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RESUMO 

 

Proteases microbianas são muito utilizadas na indústria, tendo papel chave no desenvolvimento de 

diversos processos biotecnológicos. As colagenases são um grupo de proteases que degradam a 

tripla hélice do colágeno e são utilizadas na indústria farmacêutica, do couro e no amaciamento de 

carnes. O objetivo do presente trabalho foi identificar a linhagem Streptomyces sp. através de 

características morfológicas, bioquímicas e técnicas moleculares, avaliar a produção de proteases 

em diversos substratos (gelatina, resíduo de café, farinha de soja, farelo de trigo e penas de galinha), 

produzir e purificar colagenase obtida a partir de fermentação submersa, caracterizar a colagenase 

quanto à influência da temperatura, pH, íons metálicos, surfactantes e inibidores enzimáticos, 

produzir peptídeos a partir da degradação de colágeno tipo I e tipo V, verificar o potencial 

anticoagulante dos peptídeos obtidos, e avaliar a cinética e termodinâmica da hidrólise de azocoll 

pela colagenase purificada. A actinobactéria foi identificada como Streptomyces antibioticus 

UFPEDA3421, e apresentou produção de enzimas proteolíticas quando cultivada em fermentação 

submersa em todos os substratos testados. As maiores atividades enzimáticas obtidas foram: 

protease (46,62 U/mL) em meio contendo farinha de soja, queratinase (32,96 U/mL) em meio 

contendo penas de galinha e protease fibrinolítica (9,3 U/mL) em meio com farinha de soja. Essas 

proteases não apresentaram afinidade pela resina de troca iônica e foram coletadas na fração não 

adsorvida. A colagenase foi produzida nos cinco substratos, apresentando maior atividade em meio 

contendo resíduo de café (377,50 U/mL), a partir do qual foi purificada por cromatografias de troca 

iônica e exclusão molecular, com atividade colagenolítica de 150,50 U/mL, atividade específica de 

16.723,00 U/mg, fator de purificação de 136,7 e massa molar de 41,28 kDa. A caracterização da 

colagenase demonstrou que a enzima é uma metaloprotease neutra, com máxima atividade a 60 °C, 

pH 7.0, e possui afinidade por íons metálicos mono- e di- valentes, além de ser potencializada na 

presença dos surfactantes Tween 20, Tween 80 e Triton X-100. A degradação de colágeno tipo V 

produziu peptídeos com atividade anticoagulante que retardaram o tempo de coagulação sanguínea 

em 88s em comparação ao controle. Na hidrólise do azocoll, os parâmetros cinéticos obtidos da 

colagenase foram: Km = 27,14 mg/mol; Vmax = 714,29 mg/mol/min; Kcat = 79,9 s
-1

, e; Kcat/Km = 2,95 

ml/mg.s. Os parâmetros termodinâmicos apresentaram os seguintes valores (a 25 °C): Energia de 

Ativação (Ea) = 65,224 KJ/mol; Entalpia (ΔH) = 62,75 KJ/mol; Entropia (ΔS) = 1,96 J/mol; Energia 

Livre de Gibbs (ΔG) = 62,16 KJ/mol; Energia Livre na Ligação ao Substrato (ΔGE-S) = 8,18 KJ/mol, 

e; Energia Livre no Estado de Transição (ΔGE-T) = -2,64 KJ/mol. Os dados mostram potencial na 

produção de proteases, especificamente de colagenase, em diversos substratos pela linhagem 

Streptomyces antibioticus UFPEDA3421, em especial no cultivo em meio de cultura contendo 

resíduo de café, um resíduo abundante no Brasil. A colagenase purificada apresenta características 

que a qualificam para uso na produção de peptídeos bioativos. 

Palavras-chave: Colagenase. Protease. Streptomyces antibioticus. Resíduo de café. 

Termodinâmica. 

  



  

 

 

ABSTRACT 

 

Microbial proteases are widely used in industry, playing a key role in the development of various 

biotechnological processes. Collagenases are a group of proteases that degrade the triple helix 

structure of collagen and are used in pharmaceutical, leather and meat industry. The aim of the 

present work was to identify the strain Streptomyces sp. using morphological, biochemical and 

molecular techniques, to evaluate the production of proteases in various substrates (gelatin, coffee 

powder residue, soybean meal, wheat bran, and chicken feathers), to produce and purify collagenase 

obtained from submerged fermentation, to characterize the influence of temperature, pH, metallic 

ions, surfactants and enzymatic inhibitors on collagenase activity, produce peptides from 

degradation of type I and type V collagen, to verify the anticoagulant potential of the peptides 

obtained, and to evaluate the kinetics and thermodynamics of the azocoll hydrolysis by the purified 

collagenase. The actinobacteria was identified as Streptomyces antibioticus UFPEDA3421, and 

showed proteolytic enzyme production when grown in submerged fermentation in all substrates 

tested. The highest enzymatic activities were: protease (46.62 U/mL) in medium containing soybean 

meal, keratinase (32.96 U/mL) in medium containing chicken feathers and fibrinolytic protease (9.3 

U/mL) in medium with soybean meal. These proteases had no affinity for the ion exchange resin 

and were collected in the non-adsorbed fraction. The collagenase was produced in the five 

substrates analyzed, showing higher activity in medium containing coffee powder residue (377.50 

U/mL), from which it was purified by ion exchange and molecular exclusion chromatography, with 

a collagenolytic activity 150.50 U/mL, specific activity 16,723.00 U/mg, purification factor 136.7 

and molar mass 41.28 kDa. The characterization of collagenase demonstrated that the enzyme is a 

neutral metalloprotease, with maximum activity at 60 °C, pH 7.0, has affinity for mono- and di-

valent metal ions, and is potentiated in the presence of Tween 20, Tween 80 and Triton X-100 

surfactants. Degradation of type V collagen produced peptides with anticoagulant activity that 

delayed blood coagulation time in 88s when compared to control. In the azocoll hydrolysis, the 

kinetic parameters obtained from collagenase were: Km = 27,14 mg/mol; Vmax = 714,29 

mg/mol/min; Kcat = 79,9 s
-1

, e; Kcat/Km = 2,95 ml/mg.s. The thermodynamic parameters showed the 

following values (at 25 °C): Activation energy (Ea) = 65,224 KJ/mol; Enthalpy (ΔH) = 62,75 

KJ/mol; Entropy (ΔS) = 1,96 J/mol; Gibbs free energy of activation (ΔG) = 62,16 KJ/mol; Free 

energy of substrate binding (ΔGE-S) = 8,18 KJ/mol, and; Free energy for transition state formation 

(ΔGE-T) = -2,64 KJ/mol. The data show potential in the production of proteases, specifically 

collagenase, in several substrates by the strain Streptomyces antibioticus UFPEDA3421, especially 

in culture medium containing coffee residue, a residue abundant in Brazil. Purified collagenase has 

characteristics that qualify it for use in the production of bioactive peptides. 

Keywords: Collagenase. Protease. Streptomyces antibioticus. Coffee powder residues. 

Thermodynamic 

  



  

 

 

LISTA DE FIGURAS 

 

REVISÃO DE LITERATURA  

Figura 1 – Esquema representando a estrutura do colágeno. [A] Tripla-hélice formada 

por três cadeias α; [B] Vista lateral da ligação entre Glicina e Prolina 

estabilizando as três cadeias. [C] Vista superior da ligação entre Glicina e 

Prolina estabilizando as três 

cadeias...................................................................................................... 17 

Figura 2 – Esquema do local de ação das proteases nas cadeias 

polipeptídicas.......................................................................................... 

 

20 

Figura 3 – Diversidade de macromorfologia de actinobactérias. [A] Streptomyces sp.; 

[B] Actinomadura meyerae; [C] Nocardia asteroides, e; [D] Nocardiopsis 

iraniensis............................................................................................................. 

 

24 

ARTIGO 1  

Figure 1 – Taxonomy of the Streptomyces sp. strain based on the sequencing of 16S 

rRNA gene within the genus 

Streptomyces…………………………………………………………………... 39 

Figure 2 – Streptomyces antibioticus UFPEDA3421 grown on modified MS-2 medium 

containing chicken feathers. [A] Culture medium without inoculum; [B] 

Culture medium after 120 h of growth; [C] Bottom view of culture medium 

without inoculum; [D] Bottom view of culture medium after 120 h of 

fermentation……………………………………………………………………

. 41 

Figure 3 – Ion-exchange chromatography of Streptomyces antibioticus UFPEDA3421 

enzymatic crude extract produced on MS-2 medium modified with [A] coffee 

powder residue, [B] gelatin, [C] chicken feather, [D] soybean flour, and [E] 

wheat bran. The solid line represents the detection of proteins by FPLC while 

dashed lines represent the different concentrations of NaCl in the sample 

elution………………………………………………………………………….. 

 

 

 

 

 

43 



  

 

 

ARTIGO 2  

Figure 1 – Comparison of the cell growth, protein content and enzyme production by 

Streptomyces antibioticus UFPEDA3421 in fermentation using MS2 

medium containing coffee powder 

residue……………………………………………………………………….. 57 

Figure 2 – [A] Ion exchange chromatography on DEAE-Sephadex A50 column; [B] 

Size exclusion chromatography on Superdex G75 HR10/300 GL column 

and; [C] Gelatin zymogram of the purified collagenase. Arrowheads 

indicate the positions of 

collagenase………………………………………………………………….. 60 

Figure 3 – Collagenolytic activity profile of the protease produced by Streptomyces 

antibioticus UFPEDA3421 in different temperatures [A] and pH [B]……… 62 

Figure 4 – [A] Electrophoretic profile of peptides obtained from the collagen 

degradation. Lane S shows the molecular weight markers; The lane 1 

presents the degradation of type I collagen, and; The lane 2 corresponds to 

the degradation of type V collagen. [B] Activated partial thromboplastin 

time (APTT) assay by using bioactive peptides from type V collagen 

degradation. Straight line indicates coagulation time of control; Open label 

indicates enzyme with CaCl2; and closed label indicates enzyme without 

CaCl2…………………………………………………………………………. 

 

 

 

 

 

 

65 

ARTIGO 3  

Figura 1 – Linearização da curva de Michaelis-Menten através do gráfico de 

Lineweaver-Burk (duplo reciproco) da hidrólise de azocoll pela colagenase de 

Streptomyces antibioticus 

UFPEDA3421........................................................................................... 78 

Figura 2 – Gráfico de Arrhenius para a energia de ativação (Ea) da hidrólise do azocoll 

utilizando a inclinação da reta............................................................................. 80 

  



  

 

 

LISTA DE TABELAS 

 

REVISÃO DE LITERATURA  

Tabela 1 – Tipos de colágeno mais comuns no 

organismo.................................................................................................. 18 

Tabela 2 – Levantamento de alguns micro-organismos produtores de enzimas  

colagenolíticas.................................................................................................. 23 

Tabela 3 – Métodos de purificação de colagenases bacterianas.......................................... 27 

Tabela 4 – Métodos de purificação de colagenases fúngicas............................................... 

 

28 

ARTIGO 1  

Table 1 – Enzymatic activities of the crude extracts of Streptomyces antibioticus 

UFPEDA3421 grown in MS2 medium modified with different substrates…... 40 

Table 2 – Enzymatic activities of the crude enzymatic extracts from Streptomyces 

antibioticus UFPEDA3421 submitted to ion-exchange chromatography…… 

 

44 

ARTIGO 2  

Table 1 – Enzyme production levels from fermentations by Streptomyces antibioticus 

UFPEDA3421 in modified MS2 media with different substrates. ………….. 68 

Table 2 – Purification steps of collagenase produced by Streptomyces antibioticus 

UFPEDA3421 in MS2 medium containing coffee powder residue………….. 61 

Table 3 – Effects of metal ions, surfactants and inhibitors on the collagenase by 

Streptomyces antibioticus UFPEDA3421……………………………………. 

 

63 

ARTIGO 3  

Tabela 1 – Parâmetros cinéticos da reação de hidrólise do azocoll por colagenase de 

Streptomyces antibioticus UFPEDA3421......................................................... 79 

Tabela 2 – Parâmetros termodinâmicos de ativação para a colagenase de S. antibioticus 

UFPEDA3421 em várias temperaturas............................................................. 81 



  

 

 

SUMÁRIO 

 

1 INTRODUÇÃO ............................................................................................ 13 

2 OBJETIVOS ................................................................................................. 15 

2.1 Geral .............................................................................................................. 15 

2.2 Específicos ..................................................................................................... 15 

3 REVISÃO DE LITERATURA .................................................................. 

3.1 Colágeno ....................................................................................................... 17 

3.2 Proteases ....................................................................................................... 19 

3.3 Colagenases e Proteases Colagenolíticas ................................................... 21 

3.4 Micro-organismos produtores de colagenases .......................................... 22 

3.5 Actinobactérias ............................................................................................ 24 

3.5.1 Streptomyces .................................................................................................. 25 

3.6 Purificação de Colagenase Microbianas .................................................... 26 

4 ARTIGO 1 - ENZYMATIC PROSPECTION OF THE STRAIN 

Streptomyces antibioticus UFPEDA3421 ISOLATED FROM 

CAATINGA SOIL USING AGROINDUSTRIAL RESIDUES 

……………………………………………………. 31 

5 ARTIGO 2 - NEW COLLAGENASE FROM Streptomyces antibioticus 

UFPEDA3421 TO OBTAIN BIOACTIVE PEPTIDES WITH 

ANTICOAGULANT ACTIVITY ………………………………………... 50 

6 ARTIGO 3 - ANÁLISE CINÉTICA E TERMODINÂMICA DE UMA 

COLAGENASE ISOLADA DE Streptomyces antibioticus 

UFPEDA3421 ............................................................................................... 72 

 CONCLUSÕES ............................................................................................ 

 REFERÊNCIAS ..........................................................................................  

 ANEXO ......................................................................................................... 

   

 

 

17

86

97

87



13 

 

 

 

1 INTRODUÇÃO 

 

O mercado mundial de enzimas industriais foi responsável por movimentar 

aproximadamente $4,9 bilhões no ano de 2015, com prospecto de crescimento para $6,3 bilhões até 

2021. Esses valores são explicados pelo fato de que as enzimas industriais estão presentes no 

processo de fabricação de mais de 500 produtos, distribuído por mais de 150 processos industriais, 

sendo as proteases responsáveis por 60% desse mercado (ADRIO; DEMAIN, 2014; BCC 

RESEARCH, 2017). 

 As proteases são um grupo de enzimas que catalisam a hidrólise de ligações amida 

presentes em proteínas. Sua utilização biotecnológica mostra-se bastante diversificada, sendo 

aplicadas em setores industriais participando de processos na produção de detergentes, alimentos, 

papel, tecido, couro, combustíveis, tratamento de efluentes e tendo também grande importância 

farmacêutica (JABALIA; MISHRA; CHAUDHARY, 2014; MAHDY et al, 2015; BATISTA et al, 

2017). 

Dentro deste grupo de enzimas são encontradas as colagenases e proteases colagenolíticas, 

que possuem a capacidade de degradar o colágeno em sua forma insolúvel e solúvel, 

respectivamente (SAXENA, 2015; ZHANG et al, 2015). Uma vez que o colágeno é constituinte de 

tecidos como pele, cartilagens, tendões, ligamentos, vasos sanguíneos, membrana basal, dentre 

outros, as colagenases são moléculas com a importante função biológica de remodelação de tecidos 

in vivo e desenvolvimento embrionário (PAIVA; GRANJEIRO, 2014; WOODE; SHIOMI; 

D’ARMIENTO, 2015). Biotecnologicamente as colagenases estão relacionadas ao processamento 

de carnes e couro, à produção de cosméticos e ao tratamento de feridas, cicatrizes e doenças 

fibrosas (PAL; SURESH, 2016). 

Embora as colagenases possam ser encontradas em animais e plantas, os micro-organismos 

destacam-se como seus maiores produtores. Diversas espécies de bactérias (Clostridium 

histolyticum, Bacillus stearothermophillus, B. licheniformis, Klebsiella pneumoniae Leptospira 

interrogans, dentre outros) e fungos (Penicillium aurantiogriseum, Rhizoctonia solani, Beauveria 

bassiana, Cladosporium cladosporioides, Candida parapsilosis e C. albicans, dentre outros) são 

amplamente estudados para a obtenção de colagenases (HAMDY, 2008; LIMA et al, 2009; 

SURAPHATHARAPRATEEP et al, 2011; SAYED et al, 2012; JANWITTHAYANANA, et al, 

2013; LIMA et al, 2014; ISRAEL-ROMING et al, 2015; GASTON et al, 2015; SHARKOVA et al, 

2015). Entretanto há uma escassez de trabalhos investigando espécies de actinobactérias como 
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produtoras de proteases colagenolíticas, ficando restritos a poucas espécies (RIPPON; PECK, 1967; 

GOSHEV et al, 2005; SAKURAI et al, 2009; HATANAKA; KAWAKAMI; URAJI, 2014). O 

papel biológico das colagenases microbianas está ligado às necessidades fisiológicas do micro-

organismo para colonização e nutrição (HARRINGTON, 1996). 

Para a obtenção dessas enzimas, micro-organismos de ambientes pouco estudados estão 

sendo analisados como fontes alternativas de biomoléculas com características diferentes das 

disponíveis no mercado (SALEM et al, 2016; YADAV et al, 2015). Para tanto, as condições de 

cultivo do micro-organismo e as características físico-químicas destas enzimas são fatores de 

intenso estudo para otimizar a produção e o potencial catalítico dessas moléculas. 

Assim, a prospecção de actinobactérias, principalmente do gênero Streptomyces, representa 

uma potencial fonte de proteases que podem ser usadas nos mais diversos setores industriais e 

podendo fornecer enzimas com alta especificidade e aplicabilidade. 
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2 OBJETIVOS 

 

2.1 Geral: 

 

Identificar a linhagem Streptomyces sp. isolada da rizosfera de Licania rigida Benth. e produzir 

e purificar proteases usando diversos substratos 

 

 

 

2.2 Específicos: 

 

Identificar a linhagem Streptomyces sp. através de características morfológicas, fisiológicas e 

técnicas de biologia molecular; 

Avaliar a produção de proteases em cultivo submerso com diferentes substratos; 

Produzir colagenase por linhagem de Streptomyces sp. através de cultivo submerso em meio 

contendo o substrato mais promissor; 

Purificar a colagenase através de cromatografias de troca iônica e exclusão molecular; 

Analisar os parâmetros físico-químicos da colagenase purificada quanto à temperatura, pH, 

inibidores enzimáticos e íons metálicos; 

Determinar os valores das constantes cinéticas Km e Vmáx da colagenase; 

Determinar os parâmetros termodinâmicos de entalpia, entropia, energia de ativação e energia 

livre de Gibbs na ativação da colagenase purificada. 
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3 REVISÃO DE LITERATURA 
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3 REVISÃO DE LITERATURA 

 

3.1 Colágeno 

O colágeno corresponde a aproximadamente 30% das proteínas em mamíferos e sua 

superfamília possui ao menos 29 tipos diferentes de moléculas identificadas até o momento. A 

estrutura tridimensional do colágeno corresponde a uma tripla-hélice (Figura 1A) formada por três 

cadeias α polipeptídicas. Essas cadeias podem ser iguais (formando homotrímeros), ou diferentes 

(formando heterotrímeros). Elas têm em comum a sequência de aminoácidos –Gly-Xaa-Yaa–, onde 

Xaa e Yaa são frequentemente prolina e 4-hidroxi-prolina onde a presença de glicina a cada três 

aminoácidos estabiliza a tripla-hélice (FERRARO et al, 2017; RICARD-BLUM, 2011; 

SHOULDERS; RAINES, 2009). A estabilização de sua estrutura ocorre através de pontes de 

hidrogênio intra e inter-cadeias e através de pontes de hidrogênio mediadas por moléculas de água 

(USHARANI et al, 2014). 

 

Figura 1 – Esquema representando a estrutura do colágeno. [A] Tripla-hélice formada por três 

cadeias α; [B] Vista lateral da ligação entre Glicina e Prolina estabilizando as três cadeias. [C] Vista 

superior da ligação entre Glicina e Prolina estabilizando as três cadeias. 

 

Fonte: [A] Engel; Bächinger (2005). [B] Shoulders; Raines (2009). [C] Engel; Bächinger (2005). 
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A diferenciação dos tipos de colágeno é relacionada à sequência de aminoácidos que 

formam a cadeia polipeptídica, bem como às diferenças estruturais nas três cadeias α. A tabela 1 

mostra os tipos de colágeno mais comumente encontrados no homem. 

 

Tabela 1 – Tipos de colágeno mais comuns no organismo. 

Tipo de colágeno Distribuição tecidual 

I Pele, ossos, tendões, vasos sanguíneos, córnea 

II Cartilagem, disco intervertebral, corpo vítreo 

III Vasos sanguíneos, pele fetal 

IV Membrana basal 

VII Abaixo do epitélio estratificado escamoso 

IX Cartilagem 

XII Tendões, ligamentos, alguns outros tecidos 

Fonte: Adaptado de Harvey; Ferrier (2012) 

 

A direção das voltas nas cadeias α (à esquerda) é oposta à direção das voltas na estrutura da 

tripla-hélice (à direita) e essas direções opostas favorecem a resistência da fibra do colágeno a 

tensão longitudinal. A união das moléculas de colágeno segue um padrão ordenado, sobreposto e 

paralelo para formar as fibrilas. Essas fibrilas, por fim, arrajam-se de forma diferente nos diversos 

tecidos. Os tendões são formados por feixes paralelos de fibrila, enquanto que a pele é formada por 

camadas de fibrilas em vários ângulos. Essa diferença na conformação é o que fornece as 

características do tecido (VOET; VOET, 2013; HARVEY; FERRIER, 2012). 

A meia-vida das fibras de colágeno pode alcançar vários anos, entretanto elas podem sofrer 

ruptura por fatores externos como tensão ou lesões na pele. Adicionalmente, a estrutura do colágeno 

pode sofrer deformações causadas por doenças na síntese do colágeno relacionadas a mais de 1000 

mutações genéticas, impossibilitando que o tecido tenha suas características normais de elasticidade 

e resistência, além de problemas vasculares e ósseos (HARVEY; FERRIER, 2012). O colágeno 

também é responsável pela firmeza da pele, resistência de ligamentos, adesão celular e regulação do 

crescimento celular, dentre outros (RICARD-BLUM, 2011).  
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Devido à sua estrutura, poucas enzimas possuem a capacidade de degradar o colágeno, 

requerendo a ação de um grupo específico de enzimas chamadas de colagenases. A degradação do 

colágeno está ligada a processos fisiológicos e patológicos. No homem, a degradação do colágeno 

está relacionada a processos naturais como o desenvolvimento embrionário, remodelação óssea e 

cicatrização. Essa degradação também é um fator importante na etiologia de patologias como lesões 

ósseas, doenças articulares, invasão tumoral, doenças pulmonares, tendinopatias e periodontite 

(WAHLGREN et al, 2001; CHAKRABARTI; PATEL, 2005; CUÉLLAR et al, 2016; ORFEI et al, 

2016; SORSA et al, 2016; REMACLE et al, 2017). Para fins biotecnológicos, as colagenases são 

utilizadas no isolamento de células, cultivo celular, tratamento de doenças fibrosas e estudo de 

tecidos vegetais (FUJIO et al, 2014; GASTON et al, 2015; LUCZAK et al 2015; ALIPOUR et al, 

2016; ZIEGELMANN et al 2016). 

 

3.2 Proteases 

 

As enzimas responsáveis pela degradação das proteínas são as proteases. Elas pertencem ao 

grupo das hidrolases e catalisam a quebra de ligações amida nas ligações peptídicas. Apesar de 

também serem chamadas de proteinases e peptidases, as proteinases degradam as proteínas, 

enquanto que as peptidases estão restritas aos fragmentos de proteínas ou peptídeos (CAMARGO et 

al, 2012; SAXENA, 2015). 

Essas enzimas são agrupadas de acordo com a especificidade com o substrato, podendo 

clivar as extremidades C-terminal e N-terminal (exopeptidades) ou sequências dentro da cadeia 

polipeptídica (endopeptidases) como demonstrado na figura 2. A classificação das proteases pode 

ser feita, também, segundo a especificidade de sua cadeia lateral e da presença de grupo funcional 

no sítio ativo, agrupando-as em: serino proteases, cisteíno proteases, aspartil proteases, treonino 

proteases, glutâmico proteases e metalo proteases (POLGÁR, 1989; BARRET, 1999; SAXENA, 

2015).  
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Figura 2 – Esquema do local de ação das proteases nas cadeias polipeptídicas. 

Fonte: Adaptado de McDonald (1985). 

 

Nas proteases do tipo serino, treonino e cisteíno a clivagem de ligações peptídicas ocorre 

através da cadeia lateral nucleofílica de um aminoácido. Por sua vez, as proteases do tipo aspartil, 

glutâmico e metalo atuam nas ligações peptídicas através de uma molécula de água ativada. As 

aspartil proteases possuem resíduos de aspartato como ligantes de moléculas de água ativadas, 

enquanto resíduos de glutamina são os ligantes das glutâmico proteases. Todas as enzimas aspartil e 

glutâmico proteases são endopeptidases. Nas metalo proteases o ligante normalmente é um íon 

divalente ancorado por aminoácidos (zinco, cobalto, manganês, níquel ou cobre). As cisteíno 

proteases atuam nas ligações peptídicas através dos grupos sulfidril de resíduos de cisteína, 

enquanto as serino proteases dependem de um grupo hidroxil de resíduos de serina. Esses dois tipos 

possuem mecanismo catalítico similar, onde um nucleófilo e um doador de prótons são requeridos 

(RAWLINGS; BARRETT, 2013a-d). 

Nos organismos vivos, as proteases estão relacionadas a processos regulatórios, regulando a 

localização e atividade de outras proteínas, criando novas moléculas bioativas, contribuindo para o 

processamento da informação celular e gerando, transduzindo e amplificando os sinais moleculares. 

Porém, também são responsáveis por uma variedade de condições patológicas, como o câncer, 

desordens neurodegenerativas e cardiopatias (POLGÁR, 1989; LÓPEZ-OTÍN; BOND, 2008; 

LEBEAU; CRAIK, 2012). 
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Na indústria, as proteases são utilizadas em diversos processos tecnológicos como 

processamento de alimentos (atuando na clarificação de sucos e fermentação de bebidas e pães), 

papel (separando a celulose da lignina no processo de preparação da polpa), tecidos (no tratamento 

de lãs), formulação de detergentes (auxiliando a remoção de manchas), além de ter um importante 

papel no setor farmacêutico (SANDRI et al, 2013; PAUL et al, 2014; FONSECA et al, 2014; 

ZHANG; WANG, 2015). No Brasil
1
, de janeiro a outubro de 2015, as proteases foram responsáveis 

por um total de US$14,9 mi em exportações (COPELAND, 2004; CAMPBEL; FARREL, 2011; 

SAXENA, 2015; MDIC, 2015).  

 

3.3 Colagenases e Proteases Colagenolíticas 

 

Dentre as proteases, o grupo das colagenases possui a capacidade de degradar o colágeno 

nativo. Essas enzimas podem ser agrupadas em metaloproteases da matriz de mamíferos (MMPs), 

cisteíno proteases de mamíferos e algumas proteases bacterianas (ZHANG et al, 2015; DUARTE; 

CORREIA; ESTEVES, 2014). 

As metalocolagenases são enzimas que com zinco-dependência encontradas em mamíferos e 

bactérias. Elas são denominadas como “colagenases verdadeiras” e têm a capacidade de degradar a 

forma em tripla hélice do colágeno insolúvel. As demais proteases colagenolíticas 

(serinocolagenases) clivam apenas a estrutura desnaturada do colágeno solúvel (ZHANG et al, 

2015).  

A dupla nomenclatura das colagenases (“colagenases verdadeiras” e “proteases 

colagenolíticas”) causa confusão dentre os cientistas, como demonstrado por Duarte e 

colaboradores (2014), onde o termo “colagenase” tem sido utilizado para denominar proteases cuja 

atividade proteolítica ocorre em condições físicas favoráveis à desnaturação proteica do colágeno. 

Para a definição do tipo de colagenase, análises utilizando inibidores enzimáticos específicos para 

cada grupo de enzima são realizadas, determinando assim, se a colagenase pertence ao grupo das 

metaloproteases ou das serinoproteases (PETROVA; SHISHKOV; VLAHOV, 2006; SAKURAI et 

al, 2009; RASKOVIC et al, 2014). 

As colagenases pertencentes ao grupo das serino proteases normalmente possuem menor 

massa molar, enquanto as metalo proteases são maiores. As colagenases microbianas possuem uma 

                                                 
1
 Dados obtidos na base de dados AliceWeb2 através de pesquisa com código–chave 35079029 – outras proteases e 

seus concentrados. 
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grande diversidade de moléculas, desde enzimas de 24 a 150 kDa (WATANABE, 2004; DABOOR 

et al, 2010). Um caso excepcional foi relatado por Okamoto et al (2001), onde foi isolada uma 

serinocolagenase de Bacillus sp. (linhagem MO-1) com massa molar de 210 kDa, possuindo duas 

subunidades de 105 kDa. 

Colagenases podem ter diversas funções, apresentando-se como: (1) Fatores de virulência (a 

habilidade de degradar o colágeno possibilita a invasão no tecido de hospedeiros, sendo um 

importante fator na etiologia das doenças); (2) Ferramentas biotecnológicas (no amaciamento de 

carne, curtimento de couro e obtenção de peptídeos bioativos a partir da degradação do colágeno), 

e; (3) Medicamentos (a colagenase proveniente de Vibrio proteolyticus ATCC 53599 é usada no 

tratamento tópico de feridas como escaras, que são compostas de proteínas desnaturadas como o 

colágeno, elastina, fibrina, hemoglobina e proteínas coaguladas, além de possuir efeito imuno 

estimulador e ser utilizada em tratamentos de cicatrização de feridas e na doença de Dupuytren, 

como alternativa ao uso de métodos invasivos, como cirurgias) (HARRINGTON, 1996; DABOOR 

et al, 2010; KASSEGNE et al, 2014; SINGH; BHATTACHARYYA, 2014; LIMA et al, 2014; 

PROKSCH et al, 2014; LIU et al, 2014; ONESTI et al, 2015; GASTON et al, 2015; SAXENA, 

2015). 

 

3.4 Micro-organismos produtores de colagenases 

 

Colagenases são produzidas por diversos organismos desde nematódeos, peixes, mamíferos 

e plantas, mas grande parte dos estudos concentra-se nas enzimas produzidas pelos micro-

organismos (MALAGÓN et al, 2010; DABOOR et al, 2012; RASKOVIC et al, 2014; QUILLARD 

et al, 2014).  

No ano de 1974, Strauch fez um levantamento de micro-organismos produtores de 

colagenases, encontrando a enzima em espécies de bactérias (Clostridium histolyticum, Clostridium 

perfrigens, Clostridium integumentum, Clostridium tetani, Clostridium septicum, Clostridium 

chauvoei, Pseudomonas aeruginosa, Pseudomonas marinoglutinose, Staphylococcus aureus, 

Bacterioides melaninogenicus, Serratia marcescens, Achromobacteriophagus, Aeromonas), 

actinobactérias (Mycobacterium tuberculosis e Streptomyces madurae) e em fungos (Trychophyton 

schoemleinii). 

Atualmente o estudo de colagenases a partir de bactérias e fungos revela uma maior gama de 

espécies produtoras, com alguns representantes descritos na tabela 2. Isso se deve ao aumento na 
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quantidade de trabalhos de prospecção em ambientes pouco estudados, além da busca por novos 

micro-organismos produtores de enzimas com potencial biotecnológico. 

 

Tabela 2 – Levantamento de alguns micro-organismos produtores de enzimas colagenolíticas. 

Organismo 
Atividade 

(U/ml) 

PM 

(kDa) 

Temperatura 

ótima (°C) 

pH 

ótimo 
Referências 

Candida parapsilosis 44,00 97,20 40 8 Sayed et al, 2012 

Candida krusei 30,00 66,40 40 8 Sayed et al, 2012 

Candida albicans 7,06 N.I. 45 8,2 Lima et al, 2009 

Rhizoctonia solani 212,33 66,00 40 5 Hamdy, 2008 

Aspergillus oryzae 14,56 N.I 37 8 Balan et al, 2013 

Aspergillus ustus 1 0,12 N.I. N.I. N.I. Sharkova et al, 2015 

Beauveria bassiana 2 0,29 N.I. N.I. N.I. Sharkova et al, 2015 

Cladosporium 

cladosporoides 1 
0,18 N.I. N.I. N.I. Sharkova et al, 2015 

Bacillus cereus CNA1 23,07 N.I. 45 7 

Suphatharapratee; 

Cheirsilp; 

Jongjareonrak, 2011 

Klebsiella pneumoniae CNL3 10,53 N.I. 40 6 

Suphatharapratee; 

Cheirsilp; 

Jongjareonrak, 2011 

Pseudomonas sp. SUK 7,19 N.I. N.I N.I. 
Bhagwat; Jhample; 

Dandge, 2015 

Streptomyces sp. C-51 3.780,00 100,00 35-40 8-9 Endo et al, 1987 

Streptomyces exfoliatus CFS 

1068 
54,85 14,50 70 7 Jain; Jain, 2010 

Microbispora sp. (A-35) 16,69 N.I. N.I. N.I. Goshev et al, 2005 
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Thermoactinomyces sp. (E-

15) 
19,44 N.I. N.I. N.I. Goshev et al, 2005 

PM = peso molecular  

N.I. = Não informado 

Embora existam muitos estudos objetivando a descoberta de novas fontes microbianas para 

obtenção de colagenases, apresenta-se uma escassez de informações recentes sobre actinobactérias 

produtoras dessas enzimas. 

 

3.5 Actinobactérias 

Actinobactérias formam sua própria subdivisão no grupo das bactérias Gram-positivas. Suas 

principais características são o desenvolvimento de micélios durante seu crescimento e presença de 

cadeias de esporos, que são utilizadas para a identificação das diversas espécies (Figura 3). Por seu 

aspecto macro- e micro- morfológico, esses micro-organismos foram, por muito tempo, catalogados 

como fungos (MADIGAN et al, 2012). 

 

Figura 3 – Diversidade de macromorfologia de actinobactérias. [A] Streptomyces sp.; [B] 

Actinomadura meyerae; [C] Nocardia asteroides, e; [D] Nocardiopsis iraniensis.
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Fonte: [A] http://scienceblogs.com/digitalbio/2007/12/24/whats-that-smell/. [B] Bonnet et al, (2011). [C] Rodrigues et 

al (2009). [D] Hamedi et al (2007) 

 

Estas bactérias são conhecidas por seu grande potencial na produção de metabólitos e para 

melhor explorar seu potencial biotecnológico, novas tecnologias e a prospecção de diferentes 

ambientes para isolamento de novas espécies de actinobactérias estão sendo empregadas 

(GENILLOUD et al, 2011; VALLI et al, 2012, ABDELMOHSEN et al, 2015). 

Embora diversos gêneros de actinobactérias tenham importância na área da ecologia 

(Arthrobacter), alimentos (Propionibacterium) e na saúde, no papel de patógenos (Mycobacterium, 

Corynebacterium) e como produtores de antibióticos (Micromonoporaceae, Actinoplanes), o 

principal gênero é o Streptomyces, responsável pela maioria dos metabólitos produzidos pelas 

actinobactérias e utilizados biotecnologicamente (MADIGAN et al, 2012; TIWARI; GUPTA, 

2012). 

  

3.5.1  Streptomyces 

 

O gênero Streptomyces pertence à ordem Streptomycetales, família Streptomycetaceae. O 

Bergey’s Manual of Systematic Bacteriology lista mais de 550 espécies de Streptomyces, sendo o 

mais numeroso gênero no grupo das actinobactérias (LUDWIG et al, 2012). Os representantes desse 

gênero são bactérias aeróbias, Gram-positivas formadores de micélio que raramente se fragmenta e 

podem produzir pigmentos solúveis. Seu crescimento ocorre entre 25-35 °C, embora haja espécies 

psicrofílicas e termofílicas. Seu crescimento é favorecido em pH entre 6,5 e 8,0 e apresentam 

poucas espécies patogênicas a animais e ao homem (KÄMPFER, 2012).  

O isolamento de espécies do gênero Streptomyces é uma técnica bastante utilizada para 

obtenção de espécies com potencial biotecnológico, podendo ser obtidos de amostra de solo 

marinho, água do mar, camarões, amostra de solo florestais, tubérculos de batata, fontes termais e 

rizosfera, entre outros (KHATTAB; BABIKER; SAEED, 2016; RASHAD et al, 2015; 

EVANGELISTA-MARTÍNEZ, 2013; FYANS; BOWN; BIGNELL, 2013; YAMAMURA et al, 

2014) 

A produção de diversas moléculas com aplicação biotecnológica é uma característica do 

gênero Streptomyces. Sua principal utilização é na produção de compostos antimicrobianos, 
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entretanto há relatos linhagens utilizadas na produção de enzimas para aplicação em biorremediação 

de efluentes, biocontrole de pragas, fabricação de papel e fabricação de alimentos (PILLAI; 

GIRISH; AGSAR, 2014; AWAD et al, 2014; CHENG et al, 2014; XU et al, 2016). 

Embora na literatura haja relato de algumas espécies de Streptomyces como produtoras de 

colagenase, podendo citar S. parvulus, S. omiyaensis, S. exfoliatus, S. phaeopurpureus e 

Streptomyces sp. (PETROVA; DEREKOVA; VLAHOV, 2006; UESUGI et al, 2008; SAKURAI et 

al, 2009; JAIN; JAIN, 2010; PALANIYANDI et al, 2013), a quantidade de espécies analisadas é 

muito inferior à quantidade de espécies existentes relatadas, evidenciando a necessidade de maiores 

estudos para prospecção de linhagens de Streptomyces produtoras de colagenases. 

 

3.6 Purificação de Colagenase Microbianas 

 

Para que as enzimas produzidas por micro-organismos sejam utilizadas em diversos setores 

biotecnológicos, elas precisam passar por um processo de purificação para retirada de moléculas 

contaminantes provenientes do metabolismo microbiano que se apresentam em maior quantidade 

que a molécula alvo. Na purificação de proteínas a amostra pode submetida a vários processos os 

quais visam a separação das moléculas presentes no extrato bruto de acordo com suas características 

físico-químicas (LEE, 2017).  

Uma grande diversidade de técnicas e etapas de purificação de colagenases microbianas são 

listadas na tabela 3 e 4. Essa variedade de processos de purificação sugere a existência de várias 

moléculas com características diferentes, entretanto, como discutido por Pal e Suresh (2016) esse 

grande número de procedimentos diferentes dificulta a determinação da quantidade de colagenases 

microbianas existentes atualmente. Quanto mais etapas necessárias para a purificação, mais 

dispendioso torna-se o processo, no entanto, colagenases utilizadas em processamento de alimentos 

e na indústria de couro não necessitam enzimas altamente purificadas (PAL; SURESH, 2016). 

Um dos primeiros passos realizados na purificação de colagenases é a concentração das 

proteínas através de precipitação, fracionamento e centrifugação da amostra para separação das 

moléculas contaminantes e da enzima alvo, como demonstrado nas tabelas 3 e 4.  

A solubilidade da molécula é um importante fator na escolha do método de separação das 

enzimas, sendo influenciada pela distribuição de grupos hidrofóbicos e hidrofílicos na superfície 
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das proteínas (que determina sua solubilidade em diferentes solventes), e pela carga elétrica da 

proteína e seus outros grupos polares (SCOPES, 1994). 

 

Tabela 3 – Métodos de purificação de colagenases bacterianas. 

Micro-organismo TC Etapas de purificação F Referência 

BACTÉRIAS 

Bacillus subtilis FS-

2 
S 

Ultrafiltração 

DEAE Sepharose-CL-6B 

CM-Cellulose 

butyl-Toyopearl 650M 

Sephadex-G75 

16,5 Nagano & To, 1999 

α-proteobacterium 

NW4327 
N.I 

Ultrafiltração (50kDa) 

Superdex G200 

Resource Q 

Superdex 200 HR 

21 
Mukherjee; Webster; 

Llewellyn, 2009 

Bacillus 

licheniformis F11.4 
M 

Precipitação (NH4)2SO4 50% 

DEAE-Sephadex A-50 
26,3 Baehaki et al, 2012 

ACTINOBACTÉRIAS 

Streptomyces sp. 3B M 

Ultrafiltração (10, 30, 50 kDa) 

(NH4)2SO4 70% 

DEAE-Sephadex G-25 

MonoQ 

PolyanionSi
TM 

Superose 12
 

43,1 

Petrova; Derekova; 

Vlahov, 2006 

 

Streptomyces 

parvulussubsp. 

citrinus 

M 

(NH4)2SO4 

Q-Sepharose 

Sephacrryl S-200 

butyl-Toyopearl 

95,7 Sakurai et al, 2009 
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Streptomyces 

omiyaensis 
S 

(NH4)2SO4 70% 

Vivapure S 

Mono S HR5/5 

99,3 Uesugi et al, 2008 

TC = Tipo de Colagenase; F = Fator de purificação ao final das etapas; N.I = Não informado;    M = metaloprotease; 

S = Serinoprotease 

 

Tabela 4 – Métodos de purificação de colagenases fúngicas. 

Micro-organismo TC Etapas de purificação F Referência 

FUNGOS FILAMENTOSOS 

Rhizoctonia solani M 

 (NH4)2SO4 40% 

Sephadex G25 

DEAE-Cellulose 

Sephadex G150 

18,7 Hamdy, 2008 

Penicillium 

aurantiogriseum 

URM4622 

N.I SDFA – PEG-fosfato 5,23 Lima et al, 2013 

Penicillium 

aurantiogriseum 

URM4622 

N.I SDFA – PEG-fosfato 23,5 Rosso et al, 2012 

LEVEDURA 

Candida parapsilosis S (NH4)2SO4 80% 

DEAE-Cellulose 

Sephadex G100 

5,5 

Sayed et al, 2012 Candida 

krusei 
S 5,2 

TC = Tipo de Colagenase; F = Fator de purificação ao final das etapas; N.I = Não informado; M = metaloprotease;     

S = Serinoprotease; SDFA = Sistema de Duas Fases Aquosas 

 

Dependendo das propriedades químicas da proteína a ser purificada, pode ser aplicada a 

metodologia de precipitação salina ou com solventes orgânicos, sendo escolhida a metodologia que 

é mais adequada à proteína alvo (SOARES et al, 2011; CROWELL; WALL; DOUCETTE, 2013). 



29 

 

 

 

A maioria das enzimas é solúvel em baixas concentrações de sal (como observado no meio 

fisiológico) e o aumento da concentração de sais “sequestra” moléculas de água, pela ligação de 

seus íons com a água, expondo os grupos hidrofóbicos da proteína e permitindo-lhes formar 

agregados com outras proteínas e, assim, serem separadas após centrifugação (SCOPES, 1994). Por 

outro lado, etanol e acetona são amplamente utilizados para precipitação proteica, entretanto, 

através de análises estruturais observa-se que as moléculas sofrem mudança na conformação de sua 

estrutura secundária e terciária (YOSHIKAWA et al, 2012). 

Passos adicionais são normalmente utilizados para a purificação enzimática, sendo um dos 

mais importantes a cromatografia. Existem diversas técnicas cromatográficas que podem ser 

aplicadas na purificação de moléculas, e em todas elas a amostra a ser purificada é solubilizada num 

fluido líquido ou gasoso conhecido como “fase móvel” e é percolada através de uma “fase 

estacionária”, composta de material poroso responsável pela separação. A forma que cada um dos 

solutos reage com a fase estacionária retarda seu fluxo e permite a separação dos componentes da 

amostra (VOET; VOET, 2013). 

A cromatografia de troca iônica utiliza resinas eletricamente carregadas (aniônicas ou 

catiônicas) e tampões de diferentes forças iônicas competem com as moléculas adsorvidas pela 

interação com a fase estacionária (WALLS; COONEY; LOUGHRAN, 2017). Modificação da 

composição e/ou concentração da fase móvel, proporciona a separação de diferentes moléculas de 

acordo com suas diversas características químicas (SCOPES, 1994). 

Já a cromatografia líquida de rápida performance - FPLC (ou cromatografia líquida rápida 

de proteínas) usa um sistema completamente automatizado e o material da coluna é feito de 

superfícies inertes que suportam pressão acima de 700psi. As resinas usadas na cromatografia 

líquida rápida de proteínas possuem diferentes características, permitindo separar as amostras por 

tamanho, carga, hidrofobicidade, dessalinização, fase reversa e afinidade. Ao contrário da 

Cromatografia Líquida de Alta Eficiência – HPLC – as colunas usadas em FPLC suportam uma 

maior quantidade de proteína, além de ser uma metodologia de menor custo e possuir 

biocompatibilidade, por não usar solventes orgânicos na eluição (MANDADLOU; O’SULLIVAN; 

SHEEHAN, 2011; BISEN; SHARMA, 2012). 

A cromatografia por FPLC é um processo bastante desenvolvido na purificação de proteínas 

e outras moléculas por ser totalmente automatizado, extremamente sensível e fornecer análise 

informatizada dos dados obtidos através de sistema de computador acoplado ao equipamento, 
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sendo, junto à cromatografia líquida de alta eficiência – HPLC, a etapa mais utilizada para obter 

proteínas puras para análises e comercialização.  
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ABSTRACT 

Hydrolases are enzymes participating in biotechnological processes including pharmaceutical, 

textile and food sectors, and obtained from microorganisms. The prospection of new microbial 

sources of enzymes enables the discovery of more potent and stable molecules for industrial use. 

The aim of this study was identify the strain Streptomyces sp. isolated from Licania rigida Benth 

rhizosphere in Caatinga soil and to analyze the production of proteases in different substrates. The 

strain was identified by morphological, biochemical and molecular techniques, followed by culture 
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in liquid culture media containing soybean meal, wheat bran, gelatin, coffee powder residue or 

chicken feather, for the production of proteases, keratinases, milk-clotting proteases and fibrinolytic 

proteases, followed by ion-exchange chromatography analysis of the crude enzymatic extracts. The 

strain was identified as Streptomyces antibioticus showing the highest enzymatic activities for 

protease (46.62 U/mL), collagenase (377.50 U/mL) and keratinase (32.96 U/mL), in media 

formulated with soybean flour, coffee powder residue and chicken feather, respectively. The 

chromatographic analysis showed an enzymatic pool obtained in the non-adsorbed fraction, with 

presence of all proteases analyzed, regardless the substrate used in fermentation. The results show 

S. antibioticus UFPEDA3421 strain as a potential producer of enzymes for biotechnological 

purposes. 

Keywords: Polyphase identification; Enzymes; Streptomyces antibioticus; Caatinga soil 

 

INTRODUCTION 

Enzymes are molecules produced by living organisms that catalyze biochemical reactions, 

participating in about 150 industrial processes (GURUNG et al, 2013; ADRIO; DEMAIN, 2014). 

The most of these molecules are hydrolases, a group that include enzymes used in biofuel 

production, food processing and medicine, such as cellulases, tannases and collagenases (DUTTA; 

WU, 2014; MADEIRA JR et al, 2015; ALIPOUR et al, 2016). Among the hydrolases enzymes, 

proteases are the most important group and cleave peptide bonds resulting in the release of amino 

acids or peptides. These enzymes are present in almost all organisms and are related to the 

maintenance of normal metabolic pathways (RAWLINGS, 2013). In industry, several proteases are 

used in different sectors. Proteases are used in the production of detergents (HAMMAMI et al, 

2017), milk-clotting proteases are applied in food processing (LEMES et al, 2016), keratinases are 

used in leather industry (ZHANG et al, 2015) and collagenases are used in medicine (WARWICK 

et al, 2016).  

One of the main sources in the search for new enzymes with industrial application are the 

microorganisms due to metabolic factors that allow them a fast growth, possibility of genetic 

manipulation and high rate of metabolite recovery with low costs for maintenance and nutrition, 

when compared to the maintenance of plants and animals (SAXENA, 2015). Most of the industrial 

enzymes used are produced by bacteria (NIGAM, 2013), however, many studies are performed with 

filamentous fungi, yeast and actinobacteria. 
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Among these microorganisms, actinobacteria can be isolated from diverse aquatic and 

terrestrial environments, where their isolation of rhizospheric soils is highlighted. The interaction 

with plants provides a diverse environment for the growth of different microorganisms adapted to 

soil characteristics and to the diversity of metabolites secreted by plants (TEWARI; ARORA, 

2013). The Caatinga, an exclusively brazilian biome, has characteristics such as semi-arid climate, 

low precipitation and acid soil with low organic matter (GOTO et al, 2009). The specie of plant 

influences the biochemical properties and microbiota of soil (BOUDIAF et al, 2013; van der 

PUTTEN, et al, 2013), thus the existence of endemic plant species in Caatinga biome is a source of 

microorganisms with potential for the production of biocomposites, such antimicrobials and 

enzymes. 

The prospection of biodiversity and different environments has attracted the attention of 

scientists because of their importance in maintaining the environment and as a source of new 

biomolecules that can participate in industrial processes (VOGET et al, 2003; SWAMINATHAN, 

2003; LI et al, 2012; LIMA et al, 2014). Therefore, the objective of this work was to identify the 

strain Streptomyces sp. isolated from the rhizospheric Caatinga soil and to evaluate its potential as a 

source of enzymes of biotechnological importance. 

 

MATERIAL AND METHODS 

 

Microorganisms 

The Streptomyces sp. strain was previously isolated from Licania rigida (Benth) rhizosphere 

and stored in mineral oil. After identification the isolate was kept in the Culture Collection of the 

Department of Antibiotics (UFPEDA) of Federal University of Pernambuco, Brazil. For the 

analyzes the lineage was maintained under refrigeration with periodic cultures in modified Czapek 

medium (MC) as described by Nonomura and Ohara (1971). 

 

Polyphase Identification of actinomycete strain 

Morphological and physiological characterization 

The characteristics of the strain were analyzed according to morphological and physiological 

characteristics described in Bergey's Manual of Systematic Bacteriology (KÄMPFER, 2012).The 

determination of macromorphological phenotypic characteristics (aerial and vegetative mycelium 
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growth, aerial mycelium coloration, colony coloration, melanin production) and 

micromorphological characteristics (spore chain arrangement) was carried out in Yeast Extract-Malt 

Extract Agar (ISP-2), Oatmeal Agar (ISP-3), Inorganic Salts-Starch Agar (ISP-4), Glycerol 

Asparagine Agar (ISP-5), Peptone Yeast Extract Iron Agar (ISP-6), Tyrosine Agar (ISP-7) and 

modified Czapek Medium (MC). The cultivation was carried out for 7 days at 37 °C. Visualization 

of the microscopic structures uses the methodology described by Shirling and Gottlieb (1966). 

The influence of different carbon sources was analyzed by growth in solid medium 

containing D-Glucose, D-Fructose, L-Arabinose, Rafinose, L-Raminose, Sucrose, D-Xylose or D-

Mannitol. All sugars were purchased from Sigma-Aldrich (St. Louis, MO). ISP-2 medium was used 

as the medium base for growth for 8 days at 37 °C. 

Molecular identification by 16S rRNA gene analysis 

Streptomyces sp. was grown in liquid ISP-2 medium under constant stirring in orbital shaker 

at 150rpm for 48 h at 37 °C, followed by centrifugation for separation of the cells and washed twice 

in saline solution (0.9% NaCl). The bacterial DNA was extracted through the HiPurA™ Bacterial 

Genomic DNA Purification Kit (Himedia), following the manufacturer's instructions. Agarose gel 

electrophoresis was performed to confirm the extraction of the genetic material. The polymerase 

chain reaction technique was used to amplify the 16S rRNA gene by mixing 50ng of DNA, 5 pmol 

of the primers for Eubacteria fD1 (5’- AGAGTTTGATCCTGGCTCAG-3’) and rD1 (5’- 

AAGGAGGTGATCCAGCC-3’) described by Weisburg et al. (1991), 200 mM dNTP, 1.5 mM 

MgCl2, 1X buffer, 1 U Platinum Taq DNA polymerase (Invitrogen Life Technologies) to perform 

25 µl of final solution. The reactions occurred for 5 min with denaturation at 94 °C; followed by 25 

cycles of 1 min at 94 °C, 30s at 52 °C and 2 min at 72 °C, final extension of 10 min at 72 °C. The 

amplified product was subjected to agarose gel electrophoresis (1.2%), visualized by 

transillumination and subsequently sequenced by Macrogen (Seoul, Korea). The sequence obtained 

was analyzed with Blast software from the National Center for Biotechnology Information (NCBI) 

(www.ncbi.nlm.nih.gov) and aligned with Clustal software. The phylogenetic tree was constructed 

using Mega 7.0 software. 

 

Enzyme production 

The enzymes were obtained by submerged fermentation of the isolate Streptomyces sp. in 

modified soybean meal medium – MS-2 – described by Porto (1996) composed by protein extract 

of soybean flour (1,0%), NH4Cl (0.1%), MgSO4·7H2O (0.06%), K2HPO4 (0.475%), glucose (1,0%), 
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e mineral solution (0,1%). The protein extract used in the composition of the MS2 medium was 

obtained by prior autoclaving of the soybean meal in distilled water and filtration in Whatman n.1 

filter. The influence of the substrate on the production of enzymes was analyzed by replacing the 

soybean meal with coffee powder residue extract (1% w/v), soybean meal extract (1% w/v), wheat 

bran extract (1% w/v), gelatin (1% w/v), and chicken feathers (0.5% w/v). 

The strain was grown in MC medium for 120 h at 37 °C to obtain the spores. A cell 

suspension was performed in Tween 80 solution (0.1% v/v) and a 1 mL aliquot (OD625 nm ≈ 

0.100) was inoculated into 250 mL Erlenmeyer flasks containing 50 mL of modified MS2 medium 

with the different substrates. Growth occurred on an orbital shaker at 150 rpm at 37 °C for 120 h 

followed by filtration of the fermented liquid in Whatman n.1 filter and the cell free liquid was 

considered as an enzymatic extract and used for protein quantification and different enzymatic 

activities. 

 

Partial purification of the crude extract enzymatic 

Initially, 30 mL of each enzyme extract was precipitated with ammonium sulfate (80% 

saturation) for 4 h under refrigeration and centrifuged for 10 min at 14,000 x g. The pellet was 

suspended in 2 mL of 0.1 M Tris-HCl buffer (pH 8.0) and dialyzed three times against the same 

buffer. 

The dialyzed sample was then applied in DEAE-Sephadex HiTrap QFF ion exchange 

chromatography (1 mL) previously equilibrated with 0.1 M Tris-HCl buffer (pH 8.0) at a 1 mL/min 

flow rate and eluted in the same buffer at different concentrations of NaCl (0, 0.3 and 0.6 M) at the 

same flow rate and monitored at 215 nm and 280 nm. The fractions corresponding to the protein 

peaks were dialyzed, pooled and analyzed for the enzymatic activity described below. 

 

Protein quantification 

The proteins present in the enzyme extract were quantified according to the methodology of 

Smith et al. (1985) using a protein determination kit (Bio-Rad, Richmond, CA, USA) with different 

concentrations (100 – 2000 µg/ml) of bovine albumin as standard. 

 

Enzymatic assays 
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Protease activity was determined as described by Ginther (1979) using azocasein (1% w/v) 

as substrate. For the enzymatic reaction 0,15 mL crude extract was mixed to 0,25 mL azocasein 

solution and incubated at room temperature for 1 h. The reaction was stopped by addition of 1 mL 

of Trichloroacetic Acid (TCA, 10% w/v), and centrifuged at 15.130 x g for 20 min. An aliquot of 

0.2 mL of the supernatant was added to 0.8 mL of 1.8 N NaOH and measured at 420 nm. The blank 

tube was prepared with distillated water under same conditions. One unit of enzyme activity (U) is 

the amount of enzyme required to produce an increase of 0.1 in the absorbance. 

Collagenolytic activity was determined using azo dye-impregnated (azocoll) as substrate 

according to Chavira et al (1984) with some modifications. The reaction mixture contained 0.05 mL 

of the crude extract, 5 mg of azocoll (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO), and 0.95 mL of 0.05 M Tris-

HCl buffer (pH 7.8) added by 1 mM CaCl2. The reaction was carried out during 1 h at 37 °C under 

constant agitation and was stopped by cooling in ice bath. Tubes were centrifuged at 15,130 x g for 

15 min and had their absorbance measured at 520 nm. The blank tube was prepared with distillated 

water under same conditions. One unit of enzyme activity (U) is the amount of enzyme required to 

produce an increase of 0.1 in the absorbance. 

Fibrinolytic activity was measured using a fibrin degradation assay according to Wang et al 

(2011). Initially, the reaction occurred incubating 0.4 mL of fibrinogen solution (0.72% w/v) and 

0.1 mL of 245 mM phosphate buffer (pH 7.0) for 5 min at 37 °C followed by adding 0.1 mL of 

thrombin (20 U/mL) for 10 min at 37 °C. Then 0.1mL of the sample was added, and incubation 

continued at 37 °C. At 60 min, 0.7 mL of 0.2 M TCA (Trichloroacetic Acid) was added, and mixed. 

The mixture was centrifuged at 15,000 x g for 10 min and supernatant was measured at 275 nm. 

One unit of fibrin degradation activity (U) was defined as the amount of enzyme increasing 0.01 per 

minute at the optical density at 275nm. 

The keratinolytic activity was described by Anbu et al. (2007), mixing 20 mg of chicken 

feathers (previously washed in distilled water and dried) with 3.8 mL of 0.1 M Tris-HCl buffer 

(pH7.2) and 0.2 mL of sample. The reaction occurred for 1 h at 37 °C in a water bath and stopped 

with ice bath, followed by quantification at 280 nm. A unit of enzyme activity (U) was defined as 

the amount of enzyme that increases 0.01 in optical density in 1 hour of reaction. 

The production of milk coagulant protease was performed according to Arima et al (1970) in 

reconstituted skim milk solution (10% w/v) added of CaCl2 (0.01M). The reaction mixture was 

composed of 5 mL of milk and 0.5 mL of the sample, incubated at 37 °C with gentle manual 

shaking. Coagulation time, in seconds, was defined visually by the appearance of the first clots. A 
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unit of enzyme activity (U) was defined as the amount of enzyme that coagulates 1 mL of the skim 

milk solution under the conditions of the enzymatic reaction. For the calculation of the enzymatic 

activity was used the formula 1U = 2400 x t x 0,5 where t is the coagulation time of the sample, in 

seconds. 

 

RESULTS AND DISCUSSION 

The morphological and physiological analysis of the characteristics is the basis for the 

identification of most bacterial species. However, the actinobacteria group has peculiar 

characteristics that separate them from other bacteria, such as the production of aerial mycelium and 

spores (MADIGAN et al, 2012). The Streptomyces sp. strain has morphological characteristics of 

actinobacteria group, with vegetative mycelium growth adhering to the substrate and beginning of 

sporulation after 3 days of cultivation. The growth of these colonies revealed white vegetative 

mycelium and spores with gray coloration including presence of melanoid pigments when cultured 

in ISP-7 medium. Microscopic analysis showed the presence of smooth surface spores, organized 

into straight-flexible chains composed by 6 to 10 spores.  

The physiological characterization indicated that the strain has the ability to use all sugars 

analyzed, presenting strong growth with spore production. Although the morphological and 

physiological characteristics are important in understanding the biology of the species, the genetic 

analysis of 16S rRNA gene allows the analysis of the natural evolutionary relationships of these 

organisms (GOODFELLOW, 2012). The sequencing of the strain allowed its identification as 

belonging to the specie Streptomyces antibioticus, as demonstrated in the taxonomic tree showed in 

Figure 1. S. antibioticus was incorporated at the Culture Collection of the Department of Antibiotics 

(UFPEDA) of Federal University of Pernambuco, with UFPEDA3421 numeration. 
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Figure 1 – Taxonomy of the Streptomyces sp. strain based on the sequencing of 16S rRNA gene 

within the genus Streptomyces. 

 

 

The strain Streptomyces antibioticus UFPEDA3421 showed good growth, adapting to the 

culture media, regardless of substrate used, including the substrates wich nitrogen source is difficult 

to degradation, as the chicken feather. Variations in the growth conditions and in the nutrients 

availability induce the use of different metabolic pathways by microorganisms, with possible 

activation or inactivation of genes responsible for produce several interesting molecules (ZARINS-

TUTT et al, 2016). Actinomycetes, especially the genus Streptomyces, is known to have the ability 

to degrade various substrates and agroindustrial residues for growth and production of enzymes 

with biotechnological interest (AOYAMA et al., 2014; MANDER et al., 2014; FRANCO-

CIRIGLIANO et al., 2013). As shown in Table 1, all the substrates were favorable to protease 

production. The proteases and collagenolytic enzymes showed the highest production, especially in 

culture media containing soy bean flour and coffee powder residue, respectively. On the other hand, 

the clotting milk proteases has the lowest production between the enzymes analyzed. Collagen and 

keratin, present in gelatin and chicken feathers, respectively, are proteins that are not degraded by 

most common proteases, requiring specific groups of enzymes (collagenases and keratinases) for 

their degradation (LANGE et al, 2016; ZHANG et al., 2015). 
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Table 1 – Enzymatic activities of the crude extracts of Streptomyces antibioticus UFPEDA3421 

grown in MS2 medium modified with different substrates. 

Substrates 
Protein 

(mg/ml) 

APro 

(U/ml) 

ACol 

(U/ml) 

AFib 

(U/ml) 

AKer 

(U/ml) 

AClo 

(U/ml) 

Gelatin 
4.28 

(0.60) 

5.25 

(0.96) 

1.40 

(0.89) 

7.12 

(0.12) 
- - 

Coffee powder residue 
3.09 

(0.08) 

44.83 

(0.52) 

377.50 

(1.7) 

7.10 

(0.11) 
- 

2.79 

(0.85) 

Soybean flour 
2.32 

(0.31) 

46.62 

(3.37) 

344.55 

(2.34) 

9.30 

(0.36) 
- 

2.11 

(0.67) 

Wheat bran 
3.47 

(0.15) 

44.60 

(7.30) 

328.80 

(2.73) 

8.87 

(2.26) 
- 

1.06 

(0.59) 

Chicken feather 
2.36 

(0.94) 

31.25 

(4.74) 

245.10 

(2.69) 

6.87 

(0.72) 

32.96 

(4.80) 
- 

APro = Protease activity; ACol = Collagenolytic activity; AFib = Fibrinolytic activity; AKer = Keratinolytic activity; AClo 

=  Clotting-milk activity  

Enzymatic assay was performed in triplicate 

Standard deviations are shown in parentheses 

 

 

The proteases produced by S. antibioticus UFPEDA3421 presents high activity in the media 

containing soybean meal, wheat bran, coffee powder residue and chicken feathers. Nascimento et al 

(2015) reported protease production through solid state fermentation of Mucor and Rhizopus strains 

with values of 38.08 and 30.77 U/ml, respectively, using wheat bran as a substrate. Additionally, 

Moreira et al. (2003) used the MS2 medium to produce a protease by Nocardiopsis sp. isolated 

from the soil of the northeast of Brazil, achieve values of 30 U/ml in the crude extract. These 

enzymes have potential for being widely applied for detergent production, food processing, waste 

treatment and leather industry (COÊLHO et al, 2016; VELOORVALAPPIL et al, 2013). 

As shown in Figure 2, the keratinase produced by S. antibioticus UFPEDA3421 degrade the 

chicken feathers present in the culture medium obtaining 32.96 U/ml of enzymatic activity after 120 

h of fermentation. Studies carried out by Wang et al (2015) and Ningthoujam et al. (2016) 

demonstrate the potential of keratinase produced by strains of Thermoactinomyces and 

Amycolatopsis yielding 400 and 165.66 U/mL, respectively. Enzymes produced by Streptomyces 
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strains are reported to degrade whole chicken feather when incubated for long periods (JANI et al, 

2014) these ability is favorable for use in poultry waste treatment (VERMA et al, 2016). Nutrients 

available in culture media such organic nitrogen sources, and mono- and disaccharides are 

responsible for catabolic repression of keratinase production, however, culture media formulated 

with minerals and keratinous materials are known to induce the production of extracellular 

keratinases (DAROIT; BRANDELLI, 2013). 

 

Figure 2 – Streptomyces antibioticus UFPEDA3421 grown on modified MS-2 medium containing 

chicken feathers. [A] Culture medium without inoculum; [B] Culture medium after 120 h of 

growth; [C] Bottom view of culture medium without inoculum; [D] Bottom view of culture medium 

after 120 h of fermentation. 
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The best conditions for collagenase production (377.5 U/mL) by S. antibioticus 

UFPEDA3421 was obtained by using coffee powder residue as substrate at 1% (w/v) concentration. 

The other substrates were also favorable for collagenase production, providing activity levels above 

200 U/mL for the crude extract, except the medium containing gelatin. Although gelatin is 

commonly used as substrate for collagenase production, Jain & Jain (2010) studied the influence of 

nitrogen source on collagenase production by Streptomyces exfoliatus and a high enzyme 

production was reported for the culture media containing soybean meal and chicken feather meal. 

The production of milk-clotting proteases was observed in the culture media composed of 

coffee powder residue, soybean flour and wheat bran crude extracts, reaching values of 2.79, 2.11 

and 1.06 U/mL, respectively, while the other enzymatic extracts did not show clot-milk formation. 

The highest fibrinolytic activity values obtained were measured in the culture media containing 

soybean flour and wheat bran reaching 9.3 and 8.87 U/mL, respectively. The availability of 

nutrients in the culture medium directly influences the production of enzymes, resulting in a 

positive feedback loop or catabolic repression of these molecules regulating the metabolic pathways 

of the microorganism (ZARINS-TUTT et al., 2016; CHUBUKOV et al., 2014). 

The chromatographic analysis presented in Figure 3 shows a profile obtained from the crude 

enzymatic extract fermentation of Streptomyces antibioticus UFPEDA3421 growing in different 

substrates and submitted to ion-exchange chromatography. The chromatograms confirm the 

production of biomolecules with different characteristics, where the proteases analyzed in this work 

did not bind to the resin under the determined conditions and were detected in the fractions eluted 

without NaCl. Although the fractions eluted with different NaCl concentrations not show enzymatic 

activity for the proteases aimed in this work, the potential for enzyme production by S. antibioticus 

UFPEDA3421 allows to infer that other biomolecules of industrial interest may be present in the 

crude extracts. 
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Figure 3 – Ion-exchange chromatography of Streptomyces antibioticus UFPEDA3421 enzymatic 

crude extract produced on MS-2 medium modified with [A] coffee powder residue, [B] gelatin, [C] 

chicken feather, [D] soybean flour, and [E] wheat bran. The solid line represents the detection of 

proteins by FPLC while dashed lines represent the different concentrations of NaCl in the sample 

elution. 
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Table 2 – Enzymatic activities of the crude enzymatic extracts from Streptomyces antibioticus 

UFPEDA3421 submitted to ion-exchange chromatography. 

Substrate 
APro  

(U/mL) 

AFib 

(U/mL) 

AKer 

(U/mL) 

Coffee poder residue 15.73 (2.51) 5.08 (0.59) - 

Gelatin 5.27 (0.95) 0.25 (0.11) - 

Wheat bran 67.47 (1.56) 1.84 (0.13) - 

Soybean flour 9.90 (1.02) 4.92 (0.87) - 

Chicken feather 61.00 (3.72) 7.01 (0.89) 26.00 (3.48) 

APro = Protease activity; AFib = Fibrinolytic activity; AKer = Keratinolytic activity. 

Enzymatic assay was performed in triplicate. 

Standard deviations are shown in parentheses 

  

The results of enzymatic activities are shown in Table 2, with the highest activity detected 

for protease in wheat bran crude enzymatic extract, achieving 67.47 U/ml. Although studies have 

been carried out aiming purify and characterize the fibrinolytic proteases, keratinases and milk-

clotting proteases produced by actinomycetes (MOSTAFA et al, 2013; GONG et al, 2015; SUN et 

al, 2016), the Streptomyces antibioticus species has no reports of studies in the prospection of these 

proteases. Thus, from the data obtained in the present work it is concluded that the strain S. 

antibioticus UFPEDA3421 has potential for utilization in the production of enzymes with 

medicinal, food and textile application, besides helping to determine some characteristics of the 

biology of this species and provide information for future analysis in the production of 

biomolecules. Further studies to optimize the production of these enzymes, especially keratinase 

and collagenase, and to enhance their purification are in progress to explore the biotechnological 

potential of this strain. 
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ABSTRACT 

Collagenases are proteases able to degrade native and denatured collagen, with relevant applications 

in leather, food, pharmaceutical and cosmetic industries, as well as in medical practice in the 

treatment of burns and wounds. The present work aims to purify a collagenase produced by 

Streptomyces antibioticus UFPEDA3421, followed by biochemical characterizations and to produce 

bioactive peptides from collagen degradation. For this purpose, S. antibioticus UFPEDA3421 strain 

was growth in liquid culture media containing coffee powder residue. The collagenase was further 

purified by different chromatographic methods and subsequently biochemically characterized. 

Bioactive peptides were produced by degradation of type I and type V collagen from Achilles 

tendon and analyzed for their anticoagulant properties. The strain achieved 377.5 U/mL collagenase 

activity at 120h of fermentation, presenting a purification factor of 136.7 after chromatographic 

isolation and was characterized as a 41.28 kDa neutral metallocolagenase with an optimum activity 

at pH 7.0 and 60 °C. Type V collagen degradation in absence and presence of calcium ions 

produces bioactive peptides that delay the coagulation time in 49s and 88s, respectively. The 

methods described presents an efficient protocol for obtaining and isolating a collagenase with 

potential applications in production of bioactive peptides with anticoagulant activity.  

Keywords: Streptomyces antibioticus; coffee powder residue; collagenases; bioactive peptide; 

anticoagulant. 

 

INTRODUCTION 

 

Collagenases [E.C. 3.4.24.3] are peptidases responsible for degrading the triple-helix 

structure of native collagen, found in various connective tissues. Microbial collagenases are less 

specific than animal collagenases and cleave several types of collagen, including insoluble collagen 

(native protein) and soluble collagen (denatured protein) (DUARTE; CORREIA; ESTEVES, 2014). 

These enzymes are widely used in industry processes as meat softening, leather tanning, and 

multiple non-invasive therapeutical procedures as transplants, treatment of glaucoma, Dupuytren’s 

disease and treatment of scars and burns (DABOOR et al, 2010; FUJIO et al, 2014; ALIPOUR et al, 

2016). Additionally, collagen degradation produces fragments of peptides with several biological 

properties as antimicrobial and antioxidant activities, increases in skin firmness and osteoblasts 

proliferation (LIMA et al, 2014; PROKSCH et al, 2014; LIU et al, 2014). 
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Collagenolytic enzymes isolated from various bacterial species as Clostridium histolyticum, 

Leptospira sp., Bacillus stearothermophillus and B. licheniformis and also some fungi species, for 

example, Penicillium aurantiogriseum, Rhizoctonia solani and Candida albicans are well reported 

(HAMDY, 2008; LIMA et al, 2009; JANWITTHAYANANA, et al, 2013; LIMA et al, 2014; 

ISRAEL-ROMING et al, 2015; GASTON et al, 2015). However, there is a lack of studies exploring 

the potential of actinomycetes species as collagenases producers (GOSHEV et al, 2005; SAKURAI 

et al, 2009; PALANIYANDI et al, 2013; HATANAKA; KAWAKAMI; URAJI, 2014) and 

although Streptomyces species is generally reported as enzyme producers, Streptomyces 

antibioticus, particularly, is not mentioned producing collagenase.  

The efficiency of microbial enzyme production is dependent on which nutrients are 

available for cellular growth. Currently, the use of waste residues to obtain products is an 

alternative to reduce costs and treat environmental pollutants (CASTRO et al, 2015; SINGH; 

BAJAJ, 2014; EL-BAKRY et al, 2015). According to Unided States Department of Agriculture - 

USDA (2016), between 2015 and 2016, the world coffee industry produced the equivalent to 153.3 

million bags of coffee, and Brazil, as the largest producer, is responsible for 32% of this amount. 

For this reason, studies have focused in the use of such resources for obtaining profitable products 

as biodiesel, ethanol, and dye removal (MUSSATTO et al, 2011). The aim of the present work is to 

purify and characterize a collagenase produced by Streptomyces antibioticus UFPEDA3421 by 

submerged fermentation using coffee powder residue as substrate and obtain bioactive peptides by 

collagen hydrolysis. 

 

MATERIALS AND METHODS 

 

Microorganism and Substrate 

The actinomycete strain Streptomyces antibioticus UFPEDA3421 was obtained from the 

Culture Collection of the Department of Antibiotics (UFPEDA) of Federal University of 

Pernambuco, Recife, Brazil and was isolated from Licania rigida (Benth) rhizosphere. The strain 

was stored in modified Czapek medium (MC) as described by (NONOMURA; OHARA, 1971) and 

kept at 4 ºC. 

The coffee powder residue was gently given by Universitary Restaurant from Rural Federal 

University of Pernambuco (UFRPE). The residue was used without further processing. 
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Collagenase production 

Streptomyces antibioticus UFPEDA3421 was grown on MC medium (for 5 days at 37 °C) 

and cells were subsequently suspended in Tween 80 solution (0.1% v/v). A volume of 1 mL of the 

cell suspension, standardized to an absorbance equal to 0.1 (at 625 nm), was used to inoculate 500 

mL Erlenmeyer flasks containing 100 mL of the MS2 medium (PORTO et al, 1996) with some 

modifications, composed by coffee powder residue (1.0%), NH4Cl (0.1%), MgSO4·7H2O (0.06%), 

K2HPO4 (0.475%), glucose (1.0%) and mineral solution (0.1%). 

At each 24h, the content of one of the flask was collected, filtered in Whatman n.1 filter, and 

used for determination of cell growth and enzyme production. Dry cell mass content was measured 

based on the methods of Olsson & Nielsen (1997), after microwave exposure for 15 min. 

 

Enzyme assay and protein quantification 

Collagenolytic activity was determined according to Chavira et al (1984) with some 

modifications, using azo dye-impregnated (azocoll) as substrate. The reaction mixture contained 

0.05 mL of the crude extract, 5 mg of azocoll (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO), and 0.95 mL of 0.05 

M Tris-HCl buffer (pH 7.8) added by 1 mM CaCl2. The reaction was carried out during 1 h at 37 °C 

under constant agitation and was stopped by cooling in ice bath. Tubes were centrifuged at 15,130 x 

g for 15 min and had their absorbance measured at 520 nm. The blank tube was prepared with 

distillated water under same conditions. One unit of enzyme activity (U) is the amount of enzyme 

required to produce an increase of 0.1 in the absorbance. 

Protein content of the samples was measured according to Smith et al (1985), using a protein 

determination kit (Bio-Rad, Richmond, CA, USA), and with bovine serum albumin as standard. 

 

Enzyme Purification 

Proteins presents in crude extract were precipitated with 80% ammonium sulphate saturation 

under constant agitation for 4 h at 4°C. After centrifugation at 14,000 x g for 10 min the pellet was 

suspended in 5 mL of 0.1 M Tris-HCl buffer (pH 8,0) and the suspension was dialyzed three times 

against the same buffer. 
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 Enzyme was isolated by a combination of ion-exchange and gel filtration chromatography. 

A volume of 1 mL of the desalinated sample was applied to anion-exchange chromatography on a 

DEAE-Sephadex A50 column previously equilibrated with 0.1 M Tris-HCl buffer (pH 8.0) at a 

flow rate of 1mL/min. Protein fractions were eluted with different concentrations of NaCl (0, 0.3 

and 0.6M) in 0.1 M Tris-HCl buffer (pH 8.0) at the same flow rate and monitored at 280 nm. In 

sequence, the enzyme fractions were pooled, concentrated by acetone precipitation (70% 

saturation), suspended in 0.1 M Tris-HCl buffer (pH 8.0) and were assayed for collagenase activity.  

The fraction with collagenase activity was further subjected to gel filtration 

chromatography, by using a Fast Protein Liquid Chromatography system (ÄKTA Avant 25, GE-

healthcare, Uppsala, SE) on a Superdex G75 HR10/300 GL size exclusion column, previously 

equilibrated with 0.1 M Tris-HCl buffer (pH 8,0) added by 0.15 M NaCl. The sample was eluted at 

a flow rate of 0.5 mL/min in the same buffer and monitored at 280 nm and 215 nm. The fraction 

corresponding to the collagenase was pooled and used in the subsequent studies. 

 

Molecular weight determination 

The molecular weight of the purified fraction was estimated by correlating the retention time 

in the size exclusion chromatography. Protein molecular weight standards were albumin (65.0 kDa), 

egg albumin (45 kDa), tripsin inhibitor (21.7 kDa) and lysozyme (14.3 kDa). 

 

Gelatin zymography 

Gelatin zymography was performed according to Laemmli (1970) with some modifications. 

Separating gel (10%) was prepared containing 1mg/mL of gelatin and 20% SDS. The purified 

enzyme samples were applied to the polyacrylamide gel and the electrophoresis was carried out at 4 

°C. The gel was then washed in Triton X-100 (2.5% v/v) for 30 min to remove SDS and was 

incubated overnight in 0.05 M Tris-HCl buffer (pH 7.8) containing 1 mM CaCl2 at 37 °C. The gel 

was stained by silver nitrate. 

 

Characterization of collagenase 

Optimum temperature was determined by assaying collagenase activity at temperatures in 

the range of 30 °C to 90 °C. The enzyme stability was investigated by incubating the enzyme at 
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temperatures of 30 °C to 90 °C for 1 h, followed by the collagenase assay (as described in the 

section 2.3). 

Optimum pH and enzyme stability were investigated at different pHs, using 0.05 M sodium 

citrate buffer (pH 3.0 – 6.0), 0.05 M sodium phosphate buffer (pH 6.0 – 7.0), 0.05 M Tris-HCl 

buffer (pH 7.0 – 9.0), and 0.05 M carbonate-bicarbonate buffer (pH 9.0 – 11.0). The enzyme 

stability was tested by incubating the enzyme at the different pHs for 4 h at 4 °C, followed by the 

collagenase assay.  

The effect of metals ions, inhibitors and surfactants were investigated according to 

Nascimento et al (2015), mixing equal volumes of the enzyme solution and the metal ions or 

inhibitors or surfactants for 1 h at 37 °C followed by the activity determination. 

For investigate the effect of metal ions on collagenase, the methods described in the section 

2.3 were applied, modified by using 0.05 M Tris-HCl buffer (pH 7.8) without CaCl2. The metal ions 

(at 10 mM concentration) used in the experiments were prepared from chloride salts of: Iron (Fe
3+

), 

Zinc (Zn
2+

), Calcium (Ca
2+

), Sodium (Na
+
) e Potassium (K

+
); and sulphate salts of: Iron (Fe

2+
), Zinc 

(Zn
2+

), Magnesium (Mg
2+

) e Cooper (Cu
2+

). 

Enzymatic inhibitor assay was performed using PMSF (phenylmethylsulfonyl fluoride, 

C7H7FO2S), 2-mercaptoethanol (2-hydroxy-1-ethanethiol-C2H6SO), ethylenediaminetetraacetic acid 

(EDTA-acetic-C10H16N2O8), Pepstatin A and Iodoacetic Acid at final concentration of 10 mM 

concentration. The surfactants used were Tween 20, Tween 80, Triton X-100 e SDS, at a final 

concentration of 1%. 

 

Production of bioactive peptides 

The collagen degradation was performed with 5 mg/mL of type I and type V collagen from 

bovine Achilles tendon incubated in reaction mixture containing 0.1 mL of the enzyme sample, for 

2 h at 37 °C. Samples separated at intervals of 30 minutes were used for anticoagulant assay and 

subjected to SDS-PAGE electrophoresis according to Laemmli (1970), using 12,5% separating gel 

and 5% stacking gel. 

 

Anticoagulant activity assay 

Venous blood from healthy volunteers was collected into plastic tubes containing 3.8% 

trisodium citrate, and platelet poor plasma (PPP) was obtained by centrifugation at 3,000 x g at 25 
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ºC. The anticoagulant effect was measured using a coagulometer BFT II (Dade Behring, West 

Sacramento, CA, USA) by analysis of the activated partial thromboplastin time (APTT). Bioactive 

peptides obtained at different times of hydrolysis of type I and type V collagen from bovine 

Achilles tendon (30, 60, 90 and 120 min) were used in the tests. The reaction mixture contained 50 

μL of PPP, 50 μL of peptide solution and 50 μL of Dade actin activated cephaloplastin reagent 

(Dade Behring, West Sacramento, CA, USA), incubated at 37 ºC for 2 min and followed by the 

addition of 50 μL of 0.025 M CaCl2. Negative controls were prepared with 0.15 M NaCl instead the 

peptide solution. 

 

RESULTS AND DISCUSSION 

 

Microbial growth and enzymatic production using coffee powder residue 

The curve of enzyme production and cell growth are shown in the Figure 1, with maximum 

biomass achieved at 48 h of fermentation. The protein content was continuously increasing even 

during the decline phase (after 96 h of fermentation), suggesting a continuation of the microbial 

metabolism.  

 

Figure 1 – Comparison of the cell growth, protein content and enzyme production by Streptomyces 

antibioticus UFPEDA3421 in fermentation using MS2 medium containing coffee powder residue.  
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The enzyme production showed a pronounced increase during the log phase (between 24 

and 48 hours), being, however, almost constant in later stages. That fact indicates a relation between 

enzyme production and cell growth, probably to promote the degradation of nutrients present in the 

culture medium (ISHIDA et al, 2016), or to facilitate the cell invasion and colonization 

(HARRINTON, 1996; KASSEGNE et al, 2014). 

Coffee by-products are used for obtaining enzymes by submerged fermentation and solid 

state fermentation from microorganisms. These agro-industrial residues are composed by proteins, 

sugars, carbohydrates, fat and fibers used by microorganisms for their growth. Additionally, spent 

coffee wastes presents fatty acids, lignin, cellulose, hemicellulose, and other polysaccharides in its 

constitution wich were used as nutrients for microbial growth (MURTHY; NAIDU, 2012; PUJOL 

et al, 2013).  

Collagenases obtained from microbial source have been widely reported using a variety of 

substrates. Lima et al (2009) studied the production of collagenase by Candida albicans and found 

7.06 U/mL of activity, when a medium supplemented with gelatin (2% w/v) was used. Ohbayashi et 

al (2012) found a collagenase activity of 0.016 U/mL, from a recombinant E. coli grown in LB 

broth (obtained from a gene encoding Clostridium histolyticum collagenase). At the same time, 

Ishida et al (2016) reported a production of collagenase of approximately 7.5 U/mL, through 

submerged fermentation by Vibrio sp. Pr21 in casein medium. 

Regarding actinomycetes, Palaniyandi et al (2013) found a collagenase activity of 0.24 

U/mL by Streptomyces phaeopurpureus grown in medium containing gelatin (0.5% w/v) and 

Sakurai et al (2009) verified a collagenolytic activity of 488 U/mL for the crude extract of 

fermentations by Streptomyces parvulus subsp citrinus. Those values highlight the potential of 

Streptomyces antibioticus UFPEDA3421 to produce collagenase since the values obtained in this 

work are larger than most of the values described in literature using azocoll methodology. Different 

methodologies for collagenase quantification are described using in natura collagen degradation, 

fluorescent and colorimetric methods, and synthetic peptide substrates, according to the type of 

collagenase studied. This variety of assays difficult comparisons between results obtained by 

various authors using different methodologies (DUARTE et al, 2014; WANDERLEY et al, 2016).  

 

Collagenase purification 
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 As the first step, the fraction of ammonium sulphate protein precipitation provided a 

collagenolytic activity of 360.4 U/mL. Several studies report this initial purification step as an 

effective method of concentration and fractionation of collagenases (PETROVA; SHISHKOV; 

VLAHOV, 2006; UESUGI et al, 2008; HAMDY, 2008; SAYED et al, 2012; BAEHAKI et al, 

2012; ABDEL-FATTAH, 2013). 

The subsequent purification step consisted of chromatography techniques. Figure 2A shows 

the chromatogram profile of the precipitated extract subjected to ion-exchange chromatography. 

The collagenase fraction was not bound to the resin (non-adsorbed fraction), flowing straight 

through the column and presenting activity of 170.7 U/mL. Adsorbed fractions eluted with different 

concentrations of NaCl did not show collagenolytic activity. The collagenase fraction was 

subsequently applied on a Superdex G75 HR10/300 GL column, which provided a single 

chromatogram peak (shown in the Figure 2B), corresponding to a collagenolytic activity of 150.5 

U/mL. 

Zymogram analysis (Figure 2C) show a clear zone of degradation in the gel containing 

gelatin, corresponding to the purified collagenase. The molecular weight from purified enzyme was 

estimated by gel filtration chromatography as 41,3 kDa. Collagenases exhibit wide variety of 

molecular weights, ranging from small molecules of 37 kDa to large complex proteins of 210 kDa 

(OKAMOTO et al, 2001; WATANABE, 2004; RASKOVIC et al, 2014; NAKAYAMA et al, 2015; 

SINGH; BHATTACHARYYA, 2014). According to Daboor et al (2010) collagenolytic enzymes 

that range in size from 24 to 36 kDa are typically serine proteases, while the enzymes that range 

from 30 to 150 kDa are metallocolagenases.  
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Figure 2 – [A] Ion exchange chromatography on DEAE-Sephadex A50 column; [B] Size exclusion 

chromatography on Superdex G75 HR10/300 GL column and; [C] Gelatin zymogram of the 

purified collagenase. Arrowheads indicate the positions of collagenase. 
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Each step of purification is summarized in the Table 2 and the degree of purity (expressed as 

yield and recovery) obtained for the collagenase from Streptomyces antibioticus UFPEDA3421. 

The purification factor of 136.7 proved the efficiency of the method applied, showing a higher 

value than others previously reported in the literature (which range from 3.81 to 99.3), regarding 

particularly the purification of collagenases produced by actinomycetes (PETROVA et al, 2006; 

SAKURAI et al, 2009; UESUGI et al, 2008; ABDEL-FATTAH, 2013). 

 

Table 2 – Purification steps of collagenase produced by Streptomyces antibioticus UFPEDA3421 in 

MS2 medium containing coffee powder residue. 

Purification Steps 
Acol 

(U) 
P (mg/mL) 

V  

(mL) 

Asp 

(U/mg) 
F 

Y 

(%) 

Crude extract 377.50 3.09 100 122.33 1 100 

(NH4)2SO4 0-80% 360.40 1.63 2 221.10 1.81 54.37 

DEAE-Sephadex A-50 233.40 0.10 2 2.398.77 19.61 3.24 

Superdex G75 HR10/300 

GL 
150.50 0.009 1 16.723.00 136.7 0.29 

Acol = Collagenolytic activity; P = Protein content; V = Volume; Asp = Specific activity; F = Purification factor; Y = 

Yield. 

 

Effect of temperature and pH on activity and enzymatic stability 

The collagenolytic activity was improved when exposed to temperatures between 30 °C and 

60 °C, achieving a maximum value of 472.8 U/mL, followed by a subsequent decay to minimum 

levels at 90 °C (Fig. 3A). The enzyme was stable up to 50 °C for 1h, but an increase in temperature 

to 60°C completely abolished its activity. Hamin Neto et al (2013) verified that a protease from 

Eupenicillium javanicum was able to maintain a residual activity of 35% when incubated at 60 °C 

for 15 min, but the extension of the exposure time to 1 h led to an activity of 10% of its initial level. 
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Figure 3 – Collagenolytic activity profile of the protease produced by Streptomyces antibioticus 

UFPEDA3421 in different temperatures [A] and pH [B]. 

 

 

The optimal collagenolytic activity was observed within the pH range of 7.0 to 8.5 (Fig.3B). 

Studies regarding collagenases from actinomycetes have reported their neutral and alkaline 

character, with optimum pH between 7.0 and 9.0 (BARROS, 2011; ABDEL-FATTAH et al, 2013; 

JAIN & JAIN, 2010; SAKURAI et al, 2009). Collagenases from other microbial sources presents 

similar characteristics, with optimum pH ranging from 6.0 to 8.0 in bacterial collagenases 

(HAMDY et al, 2008; BAEHAKI et al, 2012; ROCHIMA et al, 2016) and optimum pH between 

5.0 and 8.0 from fungal collagenases (LIMA et al, 2013; WANDERLEY et al, 2016). 

Neutral and alkaline pHs were also beneficial to the stability of the collagenase, which was 

completely lost in very acid conditions. Those results are similar to the ones reported by Jain & Jain 

(2010) when studied a serine protease from Streptomyces exfoliatus stable in pH between 5.0 and 
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10.0; and to Ishida et al. (2016) when isolated a metalloprotease from Vibrio sp. Pr21 stable in the 

range of pH 6.0 to 10.0.  

 

Effect of metal ions, surfactants and inhibitors on collagenolytic activity 

The collagenase was inhibited by EDTA (Table 3), suggesting that it belongs to the class of 

metalloproteases. Collagenolytic enzymes produced by microorganisms are usually reported as 

serine proteases or metalloproteases, which are able to degrade both native collagen and denatured 

collagen (ZHANG et al, 2015). 

The influence of metal ions on the enzyme activity is summarized in Table 3. The 

collagenase was inhibited by tri and divalent ions, but not affected by monovalent ions. Although 

collagenolytic metalloproteases are commonly reported as zinc-dependent proteins, they are also 

discussed for their dependence on metal cofactors as Ca
2+

, Mg
2+

 and Ba
2+

, and to be inhibited by a 

variety of tri and divalent ions (JOVANOVIC et al, 2012; WEN et al, 2016). Matrix 

metalloproteinases were inhibited by zinc and cooper ions by a study performed by Souza and 

coworkers (2000), evidencing the different biochemical characteristics presenting by the 

metalloproteases. On the other hand, the use of chloride and sulphate salts in metal ions inhibition 

assay show different inhibition/increase degrees demonstrating the inhibitory effect is exerted by 

the metal ions and not by the dissociated salts. 

 

Table 3 – Effects of metal ions, surfactants and inhibitors on the collagenase by Streptomyces 

antibioticus UFPEDA3421.  

 Relative activity (%)* 

Control 100 

Metals [10 mM] 

FeCl3 1.31 ± 0,01 

FeSO4 42.15 ± 0,10 

ZnCl2 18.52 ± 3,68 

ZnSO4 8.06 ± 2,29 

CaCl2 131.27 ± 3,32 

MgSO4 99.33 ± 6,92 
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CuSO4 30.28 ± 4,60 

NaCl 136.08 ± 3,50 

KCl 119.85 ± 1,64 

Enzyme inhibitor [10 mM] 

PMSF 100.06 ± 2,93 

2-

mercaptoethanol 

100.00 ± 3,21 

EDTA 31.30 ± 4,01 

Pepstatin A 100.37 ± 2,78 

Iodoacetic Acid 64.50 ± 3,02 

Surfactants [1%] 

Tween 20 138.10 ± 4,62 

Tween 80 157.37 ± 1,87 

Triton X-100 156.15 ± 1,33 

SDS 8.30 ± 2,20 

* Triplicates average ± standard deviations. 

 

The non-ionic surfactants Tween 20, Tween 80 and Triton X-100 improved the enzyme 

activity by 38%, 57% and 56%, respectively, while SDS, a strong anionic surfactant, produced an 

inhibitory effect, leading to a reduction of 92% of the initial activity (Table 3). That can be 

explained by the fact that surfactants are amphiphilic substances that react with the hydrophobic 

protein regions and lead to conformational modifications in the enzymes, altering their structure and 

consequently their catalytic potential (NAEEM et al, 2006; ALAM et al, 2015).  

 

Bioactive peptides production and anticoagulant activity 

The agarose gel electrophoresis in Figure 4A confirms the production of peptides from the 

collagen hydrolysis. The high number of bands is discussed as a characteristic of the microbial 

enzymatic hydrolysis, which has a great diversity of cleavage sites when compared to collagenases 

isolated from plants and animals (PAL; SURESH, 2016). 
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Figure 4 – [A] Electrophoretic profile of peptides obtained from the collagen degradation. Lane S 

shows the molecular weight markers; The lane 1 presents the degradation of type I collagen, and; 

The lane 2 corresponds to the degradation of type V collagen. [B] Activated partial thromboplastin 

time (APTT) assay by using bioactive peptides from type V collagen degradation. Straight line 

indicates coagulation time of control; Open label indicates enzyme with CaCl2; and closed label 

indicates enzyme without CaCl2. 

 

 

The peptides obtained from type V collagen degradation (Figure 4B) showed activity in the 

anticoagulant assay with maximum activity reached after 120 min of collagen hydrolysis. The 

clotting time was 32.4 s for the control and delayed by 81.3 s for the native enzyme, and by 120.3 s 

for the enzyme added of CaCl2. The improvement in the anticoagulant activity in presence of CaCl2 

is plausible since calcium ion was previously verified as a collagenase inducer. 

Molecules with anticoagulant activity are reported from several organisms, such as 

mosquitoes, leeches, snakes, sea cucumbers, among others, however there is a lack of studies on 

bioactive peptides with anticoagulant activity derived from collagen hydrolysis (YU et al, 2012; 

REN et al, 2014; CHEN et al, 2015; INDUMATHI; MEHTA, 2016), what highlights the results 

obtained in the present study. 

 

CONCLUSION 
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Present work shows the first relate to a collagenase produced by Streptomyces antibioticus. 

The strain S. antibioticus UFPEDA3421 showed to be a promising producer of collagenase and, at 

the same time, coffee powder residue provided great conditions to the cell growth and enzyme 

production, proving to be an alternative substrate that may recover raw material and avoid waste. 

The collagenase showed stability in several pH and temperature ranges highlighting the potential 

for use in several industry processes. The enzyme was able to produce bioactive collagen peptides, 

what evidencing its potential use in pharmaceutical, food and cosmetic industries. 
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RESUMO 

As colagenases, enzimas que degradam o colágeno, são utilizadas na indústria alimentícia, 

farmacêutica e como ferramentas biotecnológicas. Essas enzimas possuem diferentes características 

físico-químicas de acordo com o organismo que as sintetizou. O estudo das reações catalisadas por 

mailto:analuporto@yahoo.com.br


74 

 

 

 

enzimas auxilia na definição dos melhores parâmetros físico-químicos e na utilização dessas 

enzimas. O presente trabalho objetivou analisar parâmetros cinéticos (Km, Vmax, Kcat e Kcat/Km) e 

termodinâmicos de ativação (Ea, ΔG, ΔH, ΔS, ΔGE-T e ΔGE-S) da catálise do azocoll em diferentes 

temperaturas (25 °C a 60 °C) por uma colagenase isolada de Streptomyces antibioticus 

UFPEDA3421. Os valores cinéticos obtidos foram: Km de 27,14 mg/mol, Vmax de 714,29 

mg/mol/min, Kcat de 79,9 s
-1

 e Kcat/Km de 2,95 ml/mg.s. Os valores dos parâmetros termodinâmicos 

obtidos (a 25°C) foram: Ea de 65,224 KJ/mol, ΔH de 62,75 KJ/mol, ΔS de 1,96 J/mol, ΔG de 62,16 

KJ/mol, ΔGE-S de 8,18 KJ/mol e ΔGE-T de -2,64 KJ/mol. Embora a colagenase não tenha 

apresentado alta especificidade ao substrato, o alto valor da constante de catálise (Kcat) permite que 

a enzima degrade rapidamente o substrato, podendo ser aplicada em processos pouco específicos 

como o amaciamento de carnes e o curtimento de couros. 

Palavras-chave: Colagenase; Streptomyces antibioticus; Entalpia; Entropia; Energia Livre de Gibbs. 

 

INTRODUÇÃO 

 

As colagenases (E.C. 3.4.24.3) são um grupo de enzimas que possuem a capacidade de 

hidrolisar o colágeno. Elas podem ser obtidas de animais, plantas ou micro-organismos, entretanto 

as colagenases de origem microbiana, ao contrário das demais, clivam a molécula do colágeno em 

diversos sítios (DUARTE; CORREIA ESTEVES, 2014; ZHANG et al, 2015; PAL; SURESH, 

2016). O colágeno está presente em todos metazoários e corresponde a aproximadamente 30% das 

proteínas em mamíferos, com 29 tipos diferentes de moléculas. É uma proteína formada pela 

repetição de aminoácidos Gly-X-Y, onde as diferentes combinações de aminoácidos na posição X e 

Y são responsáveis por sua diversidade. O colágeno constitui diversos tecidos, e é responsável pela 

firmeza da pele, resistência de ligamentos, adesão celular, regulação do crescimento celular, dentre 

outros (RICARD-BLUM, 2011). Entretanto, devido à estrutura em tripla-hélice poucas proteases 

possuem a capacidade de degradá-lo, restringindo-se ao grupo das metalocolagenases e algumas 

serinoproteases. 

As colagenases, por não danificarem a membrana celular, são usadas biotecnologicamente 

para isolamento de células e cultivo celular (FUJIO et al, 2014; ALIPOUR et al, 2016), no 

tratamento de doenças fibrosas (GASTON et al, 2015; ZIEGELMANN et al 2016) e no estudo de 
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tecidos vegetais (LUCZAK et al 2015), além de serem usadas no amaciamento de carne e 

curtimento do couro (DABOOR et al, 2010). 

As enzimas colagenolíticas produzidas por micro-organismos são moléculas diversificadas, 

com grande variedade de massa molecular, pertencentes aos grupos das metalocolagenases e 

serinocolagenases, possuindo zinco- ou cálcio- dependência (DABOOR et al, 2010). As 

colagenases microbianas mais bem estudadas são produzidas por Clostridium hystolyticum. Essa 

bactéria produz as colagenases ColG e ColH, que clivam locais diferentes da ligação Y-Gly no 

colágeno (ZHANG et al, 2015). Essas enzimas possuem massa molar semelhante, entretanto são 

decodificadas por genes distintos, resultando em moléculas com diferentes estruturas, afinidade, 

sítio de clivagem e eficiência catalítica (DUARTE; CORREIA; ESTEVES, 2014; WARWICK et al, 

2016). 

O estudo das características da enzima e de sua relação com o substrato ajuda a entender 

como ocorre o processo catalítico e os fatores determinantes para o sucesso da reação enzimática, 

podendo ser analisados através de fórmulas matemáticas. Para ocorrer uma reação entre a enzima e 

o substrato, é necessário haver uma mudança conformacional na enzima para que a ligação seja 

eficiente. Conhecendo os componentes do sistema (reagentes, produto, meio) e seus parâmetros 

físicos (pH, temperatura, pressão) essas mudanças conformacionais podem ser estudadas a partir de 

análise termodinâmica, mensurando a troca de energia no sistema durante esse processo, como a 

Energia livre de Gibbs (ΔG), Entropia (ΔS) e Entalpia (ΔH). Já os parâmetros cinéticos, como a 

constante de Michaelis (Km), velocidade de reação (Vmax) e a constante catalítica (Kcat), fornecem 

informações sobre a especificidade da enzima e a taxa de conversão do substrato em produto (van 

GELDEREN; MAYER; TESTA, 1994; HAMMES; HAMMES-SCHIFFER, 2015). 

Assim, este trabalho objetivou determinar os parâmetros cinéticos e termodinâmicos da 

reação catalisada por uma colagenase isolada de Streptomyces antibioticus UFPEDA3421 na 

hidrólise do substrato azocoll. 

 

MATERIAIS E MÉTODOS 

 

Materiais e reagentes 

A colagenase utilizada neste estudo foi produzida e purificada através dos parâmetros 

descritos em estudo prévio, por fermentação submersa da linhagem Streptomyces antibioticus 
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UFPEDA3421. Albumina de soro bovino e azo dye-impregnated collagen (azocoll) utilizados nos 

ensaios foram adquiridos de Sigma-Aldrich (St. Louis, MO). Kit de determinação de proteínas foi 

adquirido de Bio-Rad (Richmond, CA, USA). Espectrofotômetro modelo Ultrospec 7000 (GE 

healthcare) e leitor de microplacas iMark (Bio-Rad) foram utilizados para as leituras óticas. Todos 

os reagentes usados tinham grau analítico. A análise estatística foi realizada no software Microsoft 

Excel 2016. 

 

Quantificação de proteínas e ensaio enzimático 

A atividade colagenolítica foi realizada de acordo com metodologia de Chavira et al (1984) 

com modificações, empregando azo dye-impregnated collagen (azocoll). A reação conteve 0.05 mL 

de extrato enzimático bruto, 5 mg de azocoll e 0.95 mL de 0.05 M de tampão Tris-HCl (pH 7.8) 

acrescido de 1 mM de CaCl2. A reação ocorreu por 1 h a 37 °C sob constante agitação, e foi parada 

com uso de banho de gelo. Os tubos foram centrifugados a 15,130 x g por 15 min e suas 

absorbâncias foram mensuradas a 520 nm. O branco foi preparado com água destilada ao invés do 

extrato enzimático nas mesmas condições. Uma unidade enzimática (U) é definida como a 

quantidade de enzima necessária para aumentar 0.1 na absorbância. Todos os ensaios foram 

realizados em triplicata.  

As proteínas foram quantificadas de acordo com Smith et al (1985), utilizando um kit de 

determinação de proteínas e diferentes concentrações de albumina de soro bovino foram usadas 

para confeccionar uma curva de calibração padrão. 

 

Estudo dos parâmetros cinéticos 

No estudo cinético a atividade colagenolítica foi mensurada com diferentes concentrações de 

azocoll (1, 2.5, 5, 7.5, e 10 mg/ml) nas condições descritas anteriormente. Foi estabelecida a curva 

de Lineweaver-Burk através do diagrama do duplo recíproco baseada na equação de Michaelis-

Menten e então calculadas a velocidade da reação (Vmax) e a constante de Michaelis-Menten (Km) a 

partir da equação 1, enquanto a constante catalítica (Kcat) foi calculada de acordo com a equação 2. 

Adicionalmente, a eficiência catalítica, foi calculada a partir da razão Kcat/Km. 
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Onde a concentração de substrato [S] e de enzima [Enzima] foram expressas em mg/ml a 

partir da quantificação de proteínas descrita acima. 

 

Análise termodinâmica da colagenase 

A temperatura ótima da colagenase foi analisada no intervalo de temperatura de 25 °C a 90 

°C. Os valores obtidos foram utilizados para calcular a energia de ativação (Ea) a partir da 

inclinação (-Ea/R) do gráfico de Arrhenius. 

Para cálculo da Energia livre de ativação (ΔG*), Energia livre de formação do estado de 

transição (ΔGE-T), Energia livre de ligação com substrato (ΔGE-S), Entalpia (ΔH*) e Entropia (ΔS*) 

foram utilizadas as equações 3, 4, 5, 6 e 7, respectivamente, descritas por Javed et al (2009). 
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Onde, h é a constante de Planck (6,626 x 10
-34

J.s); Kb é a constante de Boltzmann (1,381 x 

10
-23

JK
-1

); Ka é igual a 1/Km. 
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RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

Avaliação dos parâmetros cinéticos 

A determinação dos parâmetros cinéticos foi realizada a partir do ensaio enzimático na 

temperatura de 37 °C e está graficamente demonstrado na Figura 1. As constantes cinéticas da 

colagenase de Streptomyces antibioticus UFPEDA3421 estão relacionadas na tabela 1, onde a 

enzima apresentou valores de Km e Kcat de 27,14 mg/mL e 79,9 s
-1

, respectivamente. Os valores 

obtidos no presente estudo demonstram que a enzima não possui alta afinidade pelo substrato. 

Robinson (2015) indica que uma enzima produzida por diferentes organismos pode possuir 

diferentes Km. Valores baixos de Km foram obtidos por Fasciglione e colaboradores (2000) ao 

analisar metaloproteinases recombinantes da matriz (MMP). Baixos valores de Km indicam que a 

enzima necessita de pouco substrato para atingir a saturação e a taxa de reação independe da 

concentração do substrato, todavia, enzimas com altos valores de Km têm sua reação influenciada 

pela concentração do substrato, necessitando altas concentrações para atingir sua velocidade 

máxima de reação (Robinson, 2015). Uma vez que a afinidade entre a enzima e o substrato está 

relacionada à função da proteína, enzimas com múltiplos sítios catalíticos possuem Km diferentes 

para cada substrato. Duarte e colaboradores (2014) evidenciam que as colagenases microbianas são 

menos específicas que as colagenases de animais, podendo degradar tanto o colágeno nativo 

(insolúvel) quanto o colágeno desnaturado (solúvel). 

Figura 1 – Linearização da curva de Michaelis-Menten através do gráfico de Lineweaver-Burk 

(duplo reciproco) da hidrólise de azocoll pela colagenase de Streptomyces antibioticus 

UFPEDA3421. 
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Tabela 1 – Parâmetros cinéticos da reação de hidrólise do azocoll por colagenase de Streptomyces 

antibioticus UFPEDA3421. 

Constantes cinéticas  

Km (mg/mL) 27,14  

Kcat (s
-1

) 79,90 

Kcat/Km (mL/mg.s) 2,95 

Vmax (mg/mL/min) 714,29 

 

O valor da constante catalítica (Kcat), representa a taxa com que a enzima catalisa o substrato 

num determinado tempo (Bisswanger, 2002). Os valores obtidos neste trabalho indicam que uma 

molécula da colagenase converte 80 moléculas de substrato por segundo. Quanto maior a razão 

Kcat/Km, maior a eficiência catalítica dessa enzima, neste estudo, a eficiência catalítica foi de 2,95. 

Mallya et al (1992) analisaram colagenases comerciais de Clostridium histolyticum e obtiveram 

valor máximo de Kcat de 0,58 µM s
-1

 e 0,3 µM s
-1

 para colagenase classe I e classe II, 

respectivamente, quando catalisando a hidrólise de colágeno tipo I. Segundo Xie (2013) um 

indicativo da efetividade da enzima é a obtenção de baixo Km e alto Kcat, ou alto valor para a razão 

Kcat/Km. A colagenase de Streptomyces antibioticus possui alta capacidade de catálise, como 

determinado pela constante Kcat, entretanto, a baixa especificidade pelo substrato reduz a eficiência 

dessa enzima. 

 

Avaliação termodinâmica da colagenase 

A energia de ativação (Ea), que é a barreira de energia que a enzima precisa superar para 

conseguir realizar a reação catalítica, influencia diretamente a taxa de reação enzimática, uma vez 

que quanto maior for Ea maior será a quantidade de energia necessária para a enzima efetuar a 

reação (SCHIPPER et al, 2014). A partir da inclinação do gráfico de Arrhenius (Figura 2) calculou-

se a Ea da colagenase de S. antibioticus UFPEDA3421, obtendo-se 65,224 KJ/mol. Esse resultado 

significa que para a formação do complexo ativado Enzima-Substrato, é necessária energia de 

65,224 KJ. Quanto maior a energia de ativação necessária, mais lenta será a reação. A comparação 

de resultados com outras enzimas relatadas na literatura é complicada devido aos diversos 

substratos utilizados para quantificação de colagenases. Lima et al (2011) mensurou a energia de 

ativação de uma colagenase produzida por Penicillium aurantiogriseum, obtendo 110,5 KJ/mol, 

usando azocoll como substrato. Assim, observa-se que a enzima produzida neste trabalho é mais 
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eficiente para realizar a reação, uma vez que a enzima de P. aurantiogriseum requer mais energia 

para catalisar a mesma reação. 

 

Figura 2 – Gráfico de Arrhenius para a energia de ativação (Ea) da hidrólise do azocoll utilizando a 

inclinação da reta. 

 

 

Estão descritos na tabela 2 os parâmetros termodinâmicos de ativação para a colagenase de 

S. antibioticus UFPEDA3421. A entalpia, por definição, é a soma da energia do sistema (E) com o 

produto do volume (V) e pressão (P), sendo calculada como H = E + PV. Uma vez que a maioria 

dos processos bioquímicos ocorre em pressão quase constante e a variação de volume em sistemas 

líquidos é mínima, a entalpia pode ser comparada à quantidade de energia presente no sistema (van 

HOLDE; JOHNSON; HO, 2006). O valor positivo para a entalpia (ΔH) demonstra que a reação 

catalisada pela enzima é endotérmica, onde a entalpia dos produtos é maior que a entalpia dos 

reagentes, resultando em absorção de energia do sistema para ocorrer a catálise. Pode-se observar 

que apesar da diminuição da entalpia da reação (ΔH), a enzima mostrou-se bastante estável, 

havendo pouca variação entre a entalpia dos regentes e do produto com o aumento da temperatura. 

Uma vez que a variação da entalpia também fornece uma medida das ligações covalentes 

quebradas para formar o estado de transição, e que a força necessária para quebrar uma ligação 

hidrofóbica em grupamentos –CH2 é cerca de 5.4 KJ/mol (PACE, 1992), estima-se que a 

colagenase quebre, em média, aproximadamente 11 ligações durante a formação de seu estado de 
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transição. Quando comparamos com outras enzimas, Lima et al (2011) também apresentaram um 

alto valor para ΔH 108,0 KJ/mol de colagenase de P. aurantiogriseum na degradação de azocoll. 

Por outro lado, encontramos nosso resultado superior ao reportado por Abdel-Naby et al (2017), que 

apresentaram valor de ΔH para protease de Bacillus stearothermophilus de 14.626 KJ/mol na 

degradação de caseína, um valor baixo de entalpia, entretanto condizente com o baixo valor de Ea 

para essa enzima (17.31 KJ/mol). 

 

Tabela 2 – Parâmetros termodinâmicos de ativação para a colagenase de S. antibioticus 

UFPEDA3421 em várias temperaturas. 

Temperatura 

(°C) 

ΔH 

(KJ/mol) 

ΔS 

(J/mol) 

ΔG 

(KJ/mol) 

ΔGE-S 

(KJ/mol) 

ΔGE-T 

(KJ/mol) 

25 °C 62,75 1,96 62,16 8,18 -2,64 

30 °C 62,70 -1,78 63,24 8,32 -2,68 

40 °C 62,62 -8,92 65,41 8,59 -2,77 

50 °C 62,54 -15,63 67,59 8,87 -2,86 

60 °C 62,45 -21,94 69,76 9,14 -2,95 

 

ΔH = Variação de entalpia; ΔS = Variação de entropia; ΔG = Variação da energia livre de Gibbs; ΔGE-S = Variação 

da energia livre de ligação com o substrato; ΔGE-T = Variação da energia livre de formação do estado de transição 

 

 

Nas enzimas, a mudança na entropia (ΔS) está relacionada a um conjunto de estados que a 

proteína, o substrato e o solvente podem ocupar, bem como às mudanças estruturais da proteína 

durante a reação (WAND; MOORMAN; HARPOLE, 2013). Nos resultados obtidos a partir do 

presente estudo (tabela 2), observa-se o aumento no módulo da entropia em temperaturas mais 

elevadas, evidenciando o aumento da desordem no sistema. A existência de ligações estabilizando a 

enzima e seu estado de transição diminui a orientação randômica das moléculas, consequentemente 

diminuindo o valor de ΔS (van GELDEREN; MAYER; TESTA, 1994), então o aumento na 

entropia mostra que há uma mudança conformacional da enzima na ligação ao substrato, enquanto 

que o sinal negativo desse parâmetro indica que a reação apresenta característica exotérmica, 

liberando energia no sistema (von STOCKAR; LIU, 1999). 

A energia livre de Gibbs (ΔG) determina a viabilidade e extensão da reação catalítica (RIAZ 

et al, 2007).  A magnitude do módulo de ΔG e o sinal (positivo/negativo) da energia, indicam a 
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espontaneidade da reação. Alto valor de ΔG negativo, indica uma reação espontânea essencialmente 

irreversível, com perda de energia livre (reação exergônica), enquanto que o alto valor de ΔG 

positivo indica um sistema equilibrado em que a reação ocorrerá somente se houver absorção de 

energia do sistema (reação endergônica) (BOTHAN; MAYES, 2016). Assim, a colagenase de S. 

antibioticus UFPEDA3421 apresenta pouca espontaneidade na reação, necessitando absorver 

energia livre do sistema para catalisar a hidrólise do azocoll. O aumento desse parâmetro de 62,16 

KJ/mol (a 25 °C) para 69,76 KJ/mol (a 60 °C) indica a diminuição da probabilidade de acontecer 

uma reação espontânea com o aumento da temperatura. Isso pode estar relacionado à inativação 

enzimática irreversível que a maioria das proteases sofre em temperaturas elevadas. 

Resultados semelhantes para Energia livre de Gibbs foram reportados em diferentes enzimas 

microbianas, com valores de 64,57 KJ/mol em endoglucanase isolada de Aspergillus oryzae 

(JAVED et al, 2009), 69,06 KJ/mol para glucoamilase obtida de Humicola sp. (RIAZ et al, 2007) e 

91,71 KJ/mol para protease isolada de Bacillus stearothermophilus (ABDEL-NABY et al, 2017), 

demonstrando que os valores obtidos no presente trabalho são condizentes com valores de reações 

enzimáticas catalisadas por outras proteases. 

Adicionalmente, a energia livre na ligação com o substrato (ΔGE-S) e no estado de transição 

(ΔGE-T) apresentaram valores de 8,18 e -2,64 KJ/mol na temperatura de 25°C, respectivamente. 

Com aumento da temperatura para 60°C, esses valores apresentaram leve aumento, com 9,14 

KJ/mol (ΔGE-S) e -2,95 KJ/mol (ΔGE-T). Esses dados revelam que a formação do complexo ativado 

enzima-substrato e a formação do estado de transição são espontâneos, com a necessidade de pouca 

energia absorvida (ΔGE-S) ou dissipada (ΔGE-T) para o sistema. 

 

CONCLUSÃO 

 

A colagenase de Streptomyces antibioticus UFPEDA3421 apresenta-se promissora na 

degradação de colágeno para processos que não exijam alta especificidade, como o amaciamento de 

carnes, o curtimento de couro ou a formação de colágeno hidrolisado para ser usado na formulação 

de nutracêuticos. A utilização de azocoll como substrato para a determinação dos parâmetros 

cinéticos e termodinâmicos mostrou ser uma metodologia rápida para obtenção de resultados e, por 

se tratar de uma molécula de colágeno, pode fornecer um indicativo da interação da colagenase com 

o colágeno nativo. 
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CONCLUSÕES 

 

I. A linhagem analisada foi identificada como Streptomyces antibioticus; 

II. Houve produção de proteases nos cinco substratos analisados (resíduo de café, gelatina, 

farinha de soja, farelo de trigo e penas de galinha); 

III. As principais enzimas produzidas foram: protease, colagenase e queratinase nos meios 

de cultura contendo farinha de soja, resíduo de café e penas de galinha, 

respectivamente; 

IV. O meio de cultura contendo resíduo de café mostrou-se favorável à produção de 

colagenase por S. antibioticus UFPEDA3421, obtendo 377.5 U/mL no extrato bruto; 

V. A purificação da enzima por cromatografia de troca iônica, seguida de cromatografia de 

exclusão molecular, forneceu uma colagenase com alto fator de purificação; 

VI. A colagenase de S. antibioticus UFPEDA3421 apresenta atividade máxima a em pH 7,0 

e a 60 °C, mostrando estabilidade entre os pHs 5.0 e 11.0, e na faixa de temperatura 

entre 30 °C e 50 °C; 

VII. A inibição da atividade colagenolítica por EDTA sugere que a colagenase pertence ao 

grupo das metaloproteases; 

VIII. A colagenase purificada apresenta massa molar estimada por cromatografia de exclusão 

molecular em 41,3 kDa; 

IX. A degradação de colágeno tipo I e colágeno tipo V produziu peptídeos com atividade 

anticoagulante, retardando o tempo de coagulação sanguínea em até 88s; 

X. A análise dos parâmetros cinéticos da colagenase purificada indicou que a enzima 

possui baixa especificidade e alta taxa de catálise; 

XI. Os parâmetros termodinâmicos apresentaram os valores (a 25°C): Ea de 65,224 KJ/mol, 

ΔH de 62,75 KJ/mol, ΔS de 1,96 J/mol, ΔG de 62,16 KJ/mol, ΔGE-S de 8,18 KJ/mol e 

ΔGE-T de -2,64 KJ/mol; 

XII. Streptomyces antibioticus UFPEDA3421 é uma fonte de proteases importantes nos 

setores farmacêutico, alimentício e têxtil, podendo utilizar diversos substratos para 

produção destas enzimas. 
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RESUMO – Proteases são enzimas que hidrolisam ligações peptídicas e somam um 

total de 60% do mercado mundial de enzimas. O objetivo deste trabalho foi produzir 

proteases em diferentes substratos pela linhagem Actinomadura sp. L175. A linhagem 

foi cultivada em meios de cultura líquidos contendo diferentes substratos como 

farinha de soja, farelo de trigo, gelatina, resíduo de café e pena de galinha para 

produção de enzimas caseinolíticas, colagenolíticas, queratinolíticas, coagulantes de 

leite e fibrinolíticas. As maiores atividades obtidas foram colagenolítica e coagulante 

de leite (377,5 U/mL e 2,79 U/mL, respectivamente) em resíduo de café; caseinolítica 

e fibrinolítica (466,17 U/mL e 9,3 U/mL, respectivamente) em farinha de soja, e; 

queratinolítica (32,96 U/mL) em pena de galinha. Os resultados demonstram que a 

linhagem de Actinomadura sp. L175 apresenta potencial para produção de proteases 

com fins biotecnológicos. 

Palavras-chave: Proteases; Actinomadura; Produção enzimática; Substratos 

  

1. INTRODUÇÃO  

As proteases são o grupo mais importante de enzimas industriais, responsáveis por 60% do 

mercado mundial de enzimas (Merheb et al, 2007). Estas enzimas pertencem ao grupo das 

hidrolases e clivam ligações peptídicas resultando na liberação de aminoácidos ou peptídeos de 

uma proteína ou peptídeo maior. Além de estarem presentes em quase todos os organismos suas 

funções estão relacionadas à manutenção das vias metabólicas normais (ativando proteínas e 

hormônios), manutenção do sistema imunológico (destruindo proteínas tóxicas de patógenos) e na 

alimentação (na obtenção de aminoácidos de alimentos proteicos). Entretanto, as enzimas 

proteolíticas também estão conectadas a processos patológicos como o câncer, artrite reumatoide e 

doença de Alzheimer, bem como à capacidade de infecção e reprodução de patógenos, e na sua 

habilidade em obter nutrientes para o seu crescimento (Rawlings, 2013). 

Diversos estudos são realizados anualmente em busca de enzimas mais potentes e eficazes 

nas mais distintas áreas industriais. Isto é impulsionado pela importância dessas enzimas na 

biotecnologia, como, por exemplo, o papel de proteases fibrinolíticas no setor farmacêutico com o 

tratamento de doenças cardiovasculares, a capacidade de queratinases no tratamento do couro, na 

indústria têxtil, a utilização de proteases coagulantes do leite na produção de queijos, dentre outros 



 
 

 
 

(Peng et al, 2005; Lemes et al, 2016; Merheb-Dini et al, 2012; Chaturvedi et al, 2014). 

As melhores fontes para obtenção de enzimas com aplicação industrial são os micro-

organismos. Isso ocorre devido a fatores metabólicos que permitem um rápido crescimento, 

possibilidade de manipulação genética e alta taxa de recuperação do produto com baixos custos 

para manutenção e nutrição dos micro-organismos, quando comparado à manutenção de plantas e 

animais (Saxena, 2015). Os micro-organismos mais utilizados para obtenção de metabólitos 

biotecnologicamente importantes são as bactérias, entretanto, muitos estudos são realizados com 

fungos filamentosos, leveduras e actinobactérias como fontes alternativas de biocompostos. 

Assim sendo, o presente estudo visa à avaliação da produção de proteases pela 

actinobactéria Actinomadura sp L175 em cultivo submerso utilizando farinha de soja, farelo de 

trigo, resíduo de café, gelatina e penas de galinha como substrato. 

 

2. METODOLOGIA 

2.1. Micro-organismo e meios de cultura 

A actinobactéria Actinomadura sp L175 foi isolada de rizosfera de Licania rigida (Benth.) 

do Bioma Caatinga e é pertencente ao acervo da Coleção de Culturas da Universidade Federal de 

Pernambuco. A manutenção da linhagem foi realizada através de repicagens periódicas e mantida 

sob refrigeração. 

O meio de cultivo sólido utilizado para crescimento e manutenção da actinobactéria foi o 

meio Czapek modificado – MC – composto de glicose (0,3%), NaNO3 (0,05%), K2HPO4 (0,03%), 

MgSO4.7H2O (0,03%), KCl (0,03%), solução mineral (0,1%) e Agar (1,7%) como descrito por 

Nonomura & Ohara (1971). 

O meio de cultura líquido utilizado para obtenção do extrato enzimático foi o meio de 

farinha de soja modificado – MS2 – composto por extrato proteico de farinha de soja (1,0%), 

NH4Cl (0.1%), MgSO4·7H2O (0.06%), K2HPO4 (0.475%), glicose (1,0%), e solução mineral 

(0,1%) descrito por Porto et al (1996). A farinha de soja foi previamente autoclavada em água 

para obtenção do extrato proteico que compõe o meio de cultura. Para análise da influência do 

substrato na produção enzimática a farinha de soja foi substituída por diferentes substratos 

(gelatina, pena de galinha e extratos proteicos de resíduo de café, farinha de soja e farelo de trigo) 

na concentração de 1%, exceto as penas de galinha, cuja concentração foi 0,5% devido a sua baixa 

densidade. 

 

2.2. Cultivo submerso 

A linhagem foi cultivada em meio MC por 120h a 37°C em estufa biológica para obtenção 

de esporos jovens. Após esse período foi realizada a suspensão das células bacterianas em solução 

de Tween 80 (0,1% v/v), com agitação em vortex para obtenção de uma solução homogênea. 

Volume de 1mL desta solução (D.O.625nm ≈ 0,100) foi inoculado em frascos Erlenmeyer de 



 
 

 
 

250mL contendo 50 mL do meio MS2 modificado com os diferentes substratos (gelatina, pena de 

galinha, farinha de soja, resíduo de café e farelo de trigo) e incubados por 72h em agitador orbital 

150rpm a 37°C. Após o período de crescimento o líquido fermentado foi filtrado utilizando papel 

de filtro Whatman n.1 e o líquido metabólico livre de células foi considerado como extrato bruto e 

utilizado para a quantificação proteica e diferentes atividades enzimáticas. 

 

2.3. Quantificação de proteínas 

As proteínas presentes no extrato bruto foram quantificadas segundo metodologia de Smith 

et al (1985) através de kit de determinação de proteínas, utilizando diferentes concentrações de 

albumina bovina como padrão. 

 

2.4. Ensaios enzimáticos 

As proteases foram quantificadas através da atividade caseinolítica descrita por Ginther 

(1979) com azocaseína (1%) como substrato e mensurada por espectrofotometria (λ420nm). Uma 

unidade de atividade enzimática (U) foi definida como a quantidade de enzima que aumenta 0,01 

na densidade ótica em 1h de reação. 

A atividade colagenolítica foi determinada através da metodologia de Chavira et al (1984) 

modificado, usando azocoll como substrato e dosado em espectrofotômetro (λ520nm). Uma unidade 

de atividade enzimática (U) foi definida como a quantidade de enzima que aumenta 0,1 na 

densidade ótica em 1h de reação. 

A capacidade fibrinolítica foi determinada de acordo com Wang et al (2011) e quantificado 

por espectrofotometria (λ275nm). Uma unidade de atividade enzimática (U) foi definida como a 

quantidade de enzima que aumenta 0,01 na densidade ótica em 1h de reação. 

A atividade queratinolítica foi realizada de acordo com a metodologia de Anbu et al (2007) 

modificado e mensurado em espectrofotômetro (λ280nm). Uma unidade de atividade enzimática (U) 

foi definida como a quantidade de enzima que aumenta 0,01 na densidade ótica em 1h de reação. 

A produção de protease coagulante de leite foi realizada segundo Arima et al (1970) em 

solução de leite desnatado reconstituído (10%) acrescido de CaCl2 (0,01M). O tempo de 

coagulação, em segundos, foi definido visualmente pelo aparecimento dos primeiros coágulos. 

Uma unidade de atividade enzimática (U) foi definida como a quantidade de enzima que coagula 

1mL da solução de leite desnatado acrescido de CaCl2 nas condições da reação enzimática. Para o 

cálculo da atividade enzimática foi utilizada a seguinte fórmula:  

1U = 2400 × 5 × t × 0,5   (1)

onde t é o tempo de coagulação da amostra, em segundos. 

 



 
 

 
 

3. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

O cultivo em meio líquido com diferentes substratos foi favorável ao crescimento 

microbiano, com formação de pellet visível a olho nu. A mudança das fontes de nitrogênio do 

meio de cultura revelou que a actinobactéria se adapta ao crescimento em diversos substratos, 

inclusive aqueles com menor quantidade de nitrogênio livre no cultivo submerso, como no meio 

de cultura contendo pena de galinha. 

Os valores das atividades enzimáticas estão descritos na Tabela 1. Foi evidenciada a 

produção de todas as proteases analisadas, com atividades enzimáticas variando entre 1,06 U/mL 

(protease coagulante de leite) e 466,17 U/mL (protease caseinolítica). Há evidências na literatura 

de detecção de atividades proteolíticas em diversas linhagens do gênero Actinomadura, com 

capacidade de hidrolisar caseína, elastina, gelatina e queratina, dentre outros compostos, sendo 

este gênero estudado por sua capacidade de produzir enzimas com potencial para serem usadas em 

diversas áreas da indústria (Harrington, 1996; Madigan et al, 2012; Taibi et al, 2012; Trujillo; 

Goodfellow, 2012; Brandeli et al, 2015). 

 

Tabela 1 – Atividades enzimáticas de Actinomadura sp. L175 cultivado em meio MS2 modificado 

com diferentes substratos 

 

Proteína 

(mg/mL) 

ACas 

(U/mL) 

ACol 

 (U/mL) 

AFib  

(U/mL) 

AQue  

(U/mL) 

ACog 

 (U/mL) 

Gelatina 4,28 52,50 1,40 7,12 *** *** 

Resíduo 

de café 
3,09 448,33 377,50 7,10 *** 2,79 

Farinha de 

Soja 
2,32 466,17 344,55 9,30 *** 2,11 

Farelo de 

Trigo 
3,47 446,00 328,80 8,87 *** 1,06 

Pena de 

galinha 
2,36 312,50 245,10 6,36 32,96 *** 

ACas = Atividade Caseinolítica; ACol = Atividade Colagenolítica; AFib = Atividade 

Fibrinolítica; AQue = Atividade Queratinolítica; ACog = Atividade Coagulante do 

Leite. 

 



 
 

 
 

A atividade caseinolítica, é um indicativo da presença de proteases e mostrou que a 

linhagem Actinomadura sp. L175 produz mais proteases quando o nitrogênio disponível se 

encontra de fácil acesso ao micro-organismo, como no caso dos meios de cultura compostos de 

extratos proteicos de farinha de soja, resíduo de café e farelo de trigo, com valor máximo obtido 

no cultivo com farinha de soja, enquanto que o cultivo em meio contendo gelatina é o menos 

favorável à produção de proteases, apresentando apenas 52,5 U/mL. 

Foi evidenciada também alta produção de proteases colagenolíticas em quase todos os 

substratos utilizados para crescimento, com valores acima de 200 U/mL, destacando-se o potencial 

de produção em cultivo com resíduo de café, atingindo valores de 377,5 U/mL, ilustrado na figura 

1. Apenas o cultivo usando gelatina apresentou baixa produção de colagenases (1,4 U/mL). A 

ausência de produção de proteases colagenolíticas utilizando a gelatina induz a especular que a 

enzima produzida por Actinomadura sp. L175 possa ser uma colagenase verdadeira, uma vez que 

diversos estudos apontam que apenas colagenases verdadeiras conseguem hidrolisar o colágeno 

natural, enquanto que as demais proteases com atividade colagenolítica limitam-se a clivar o 

colágeno desnaturado, como a gelatina (Zhang et al, 2015; Duarte et al, 2014; Daboor, 2010). 

 

Figura 1 – Liberação de pigmento pela degradação do substrato azocoll, evidenciando a 

atividade colagenolítica de Actinomadura sp. L175. À esquerda observa-se o branco da atividade 

com água, enquanto que à direita vê-se a atividade colagenolítica do extrato bruto no cultivo com 

resíduo de café. 

 

Embora a atividade queratinolítica tenha sido observada apenas no meio de cultura contendo 

pena de galinha, foi obtido 32,96 U/mL de enzimas queratinolíticas, apresentando alta degradação 

das penas, como mostrado na figura 2. Estudos realizados por Habbeche e colaboradores (2014) e 

Jani e colaboradores (2014) evidenciam a degradação de penas por linhagens de Streptomyces, 

Actinomadura e Saccharothrix com alta produção de enzimas queratinolíticas, corroborando os 

resultados obtidos neste trabalho que demonstram que a linhagem de Actinomadura sp. L175 

possui potencial para obtenção de queratinases a partir de penas de galinha. 



 
 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 2 – Cultivo de Actinomadura sp. L175 em meio MS2 modificado contendo penas de 

galinha. [A] Meio de cultura sem inóculo; [B] Meio de cultura após 120h de crescimento; [C] 

Visão inferior do meio de cultura sem inóculo; [D] Visão inferior do meio de cultura após 120h de 

crescimento; [E] Filtrado das penas no líquido fermentado após 120h de crescimento. 

 

As menores atividades enzimáticas observadas foram a coagulante do leite e a fibrinolítica. 

As proteases coagulantes de leite tiveram valor máximo de 2,79 U/mL no cultivo com resíduo de 

café e quantificadas apenas nos meios de cultura compostos por extratos proteicos, os demais 

meios de cultura não apresentaram formação de coágulos. Para atividade fibrinolítica, os meios de 

cultura contendo farinha de soja e farelo de trigo foram mais propícios à produção enzimática, 

com valores de 9,3 e 8,87 U/mL, respectivamente. Enquanto isso, o meio contendo pena de 

galinha como substrato apresentou o menor valor em atividade fibrinolítica (6,36 U/mL). 

 

4. CONSIDERAÇÕES FINAIS 

As diferentes atividades enzimáticas mensuradas mostram produção de diversas enzimas 

proteolíticas pela linhagem Actinomadura sp L175, com potencial utilização industrial, onde 

observou-se atividade para todas as enzimas analisadas, com maior destaque para a produção de 

proteases colagenolíticas e caseinolíticas. Os valores enzimáticos observados poderão ser 

aumentados após posterior otimização do meio de cultivo, embora os resultados prévios aqui 

descritos confirmem a habilidade de utilização de diversas fontes de nutrientes para obtenção de 

enzimas de interesse industrial a partir do cultivo submerso de Actinomadura sp. L175. 
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RESUMO 

 
Ensaios de detecção de atividade proteolítica utilizam, normalmente, substratos 

cromogênicos, sendo um dos mais empregados o ensaio colagenolítico com azocoll. O objetivo deste 

trabalho foi analisar a interferência da velocidade na reação enzimática de extrato bruto de 

Actinomadura sp. L175 com azocoll a 37°C com e sem incubação em banho-maria. O extrato bruto 

obtido após 120h de cultivo submerso da actinobactéria foi submetido à avaliação da atividade 

colagenolítica com azocoll sob agitação constante de 100, 200, 250, 300 e 400 rpm com agitador 

magnético a 37°C. A atividade enzimática mostrou-se proporcional ao índice de rotação. Os picos de 

atividade foram observados a 300 rpm sem banho-maria (314,6 U/mL) e 400 rpm com banho-maria 

(295,1 U/mL). Esses resultados demonstram que tanto a frequência de agitação quanto a incubação 

em banho-maria influenciam a atividade colagenolítica e o rendimento da reação depende do 

controle dessas condições. 

 

Palavras-chave: rendimento de reação; Actinomadura; atividade colagenolítica; agitação 

 

 

INTRODUÇÃO 

 

Enzimas proteolíticas são hidrolases que clivam ligações peptídicas liberando 

aminoácidos ou peptídeos. Elas estão relacionadas à manutenção das vias metabólicas 

normais, manutenção do sistema imunológico e na alimentação. Entretanto, também estão 

ligadas a processos patológicos como o câncer, artrite reumatoide e doença de Alzheimer, 

bem como à capacidade de infecção e reprodução de patógenos e na sua habilidade em obter 

nutrientes para crescimento (Rawlings, 2013). 

A especificidade das enzimas está relacionada à ligação entre a enzima e o substrato, 

entretanto a reação enzimática também depende da concentração da enzima e concentração do 

substrato (Pandey & Ramachandran, 2006; Furlan & Pant, 2006). A detecção de proteases 

produzidas por animais, plantas e miro-organismos é feita a partir de hidrólise de substratos 

específicos para análise de extratos enzimáticos ou enzimas puras. Esses substratos são, 

normalmente, substâncias protéicas ligadas a moléculas cromogênicas que, a partir da 

clivagem das ligações peptídicas, liberam o corante que é detectado espectrofotometricamente 

(Komsa-Penkova et al, 1997, Arnaut et al, 2006; Karn & Karn, 2014). 
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Azocoll é um substrato insolúvel composto de colágeno desnaturado ligado 

covalentemente a um corante vermelho que é liberado após a hidrólise das ligações 

peptídicas. A atividade colagenolítica com azocoll é largamente utilizada nos estudos para 

produção de proteases com capacidade de degradar componentes da pele, sendo um dos 

métodos mais fáceis para sua detecção (Arnout et al, 2006; Dettmer et al, 2012; Thekkiniath 

et al, 2013; Wang et al, 2015).  

O objetivo deste trabalho é avaliar a influência da agitação na detecção da atividade 

colagenolítica de extrato enzimático obtido por fermentação submersa de Actinomadura sp. 

L175 utilizando azocoll incubado ou não em banho-maria. 

 

 

MATERIAL E MÉTODOS 

 

O extrato enzimático utilizado nas análises foi obtido através do cultivo submerso da 

linhagem de actinobactéria Actinomadura sp L175 em meio de farinha de soja modificado – MS2 

– descrito por Porto et al (1996) e composto por extrato proteico de resíduo de café (1,0%), NH4Cl 

(0.1%), MgSO4·7H2O (0.06%), K2HPO4 (0.475%), glicose (1,0%), e solução mineral (0,1%). O 

resíduo de café foi previamente autoclavado em água (121°C / 20min) para obtenção do extrato 

proteico que compõe o meio de cultura. O cultivo ocorreu em agitador orbital utilizando como 

inóculo 1mL de suspensão de esporos e células bacterianas em solução de Tween 80 (0,1% v/v), 

com concentração de 10
6
 células/mL (D.O.625nm ≈ 0,100) em frascos Erlenmeyer de 250 mL 

contendo 50 mL do meio de cultura durante 120h com velocidade de 150 rpm a 37°C. Após esse 

período, o líquido fermentado foi filtrado em filtro Whatman n.1 e o líquido livre de células foi 

considerado como extrato enzimático e utilizado para a quantificação proteica e atividade 

enzimática. 

A quantificação de proteases colagenolíticas foi realizado segundo metodologia de Chavira 

et al (1984) modificado, utilizando o substrato azocoll (Sigma Chemical Co., St. Louis,MO) 

previamente lavado em tampão TRIS-HCl 0,05M pH 8,0 acrescido de CaCl2 1mM. A reação 

ocorreu em microtubos polipropileno de 2mL durante 1h em estufa biológica na temperatura de 

37°C com agitação constante fornecida por agitador magnético em diferentes velocidades (100, 

200, 250, 300 e 400 rpm) incubados com ou sem banho-maria. A atividade enzimática foi dosada 

em espectrofotômetro (λ520nm) e uma unidade de atividade enzimática (U) foi definida como a 

quantidade de enzima que proporciona a variação  0,1 na densidade ótica em 1h de reação. 

 

RESULTADOS E DISCUSSÕES 

 

O ensaio realizado com a enzima obtida do cultivo submerso de Actinomadura sp. 

L175 mostrou alta atividade enzimática, com valor mínimo de atividade colagenolítica de 

71,8 U/mL quando realizado na velocidade de 100 rpm incubado em banho-maria. Entretanto, 

o maior valor detectado foi de 314,6 U/mL na velocidade de 300 rpm sem incubação em 

banho-maria (Figura 1). 
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Chavira et al (1984) fizeram diversas análises para determinar a melhor metodologia 

para quantificação com azocoll, encontrando como melhor resultado a reação enzimática 

ocorrida em velocidade de 330 rpm. Embora no presente estudo a velocidade de 300rpm foi a 

mais favorável para detecção de atividade colagenolítica sem incubação em banho-maria, a 

análise desenvolvida em banho-maria, como no estudo realizado por Chavira et al (1984) 

demonstra que há um aumento na atividade enzimática com o incremento da velocidade de 

300 rpm para 400 rpm, com valores de 183,4 U/mL e 295,1 U/mL, respectivamente (Figura 

1). Isto se deve, provavelmente, pela homogeneização do meio de reação, uma vez que o 

azocoll é insolúvel e sedimenta com o tempo. Essa sedimentação impossibilita a interação 

entre a enzima dissolvida no meio e o substrato. 

Adicionalmente, Ha e colaboradores (2012) demonstram que o aumento no tempo de 

incubação de proteases comerciais não interfere significativamente na atividade colagenolítica 

mensurada com azocoll, evidenciando que o tempo de incubação de 1h utilizado no presente 

trabalho foi suficiente para a detecção da atividade colagenolítica. 

Houve diferença na detecção da atividade enzimática com e sem incubação em banho-

maria, com melhor atividade na reação em sua ausência. O aquecimento por banho-maria dá-

se de forma lenta e homogênea até atingir o equilíbrio térmico entre a água e o material a ser 

aquecido (Peruzzo, 2013). Dessa forma, as análises realizadas na ausência de banho-maria 

podem ter mostrado valores maiores pelo rápido aquecimento de forma homogênea por causa 

da agitação, do meio no qual a reação ocorre, favorecendo a atividade da enzima. 

 

 

CONCLUSÕES 

 

A agitação foi um fator importante na detecção da atividade colagenolítica, uma vez 

que o aumento da agitação promoveu um aumento na atividade enzimática. Adicionalmente, a 

Figura 1 O efeito da agitação na detecção da atividade enzimática de protease 

colagenolítica de Actinomadura sp. L175 utilizando azocoll como substrato. 
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realização dos ensaios enzimáticos sem incubação em banho-maria forneceu maiores valores 

de atividade enzimática do que os ensaios realizados em banho-maria. 
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