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RESUMO 

 

Os compostos de origem vegetal usados na ração animal apresentam fatores 

antinutricionais como polissacarídeos não amiláceos, oligossacarídeos e fitatos, que estão 

presentes na parede celular das células de origem vegetal. Estes elementos modificam a 

digestibilidade, o tempo de permanência e a viscosidade no trato digestivo. As enzimas 

exógenas, como xilanases e fitases, produzidas pelos microrganismos, são usadas para 

promover a degradação de PNA e fitato. Assim, as enzimas exógenas quando adicionadas à 

ração contribuem para uma melhor digestibilidade, promovendo o crescimento e melhorando 

o desempenho produtivo dos animais. Portanto, o objetivo desse estudo foi selecionar e 

caracterizar o fungos com melhor produção de fitase e xilanase, a partir de fonte de carbono 

alternativa em meio sólido (FMS), para posteriormente aplicar estas enzimas in vitro em rações 

e realizar a comparação com as enzimas comerciais. Foram utilizados sete fungos filamentosos 

dos gêneros Aspergillus sp. e Thermoascus sp. em fermentação sólida e testadas em diferentes 

fontes de carbono. A melhor fonte de carbono para a produção de fitase foi a palha de arroz por 

Aspergillus sp. (M2) (2,73 ± 0,007 U/mg). Para xilanase, foi a palha de arroz por A. flavus 

(41,45 ± 13,07 U/mg). O melhor tempo de crescimento para produção de fitase por A. niger foi 

96 horas (1,48 ± 0,07 U/mg). Na produção de xilanase, observou-se o pico com Aspergillus sp. 

(M2) em 48 horas (31,06 ± 1,50 U/mg). A temperatura ótima de fitase com Aspergillus sp. 

(M2) e A. niger foi 50 e 45 °C, respectivamente. A temperatura ótima para xilanase de 

Aspergillus sp. (M2) foi 55 °C. Considerando que o Aspergillus sp. (M2) foi o melhor produtor 

das enzimas de interesse, foi definido este fungo para aplicação nas rações animais. Para o teste 

de atividade enzimática in vitro foram utilizados 0,05 U de extrato enzimático bruto e da 

enzima comercial. A fitase de Aspergillus sp. (M2) teve capacidade de hidrólise na ração MI 

(3,38 ± 0,85 µmoles/mL), enquanto a fitase comercial obteve maior capacidade de hidrólise em 

MIFS (1,78 ± 0,11 µmoles/mL). Os ensaios enzimáticos das xilanases foram realizados em 4, 

8 e 24 horas de incubação, utilizando 0,05 U do extrato enzimático e da enzima comercial. A 

xilanase de Aspergillus sp. (M2) obteve maior hidrólise na ração MIFS em 4 horas (12,67 ± 

0,51 µmoles/mL), 8 horas (34,36 ± 0,66 µmoles/mL) e em 24 horas (38,12 ± 2,27 µmoles/mL). 

A xilanase comercial 2, teve maior hidrólise na ração MI em 4 horas de incubação (8,06 ± 0,13 

µmoles/mL), já em 8 horas de incubação, teve maior capacidade de hidrólise na ração MIFS 



 

 

 

(19,18 ± 2,37 µmoles/mL) e MI em 24 horas (26,32 ± 0,67 µmoles/mL). Dessa forma, a adição 

da fitase e xilanase de Aspergillus sp. (M2) nas rações in vitro demonstrou aumento nos 

açúcares e fosfato inorgânico liberados, sendo capazes de melhorar a absorção de nutrientes 

contribuindo para diminuir gastos de produção. 

Palavras-chaves: Fitase, xilanase, Aspergillus sp, fonte de carbono alternativa e ração



 

 

ABSTRACT 

Compounds of plant origin used in animal feed have anti-nutritional factors such as non-starch 

polysaccharides, oligosaccharides and phytates, which are present in the cell wall of cells of 

plant origin. These elements modify digestibility, residence time and viscosity in the digestive 

tract. Exogenous enzymes such as xylanases and phytases, produced by microorganisms, are 

used to promote the degradation of PNA and phytate. Thus, exogenous enzymes when added to 

the feed contribute to better digestibility, promoting growth and improving the productive 

performance of animals. Therefore, the objective of this study was to select and characterize the 

fungi with the best production of phytase and xylanase, from an alternative carbon source in 

solid medium (FMS), to later apply these enzymes in vitro in rations and perform the comparison 

with the enzymes commercials. Seven filamentous fungi of the genera Aspergillus sp. and 

Thermoascus sp. in solid fermentation and tested on different carbon sources. The best carbon 

source for phytase production was rice straw by Aspergillus sp. (M2) (2.73 ± 0.007 U/mg). For 

xylanase, it was rice straw by A. flavus (41.45 ± 13.07 U/mg). The best growth time for phytase 

production by A. niger was 96 hours (1.48 ± 0.07 U/mg). In the production of xylanase, the peak 

was observed with Aspergillus sp. (M2) in 48 hours (31.06 ± 1.50 U/mg). The optimal 

temperature of phytase with Aspergillus sp. (M2) and A. niger was 50 and 45 °C, respectively. 

The optimal temperature for Aspergillus sp. (M2) was 55°C. Whereas Aspergillus sp. (M2) was 

the best producer of the enzymes of interest, this fungus was defined for application in animal 

feed. For the in vitro enzymatic activity test, 0.05 U of crude enzymatic extract and commercial 

enzyme were used. Phytase from Aspergillus sp. (M2) had hydrolysis capacity in MI diet (3.38 

± 0.85 µmol/mL), while commercial phytase had greater hydrolysis capacity in MIFS (1.78 ± 

0.11 µmol/mL). The xylanase enzymatic assays were performed at 4, 8 and 24 hours of 

incubation, using 100 µL of the enzymatic extract and the commercial enzyme. The xylanase 

from Aspergillus sp. (M2) obtained greater hydrolysis in the MIFS diet at 4 hours (12.67 ± 0.51 

µmol/mL), 8 hours (34.36 ± 0.66 µmol/mL) and at 24 hours (38.12 ± 2, 27 µmol/ml). 

Commercial xylanase 2 had greater hydrolysis in the MI diet at 4 hours of incubation (8.06 ± 

0.13 µmol/mL), and at 8 hours of incubation it had greater hydrolysis capacity in the MIFS diet 

(19.18 ± 2 .37 µmol/mL) and MI at 24 hours (26.32 ± 0.67 µmol/mL). Thus, the addition of 

phytase and xylanase from Aspergillus sp. (M2)  in vitro diets showed an increase in sugars and 

inorganic phosphate released, being able to improve the absorption of nutrients, contributing to 

reducing production costs. 

Keywords: Phytase, xylanase, Aspergillus sp, alternative carbon source and feed. 
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1. INTRODUÇÃO 

Atividades agroindústrias, como a produção de cereais, geram muitos resíduos, e estes 

resíduos, por sua parte, são destinados a produção de geração de energia através da queima, na 

decomposição de material orgânico, na produção da alimentação animal, entre muitos outros. 

Caso estes resíduos não recebam destinação correta, eles podem se tornar fontes causadoras de 

problemas ambientais (Pinto et al., 2005).  

Muitas fontes de carbono alternativas são utilizadas para a geração de novos produtos, 

como as fibras vegetais provenientes de resíduos agrícolas. Estas fibras vegetais apresentam alta 

disponibilidade, custo baixo de obtenção e muitas vezes não apresentam aplicação, e por esta 

razão podem ser aproveitadas para a produção de novos produtos (Medronho et al., 2012). Os 

resíduos agrícolas podem ser utilizados como fontes de polissacarídeos ou carboidratos 

poliméricos, que desempenham a função de reserva energética nos organismos, e realizam a 

manutenção da integridade celular, sinalizadores e protetores celulares (Persin et al., 2011).  

A casca de arroz é um dos resíduos mais abundante gerados pela agricultura, podendo 

ser a fonte de carbono alternativa empregada desde a produção de cimentos e borrachas, 

fabricação de eletrônicos, até a aplicação para alimentação animal. A procura pelo 

desenvolvimento de novos materiais que possam ser utilizados como fontes de carbono 

alternativas renováveis, através de práticas sustentáveis e que tenham baixo impacto ambiental, 

têm se mostrado cada vez mais interessante por apresentarem características que une a utilização 

da fibra vegetal e a produção de novos produtos, apresentando papel importante nesta busca 

(Bergqvist et al., 2008). 

 Materiais lignocelulósicos apresentam grande potencial na utilização para diversas 

aplicações, além disso, são recursos orgânicos abundantes da terra. O material lignocelulósico 

obtido de fonte de carbono alternativa, como o bagaço de cana-de-açúcar, palha de arroz ou 

trigo, casca de soja, sabugo de milho, aveia ou arroz,  são fontes de materiais lignocelulósicos e 

que podem ser empregados em processos industriais, biocombustíveis, enzimas,  biofertilizantes 

e na ração animal (Cousin & Damaso, 2021). As fibras vegetais presentes nas fontes de carbono 

alternativas são constituídas principalmente de polímeros como celulose, hemicelulose e lignina 

(Menezes et al., 2015).  

O desenvolvimento de novos produtos a partir de fibras naturais está sendo cada vez mais 

obtido de diversas formas e fontes de carbono alternativas (Medronho et al., 2012). As matérias-

primas de origem vegetal são provenientes de fontes renováveis e apresentam qualidades como 

baixa densidade e uma estrutura química que proporciona a sua utilização  como precursora de 

novos compostos (Silvério, 2013 e Taipina et al., 2011).  
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Existe disponível uma relação dos benefícios em aliar a utilização de resíduos agrícolas 

para obtenção hidrólise enzimática, onde os microrganismos podem ser utilizados na 

bioreciclagem desses resíduos e na produção de novos produtos de valor agregado. Além disso, 

o uso das enzimas promove melhor aproveitamento dos nutrientes contidos nos ingredientes, e 

redução na excreção dos nutrientes nos dejetos pelos animais, reduzindo o potencial poluente, 

aspecto importante para o meio ambiente (Correl, 1999; Selle & Raviran, 2007). 

 

1.1 Ração animal 

A fabricação de ração animal recentemente passou a utilizar a fonte vegetal, sendo 

geralmente à base de trigo e outros grãos de cereais que apresentam arabinoxilano na parede 

celular (Olukosi, 2020). A composição geral de um grão de cereal é composta por germe e 

endosperma. Além disso, a indústria de ração animal utiliza grãos como arroz, trigo, sorgo, 

milho e a soja, sendo os cereais as principais fonte de carboidratos e fibras vegetais na 

alimentação de animais monogástricos e são representados em mais de dois terços da ingestão 

total de energia (Bach Knudsen et al., 2012).  

As fibras em cereais apresentam em sua composição polissacarídeos não amiláceos 

(PNA), oligossacarídeos, polissacarídeos não carboidratos e outros (Adebowale et al., 2019). 

Polissacarídeos não-amiláceos (PNAs) são formados por hemicelulose, celulose, gomas, 

pectinas e mucilagens que não são capazes de de serem digeridas por enzimas animal e humana, 

entretanto, podem ser fermentados por microrganismos que estão presentes no trato 

gastrointestinal do hospedeiro (Bach Knudsen, 2001; Choct, 1997; Asp, 1996; McDougall et 

al., 1996). Os cereais são a principal fonte de carboidratos e fibras vegetais nas dietas de 

animais monogástricos e representam mais de dois terços da causa da ingestão total de energia 

(Bach Knudsen et al., 2012).  

A maioria das rações comerciais fabricadas para animais são formuladas principalmente 

por milho, farelo de soja e arroz. A maioria dos PNA encontrados no milho e no farelo de soja 

estão na forma insolúvel o que, por sua vez, não aumenta a viscosidade intestinal, dessa forma, 

tendo pouca interferência na digestão quando comparados a outros alimentos vegetais mais 

fibrosos, como trigo, arroz ou cevada (Gracia et al., 2003). O farelo de soja possui cerca de 

24% de PNA totais, sendo 6% encontrados na forma solúvel e aproximadamnte 18% na forma 

insolúvel (Bach Knudsen, 1997). Além do milho e da soja, o arroz também é considerado um 

dos cereais mais consumidos do mundo e sua composição pode variar, geralmente possuindo 

em média 25% de PNA (Dors et al., 2009). 
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Portanto, existe a necessidade de conhecimento sobre os efeitos gerados pela presença 

de PNA nestes componentes, além disso, uma atenção maior deve ser dada à presença do fitato, 

considerado antinutricional (Zhang et al., 2013). A utilização de alimentos de origem vegetal 

por animais monogástricos se torna sem eficiência devido a inacessibilidade estrutural do 

substrato ou por conta da insuficiência enzimática desses animais, e pode resultar em menos de 

75% da utilização dos nutrientes alimentares disponíveis (Ugwuanyi, 2016). 

A maioria dos ingredientes de origem vegetal apresentam compostos chamados fatores 

antinutricionais (FAT), que podem diminuir o valor nutricional das dietas (Andrade et al., 2015). 

Utiliza-se este termo para designar compostos naturais presentes em ingredientes vegetais que 

ao serem consumidos geram efeitos danosos. Estes elementos são capazes de alterar a 

digestibilidade, a viscosidade do alimento no trato digestivo e o tempo de permanência, 

resultando no comprometimento do desempenho animal (Ohja, 2019).  

Os FATs podem pertencer a diversas rotas metabólicas e agir como elementos de defesa 

nos vegetais (Gontzea; Sutzescu, 1968). Contudo, na presença em dietas de animais, estes 

compostos podem causar efeitos capazes de reduzir a produtividade e acarretar perdas 

econômicas (Zhang et al., 2013) 

Como exemplo de FAT, pode ser citado o fitato, que é a reserva de fósforo dos vegetais 

(Francis et al., 2001; Sinhá et al., 2011). Esse composto não é digerível e se complexa com outros 

minerais e proteínas (Fireman e Fireman, 1998 ; Kornegay, 1996), afetando na digestão e 

absorção desses nutrientes (Selle et al., 2006). Já os polissacarídeos não amiláceos (PNA) são 

açúcares indigestíveis e que possuem baixa digestibilidade e causam o aumento da viscosidade 

intestinal, o que diminui a velocidade em que os alimentos fazem sua passagem, dificultando a 

ação de enzimas endógenas e a produção de muco.  

Foi realizada uma revisão pelo Francis et al. (2001)  descrevendo sobre o efeito de FAT 

presentes em dietas e seus respectivos efeitos em animais, posteriormente foram classificados 

em quatro grupos diferentes: 1) afetam a digestão e uso de proteínas; 2) antivitamínicos; 3) 

afetam o uso de minerais; 4) polissacarídeos não amiláceos, micotoxinas, cianogênicos, nitratos, 

saponinas entre outros. Contudo, alguns FATs podem ser eliminados por processamento, como 

a fermentação ou tratamento enzimático, que são capazes de reduzir o conteúdo ou sua atividade 

no alimento, entretanto, existem também outros FATs que são mais trabalhosos de serem 

neutralizados (Krogdahl et al., 2010) 

 

1.2 Polissacarídeos não amiláceos 
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A composição de todas as plantas apresentam polissacarídeos não-amiláceos (PNA) 

(Sjöström, 1993), devido a composição da parede celular de suas células vegetais que é formada 

por arabinoxilanas e beta-glucanos (Paloheimo et al., 2011). Os PNA são classificados em 

celulósicos, sendo um polímero de cadeia longa composto por um monômero (glicose), ligadas 

por ligações beta-1-4, e os não-celulósicos, podendo ser ser arabinoxilanas, xilanas, e que são 

compostos de xilose, arabinose, manose, galactose, ligadas por ligações beta-1-4 e pectinas 

(Choct et al, 2004). Contudo, estes compostos são considerados como antinutricionais pois as 

enzimas endógenas de não ruminantes não são eficientes para hidrolisar as ligações, os tornam 

compostos indigeríveis. 

Os polissacarídeos não amiláceos são definidos como uma grande classe de 

polissacarídeos, incluindo a celulose, hemicelulose, quitina e pectinas, que estão presentes na 

parede celular dos alimentos de origem vegetal (Ohja, 2019). Porém, por conta da natureza das 

cadeias de ligações dos açúcares, esses compostos se tornam resistentes à hidrólise no trato 

intestinal de animais monogástricos. Além da baixa digestibilidade, as fibras não amiláceas 

podem causar outros problemas aos animais, pois quando não hidrolisados corretamente, podem 

aumentar a viscosidade do conteúdo intestinal, diminuindo a velocidade dos alimentos e a ação 

de enzimas endógenas, o que prejudica a absorção o transporte de nutrientes (Sinha et al., 2011). 

Os PNA’s são divididos de acordo com a solubilidade, podendo ser classificados em duas 

categorias: solúvel e insolúvel. PNA’s insolúveis possuem capacidade de aumentar e reter água, 

e isso aumenta o volume e diminui o tempo de trânsito no trato intestinal, dificultando a digestão 

e absorção de aminoácidos, minerais, carboidratos e consequentemente, reduz a digestibilidade 

da dieta e desempenho animal (Lunn & Buttriss, 2007). Além disso, também apresenta 

resistência à fermentação intestinal. A fração insolúvel pode encapsular os nutrientes devido a 

sua estrutura que é indigerível, formando uma barreira física entre a enzima e o nutriente (Wyatt 

et al., 2008). Sendo assim, quanto maior for a concentração desses compostos, menor será o 

valor nutritivo do ingrediente (Ugwuanyi, 2016).  

A fração solúvel apresenta em sua composição a hemicelulose, que é formada por 

arabinoxilanas, pentosanas e β-glucanos (Sharma, 2019). Os PNA’s solúveis são capazes de 

aumentar a viscosidade, e isso causa a diminuição da digestibilidade dos nutrientes. Isso ocorre 

pois estes compostos formam uma superfície de água entre o nutriente e a enzima, e assim, 

impedem sua atuação. (Bedford e Morgan, 1996). O aumento da viscosidade da digesta ocorre 

devido a presença das frações solúveis dos PNA's solúveis, determinadas, principalmente, pela 

hemicelulose, β-glucanos e arabinoxilanas (Kumar et al., 2012).  
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Adicionar enzimas exógenas que hidrolisam esses compostos pode ser uma potencial 

alternativa para resolver esse problema com o PNA, pois elas são capazes de liberar os 

nutrientes necessários e aumentar a digestibilidade. Por esta razão, a indústria de ração animal 

passou a utilizar as enzimas exógenas, como as fitases e xilanases, produzidas por 

microrganismos, pois estas enzimas são capazes de promover o aproveitamento de 

polissacarídeos e outros nutrientes, aumentando a digestibilidade e assim,  minimizando os 

problemas com os fatores antinutricionais das rações e melhorando a produtividade dos animais 

(Campestrini et al., 2005). 

 

1.3 Enzimas 

Na década de 1950, iniciaram-se pesquisas com a aplicação de enzimas na dieta de 

diversos animais domésticos, e foi observado melhorias na produtividade, visto que atualmente, 

a adição de enzimas exógenas na alimentação animal é uma área muito estudada e instigadora 

na nutrição e biotecnologia (Adeola e Cowieson, 2011). A aplicação de enzimas na 

biotecnológicas possibilita uma variedade de reações bioquímicas, que promovem a 

rentabilidade de processos e a redução de problemas ambientais (Cousi & Damaso, 2021). Na 

área de nutrição, as enzimas podem auxiliar no aumento da digestibilidade de nutrientes da 

ração (Zanella, 1998). Os complexos enzimáticos podem combinar enzimas que atuam de 

maneira complementar, de forma que algumas carregam a função de eliminar as barreiras para 

auxiliar a atuação das enzimas exógenas, enquanto as outras vão ter o intuito de complementar 

quantitativamente as enzimas endógenas (LELIS et al., 2010). 

As primeiras enzimas exógenas foram adicionadas nas dietas de animais com intuito de 

reduzir os efeitos antinutricionais dos PNA’s (Philipps-Wiemann, 2018). Foi quando ass 

fitases, que surgiram na década de 90, não só melhoraram a disponibilidade do fósforo fítico, 

como também conseguiram diminuir sua excreção no meio ambiente (Jatuwong et al., 2020). 

Toda enzima opera em um substrato, pH e temperatura ideal, sendo assim, se faz necessário 

que nas produções industriais as enzimas sejam robustas e capazes de atuar em diversas 

condições (Corrêa et al., 2014). As enzimas industriais são produzidas a partir de processos 

fermentativos de baixo custo, dessa forma, o meio de cultivo a ser utilizado deve conter fontes 

de carbono, fontes de nitrogênio e micronutrientes necessários para produção de enzimas 

usadas (Corrêa et al., 2014). A fermentação sólida promove o crescimento de microrganismos 

e possui vantagens por ter baixo custo, maior rendimento, estabilidade e possibilidade de 

aproveitamento utilizando diversos resíduos agroindustriais como substrato (Contesini et al., 

2018). A fermentação sólida ocorre pelo processo de fermentação de microrganismos 



18 

 

 

cultivados em uma superfície de substrato sólido com ausência ou quantidade de água, mas 

com a umidade o suficiente para o crescimento de microrganismos (Jatuwong et al., 2020).  

As enzimas exógenas a partir de fontes microbianas expandiram por todo o mundo, 

atualmente sendo reconhecidas devido aos seus benefícios alimentares na digestão de 

nutrientes, além de todas as outras aplicações que elas possuem (Selle e Ravindran, 2007). O 

mercado de enzimas para alimentação animal está em crescente desenvolvimento devido ao 

aumento da demanda por produtos de origem animal (Guerrand, 2018). Além da aplicação em 

dietas de animais, as enzimas possuem aplicabilidade em outros setores industriais, como na 

fabricação de detergentes, têxteis, amido, panificação, sendo, cerca de 75% produzidas 

industrialmente (Cousi & Damaso, 2021). 

 

1.3.1 Fitase 

As fitases ou mio-inositol hexafosfato fosfohidrolase, realizam a liberação de fosfato 

do ácido fítico ou fitato, conforme pode ser visto na Figura 1 (Konietzny & Greiner, 2002). O 

caminho de degradação segue em ordem decrescente com penta-, tetra-, tri-, di- e monoésteres 

de inositol, gerando como produto final o inositol e seis porções de fósforo (Dersjant-Li et al., 

2014) Estas enzimas são classificadas com relação ao ataque a determinado carbono na 

composição do ácido fítico, pH ótimo e informações estruturais (Singh et al., 2020), baseado 

em mecanismos de reação enzimática, sequências de aminoácidos, conformação tridimensional 

e propriedades bioquímicas (Kumar et al., 2016).  

Esse elemento está presente nos ingredientes de origem vegetal na forma do fitato e nas 

plantas ele forma complexos com minerais, proteínas e amido, mas não ficam indisponíveis 

para animais monogástricos. Dessa forma, a hidrólise desse composto pode aumentar a 

disponibilidade do fósforo inorgânico e outros minerais nas dietas (Singht e Satyanarayana, 

2015). 
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Figura 1. Hidrólise do ácido fítico pela enzima fitase, liberando inositol e fosfato inorgânico 

(Cangussu et al., 2018).  

 

O primeiro grupo de fitases é classificado com base em sua função e estrutura catalítica, 

denominado como fosfatases ácidas de histidina, fosfatases ácida púrpura, β-propeller fitases e 

proteínas fosfatase tirosina (Yao et al., 2011; Kumar et al., 2016; Singh et al., 2020). O maior 

grupo de fitases está incluído nas 3-fitases (E.C. 3.1.3.8), que são de origem  fúngica e 

bacteriana, agindo no C3 do anel inositol (Singh et al., 2020). As características e as 

propriedades catalíticas das fitases variam dos fungos utilizados. Portanto, a produção de fitases 

a partir de fungos depende de temperaturas ótimas e valores de pH específico (Yao et al., 2011;  

Singh e Satyanarayana, 2015).  

Além disso, as fitases são produzidas na natureza em uma gama de tecidos vegetais, 

animais, bactérias, leveduras e fungos (Vohra e Satyanarayana, 2003). No entanto, tem sido 

encontrado com mais frequência a atividade da fitase em  fungos, especialmente em espécies 

de Aspergillus (Kim et al., 1998), a primeira geração de fitase fúngicas foi obtida de A. niger, 

e comercializada em 1991. Atualmente, grande parte dos trabalhos científicos mantém o foco 

em fitases obtidas de fungos filamentosos dos gêneros Aspergillus, Trichoderma, 

Myceliophthora, Mucor,  Rhizopus e Penicillium (Roopesh et al., 2006; Dailin et al., 2019). 

1.3.1.1 Ácido fítico 

O substrato da enzima fitase é conhecido como fitato quando em forma de sal, fitina ou 

ácido fítico. Os fosfatos de inositol correspondem a um anel inositol com 6 grupos fosfato e 12 

prótons (Cowieson et al., 2004). O fitato é o sal misto de ácido fítico e cátions (Kumar et al., 

2010), e possui a capacidade quelante devido à sua estrutura, apontando uma forte afinidade 

com cátions polivalentes (Graf & Eaton, 1990). Por ser uma molécula negativamente carregada, 
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ela possui mais facilidade na formação de sais insolúveis com cátions. Além disso, a carga 

negativa devido a existência dos seis grupos fosfato em sua molécula, promove alta afinidade 

por minerais e nutrientes carregados positivamente, ligação direta ou indiretamente ao amido, 

à proteína e às enzimas, podendo formar complexos e influenciar negativamente na digestão 

de nutrientes (Vasudevan et  al., 2019).  

O ácido fítico presente nos vegetais possui como principal função a reserva de grupos 

fosfatos, promovendo uma fonte de fósforo para as sementes, estoque energético e fonte de 

cátions (Pandey et al., 2001). O fitato constitui 60 a 97 % do fósforo de um grãos de cereais, 

(Ravindran, 1994), sendo armazenado na camada de aleurona ou no gérmen da semente. Nas 

sementes de cereais e leguminosas, ocorre uma via independente de lipídios para a formação 

do fitato (Feizollahi et al., 2021).  

O fitato realiza interações com componentes dos ingredientes no trato digestório do 

animal, sendo influenciado pelo pH e pelas ligações com outros minerais (Amerah et al., 2014). 

Entretanto, quando na presença do pH alcalino do intestino dos animais, o fitato fica mais 

carregado negativamente, o que dificulta a ligação da fitase com o substrato (Shanmugan, 

2018), consequentemente, diminuem a quantidade de fósforo e outros nutrientes que estão 

complexados na molécula, além de reduzir a solubilidade de outros nutrientes, 

consequentemente aumentando a excreção de minerais e aminoácidos (Cowieson et al., 2017). 

Para deixar disponíveis os nutrientes ligados ao fitato, deve-se quebrar o mio-inositol no trato 

digestório, para assim liberar os grupos fosfatos pelas fitases. Nos animais monogástricos, a 

produção destas enzimas endógenas é baixa e insuficiente para realizar a hidrólise do fitato de 

forma eficiente, prejudicando o aproveitamento da dieta (Ingelmann et al. 2018). 

A via independente de lipídios para a formação do fitato começa pela formação do 

inositol-3-fosfato, partindo de glicose-6-fosfato, pela enzima mio-inositol-3-fosfato sintase. 

Posteriormente, diversas quinases fazer fosforilação dos outros cinco sítios do anel inositol. A 

última etapa é catalisada por Inositol Pentaquis Fosfato 2-quinase, junto com a produção de 

IP6 a partir de IP5 (Rasmussen et al., 2010). Estes complexos costumam ser insolúveis e 

apresentam resistência à ação do trato intestinal, reduzindo, dessa forma, a biodisponibilidade 

desses nutrientes (Niu et al., 2017). Além disso, o fitato também possui muito potencial para 

fazer interações com proteínas, carboidratos e lipídios carregados positivamente, o que acaba 

reduzindo a funcionalidade e digestibilidade destes nutrientes nos alimentos (Duong et al., 

2018; Vasudevan et al., 2019). 

Caso o fitato fosse hidrolisado pelo animal, seria uma fonte rica em fósforo (Onyango 

et al., 2005), porém, os monogástricos não apresentam quantidade suficiente de fitase endógena 
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para conseguir digerir o fitato de forma eficiente (Nelson, 1967). Portanto, existe a necessidade 

de realizar a suplementação de fonte inorgânica de fósforo na dieta. Além disso, muitas rações 

são fabricadas com excesso de fósforo inorgânico para suprir as necessidades exigidas pelos 

animais, porém, este elemento acaba sendo excretado para o ambiente e causando poluição. A 

introdução de enzimas que degradam o fitato na alimentação dos animais, pode reduzir 

significativamente a poluição causada pela excreção do fósforo (Bedford, 2000).  

 

1.3.1.2 Xilanase 

Atualmente, as xilanases estão classificadas na família glicosil hidrolases (GHs). As 

GHs são enzimas que hidrolisam a ligação glicosídica entre dois ou mais carboidratos. As 

xilanases podem ser produzidas por diversos microrganismos, incluindo fungos, bactérias, 

leveduras, que são classificados nas famílias GH5, 7, 8, 10, 11, 26, 30 e 43 (Chadha et al., 

2019). Os grupos mais conhecidos são membros das famílias GH10 e GH11. As xilanases são 

glicosidases que catalisam a endo hidrólise de ligações 1,4-β-D-xilosídicas em xilana (Collins 

et al., 2005). As xilanases ocorrem em diversas classes, como endo-1,4-β-xilanase, β-

xilosidases, acetilxilano esterase, arabinofuranosidases e α-alucuronidase (Srivastana et al., 

2020). 

A hidrólise da xilana (figura 3) é realizada pela endoxilanase que cliva a espinha dorsal 

da ß-D-xilopiranose e libera o xilo-oligômeros e ß-xilosidases, que caso sejam decompostos, 

vão liberar mais xilose ainda (Mohan, 2020). As enzimas são necessárias na degradação das 

hemiceluloses pois elas são constituídas por muitos polímeros, os quais são formados por 

resíduos de açúcares (Lopes, 2010). Portanto, na ração animal, o uso de xilanases consegue 

diminuir os polissacarídeos não amiláceos, além disso, regulam a viscosidade na dieta e a 

disponibilidade de nutrientes pela hidrólise dos PNA’s (Delmaschio, 2018), além de promover 

a digestão de xilanas (De barros, 2016), também de acesso a fitase ao fitato armazenado na 

membrana da parede celular. Assim, os animais conseguem ter maior produtividade, e ter mais 

ganho de peso (Dourado, 2008). 

A suplementação enzimática com xilanase está mais direcionada a dietas com 

ingredientes que possuem maior quantidade de fibras, dessa forma, a avaliação do consumo é 

necessária para entender e prever o desempenho. Existem estudos que apontam uma melhora 

na dieta composta por trigo e farelo de soja com a adição de xilanase, demonstrando melhor 

metabolização dos nutrientes (Pirgozliev et al., 2010). Em outro trabalho, onde foi adicionado 

de complexo enzimático com xilanase em uma dieta a base de trigo destinada à poedeiras, 

também foi obtido bons resultados, com melhor conversão alimentar (Mathlouthi et al., 2003). 
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Figura 2. Sistema xilanolítico e seus pontos de clivagem até a liberação de xilose. (Yadav 

et al., 2018). 

 

Existem diversas enzimas para a degradação de PNA’s, cada uma com propriedades 

diferentes. Contudo, do ponto de vista comercial, as xilanases são o grupo de hidrolases mais 

relevante, representando cerca de 80 % do mercado global (Adeola e Cowieson, 2011; Castillo 

e Gatlin, 2015). Xilanases de fungos termofílicos estão sendo destacadas no meio científico 

devido às suas várias aplicações industriais (Singh et al., 2016). Estudos apontaram alguns 

exemplos de fungos que produzem de xilanases termofílicas e que merecem destaque como os 

gêneros Trichoderma, Penicillium, e Aspergillus, e espécies como Melanocarpus albomyces, 

Cerrena unicolor, Thermomyces  lanuginosu e Rhizopus oryzae (Thomas et al., 2014). A 

aplicação de xilanases exógenas às dietas dos animais pode melhorar a absorção dos nutrientes 

que ficam retidos nas células vegetais, da mesma  forma que pode reduzir a viscosidade causada 

por polissacarídeos não amiláceos no trato digestivo do  animal (Pirgozliev et al., 2015), e por 

fim, facilitando a digestibilidade em rações, proporcionando o aumento do valor  nutricional e 

o ganho de peso corporal em animais monogástricos (Yegin, 2017).   

 

1.3.2.1 Xilana 

As xilanas são biopolímeros que podem ser encontrados em grande quantidade na 

parede celular dos grãos. Apesar das xilanas não serem digeridas por animais monogástricos, 

as dietas possuem altos valores destes compostos na sua formulação e isso acaba por diminuir 



23 

 

 

a digestibilidade e aproveitamento dos ingredientes pelos animais. Nesse sentido, a 

suplementação de dietas com xilanase apresenta grande potencial para auxiliar a combater esses 

efeitos antinutricionais e melhorar a absorção dos nutrientes (Adeola et al., 2010). 

O direcionamento deste componente em processos biotecnológicos é de enorme 

relevância para o comércio de enzimas industriais, através da aplicação e utilização de 

complexos enzimáticos utilizando fungos para a produção, além disso, a xilana destaca-se nas 

áreas alimentícias, de biocombustíveis, de bebidas, indústria têxtil e de papel (Silva, et al., 

2015). Arabinogalactana, galactoglicomanana, xiloglicana, glicomanana e xilana, compõem 

um complexo polimérico gerador das hemiceluloses, destacando o principal polímero, que é 

a xilana, formada a partir da cadeia principal por D-xilopiranose em ligações glicosídicas β-

(1→4) (Shallom, et al., 2003; Habibi, et al., 2005). Embora o conteúdo e o tipo de xilana 

possam variar entre diferentes espécies e tipos de tecidos que está sendo analisado (Gírio et 

al., 2010), geralmente, apenas dois tipos principais são frequentemente encontrados: 

glicuronoxilana e glicuronoarabinoxilana (Gírio et al., 2010; Vuong & Master, 2022).  

É necessário que a xilana passe por um pré-tratamento antes de ser utilizada, devendo 

ser separada do material lignocelulósico, a partir de técnicas de tratamento enzimático com 

enzimas nativas de xilanas do material lignocelulósico (Falkoski, 2011). Na literatura já foram 

relatados diversos tipos de pré-tratamentos, como por exemplo a extrusão mecânica, usando 

ácidos e alcalinos ou líquidos iônicos, realizando explosão de vapor ou de fibra de amônia, e 

água quente. Todos são realizados com a finalidade de melhorar a eficiência e diminuir a 

formação de inibidores e o tempo de processo (Polizeli et al., 2016).  

 

1.4 Fungos produtores destas enzimas 

Existe uma variedade de microrganismos que são potenciais produtores de enzimas 

exógenas, incluindo actinomicetos, fungos e bactérias (Chadha et al., 2019), mas do ponto de 

vista industrial, os fungos filamentosos são os mais promissores na produção dessas enzimas, 

pois eles apresentam eficiência de cultivo, altos níveis de produção enzimática e de secreção 

de enzimas extracelulares, por este motivo, são promissores para inúmeras aplicações 

industriais e biotecnológicas (Chadha et al., 2019). Os fungos termofílicos são resistentes a 

ações desnaturantes e possuem alta atividade catalítica, além disso, possuem menores chances 

de contaminação, sendo considerados como uma das melhores fontes. Muitos processos 

industriais necessitam de enzimas que suportem altas temperaturas e, por essa razão, as enzimas 

termofílicas estão ganhando cada vez mais espaço nas indústrias biotecnológicas. O gênero 

Aspergillus se destaca entre os produtores destas enzimas por possuir a capacidade de 
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sobreviver em diversas condições e produzir enzimas que são eficientes na decomposição de 

resíduos agroindustriais em produtos (Gusmão et al., 2014).  

 

1.4.1 Gênero Aspergillus 

Os fungos Aspergillus se destacam na produção de proteínas, metabólitos secundários 

e micotoxinas (Frisvad, 2018). As espécies de fungos que são aplicadas na indústria possuem 

a capacidade de produzir apenas uma certa quantidade de compostos tóxicos para vertebrados 

(micotoxinas) e uma variedade de outros compostos que podem apresentar atividade 

anticarcinogênica, antioxidante e pigmentos (Mushtaq et al., 2018). Por esta razão, os fungos 

Aspergillus são muito usados na biotecnologia industrial. Ao se tornar de maior importância 

econômica, a taxonomia deste gênero foi estudada várias vezes e atualmente, para descrever 

uma espécie de Aspergillus, é necessário realizar análises fenotípicas, genotípicas e 

filogenéticas (Arastehfar et al., 2021). As espécies mais conhecidas do gênero são as mais 

utilizadas na indústria. Alguns dos organismos atuam na deterioração de alimentos, outros 

podem ser patogênicos para humanos ou contaminantes internos (Frisvad et al., 2019). Além 

disso, as espécies de Aspergillus são bastante utilizadas em fermentações de alimentos, por 

exemplo o A. oryzae ou como o A. niger, que produz várias enzimas usadas nas indústrias de 

alimentos e rações, como glicoamilases, proteases e fitases (Cairns, 2018).   

 

1.4.2 Gênero Thermoascus 

Apesar dos fungos filamentosos serem microrganismos classificados como mesófilos, 

existem trabalhos indicando produção de enzimas termoestáveis por algumas espécies do 

gênero, incluindo Thermoascus aurantiacus (Kalogeris et al., 1998). Foi relatado por um estudo 

a eficiência da aplicação de uma xilanase de T. aurantiacus para produção de 

xilooligossacarídeos, utilizando como substrato o bagaço de cana-de-açúcar (Nascimento et al., 

2022). Além disso, outro estudo também obteve resultados apontando que o T. aurantiacus é 

capaz de produzir CMCases, xilanases e β-glicosidases com boa estabilidade ao pH e 

temperatura (da Silva et al., 2005; Ping et al., 2018; Mól et al., 2019). As espécies Thermoascus, 

por serem termofílicas, conseguem se desenvolver em altas temperaturas (Hosoya, 2014), entre 

20 a 62 °C (Wareing, 1997). O gênero Thermoascus é composto por seis espécies identificadas 

até hoje: Thermoascus verrucosus, T. yaguchii, T. crustaceus, T. thermophilus, T. aurantiacus 

e T. aegyptiacus (Schoch, 2020), sendo a espécie Thermoascus aurantiacus a mais estudada do 

gênero, pois além de ser termofílica, também cresce de maneira eficiente em biomassa 

lignocelulósica (Leite et al., 2008; Mól et al., 2019).   
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1.5 Aplicação 

A utilização de enzimas na indústria já vem ocorrendo há algumas décadas (Krabbe, 

2012). Apesar da grande quantidade de enzimas comerciais disponíveis no mercado, há uma 

busca por novas enzimas produzidas por fungos filamentosos que preferencialmente sejam de 

baixo custo e eficientes na produção, para o uso extensivo nas aplicações industriais, assim 

como na fabricação de rações animais. Desta maneira, torna-se eficiente para a indústria de 

ração animal o uso de enzimas exógenas, como β-glucanases, celulases, hemicelulases, 

xilanases, pectinases, amilases, proteases, fitases e muitas outras (Ohja, 2019). Estas enzimas 

exógenas são capazes de potencializar o aproveitamento de polissacarídeos e outros nutrientes, 

além de aumentar a digestibilidade dos ingredientes, tornando disponíveis os nutrientes 

necessários para melhorar o desempenho produtivo (Campestrini et al., 2005).  

De acordo com a Grand View Research (2020), o mercado global de enzimas em 2019 

foi estimado em torno de US$10,0 bilhões, apontando um crescimento anual de 7,1% e com 

expectativas de atingir US$14,9 bilhões no ano de 2025. Esse aumento exponencial é resultado 

da especificidade da enzima com o substrato, da importância do produto gerado, da evolução 

de tecnologias enzimáticas, as quais tornam possível a obtenção de enzimas mais eficientes, 

(Novozymes, 2020). No mercado enzimático, cerca de 60 tipos de enzimas têm aplicação 

industrial e são utilizadas em detergentes, têxteis, amido, panificação e ração animal, que ao 

total, usam cerca de 75 % das enzimas produzidas industrialmente (Cousi & Damaso, 2021).  

 Torna-se importante a utilização de enzimas exógenas pois estas hidrolisam os 

polissacarídeos não amiláceos que podem ser utilizados pelo animal, para obter o aumento, por 

exemplo, da utilização de energia. Outra consequência importante desta utilização é a redução 

do impacto negativo gerados por estes resíduos não digestivos. Ao todo, as aplicações em 

alimentos e rações representam 60 % do mercado global mercado de enzimas (Guerrand, 2018). 

Devido à grande diversidade de microrganismos produtores de enzimas, este trabalho 

teve como objetivo selecionar e caracterizar entre os fungos no estudo o melhor produtor de 

fitase e xilanase e, aplicação dessas enzimas na ração animal in vitro e comparando com as 

enzimas comerciais. 
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2. OBJETIVOS 

2.1 Objetivo geral 
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O objetivo do estudo foi produzir fitase e xilanase através de fungos filamentosos e 

aplicar estas enzimas in vitro em rações. 

 

1.1 Objetivos específicos 

i. Seleção de fungos filamentosos (A. flavus Link, A. japonicus Saito, A. niger van 

Tieghem, A. niveus Blochwitz, A. terreus Thom, Aspergillus sp. (M2) e Thermoascus 

aurantiacus Miehe) para produção fitase e xilanase; 

ii. Produção das enzimas usando fontes de carbono alternativas (farelo de trigo, farelo de 

arroz integral, palha de arroz, palha de milho, farinha de mandioca, farinha de soja e 

bagaço de cana); 

iii. Avaliação do tempo de crescimento na produção das enzimas; 

iv. Avaliação da temperatura na atividade enzimática; 

v. Aplicação das enzimas obtidas neste estudo com as enzimas comerciais (obtidas em 

parceria com a FAMEZ) usando 11 alimentos alternativos (milho, milheto, sorgo, farelo 

de soja, farelo de trigo, farelo de arroz, casca de soja, DDGS-etanol, DDGS-sabugo, 

milho + farelo de soja e uma dieta alternativa – pura fibra). 

 

3 MATERIAL E MÉTODOS 

3.1 Microrganismos e manutenção de crescimento 

Foram utilizados sete fungos filamentosos, A. flavus Link, A. japonicus Saito, A. niger 

van Tieghem, A. niveus Blochwitz, A. terreus Thom, Aspergillus sp. (M2) e Thermoascus 

aurantiacus Miehe, isolados e mantidos na micoteca da UFMS em Campo Grande – MS para a 

produção das enzimas. A manutenção dos microrganismos foi feita por repiques em ágar 

inclinado (BDA – batata, dextrose, ágar), onde os fungos foram mantidos em estufa a 30 oC por 

um período de 5-8 dias, e posteriormente armazenados em geladeira até o momento de uso. 

 

3.2 Produção de fitase e xilanase em meio sólido (FMS) usando diferentes fontes de 

carbono 

Para a produção das enzimas foram utilizadas fermentação em meio sólido em frascos 

Erlenmeyer de 125 ml contendo 5 ml de meio Khanna (Khanna et al., 1995) em pH 6 e 

suplementado com 2,5 % (p/v) de fonte de carbono (farelo de trigo, farelo de arroz integral, 

palha de arroz, palha de milho, farinha de mandioca, farinha de soja e bagaço de cana). Os 
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meios foram esterilizados e, posteriormente inoculados com uma suspensão de esporos (106 

esporos/ml) usando 5 mL da solução de sais para o inóculo (Martins et al., 2012). 

Posteriormente, as culturas em meio sólido foram incubadas sob condição estacionária 

por 120 horas a 30 °C. Após o crescimento as culturas foram ressuspendidas com 20 mL de 

água destilada estéril, agitadas por 30 minutos, filtradas com auxílio de peneiras para extração 

das enzimas extracelulares (fitase e xilanase). Em seguida, as amostras foram centrifugadas por 

10 minutos a 4 °C a 10.000 rpm, sendo o sobrenadante usado como fonte de enzimas nos 

ensaios enzimáticos e quantificação de proteínas. 

 

3.3 Avaliação do tempo de crescimento na produção das enzimas 

Foram selecionados os melhores produtores das enzimas (A. niger, A. japonicus, A. 

flavus, Aspergillus sp (M2) para avaliação do tempo de crescimento. Os fungos foram crescidos 

em fermentação em meio sólido (FMS) usando Erlenmeyer de 125 ml contendo 5 ml de meio 

Khanna (Khanna et al., 1995) em pH 6 e suplementado com 2,5 % (p/v) de palha de arroz como 

fonte de carbono. Os meios foram esterilizados e, posteriormente inoculados com uma 

suspensão de esporos (106 esporos/ml) usando 5 mL da solução de sais para o inóculo (Martins 

et al., 2012).  

Posteriormente, as culturas em meio sólido foram incubadas em estufa por um período 

variando de 48 a 192 h a 30 °C. Após o crescimento as culturas foram ressuspendidas com 20 

mL de água destilada autoclavada, agitadas por 30 minutos, filtradas com auxílio de peneiras 

para extração das enzimas extracelulares (fitase e xilanase). As amostras foram centrifugadas 

por 10 minutos a 4 °C a 10.000 rpm, sendo o sobrenadante usado como fonte de enzimas nos 

ensaios enzimáticos e quantificação de proteínas, conforme descrito no item 3.4.  

 

3.4 Ensaio de atividade enzimática e proteíca 

A atividade da fitase foi determinada de acordo com o método de Heinonen & Lahti 

(1981). Foi usado uma solução de parada da reação: molibdato de amônio (NH4) 6MO7O2  4x44 

H2O (10mM) e H2SO4 (5N), dissolvidos em água destilada. A solução colorimétrica foi 

preparada misturando molibdato de amônio, ácido sulfúrico e acetona na proporção de 1:1:2. 

Uma solução de KH2PO4 a 2 µmolar/mL foi usada como padrão. Para reação enzimática foram 

usados 250 µL de tampão acetato de sódio 100 mM (pH 5), com ácido fítico a 10 mM, 50 µL 

de extrato enzimático bruto, colocados em banho-maria por 30 min a 50 °C. Após o tempo de 

incubação, foram adicionados 1,5 µL da solução de parada e 100 µL de ácido cítrico 1 M. Uma 
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unidade de atividade enzimática foi definida como a quantidade de enzima liberando 1 μmol 

de produto por minuto. Os resultados foram lidos em espectrofotômetro a 355 nm. 

A atividade de xilanase foi realizada com tampão em 500 μL de citrato-fosfato, pH 5, 

contendo 1,0 % (w/v) de xilana e 500 μL como substrato enzimático, devidamente diluído. As 

amostras foram incubadas a 50 °C para determinar a atividade da xilanase. A quantidade de 

açúcar redutor foi determinada usando o ácido 3,5-dinitrosalicílico (DNS), através da 

metodologia descrita por Miller (1959), utilizando xilose a 1 mg/mL como padrão. Os 

resultados foram lidos em espectrofotômetro a 540 nm. Uma unidade de atividade enzimática 

foi definida como a quantidade de enzima liberando 1 μmol de açúcar redutor por minuto. 

A dosagem de proteína foi realizada segundo o método de Lowry (Lowry et al., 1951) 

utilizando-se soro albumina bovina (200µg/mL) como padrão. A atividade específica foi 

definida em unidades por miligrama de proteína (U/mg). 

 

3.5 Avaliação da temperatura na atividade enzimática 

Para a avaliação da temperatura na atividade na atividade enzimática, utilizou-se 

temperaturas variando de 40 a 60°C, com intervalos de 5 °C, seguindo as metodologias de 

dosagem enzimática descritas anteriormente no item 3.4. As atividades relativas foram 

calculadas como uma percentagem (%) da atividade máxima. 

 

3.6 Enzimas comerciais 

As enzimas comerciais utilizadas foram: xilanases Natugrain ® produzida pela BASF 

e a xilanase 2 (retirada de Trichoderma), que foram cedidas pelo profº Drº Charles Kiefer 

(FAMEZ/UFMS), as quais foram diluídas em 0,1 % em água destilada obtendo uma quantidade 

de 0,1 U; fitase Natuphos ® produzida pela BASF sendo diluída a 1 % em água destilada com 

0,005 U. As soluções foram então aplicadas nos alimentos para ração animal obtidas em 

parceria com a FAMEZ. As dosagens enzimática e proteica foram realizadas conforme descrito 

no item 3.4. 

 

3.7 Avaliação da hidrólise do alimento cru (ração) in vitro por ação da fitase e xilanase 

produzidas pelo Aspergillus sp. (M2) e pelas enzimas comerciais 

Foram utilizadas 11 rações (alimentos cru), cedidas pela FAMEZ, para o teste de 

atividade enzimática in vitro. Para análise de hidrólise destes nutrientes pelas xilanases e fitases 

de Aspergillus (M2) e das comerciais  foram utilizadas 0,1 e 0,05 unidades, respectivamente, 
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adicionando 1 % de ração por reação. As rações usadas foram: milho (MI), milheto (ML), sorgo 

(SMV), farelo de soja (FS), farelo de trigo (FT), farelo de arroz (FA), casca de soja (CS), DDGS-

etanol (DDGS-E), DDGS-sabugo (DDGS-S), milho + farelo de soja (MIFS), e uma dieta 

alternativa – pura fibra (DAF). A constituição das rações usadas nesse estudo está apresentada 

nas tabelas 1 e 2. 

 

Tabela 1. Constituição dos componentes presentes na ração 

Fonte: Adaptado de Rostagno et al. (2017). *Esses valores podem ser calculados. Proteína Bruta (PB). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Tabela 2. Composição nutricional dos alimentos (PNA’s), valores em percentagem nos 

alimentos. 
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Fonte: Adaptado de Rostagno et al. (2017). *A tabela não contém informações sobre o DDGS. ** Esses valores 

podem ser calculados. 

 

3.7 Teste estatístico 

Para a análise estatística utilizou-se o teste Tukey a fim de comparar as médias entre os 

tratamentos. Foi utilizado o programa SISVAR versão 5.6 de análises estatísticas e 

planejamento de experimentos (Ferreira, 2019). Todos os testes foram feitos em duplicatas. 

 

 

 

 

 

 

 

4. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

4.1 Efeito de diferentes fontes de carbono na produção enzimática 
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Foram utilizados meios de cultivo sólido (conforme descrito no item 3.2) para produção 

de fitase e xilanase por A. flavus, A. japonicus, A. niger, A. niveus, A. terreus, Aspergillus sp. 

(M2) e T. aurantiacus em fontes de carbono alternativas. As fontes escolhidas foram baseadas 

no que a literatura descreve como boas indutoras de produção de fitase e xilanase e também 

como fontes regionais que são consideradas como boas indutoras.  

Analisando os resultados obtidos na produção de fitase (figura 3), observa-se que a 

melhor fonte de carbono foi a palha de arroz por meio do Aspergillus sp. (M2) (2,73 ± 0,007 

U/mg), seguido do A. niveus com arroz integral (2,59 ± 0,17 U/mg), posteriormente o A. niger 

(1,89 ± 0,03 U/mg), A. japonicus (1,66 ± 0,29 U/mg) e o A. flavus (1,42 ± 0,06 U/mg) em palha 

de arroz. Neira-Vielma et al. (2018) usaram SSF para a produção de fitase extracelular por A. 

niger 7A-1, utilizando resíduos de triticale como substrato. Além disso, a utilização de farelo 

de arroz em Rhizopus sp. também obteve produção de fitase com atividade de 4,9 U/g (Suresh 

et al., 2021). Em outro estudo utilizando A. niger e A. ficuum em farelo de trigo como fonte de 

carbono, a atividade de fitase foi de 60,2 e 39,4 U/gds, respectivamente (Shivanna & 

Venkateswaran, 2014). Além disso, também foi relatado resultados de produção de fitase 

inferiores em comparação ao presente estudo, utilizando A. fumigatus, que obteve atividade 

ótima de 0,23 U/mg (Sanni et al., 2018). Gaind e Singh (2015) relataram a produção de fitase 

por A. flavus usando um bolo de mostarda em SSF. Em estudo realizado por Kumar et al. 

(2016), onde utilizaram um substrato misto (bagaço de cana-de-açúcar e farelo de trigo), foi 

obtido alta produção de fitase por Sporotrichum thermophile.  

Entre as possíveis fontes de carbono alternativas que podem ser utilizados na produção 

da fitase, o farelo de arroz e a palha de arroz se destacam, devido ao alto teor de ácido fítico na 

sua composição (Greiner et al., 2012). As pesquisas estão investigando intensivamente a 

produção de fitases por diferentes microrganismos, porém, em termos de utilização industrial, 

os fundos do gênero Aspergillus apresentam-se como os mais promissores (Pandey et al., 

2001). De acordo com Bhavsar et al. (2008), a produção de fitase foi amplamente afetada pela 

quantidade de Pi presente nas fontes de carbono utilizadas para indução da produção de fitase, 

como os resíduos agrícolas.  
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Figura 3. Avaliação de diferentes fontes de carbono na produção de fitase. Foram utilizados os 

fungos (A) A. niger, (B) A. japonicus, (C) A. flavus (D) A. niveus, (E) A. terreus, (F) T. aurantiacus, d 

e (G) Aspergillus sp. (M2). Os fungos cresceram em meio sólido 2,5% por 120 h a 30 °C. Fontes de 

carbono: FT (farelo de trigo), AI (arroz integral), FS (farinha de soja), PA (palha de arroz), BC (bagaço 

de cana), PM (palha de milho) e FM (farinha de mandioca). Os testes foram feitos em duplicata e 

realizado a média e desvio padrão. A análise estatística foi realizada através do Teste Tukey (P < 0,05) 

usando as atividades específicas (U/mg) obtidas por cada fungo. 

 

A melhor fonte de carbono na produção de xilanase foi a palha de arroz (figura 4), com 

produção máxima com o A. flavus (41,45 ± 13,07 U/mg), seguido do Aspergillus sp. (M2) 

(39,98 ± 6,66 U/mg), posteriormente o A. japonicus (23,37 ± 5,59 U/mg), A. niger (22,27 ± 

2,61 U/mg) e o A. niveus (15,87 ± 3,46 U/mg). Muitos fungos filamentosos foram relatados 

como produtores de xilanase em resíduos agroindustriais, como Humicola lanuginosa, que 

registrou atividade de 171 IU-1 mg de proteína em farelo de arroz (Rajoka et al., 2005). A cepa 

A. niger NFCCI 4113 também foi relatado como produtor de xilanase em fontes de carbono 

como a casca de arroz (721,33 ± 30,65 IU/gds) (Kumar et al., 2018).  

Foi relatado por Sudan e Bajaj (2006) que a casca de arroz é boa indutora de xilanases, 

assim como, outros autores também relataram a maior produção de xilanase com palha de arroz 

(Ghanem, Yusef et al., 2000). Em outro estudo com A. casielus demonstrou maior produção de 

xilanase usando bagaço de cevada (9,22 U/mg) como fonte de carbono (Kronbauer et al. 2007). 

Dessa forma, é possível dizer que os melhores produtores de xilanase do presente estudo, 

tiveram maior produção quando comparados aos resultados de Kronbauer (2007). A utilização 

de palha de arroz para a produção de xilanase reduz o custo de produção pois grande parte da 

palha de arroz é gerada nos campos, sendo o arroz  o principal alimento básico na maioria dos 

países asiáticos e globalmente. Além disso, a produção de arroz na Índia foi cerca de 106,54 

milhões de toneladas que geraram cerca de 160 milhões toneladas de palha de arroz na 

proporção de 1:1,5 (grão de arroz para palha de arroz) sendo a Índia é o 2º maior produtor de 

arroz (Singh, 2016). 
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Figura 4. Avaliação de diferentes fontes de carbono na produção de xilanase. Foram utilizados os 

fungos (A) A. niger, (B) A. japonicus, (C) A. flavus (D) A. niveus, (E) A. terreus, (F) T. aurantiacus, d 

e (G) Aspergillus sp. (M2). Os fungos cresceram em meio sólido 2,5% por 120h a 30°C. Fontes de 

carbono: FT (farelo de trigo), AI (arroz integral), FS (farinha de soja), PA (palha de arroz), BC (bagaço 

de cana), PM (palha de milho) e FM (farinha de mandioca). Os testes foram feitos em duplicata com 

média e desvio padrão. Análise estatística foi realizada através do Teste Tukey (P < 0,05) usando as 

atividades específicas (U/mg) obtidas por cada fungo. 

 

4.2 Efeito do tempo de crescimento na produção das enzimas 

A literatura realça a importância de avaliar o tempo de cultivo para a eficiência e 

economia do processo de produção enzimática. Portanto, para o estudo do tempo de 

crescimento na produção enzimática, foram selecionados os melhores produtores com base no 

teste utilizando diferentes fontes de carbonos alternativas, sendo eles o A. niger, A. japonicus, 

A. flavus e Aspergillus sp (M2), utilizando a melhor fonte de carbono (palha de arroz) indutora 

de produção das enzimas de interesse. Na produção de fitase de A. niger obteve um pico em 96 

horas de crescimento (1,48 ± 0,07 U/mg), seguido por A. flavus em 72 horas (1,42 ± 0,17 U/mg) 

e posteriormente, Aspergillus sp. (M2) em 120 horas (1,42 ± 0,05 U/mg) (figura 5). 

 Em um estudo, A. oryzae AK9 sendo cultivado em estado sólido em soja, mostrou pico 

de produção em 96 horas com atividade de 15 U/g, sendo maior que 72 horas (8,8 U/g) e menor 

que 120 horas (16 U/g). Silva et al (2010) observou pico de fitase em 96 horas (26,41 FIT) com 

A. japonicus em bagaço de mandioca como substrato. Outro estudo relatou produção máxima 

de fitase em A. niger (1,200 U/g) em 52 horas de crescimento, usando soja como fonte de 

carbono (Saithi & Tongta 2016). Entretanto, já foi observado produção de fitase com tempo de 

crescimento maior, como o A. niger NCIM 563 que mostrou maior produção com 168 horas 

de crescimento (50 IU/g) (Bhavsar et al., 2013). Assim como estudo com A. niger CFR 335 

mostrou produção de fitase de 60,2 U/gds em 144 horas de incubação (Shivanna & 

Venkateswaran, 2014). O excesso de fosfato nas primeiras horas de fermentação pode reprimir 

a síntese de fitase por diversos microrganismos, o que poderia explicar a ausência ou baixa 

atividade relatada nas primeiras horas de crescimento dos fungos (Quan, 2001). 
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Figura 5. Avaliação do tempo de crescimento para a produção de fitase. Foram utilizados os fungos: 

(A) A. niger, (B) A. japonicus, (C) A. flavus, (D) Aspergillus sp (M2). Os fungos cresceram em FMS 

usando palha de arroz, por um período variando de 48 a 192 horas a 30 °C. Os testes foram feitos em 

duplicata com média e desvio padrão. 

 

Na produção de xilanase, observou-se o pico em 48 horas de crescimento com 

Aspergillus sp. (M2) usando palha de arroz como fonte de carbono (31,06 ± 1,50 U/mg). O A. 

flavus teve pico em 72 horas (30,70 ± 0,07 U/mg), seguido do A. japonicus em 96 horas (30,06 

± 1,18) (figura 6). Amorim (2016) também encontrou produtividade máxima de xilanase (1,39 

U/g.h) em 48 horas de FES utilizando A. awamori e farelo de cacau como fonte de carbono. 

Um estudo com Trichoderma longibrachiatum relatou maior produção de xilanase depois de 

96 horas de  fermentação submersa (Azin et al., 2007). Muitos estudos relatam alta atividade 

de xilanase após 96 horas de crescimento. De acordo com estudos realizados por Kumar et al. 

(2018), A. niger NFCCI 4113 obteve pico de produção de xilanase em 120 horas de 

fermentação (836,97 ± 28,15 IU/gds). Em Aspergillus awamori IOC-3914 foi observado pico 

de xilanase em 168 horas de crescimento, com atividade de cerca 250 U/g-1 (Castro et al., 
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2010). Entretanto, apresentar pico da atividade enzimática em menor tempo de crescimento, 

como observado no presente trabalho, pode ser considerado um fator relevante, pois é um 

aspecto econômico importante na produção das enzimas, sendo mais vantajoso em 

comparação, por exemplo, com o estudo realizado por Delabona et al., 2013, onde o A. 

fumigatus obteve pico de xilanase após 120 horas, utilizando farelo de trigo e soja como fonte 

(1055,6 U/g e 558,3 U/g, respectivamente)  

 

 

                      

Figura 6. Avaliação do tempo de crescimento para a produção de xilanase. Foram utilizados os 

fungos: (A) A. niger, (B) A. japonicus, (C) A. flavus, (D) Aspergillus sp (M2). Os fungos cresceram em 

FMS usando palha de arroz, por um período variando de 48 a 192 horas a 30 °C. Os testes foram feitos 

em duplicata com média e desvio padrão. 
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4.3 Efeito da temperatura na atividade de fitase e xilanase dos melhores produtores 

A temperatura é um dos principais fatores que influencia na ação das enzimas, 

aumentando a movimentação das moléculas e a colisão com o substrato. Entretanto, o aumento 

da temperatura ótima pode causar a desnaturação da enzima e levar a queda da atividade 

catalítica (Ribeiro; Salgado; Dias, 2008). Sendo assim, foi avaliada a temperatura ótima dos 

melhores produtores selecionados a partir do teste do tempo de crescimento (Aspergillus sp. 

(M2) e A. niger). A fitase de Aspergillus sp. (M2) teve um aumento na atividade enzimática 

entre 30°C e 50°C, atingindo pico em 50°C. Entretanto, ocorreu uma queda de 14,81 % na 

atividade da enzima entre 50 e 60 °C. Já a fitase de A. niger, teve um aumento na atividade 

entre 40° e 45 °C, atingindo um pico de temperatura ótima a 45 °C e, posteriormente, 

apresentou uma queda de 12,83% a 60 °C. 

Um estudo com A. fumigatus a temperatura ótima de atividade foi obtida a 40 °C, 

mantendo 69 % da atividade a 30 °C. Entretanto, foi observado declínio gradual na atividade 

enzimática entre 50 °C - 80 °C (Sanni et al., 2018). Com A. ficuum NTG-23 a temperatura 

ótima foi de 67 °C, com queda na atividade conforme o aumento da temperatura de 70 °C a 80 

°C (Zhang et al., 2010). Ademais, a fitase de A. oryzae SBS50 mostrou atividade ótima a 50 

°C, mantendo 50 % de atividade em 55 °C e 60 °C (Sapna, 2017). As fitases fúngicas tendem 

a se manter ativas entre de 37 °C a 67 °C.  

       

Figura 7. Efeito da temperatura na atividade da fitase de (A) Aspergillus sp. (M2) e (B) A. niger. 

A atividade foi avaliada em diferentes temperaturas, variando entre 40 e 60 °C, nas condições ótimas já 

pré-estabelecidas. As atividades foram calculadas como uma percentagem da atividade máxima. Os 

testes foram feitos em duplicata com média e desvio padrão. 

 

A atividade enzimática de xilanase com Aspergillus sp. (M2) apresentou um aumento 

na atividade a partir de 40 °C, alcançando o pico ótimo de atividade em 55 °C (Figura 8), 
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apresentando uma pequena diminuição de 3,73% da atividade entre 55 °C e 60 °C. Em A. 

foetidus MTCC 4898 a temperatura ótima de xilanase foi 50 °C, sendo mantida entre 48 °C e 

55 °C (Shah & Madamwar, 2005). Em fungos com atividade termofílicas, como Thermomyces 

lanuginosus, a atividade ótima de xilanase geralmente ocorre a 60 °C (Corrêa et al., 2016). 

Outros estudos demonstram que a xilanase de A. casielus apresentou temperatura ótima de 50 

ºC (Aparecida et al.,2007). Em Aspergillus phoenicis, três tipos de xilanases apresentaram 

temperaturas ótimas entre 45 e 50 ºC (Rizzati et al., 2004). Em geral, as xilanases apresentam 

atividade máxima entre 40 e 80 °C (Corral; Ortega, 2006). Os resultados apontam um forte 

potencial destas enzimas para a aplicação industrial sob temperaturas relativamente altas. 

 

Figura 8. Efeito da temperatura na atividade da xilanase de Aspergillus sp. (M2). A atividade foi 

avaliada em diferentes temperaturas, variando entre 40 e 60 °C, nas condições ótimas já pré-

estabelecidas. As atividades foram calculadas como uma percentagem da atividade máxima. Os testes 

foram feitos em duplicata com média e desvio padrão. 

 

4.4 Aplicação das enzimas produzidas por Aspergillus sp. (M2) e das enzimas comerciais 

na ração animal in vitro 

 

Considerando que o Aspergillus sp. (M2) foi o melhor produtor para xilanase e também 

ficou selecionado entre os dois melhores produtores de fitase (A. niger e Aspergillus sp. (M2)), 

foi selecionada para os testes com as rações. As enzimas utilizadas nos testes foram 

padronizadas para possibilitar a comparação da atividade na ração animal, sendo as fitases de 

Aspergillus sp. (M2) e a enzima comercial (Natuphos ®) com 0,5 µmoles/mL, 

aproximadamente. As xilanases de Aspergillus sp. (M2) e as xilanases comerciais (Natugrain 

® e comercial 2) em 3,7 - 5,7 µmoles/mL, aproximadamente.  

A fitase de Aspergillus sp. (M2) apresentou atividade nas rações de MI (3,38 ± 0,85 

µmoles/mL), seguido por FA (3,19 ± 0,07 µmoles/mL) e DDGS-S (2,90 ± 0,44 µmoles/mL). 
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Já a fitase comercial mostrou melhor atividade em MIFS (1,78 ± 0,11 µmoles/mL), FA (1,73 

± 0,05 µmoles/mL), DDGS-E (1,67 ± 0,08) e MI (1,64 ± 0,24 µmoles/mL), sendo inferior aos 

resultados obtidos com Aspergillus sp. (M2) (tabela 3). Estudos relataram que R. stolonifer foi 

efetiva na hidrólise de fitato e outros compostos fosfatados presentes nas amostras de ração 

animal. Após 5 horas de tratamento das amostras com a fitase, foram liberados 5,14 µmol de 

PO43- mL-1 (Monteiro et al. 2012). Em estudo realizado por Vats et al. (2009) foi utilizado 

fitase de A. niger para a desfosforilação do ácido fítico em ração animal e obtiveram a liberação 

máxima de 0,048 µmol PO43- mL-1 , após 48 horas à 55 ºC. No presente estudo, a fitase de 

Aspergillus sp. (M2) foi incubada por 30 minutos em 50 °C e pH 5. Na catálise enzimática da 

fitase de R. stolonifer a concentração final de fosfato no meio, após 5 horas, foi de 10,02 µmol 

de PO43- mL-1. Posteriormente, a liberação de fosfato nas amostras foi estabilizada, 

provavelmente devido à inibição da enzima pela elevada concentração de fosfato no meio. 

Além disso, estudos avaliaram o efeito da concentração de fosfato inorgânico na atividade 

enzimática da fitase de S. thermophile e observaram que a enzima foi parcialmente inibida na 

concentração de 5 mM de fosfato no meio de reação (Singh & Satyanarayana, 2009). 

 

Tabela 3. Avaliação da atividade de fitase de Aspergillus sp. (M2) e fitase comercial 

aplicadas em ração (alimentos cru). 

 

Os ensaios foram realizados em pH 5 a 50 °C, por 30 minutos. A atividade enzimática foi definida em µmoles/mL 

de fosfato liberado. Rações: MI (milho); SMV (sorgo); ML (milheto); FS (farelo de soja); FT (farelo de trigo); 

FA (farelo de arroz); CS (casca de soja); DDGS-E (DDGS-Etanol); DDGS-S (DDGS-Sabugo); MIFS (milho e 

farelo de soja); DAF (dieta alternativa – pura fibra). Os testes foram feitos em duplicata com média e desvio 

padrão. A análise estatística foi realizada através do Teste Tukey (P < 0,05). 
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Os ensaios enzimático das xilanases foram realizados em perídos de 4, 8 e 24 horas 

(tabelas 4). No período de 4 horas de reação, a xilanase de Aspergillus sp. (M2) obteve maiores 

resultados nas rações de MIFS (12,67 ± 0,51 µmoles/mL), seguido por MI (12,02 ± 1,26 

µmoles/mL) e FT (10,69 ± 0,07 µmoles/mL). Na reação de 4 horas da xilanase Comercial 2, a 

maior atividade ocorreu em MI (8,06 ± 0,13 µmoles/mL), posteriormente em MIFS (7,83 ± 

0,35) e FT (7,83 ± 0,12 µmoles/mL). A incubação de 8 horas das enzimas xilanases de 

Aspergillus sp. (M2) nas rações obteve resultados em MIFS (34,36 ± 0,66 µmoles/mL), seguido 

de MI (29,45 ± 0,35 µmoles/mL) e SMV (23,85 ±0,57 µmoles/mL). As atividades da xilanase 

Comercial 2 mostrou bons resultados com 8 horas de incubação na ração de MIFS (19,18 ± 

2,37 µmoles/mL), posteriormente de MI (18,93 ± 0,12 µmoles/mL) e de FT (15,07 ± 1,53 37 

µmoles/mL), entretando, foram inferiores aos obtidos pela enzimas de Aspergillus sp. (M2). 

Com 24 horas de incubação a xilanase de Aspergillus sp. (M2) mostrou níveis maiores de 

atividade enzimática nas rações de MIFS (38,12 ± 2,27 µmoles/mL), MI (37,42 ± 1,99 

µmoles/mL) e posteriormente SMV (31,15 ± 2,16 µmoles/mL). As xilanase Comercial 2, com 

24 horas de incubação, se destacou na degradação da ração MI (26,32 ± 0,67 µmoles/mL), 

SMV (23,14 ± 1 µmoles/mL) e da ML (22,21 ± 1,08 µmoles/mL).   

A adição de 30 U/100 g de farinha de xilanase de Pichia pastoris melhorou a proteína 

solúvel na farinha de trigo com um aumento de 58 % nos açúcares redutores.Além disso, a 

melhoria na qualidade da farinha de trigo foi relatada com base de geração de maior 

concentração de açúcares redutores (291,9 mg/g substrato) e proteínas solúveis (11,2 mg/mL) 

após a suplementação com xilanase (350 U/Kg de farinha) de S. Thermophile (Bala, 2016) 

(Karbalaei, 2020). Em um estudo realizado por Ingelmann et al (2018), foi relatada melhoria 

na digestibilidade da dieta à base de trigo de perus, reduzindo as proporções de inositol 

pentaquisfosfatoe aumentando as proporções de inositol tetraquisfosfato sobre adição de uma 

mistura de xilanase de T. Reesei. Ademais, estudos mostraram que a xilanase de 

Myceliophyhora thermophila em 48 horas de incubação na farinha de trigo obteve 144,51 mg/g 

de açúcares liberados, enquanto que a farinha de arroz obteve 94,17 mg/g de açúcares liberados, 

ambos a 60 °C. Em Boonchuay et al. (2016), a xilanase produzida por Streptomyces 

thermovulgaris liberou 115,58 mg/g de açúcares redutores em milho incubado por 12 horas. 

As enzimas produzidas neste estudo mostraram ser uma alternativa eficiente em relação às 

enzimas comerciais. Os resultados do presente estudo são importantes e necessários, uma vez 

que é visado a inclusão das enzimas obtidas em processos nas indústrias de ração animal.  
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Tabela 4. Avaliação da atividade de xilanase de Aspergillus sp. (M2). aplicada em rações 

para animais. 

 

Os ensaios foram realizados em pH 5 a 55 °C, por 4, 8 e 24 horas. A atividade enzimática foi definida em 

µmoles/mL de açúcar liberado. Rações: MI (milho); SMV (sorgo); ML (milheto); FS (farelo de soja); FT (farelo 

de trigo); FA (farelo de arroz); CS (casca de soja); DDGS-E (DDGS-Etanol); DDGS-S (DDGS-Sabugo); MIFS 

(milho e farelo de soja); DAF (dieta alternativa – pura fibra). Os testes foram feitos em triplicata com  média e 

desvio padrão. Análise estatística foi realizada através do Teste Tukey (P < 0,05). 

 

5. CONCLUSÃO 

O melhor fungo produtor de xilanase e fitase foi o Aspergillus sp. (M2), no qual 

apresentou a palha de arroz como melhor fonte de carbono alternativa e pico de crescimento 

de xilanase em 96 horas e fitase em 120 horas. A temperatura ótima de fitase foi a 45°C e 

xilanase foi a 55 °C. As fitases e xilanases produzidas por Aspergilus sp (M2), quando 

adicionadas às rações in vitro, promoveram maior capacidade de hidrólise de MIFS, MI, FT, 

SMV, FA, DDGS-S quando comparada com as enzimas comerciais. Portanto, pode-se 

considerar que as enzimas produzidas nesse estudo, quando adicionadas às rações, poderão 

melhorar a absorção de nutrientes e a digestibilidade, contribuindo para diminuir os gastos de 

produção.  
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