
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increasing hydrolysis of pretreated corn stover from 30 % to 50.3 and 
55.6 %, respectively (Basit et al., 2018). Likewise, Song et al. (2016) 
observed that xylanase-cellulase co-treatment improved corncob pow-
der, corn stover, and rice straw hydrolysis by 133 %, 164 %, and 545 %, 
respectively (Song et al., 2016). Together, these results evidenced the 
potential of applying synergistic strategies to improve the content of 
sugars released from biomass saccharification. 

4. Conclusions 

Stability to additives and operational conditions, high catalytic ef-
ficiency, and elevated degree of synergism with other CAZymes are 
major requirements that make a biocatalyst suitable for most industrial 
processes, and Af-XYLA met all of them. The recombinant xylanase from 
A. fumigatus displayed the best performance at 80 ◦C and withstood long 
pre-incubation at 50 ◦C well. Furthermore, it exhibited great activities 
over a wide pH range: its optimal activity was achieved at pH 5–7, but it 

worked with 80 % of its maximum potential at pH 4 and 8. Besides, to 
the best of our knowledge, Af-XYLA presented the best kinetic param-
eters among fungal GH10 xylanases. Finally, its cooperative action with 
Celluclast®1.5 L successfully boosted biomass saccharification rates. 
Together, the remarkable properties of Af-XYLA highlight it as a 
promising candidate for several biotechnological applications, from 
depolymerization of the plant cell wall, to obtain fermentation products, 
to pulp pre-bleaching in the paper industry. 
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phosphate buffer (pH 6.0) containing 1% (w/v) substrate at 1000 rpm and 50 ◦C for 24 or 48 h. The data represent the mean ± standard error obtained from at least 
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Abstract: Background: Lytic Polysaccharide Monooxygenases (LPMOs) are auxiliary accessory 
enzymes that act synergistically with cellulases and which are increasingly being used in second-
generation bioethanol production from biomasses. Several LPMOs have been identified in various 
filamentous fungi, including Aspergillus fumigatus. However, many LPMOs have not been charac-
terized yet.  
Objective: To report the role of uncharacterized A. fumigatus AfAA9_B LPMO.  
Methods: qRT-PCR analysis was employed to analyze the LPMO gene expression profile in differ-
ent carbon sources. The gene encoding an AfAA9_B (Afu4g07850) was cloned into the vector pET-
28a(+), expressed in the E. coli strain RosettaTM (DE3) pLysS, and purified by a Ni2+-nitrilotriacetic 
(Ni-NTA) agarose resin. To evaluate the specific LPMO activity, the purified protein peroxidase 
activity was assessed. The auxiliary LPMO activity was investigated by the synergistic activity in 
Celluclast 1.5L enzymatic cocktail.  
Results: LPMO was highly induced in complex biomass like sugarcane bagasse (SEB), Avicel® 
PH-101, and CM-cellulose. The LPMO gene encoded a protein comprising 250 amino acids, with-
out a CBM domain. After protein purification, the AfAA9_B molecular mass estimated by SDS-
PAGE was 35 kDa. The purified protein specific peroxidase activity was 8.33 ± 1.9 U g-1. Upon 
addition to Celluclast 1.5L, Avicel® PH-101 and SEB hydrolysis increased by 18% and 22%, re-
spectively.  
Conclusion: A. fumigatus LPMO is a promising candidate to enhance the currently available enzy-
matic cocktail and can therefore be used in second-generation ethanol production. 

Keywords: Lytic polysaccharide monooxygenases, Aspergillus fumigatus, AA9 LPMO, sugarcane bagasse, biomass hydroly-
sis, bioethanol production. 

1. INTRODUCTION 

 High emission of greenhouse gases causes global warm-
ing. This situation has called for replacement of fossil fuels 
with renewable and sustainable energy sources that lead to 
low CO2 emissions and a more sustainable economy. In this 
context, renewable biomass (sugar cane bagasse, rice straw, 
corn straw and wheat straw) has become an attractive option 
to produce chemicals, biofuels, and biomaterials [1-4].  
 Lignocellulosic biomass consists of cellulose, hemicellu-
lose and lignin. Cellulose, the main plant biomass polymeric 
component, usually contains highly crystalline regions. 
 

*Address correspondence to this author at the Faculdade de Filosofia Ciên-
cias e Letras de Ribeirão Preto, Universidade de São Paulo, Ribeirão Preto, 
São Paulo, Brazil; E-mail: tdinamarco@ffclrp.usp.br 
#Both authors contributed equally to the work. 

Cellulose is a linear polymeric chain of over 10,000 D-
glucose residues linked by β-1,4-glycosidic bonds [5-7]. Due 
to its recalcitrant characteristic, lignocellulose degradation 
into fermentable sugars requires the synergistic action of 
cellulases and hemicellulases [8-11].  
 Pretreatment, such as a steam explosion, is usually a 
good strategy to open the lignocellulosic structure for hy-
drolysis by enzymatic cocktails. However, costs involved in 
pretreatment and enzymatic cocktails make lignocellulose 
breakdown expensive [1]. Although enzymes have become 
less expensive over the last decade, several attempts are still 
being made to reduce hydrolysis costs. 
 Lytic Polysaccharide Monooxygenases (LPMOs) have 
been recently described. LPMOs have revolutionized ligno-
cellulose breakdown and greatly impacted lignocellulosic 
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biomass saccharification efficiency when they supplement 
commercial cellulase cocktails [3, 12-15].  
 LPMOs are described as metalloenzymes (EC 1.14.99). 
Their oxidation mechanism involves a divalent metal ion 
(usually copper), molecular oxygen, and an electron donor 
that acts on the polysaccharide matrix crystalline regions, 
favoring cellulase and hemicelullase action [14, 16, 17]. 
These enzymes are active mainly on cellulose and some 
hemicelluloses, and they are known to exert oxidative action 
on carbon C1, carbon C4, or both [18, 19]. 
 Until now, only LPMOs from fungi that can act on dif-
ferent polysaccharides, like cellulose, xylan, chitin xyloglu-
can, and starch, have been characterized [15, 20-22]. 
 According to the CAZy database (Carbohydrate Active 
Enzymes) [23], LPMOs are classified as an auxiliary activity 
class (AA) and are divided into AA families: AA9 LPMOs, 
which are active on cellulose; AA10 LPMOs, which are ac-
tive on chitin or cellulose; AA11 LPMOs, which degrade 
chitin; and AA13 LPMOs, which act on starch [24]. Re-
cently, two new LPMO families have been described: 
Pycnoporus coccineus AA14 LPMOs, which are active on 
xylan found in wood biomass [22]; and Thermobia domes-
tica AA15 LPMOs, which act on chitin [25]. 
 Filamentous fungi play an important role in the secretion 
of a large set of CAZymes, which can be further used to im-
prove enzymatic cocktail activity [5, 26-29]. Recently, our 
group has shown that Aspergillus fumigatus (A. fumigatus) 
secretes many Carbohydrate-active enzymes (CAZymes), 
including AA9 LPMOs (AfAA9_B), when they are culti-
vated in the presence of sugarcane bagasse, but no A. fumi-
gatus LPMOs have been characterized yet [29]. Although the 
AfAA9_B structure has been elucidated, no activity has been 
determined for this enzyme ([30] Q. Shen (unpublished)).  
 To gain more insight into the role played by A. fumigatus 
AfAA9_B LPMO, this work investigates the cloning, expres-
sion, and activity of this enzyme. This investigation will 
provide important information on the viability of using 
LPMOs to supplement enzymatic cocktails. 

2. MATERIALS AND METHODS  

2.1 Strains and Materials 

 A. fumigatus strain Af293, gently donated by Prof. Dr. 
Sérgio Akira Uyemura (University of São Paulo, BR), was 
cultivated in YAG medium [2.0% (w/v) dextrose, 2.0% 
(w/v) agar, 0.5% (w/v) yeast extract, and 0.1% (v/v) trace 
elements] at 37 ºC for two days to obtain a fresh conidia sus-
pension.  
 Escherichia coli Rosetta (E. coli) (DE3) pLysS and 
DH5α were preserved at −80 °C in our laboratory. 
 Substrates were purchased from Sigma (Sigma-Aldrich, 
St. Louis, MO, USA). The natural substrate Sugarcane Ex-
ploded Bagasse (SEB), composed of 47.5% cellulose, 9.0% 
hemicelluloses, and 34.3% lignin, was kindly provided by 
Prof. Dr. João Atílio Jorge (University of São Paulo, BR). 
 

2.2. qRT-PCR Analysis 

2.2.1. Culture Conditions 

 Conidia were inoculated to a final concentration of 1 x 
108 per 50 mL of Minimal Medium (MM) [1x salt solution 
(v/v) and 0.2% trace element solution] containing 1% (w/v) 
fructose and incubated at 37 °C, 200 rpm, for 16 h. Next, 
mycelia were harvested with sterile distilled water, washed, 
and transferred to MM containing 1% (w/v) fructose (con-
trol), 1% (w/v) SEB, 1% (w/v) low-viscosity carboxymeth-
ylcellulose (CM-Cellulose), 1% (w/v) β -glucan, 1% (w/v) 
xyloglucan, and 1% (w/v) microcrystalline cellulose 
(Avicel® PH-101, Sigma) at 37 ºC, 200 rpm for 3, 6, 12, and 
24 h. Then, the mycelia were harvested by filtration through 
Whatman grade 1 filters (GE Healthcare, Grandview Blvd. 
Waukesha, WI, USA), washed once with sterile distilled 
water, and kept at −80 °C until RNA was extracted.  

2.2.2. Total RNA Isolation and cDNA Synthesis 

 Mycelia (100 mg) from A. fumigatus were weighted to 
extract total RNA by using the Trizol® reagent (Invitrogen, 
Carlsbad, CA, USA) according to the manufacturer’s instruc-
tions. cDNA was synthetized from 1 µg of total RNA by 
using SuperScript® II Reverse Transcriptase (Invitrogen, 
Carlsbad, CA, USA) according to the manufacturer’s instruc-
tions.  

2.2.3. Quantitative Real-Time PCR 

 Quantitative real-time PCR (qRT-PCR) analyses were 
accomplished according to Semighini et al., (2002) [31]. 
TaqMan® probe sequences are described in Supplementary 
Table S1.  β -tubulin was used as a housekeeping gene con-
trol, and the qRT-PCR results were analyzed by using the  
2-ΔΔCT method [32, 33]. Reactions were carried out as fol-
lows: 50 °C for 2 min, 95 °C for 10 min, 40 cycles of 95 ºC 
for 15 s, and 60 ºC for 1 min. Each experiment was carried 
out in triplicate, and three different biological experiments 
were conducted. 

2.3. AfAA9_B Heterologous Expression in E. coli  

2.3.1. AfAA9_B Expression Plasmid Construction 

 The AfAA9_B full complementary DNA (cDNA) “Open 
Reading Frame” (ORF) was amplified by PCR reactions 
with specific primer sequences containing restriction enzyme 
sites, as shown in Table 1. PCR conditions were: 94 ºC/ 
5 min (1 cycle), 94 °C/1 min, 55 °C/1 min, 68 °C/2 min (30 
cycles), and 68 ºC/ 10 min (1 cycle); Platinum® Taq DNA 
polymerase High Fidelity (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA) 
was employed.  
 Amplification products were purified with the aid of the 
kit QIAquick Gel Extraction (Qiagen, Hilden, Germany), 
cloned into the pGEM®-T easy vector (Promega, Madison, 
WI, USA), and transformed into E. coli strain DH5α. 
pGEM/AfAA9_B sequencing was performed to verify gene 
sequence in an automatic DNA sequencer (ABI Prism model 
377; Perkin Elmer, Waltham, MA, USA). 
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  Plasmids pGEM/AfAA9_B and pET-28a(+) (Novagen; 
USA) were double digested with appropriate enzymes, and 
gene fragments were inserted into the expression vector 
pET-28a(+) by using T4 DNA Ligase (Invitrogen, Carlsbad, 
CA, USA). The resulting recombinant expression plasmid 
pET-28a/AfAA9_B encoded LPMO fused to the C-terminal 
6-histidine tag in the coding sequence.  

2.3.2. AfAA9_B Overexpression in E. coli 

 Competent E. coli Rosetta (DE3) pLysS transformed 
with plasmids pET-28a/AfAA9_B were grown in Luria-
Bertani (LB) medium [1% (w/v) tryptone, 0.5% (w/v) yeast 
extract, and 1% (w/v) NaCl] added with 1% (w/v) glucose, 
50 µg/mL kanamycin, and 25 µg/mL chloramphenicol and 
incubated overnight, at 37 ºC and 200 rpm. After this period, 
the bacterial culture was transferred to Terrific-Broth (TB) 
medium [2.4% (w/v) yeast extract, 1.2% (w/v) tryptone, 
0.4% (v/v) glycerol, 17 mM KH2PO4, and 72 mM K2HPO4] 
added with 1% (w/v) glucose, 50 µg/mL kanamycin, and  
25 µg/mL chloramphenicol. The expression conditions of 
temperature (17, 25, 30, and 37 °C), Isopropyl-D-
Thiogalacto-pyranoside (IPTG) concentration (0.1, 0.25, 0.5, 
and 1.0 mM), and induction time (2, 4, 6, 12, and 24 h) were 
optimized. Cells were harvested by centrifugation at 18,514 
x g and 4 °C for 10 min.  
 Inclusion bodies were purified and denatured according 
to the protocols described in the kit “iFOLD™ Protein Re-
folding System I” (Novagen, Darmstadt, HE, Germany). 
Protein refolding was performed concomitantly with dialysis 
in 20 mM Tris-HCl buffer pH 7 (Sigma-Aldrich, St. Louis, 
MO, USA) in dialysis membrane at 4 ºC for 24 h, under stir-
ring.  

2.4. Protein Purification  

 Recombinant AfAA9_B was purified by applying  
proteins onto a Ni2+-nitrilotriacetic (Ni-NTA) agarose resin 
pre-equilibrated with 20 mM sodium phosphate and 0.5 M 
NaCl pH 7.4 (Ni Sepharose 6 Fast Flow resin, GE, Chicago, 
IL, USA). After LPMO inclusion bodies were purified, the 
buffer was exchanged with 20 mM sodium phosphate and 
0.5 M NaCl pH 7.4, and the LPMO protein was bound to the 
resin at 4 oC for 2 h. Washes were carried out three times 
with sodium phosphate buffer without imidazole. Bound 
proteins were then eluted with the same buffer containing 
250 mM imidazole. The purified LPMO protein was  
analyzed by 10% (w/v) SDS-polyacrylamide gel electropho-
resis (SDS-PAGE), stained with Comassie Brilliant Blue  
R-250 (Sigma-Aldrich, St Louis, MI, EUA). Protein concen-
tration was determined by Bradford’s Assay (Bio-Rad  
Protein Assay Hercules, CA, EUA) [34]. 

2.5. SDS-PAGE and Western Blotting 

 Enzyme purity and molecular weight were analyzed by 
10% (w/v) SDS-PAGE, according to the methodology de-
scribed by Laemmli [35]. After the run, the gel was stained 
with Comassie Brilliant Blue R-250 (Sigma-Aldrich, St. 
Louis, MO, USA). SDS-PAGE was conducted with Mini-
PROTEAN TGX Stain-Free precast gels (Biorad, Hercules, 
CA, USA) according to the manufacturer’s instructions.  
 Protein Western blotting was performed according to 
Towbin et al., (1979) [36]. After electrophoresis, the protein 
was transferred to membranes and incubated in Tris-
Buffered Saline, 0.1% Tween 20 (TBS-T) buffer 1x (v/v) 
(TBS 1x [20 mM Tris, 150 mM NaCl] and 0.1% (v/v) 
Tween 20) containing 5% (w/v) powdered milk at 4 °C for 1 
h. Blots were sequentially treated with mouse Anti-
polyHistidine (His-tag) (GE, Boston, MA, EUA) 1:5000 and 
anti-mouse IgG (alkaline phosphatase-conjugated goat) 
1:5000 antibodies (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA). 
Phosphatase activity was detected with “ECL Western blot-
ting detection reagents and analysis system” kit (Amersham 
Biosciences, UK).  

2.6. AfAA9_B Activity Assay  

 The LPMO activity assay was performed according to 
Breslmayr et al., (2018) [37]. The reactions consisted of 100 
mM sodium phosphate buffer (succinate phosphate buffer) 
(Sigma-Aldrich, St Louis, MI, EUA) pH 7.5, 1.0 mM 2,6-
dimethoxyphenol (2,6-DMP) (Sigma-Aldrich, St Louis, MI, 
EUA), 100 µM H2O2 (Sigma-Aldrich, St Louis, MI, EUA), 
0.5 µM purified AfAA9_B, and MilliQ® water to a final  
volume of 1.0 mL. The cuvette containing the reaction was 
pre-incubated at 30 ºC for 15 min before LPMO was added. 
Reactions were incubated at 30 ºC for 300 s, and absorbance 
was measured at 469 nm. Blank reactions were performed 
without LPMO. One unit of LPMO activity was defined as 
conversion of 2 µmol of 2,6-DMP or formation of 1 µmol of 
coerulignone (ε469 = 53,200 M−1 cm−1) per min under  
reaction conditions. All the reactions were performed in  
triplicate. 

2.7. AfAA9_B Auxiliary Enzymatic Activity with Cellu-
lases 

 To evaluate synergistic activity in the enzymatic hydro-
lysis of different substrates, purified AfAA9_B was incu-
bated with a commercial cellulase preparation Celluclast 
1.5L (Novozymes), as follows: substrates, 1% (w/v) CM-
cellulose, Avicel® PH-101 (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO), 
xylan, xyloglucan, and SEB were incubated with Celluclast 
1.5L (0.9 FPU/g of substrates) and enzyme AfAA9_B (10 

Table 1. Sequence of primers used in this work.  

Primer Name Sequence Enzyme 

AfAA9_B fw 5’ - GGATCCATGACTTTGTCCAAGATCAC - 3’ BamHI 

AfAA9_B rev 5’ - AAGCTTTTAAGCGTTGAACAGTGCAG - 3’ HindIII 

Enzyme restriction sites are underlined. 
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mg/g of substrate) in reaction medium containing 50 mM 
sodium acetate buffer (pH 5.0). The reaction (1 mL) was 
conducted in Eppendorf tubes (2 mL) at 50 °C and 1000 rpm 
for 48 h, in a ThermoMixer (Eppendorf, Hamburg, Ger-
many). Sodium azide (0.02%, w/v) was added as a reducing 
agent in all the synergistic reactions. Control experiments 
without enzymes or reducing agent were conducted under 
the same conditions. 
 After this time, the reaction was boiled at 95 °C for 
5 min, to terminate the reaction, and centrifuged at 30,000 x 
g for 5 min. After reaction, reducing sugars were determined 
by the 3,5-dinitrosalicylic acid (DNS) assay at 540 nm; D-
glucose was used as standard [38]. The increase in synergism 
is represented as described by Kim et al., (2017) [39]. All the 
enzyme assays were accomplished at least three times with 
appropriate controls. 

2.8. Statistical Analysis 

 Data are expressed as the mean of replicates  ±  SD.  
Significant differences between the treatment groups were 
analyzed using Tukey's test (significance, p  <  0.05). 

2.9. Reproducibility of the Results 

 All data are the mean of at least three independent  
experiments and showed consistent results. 

3. RESULTS AND DISCUSSION 

 LPMOs have been described as important industrial  
enzymes that can reduce the cost of biomass degradation 
when they are incorporated in commercial cocktails during 
hydrolysis. These enzymes impact the biofuel and biochemi-
cal industries [40, 41]. Several auxiliary activity enzymes 
have been characterized after heterologous enzyme expres-
sion in bacteria, yeast, and fungi [42-44], but to date no  
A. fumigatus auxiliary activity enzyme has been character-
ized. 
 The A. fumigatus genome contains different CAZymes 
(247 GHs, 105 GTs, 96 CEs, 59 AAs, 15 PLs, and 44 
CBMs) related to plant cell hydrolysis. Among Auxiliary 
Activity enzymes, 11 correspond to LPMOs (six AA9s and 
five AA11s). 
 Our previous A. fumigatus transcriptome analysis identi-
fied three putative LPMO sequences in SEB culture, includ-
ing Afu4g07850, an AfAA9_B [29]. The role of fungal 
LPMOs in breaking down different plant cell wall compo-
nents has not been fully explained yet, and the substrate 
specificity of each AA9 remains unknown [45, 46].  
 To understand the AfAA9_B gene expression in different 
carbon sources, the qRT-PCR was used to measure the pro-
file after the incubation of A. fumigatus in 1% (w/v) (Avicel® 
PH-101), CM-cellulose, xylan, xyloglucan, and SEB. The  
2–ΔΔCT method was applied to analyze the relative changes in 
gene expression as compared to the culture in fructose. 
 The expression profile was monitored for 3, 6, 12, and 24 
h. After incubation for 3 h, a distinct expression level pattern 
was observed in the presence of most carbon sources  
(Figure 1). The highest expression occurred after six hours of 
induction in CM-cellulose, SEB, and Avicel® PH-101 -  

approximately 3,500-fold, 2,000-fold, and 1,000-fold,  
respectively. Miao et al., [47] described similar findings: 
AA9 genes are upregulated in A. fumigatus Z5 strain in  
different biomass. In the same way, six AA9 are upregulated 
in A. tamarii in the presence of sugarcane bagasse [48]. In 
addition, fungus Malbranchea cinnamomea cultivation in 
wheat bran revealed some up-regulated AA9 genes [49]. 
Together, these findings reinforce the direct role of these 
accessory proteins in the hydrolysis of different carbon 
sources, including complex biomass. 
 On the other hand, in xyloglucan, gene expression level 
increased by 50-fold after 24 h. In the same way, LPMOs 
from the brown-rot fungus Gloeophyllum trabeum and from 
Neurospora crassa and Thermoascus auranticus display 
activity in xyloglucan [50, 51]. Xylan and xyloglucan are 
present in the hemicellulose structure and initiate specific 
expression of different hemicellulases [52-54]. Although 
here the expression of this gene in xylan did not increase, 
Adav et al., (2015) [55] described that the AfAA9_B gene is 
highly expressed in this carbon source after incubation at  
50 °C for four days. The fungus Myceliophthora thermophila 
has a LPMO that acts in xylan, as well, indicating that these 
enzymes also have a significant part in degrading hemicellu-
losic components [56]. 
 Likewise, complex biomass like sorghum induces  
different LPMO expression in Aspergillus nidulans cultures. 
Furthermore, the LPMO induction profiles differ depending 
on the polysaccharide, as observed with the AN1602 gene, 
which is induced in cellulose and xylan, and the AN3860 and 
AN3046 genes, which are induced in cellulose and xylo-
glucan [57]. 
 AfAA9_B may be involved in auxiliary cellulose  
hydrolysis even when it is present in complex biomass like 
sugarcane bagasse.   

3.1. Recombinant A. fumigatus LPMO Heterologous  
Expression and Purification  

 To characterize and to investigate the biological function 
of the first A. fumigatus LPMO to be described, the ORF 
encoding AfAA9_B was amplified from the A. fumigatus 
strain Af293 SEB-induced cDNA and inserted into pET28a 
(+) to obtain the expression vector pET-28a/AfAA9_B. 
While the role of AfAA9_B was being studied, the X-ray 
crystal structure of the same sequence (Afu4g07850) was 
resolved [30; Q. Shen (unpubished)]. This LPMO does not 
contain a Carbohydrate-Binding Module 1 (CBM1) in addi-
tion to the catalytic domain, as reported for most fungal 
LPMOs [58-60]. 
 The recombinant protein in E. coli was expressed under 
control of the T7 RNA polymerase promoter. Different con-
ditions of temperature (17, 25, 30 and 37 °C), IPTG concen-
tration (0.1, 0.25, 0.5 and 1.0 mM), and induction time (2, 4, 
6, 12 and 24 h) to optimize protein expression (data not 
shown) were tested. However, the protein was exclusively 
detected in inclusion bodies under the evaluated conditions. 
The best expression conditions were achieved by adding 0.5 
mM IPTG at 30 ºC and 200 rpm for 4 h. Then, the optimized 
expression for large-scale cultures was employed  
(Figure 2A). The slightly higher molecular masses observed 
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in SDS-PAGE after expression could result from addition of 
amino acids to the protein sequences by the pET-28a (+) 
vector. Western blot (Figure 2B) confirmed that the purified 
protein was effectively expressed. 
 After protein expression and inclusion body purification, 
the recombinant protein, with 35 KDa, was purified by Ni2+ 

affinity chromatography, as shown in Figure 2C. 

3.2. LPMO Activities 

The AfAA9_B peroxidase activity was measured in the 
presence of the substrate 2,6-dimethoxyphenol and hydrogen 
peroxide (H2O2) as co-substrate [37]. The specific activity of 
the purified peroxidase was 8.33 ± 1.9 U g-1 (Table 2). Com-
paring NcLPMO9C and TrLPMOA activities, both enzymes 
exhibit higher activity, 32.3 and 14.4 U g-1, respectively [4, 
37], mainly due to glycosylation during expression in  
P. pastoris. 
 The AfAA9_B activities in complex substrates were also 
investigated. AfAA9_B auxiliary activities during cellulose 
hydrolysis were measured in the presence of Avicel® PH-
101, as pure cellulose, and in CM-Cellulose. The commercial 
cellulase preparation, Celluclast 1.5L, without AA9, hydro-
lyzed both substrates. 
 However, when the enzyme AfAA9_B (10 mg/g of sub-
strate) was added to the Celluclast 1.5L cocktail, the hydro-

lytic activity in Avicel® PH-101 increased 18% (1.2-fold), 
when compared with Celluclast hydrolyses, implying signifi-
cant difference (p < 0.05) (Figure 3). The enzyme AfAA9_B 
alone did not have any auxiliary activity (data not shown). 
 Also, the enzyme AfAA9_B didn´t presented enhanced 
hydrolysis activity in CM-Cellulose, xylan, or xyloglucan, 
even when it was added to supplement the Celluclast 1.5L 
cocktail. 
 When a complex biomass such as sugarcane bagasse 
(47.5% cellulose, 9.0% hemicelluloses, and 34.3% lignin) 
was used, there was low hydrolytic activity by the Celluclast 
1.5L cocktail due to biomass cell wall rigidity. Comparing to 
Avicel® PH-101, the cocktail hydrolysed 8 times less SEB. 
However, when the cocktail was supplemented with the en-
zyme AfAA9_B, the hydrolytic activity of SEB increased 
22%, statically significant (p < 0.05), suggesting that  
A. fumigatus LPMO aided lignocellulosic biomass  
hydrolysis. 
 Studies have shown that Podospora anserina LPMOs 
increase the Celluclast 1.5L hydrolytic activity by 88% in the 
case of exploded and delignified miscanthus biomass [62]. 
Likewise, efficient degradation has been detected in cocktail 
preparations supplemented with LPMOs in different com-
plex biomasses such as sulfite-pulped softwoods [45]. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1. qRT-PCR. AfAA9_B gene expression levels after 3, 6, 12, and 24 h of A. fumigatus growth in the presence of 1% (w/v) xylan, 
xyloglucan, SEB, CM-Cellulose, or Avicel® PH-101. Genes were considered to be induced in the carbon sources when the fold change result 
higher than 1.0. 
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Figure 2. AfAA9_B protein expression and purification. (A) Protein expression after 4 h of induction with 0.5 mM IPTG, at 30 ºC; Lane M: 
Molecular weight marker (Precision standards dual color - BioRad), Lane 1: 0 h of AfAA9_B protein induction and Lane 2: 4 h of AfAA9_B 
induction; (B) AfAA9_B Anti-polyHistidine western blotting analyses, Lane 1: negative control and Lane 2: AfAA9_B (C) Lane M: molecu-
lar weight marker, Lane 1: purified AfAA9_B. 

Table 2. List of some AA9 LPMO activities and their respective substrates as reported in the literature. 

Enzyme Organism Activity Substrates Methodology References 

AfAA9_B  Aspergillus fumigatus 8.33 U.g-1 
2,6 - DMP / 

H2O2 
Chromogenic substrate assay 

(2,6 - DMP) 
This study 

TrLPMOA Trichoderma reesei 14.4 U.g-1 O2 +Amplex Red/ horseradish peroxidase assay [4] 

NcLPMO9C Neurospora crassa 32.3 U.g-1 
2,6 - DMP / 

H2O2 
Chromogenic substrate assay 

(2,6 - DMP) 
[37] 

AfAA9_B  Aspergillus fumigatus 1.8 fold higher SEB 
LPMO/cocktail coupled assay 

(DNS) 
This study 

TtAA9E Thielavia terrestris a1.8 - 1.9 fold higher 

TaAA9A Thermoascus aurantiacus a1.5 - 1.9 fold higher 

Rice Straw 

/ O2 

LPMO/cocktail coupled assay 

(DNS) 
[39] 

PcLPMO9D 
Phanerochaete  
chrysosporium 

b >0,0125 µmol.g-1 

BMCC.h-1 
BMCC / O2 

Fluorescence-labeling assay 
(ANDA/EDAC) # 

[61]  

 
# - Specific for C-degrading LPMOs 
+ - Measure of H2O2 generation by oxygen consumption in the absence of carbohydrate.  
a - Result compared to rice straw hydrolyzed only by Celluclast® 1.5L at 2.8 FPU and 1.4 FPU, respectively. 
b - Estimated value for the insoluble BMCC (Bacterial Microcrystalline Cellulose) oxidized fraction. 
 

   M    1      2  
260 KDa 
140 KDa 
100 KDa 
70 KDa 

50 KDa 

40 KDa 

35 KDa 

25 KDa 

(A)  (B) 
 M      1       2

260 KDa
140 KDa
100 KDa

70 KDa
50 KDa

40 KDa
35 KDa

25 KDa

15 KDa

(C) 

250 KDa 
150 KDa
100 KDa 

75 KDa

50 KDa 

37 KDa 

25 KDa 

20 KDa 

  M     1           
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Figure 3. AfAA9_B auxiliary activities in (1% w/v) CM-cellulose, SEB, xylan, Avicel® PH-101, and xyloglucan hydrolyses. The substrates 
were hydrolyzed by using Celluclast  1.5 L (0.9 FPU/g of substrate) only or Celluclast and the enzyme AfAA9_B (10 mg/g of substrate) in 50 
mM sodium acetate buffer (pH 5.0) containing sodium azide (NaN3) at 50 oC for 48 h. The reducing sugar was determined as described by 
Kim et al., (2017) [39]. The data represent the means ± standard errors obtained from three experimental replicates. For each incubation time, 
the asterisks (*) indicates a significant difference between AfAA9_B and Celluclast, determined by one-way ANOVA followed by Student´s 
t-test (p < 0.05). 

 
 The AfAA9_B auxiliary activity provided a similar boost 
to the boost described by Kim et al., (2017) [39] for the en-
zymes TtAA9A and TtAA9E (1.2-fold and 1.9-fold higher 
activity, respectively). In contrast, TrCel61 and Aspte6 from 
Thrichoderma reesei and Aspergillus terreus, respectively, 
showed significant hydrolytic boosting: 36% glucose was 
released when the enzymes were combined with endogluca-
nase and beta-glucosidase [63]. Likewise, studies on other 
LPMOs have not reported much higher increases in enzy-
matic activity than the increase obtained with the enzyme 
AfAA9_B [64, 65]. To date, few studies have described 
LPMOs that act on xyloglucan via cleavage of unsubstituted 
glycosyl residues [17, 20, 57]. 
 The synergism between Celluclast 1.5L and the enzyme 
AfAA9_B in sugarcane bagasse probably resulted from the 
complementary functions of the activities of the monooxy-
genase and the endoglucanases present in the commercial 
mixture. Endoglucanases in cellulolytic mixtures create a 
synergistic interaction with LPMOs: the former enzymes 
prefer to act on the cellulose amorphous regions, while they 
manifest very low activity in the crystalline zones. Our group 
has recently described that A. fumigatus endoglucanase 
(GH7) displays important hydrolytic activity in SEB, which 
has emphasized the biotechnological potential of supple-
menting enzyme cocktails [66]. The association of the en-
doglucanase (GH5 family) and the LPMO9 from the ther-
mophilic fungus Myceliophthora thermophila increases en-
zymatic hydrolysis against regenerated amorphous cellulose 
(PASC) [67]. Studies associating GHs and LPMOs are being 
conducted and may aid more effective hydrolysis of different 
biomasses. 

CONCLUSION 

 The enzyme AfAA9_B has auxiliary activity in commer-
cial enzymatic cocktail: it increases the cocktail enzymatic 
activity by up to 22% in SEB. Besides low LPMO peroxi-

dase activity, AfAA9_B has significant biotechnological po-
tential: it boosts the activity of commercially available cock-
tails. AfAA9_B activity depends on biomass, biomass pre-
treatment, and substrates on which it acts. In the future, this 
enzyme could be used to supplement commercial enzymatic 
cocktails in 2G ethanol production. 
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SUPPLEMENTARY MATERIAL 

 Supplementary material is available on the publisher's 
website along with the published article. 
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