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RESUMO 

 

Nas últimas décadas a fabricação de ração animal passou a substituir o uso de proteínas de 

origem animal por fontes de proteína vegetal. Entretanto, muitos ingredientes de origem 

vegetal contêm fatores antinutricionais como polissacarídeos não amiláceos, fitatos e outros. 

Desta maneira, são adicionadas enzimas nas rações para aumentar a disponibilidade dos 

nutrientes dos alimentos, promover o crescimento animal e melhorar o desempenho produtivo 

zootécnico. Sendo assim, esse estudo foi realizado com o objetivo de selecionar e caracterizar 

o fungo com melhor produção de fitase, protease e xilanase, aplicar estas enzimas em diferentes 

alimentos e compará-las com as enzimas comerciais. Foram utilizados sete fungos filamentosos 

dos gêneros Aspergillus sp e Thermoascus sp em cultivo semi-sólido usando fonte de carbono 

alternativas. Os melhores produtores de fitase foi A. niveus em arroz integral seguido por 

Aspergillus sp. M2 em palha de arroz. Os melhores produtores de protease foram Aspergillus 

sp. M2 em palha de arroz, seguido por A. flavus em farelo de trigo. Em xilanase, os melhores 

produtores foram A. niveus em arroz integral, seguido por Aspergillus sp. M2 em palha de 

arroz. O teste de tempo de crescimento mostrou o pico de produção de fitase sendo em A. niveus 

em 144 horas (3,14 U/mg) de incubação em palha de arroz, assim como para a produção de 

xilanase com produção máxima de 11,53 U/mg. Já a protease obteve pico em 96 horas com A. 

niveus (2,67 ± 0,35 U/mg) em palha de arroz. Posteriormente, foi realizada a caracterização 

enzimática quanto ao pH e temperatura ótima usando A. niveus crescido em palha de arroz. A 

fitase produzida apresentou um pico de atividade em pH e temperatura de 4,5-5 e 45°C, 

respectivamente. O pico de temperatura e pH ótimos para as proteases foram 50°C e pH 6, e 

para as xilanases e 45°C e pH 5, respectivamente. A atividade in vitro nos alimentos para 

animais foi determinada em µmoles/mL de produto liberado, e a fitase de A. niveus foi melhor 

em FT (farelo de trigo) com 2,21 ± 0,15 µmoles/mL, já a fitase comercial mostrou melhor 

atividade em FA (farelo de arroz) com 1,86 ± 0,04 µmoles/mL. A atividade in vitro de protease 

de A. niveus mostrou maior atividade em FA com 8,34 ± 0,76 µmoles/mL, a protease comercial 

mostrou melhor resultado no alimento DAF (dieta alternativa - pura fibra) com 5,57 ± 0,14 

µmoles/mL. A atividade in vitro da xilanase de A. niveus mostrou altos níveis de atividade 

enzimática, destacando-se no alimento MI (milho) com 96,55 ± 6,79 µmoles/mL, já xilanase 

comercial se destacou na degradação de FT com 31,05 ± 3,85 µmoles/mL de açúcar liberado. 

Desta maneira, foram produzidas enzimas que se adicionadas a alimentos para animais, podem 

ser capazes de melhorar a disponibilidade de nutrientes em animais não-ruminantes. 
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ABSTRACT 

 

In recent decades, the manufacture of animal feed began to replace the use of animal proteins 

with vegetable protein sources. However, many plant-based ingredients contain anti-nutritional 

factors such as non-starch polysaccharides, phytates and others. In this way, enzymes are added 

to the feed to increase the availability of food nutrients, promote animal growth and improve 

zootechnical productive performance. Therefore, this study was carried out with the objective 

of selecting and characterizing the fungus with the best production of phytase, protease and 

xylanase, applying these enzymes in different foods and comparing them with commercial 

enzymes. Seven filamentous fungi of the genera Aspergillus sp and Thermoascus sp were used 

in semi-solid cultivation using alternative carbon sources. The best phytase producers were A. 

niveus in brown rice followed by Aspergillus sp. M2 in rice straw. The best protease producers 

were Aspergillus sp. M2 on rice straw, followed by A. flavus on wheat bran. In xylanase, the 

best producers were A. niveus on brown rice, followed by Aspergillus sp. M2 in rice straw. The 

growth time test showed the peak of phytase production in A. niveus at 144 hours (3.14 U/mg) 

of incubation in rice straw, as well as for xylanase production with a maximum production of 

11.53 U/mg. Protease peaked at 96 hours with A. niveus (2.67 ± 0.35 U/mg) in rice straw. 

Subsequently, the enzymatic characterization was performed regarding pH and optimum 

temperature using A. niveus grown on rice straw. The phytase produced showed a peak of 

activity at pH and temperature of 4.5-5 and 45°C, respectively. The optimal peak temperature 

and pH for proteases were 50°C and pH 6, and for xylanases and 45°C and pH 5, respectively. 

The in vitro activity in animal feed was determined in µmol/mL of released product, and the 

phytase from A. niveus was better in WB (wheat bran) with 2.21 ± 0.15 µmol/mL, whereas the 

commercial phytase showed better activity on RB (rice bran) with 1.86 ± 0.04 µmol/mL. The 

in vitro protease activity of A. niveus showed greater activity in RB with 8.34 ± 0.76 µmol/mL, 

the commercial protease showed better results in ADF food (alternative diet - pure fiber) with 

5.57 ± 0.14 µmoles/mL. The in vitro activity of A. niveus xylanase showed high levels of 

enzymatic activity, standing out in the CN (corn) with 96.55 ± 6.79 µmol/mL, whereas 

commercial xylanase stood out in the degradation of WB with 31.05 ± 3.85 µmol/mL of 

released sugar. In this way, enzymes were produced that, if added to animal feed, may be able 

to improve the availability of nutrients in non-ruminant animals. 
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INTRODUÇÃO 

 

Os microrganismos têm se destacado nas últimas décadas como importantes produtores 

de metabolitos bioativos. Com a globalização, crescimento populacional e as mudanças 

climáticas, são exigidos do mercado avanços biotecnológicos capazes de suprir as necessidades 

da sociedade. Desta maneira, é necessário o uso da biotecnologia fúngica que se trata de 

processos industriais modernos (Money, 2016). 

O mercado global de enzimas foi avaliado em US$ 8,2 bilhões em 2015 e foi previsto 

um crescimento constante de 6,6% entre 2016 e 2024, culminando em uma receita global de 

US$ 17,6 bilhões em 2024 (Adaptado de: https://www.ameriresearch.com/product/global-

enzymes-market-size). No Brasil, estima-se que, somente em 2019, quase 30 mil toneladas de 

enzimas ou preparações enzimáticas tenham sido importadas, contra 9,3 mil toneladas 

exportadas. O principal tipo de enzima importada pelo Brasil são as amilases (cerca de 3,5 mil 

toneladas), trazidas principalmente da China, Estados Unidos e Dinamarca e utilizadas pelas 

indústrias têxtil, de produtos de limpeza, cervejeira, de panificação e suco, de alimentos à base 

de amido, ração para animais e cosméticos. 

A fabricação de ração animal, utiliza cerca de 90% de ingredientes de origem vegetal 

(Scottá et al., 2016). Muitos ingredientes de origem vegetal contêm fatores antinutricionais tais 

como polissacarídeos não amiláceos no milho, pentosanas no trigo, glucanos da cevada, 

oligossacarídeos da soja ou fitatos que são limitantes para a digestibilidade dos nutrientes 

(Marques, 2007). Além disso, o sistema digestivo de animais não-ruminantes não é totalmente 

eficiente. Suínos e aves não conseguem digerir aproximadamente um quarto da dieta que 

recebem, pois, o animal é desprovido das enzimas necessárias para degradar certos 

componentes da ração (Ohja, 2019). 

Desta maneira, a indústria de ração animal usa enzimas exógenas como β-glucanases, 

manases, celulases, hemicelulases, xilanases, pectinases, amilases, proteases, fitases, lipases, 

entre outras (Ohja, 2019). O uso de enzimas exógenas pode potencializar o aproveitamento de 

polissacarídeos, dentre outros nutrientes, aumentando a digestibilidade dos nutrientes, 

favorecendo a absorção e com isso melhorando o desempenho produtivo (Campestrini et al., 

2005). 

O fitato excretado pode ser degradado por microrganismos, liberando um excesso de 

fósforo no solo, que se levado a mananciais, pode ajudar a proliferar algas e a eutrofização em 

águas superficiais (Jatuwong et al., 2020). Ademais, o custo da ração animal é elevado em até 
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70%, quando necessário a utilização de fósforo inorgânico e não renovável (Vasudevan et al., 

2019). A utilização de enzimas que conseguem hidrolisar o fitato, causando a liberação do 

fósforo na ração, tem se destacado na indústria por ser eficaz e econômica (Afify et al., 2011). 

O Brasil tem se destacado mundialmente pela sua forte produção no setor agropecuário 

e do agronegócio o que torna a busca por novas fontes enzimáticas e o conhecimento de suas 

propriedades cada vez mais importante. Devido à diversidade de microrganismos produtores 

de enzimas, este trabalho torna-se importante para explorar o potencial de produção de fitases, 

proteases e xilanases por fungos filamentosos. Dessa forma, esse estudo foi conduzido com o 

objetivo de selecionar e caracterizar entre os fungos estudados o melhor produtor de fitase, 

protease e xilanase, aplicação in vitro dessas enzimas em alimentos para animais comparando 

com as enzimas comerciais. 
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1 REVISÃO DE LITERATURA 

 

1.1 Fungos 

Os fungos são organismos uni e pluricelulares, eucarióticos, aclorofilados (com 

exceções), heterotróficos com reserva energética de glicogênio, além de decompositores. 

Fungos pluricelulares são caracterizados por uma estrutura somática geralmente constituída de 

filamentos alongados microscópicos, denominados hifas. O conjunto de hifas que compõem o 

corpo do fungo é chamado micélio, que pode formar estruturas reprodutivas macroscópicas 

morfologicamente complexas (Oliveira, 2014). 

Os fungos são atores poderosos na biogeoquímica global, reciclando carbono e 

mobilizando nitrogênio, fósforo e outros bioelementos (Naranjo-Ortiz & Gabaldón, 2019). 

Estes microrganismos são amplamente distribuídos nos ecossistemas, como no fundo do 

oceano (Nagahama et al., 2011), em geleiras antárticas (Freeman et al., 2009), em desertos 

tórridos (Gonçalves et al., 2016) e nos pontos mais altos do mundo (Kaur et al., 2017). A 

maioria dos fungos vivem nos mais diversos substratos da natureza e são isolados do: solo seco, 

pântanos, troncos apodrecidos ou nas frutas, leite, água e poeira. Estes organismos podem ser 

denominados geofílicos (preferência para o solo), zoofílicos (animais) e antropofílicos – os que 

só têm sido isolados do homem (Oliveira, 2014). 

As singularidades metabólicas de muitos fungos fornecem à humanidade alimentos e 

bebidas fermentadas, remédios e compostos com importantes usos industriais (Naranjo-Ortiz 

& Gabaldón, 2019). A biotecnologia consiste no uso de sistemas celulares para o 

desenvolvimento de produtos de interesse econômico ou social (Silva, 2016). Diferentes 

linhagens fúngicas têm sido utilizadas como fontes de genes e vias metabólicas para a síntese 

de compostos de interesse econômico, incluindo peptídeos, vitaminas, enzimas, ácidos 

orgânicos (cítrico, lático e succínico), antibióticos (penicilina), entre outros (Orlandelli, 2012).  

 

1.2 Gênero Aspergil lus  

As primeiras classificações taxonômicas dos fungos do gênero Aspergillus foram 

baseadas em características macroscópicas (cor de conídios, taxas de crescimento, etc.) e 

microscópicos (formato da vesícula) (Arastehfar et al., 2021). Devido à sua importância 

econômica, a taxonomia do gênero foi estudada várias vezes na história. Atualmente, para 
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descrever uma espécie de Aspergillus são feitas análises fenotípicas, genotípicas e filogenéticas 

(Arastehfar et al., 2021).  

O gênero Aspergillus pertence ao filo Ascomycota, classe Eurotiomicetos, ordem 

Eurotiales, família Trichocamaceae (Aspergillaceae). O filo Ascomycota é o maior grupo 

monofilético, compreendendo cerca de dois terços de todas as espécies descritas (McLaughlin 

& Spatafora, 2015). Este filo possui cerca de 15 classes, 68 ordens, 327 famílias, 6.300 gêneros 

e mais de 64.000 espécies registradas (Kirk et al., 2008). A diversidade do filo Ascomycota e 

a facilidade da manipulação experimental, fez destes fungos o ‘padrão’ para estudos (Naranjo-

Ortiz & Gabaldón, 2019). A principal característica macroscópica para diferenciação das 

espécies do gênero Aspergillus se dá pela coloração das colônias. As seções (classificação por 

características morfológicas e coloração) de Aspergillus, são marrons, amarelas, brancas, 

verdes, cinzas e pretas, e em vários tons (Klich, 2002).  

O gênero Aspergillus possui forma anamórfica de ascomicetos que se caracteriza pela 

produção de esporos assexuais (Klich & Pitt, 1988). As espécies pertencentes a esse gênero 

tipicamente produzem um conidióforo, asseptado e com a base normalmente em forma de “T” 

ou “L”, comumente chamada de “célula pé”, conectada a uma hifa vegetativa. Entretanto, no 

gênero Aspergillus algumas espécies possuem morfologia caracteristica heterotálica, como por 

exemplo, Aspergillus takadae (Matsuzawa et al., 2019) e Aspergillus fumigatus (O’Gorman et 

al., 2009). 

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

e micotoxinas. As micotoxinas são um grupo de metabólitos secundários produzidos por fungos 

e que apresentam riscos à saúde em humanos e outros vertebrados quando ingeridos mesmo 

que em pequenas quantidades (Frisvad, 2018). Espécies de fungos com uso industrial têm o 

potencial de produzir um número bastante limitado de compostos tóxicos para vertebrados 

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

anticarcinogênica ou antimicrobiana, atividade antioxidante, pigmentos etc. (Mushtaq et al., 

2018). Assim, os fungos Aspergillus são muito usados na biotecnologia industrial.  

A utilização destes fungos começou com o químico de alimentos James Currie, que 

publicou um estudo descrevendo as propriedades superiores do A. niger para a produção 

industrial de ácido cítrico (Currie, 1917). As espécies mais conhecidas do gênero são aquelas 

que são mais usadas na indústria e que possuem relação com humanos. Podem ser organismos 

que atuam na deterioração de alimentos (por exemplo, Aspergillus proliferans, patogênicos 
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para humanos (por exemplo, A. fumigatus, Aspergillus flavus) e contaminantes internos (por 

exemplo, Aspergillus versicolor, Aspergillus penicillioides) (Frisvad et al., 2019). 

Além disso, as espécies de Aspergillus são extensivamente usadas em fermentações de 

alimentos, por exemplo, Aspergillus oryzae: molho de soja, missô, e para a produção de 

produtos farmacêuticos, por exemplo, Aspergillus terreus: lovastatina. Uso na biotecnologia 

para produzir ácidos orgânicos e enzimas, como por exemplo, Aspergillus niger e a produção 

de ácido cítrico (Houbraken et al., 2014, Frisvad et al., 2019). Além de mostrar potencial para 

outras aplicações como o fungo A. niger que produz várias enzimas usadas na produção de 

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

 

1.3 Gênero  Thermoascus  

O gênero Thermoascus pertence ao filo Ascomycota, classe Eurotiomiceto, ordem 

Eurotiales e à família Trichocamaceae. As espécies Thermoascus são termofílicos, podendo 

crescer a altas temperaturas (Hosoya, 2014), sendo de 20 a 62°C (Wareing, 1997). O gênero 

Thermoascus é composto por seis espécies identificadas: Thermoascus verrucosus, T. yaguchii, 

T. crustaceus, T. thermophilus, T. aurantiacus e T. aegyptiacus (Schoch, 2020). A espécie 

Thermoascus aurantiacus, mais estudada do gênero, é um fungo termofilico que cresce de 

maneira eficiente em biomassa lignocelulósica (Leite et al., 2008; Mól et al., 2019). Diferentes 

cepas de T. aurantiacus têm sido relatadas como produtoras de xilanases termoestáveis (Ping 

et al., 2018). Um estudo mostrou a eficiência da aplicação de uma xilanase GH10 recombinante 

de T. aurantiacus para produção de xilooligossacarídeos, tendo como substrato bagaço de cana-

de-açúcar (Nascimento et al., 2022). Além disso, foi reportado que T. aurantiacus é capaz de 

produzir carboximetilcelulases, xilanases e β-glicosidases com estabilidade ao pH e 

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

 

 

1.4 Produção enzimática por microrganismos  

Os microrganismos são excelentes produtores de enzimas, pois tem capacidade de 

originar enzimas mais ativas e estáveis quando comparado com as enzimas de plantas e 

animais. Estas enzimas têm alto rendimento e são fáceis de modificação e otimização do 

produto devido à diversidade bioquímica e suscetibilidade à manipulação gênica (Singh & 

Kumar, 2019). O uso de enzimas em processos biotecnológicos, possibilitam uma variedade 

de reações bioquímicas que proporcionam benefícios como rentabilidade de processos, 

https://www.sciencedirect.com/topics/agricultural-and-biological-sciences/aspergillus-fumigatus
https://www.sciencedirect.com/topics/agricultural-and-biological-sciences/aspergillus-versicolor
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diminuição de problemas ambientais e toxicológicos (Cousi & Damaso, 2021). Cada enzima 

atua em um substrato, pH e temperatura específica, otimizando a reação para converter um 

reagente em um produto (Afroz et al., 2015). Portanto, nas produções industriais são 

imprescindíveis enzimas robustas, capazes de atuar em uma ampla gama de condições (pH 

extremo, temperatura, osmolaridade, pressão etc.) (Corrêa et al., 2014).  

Existem duas partes principais na produção enzimática: triagem de potenciais cepas 

microbianas e o processo de fermentação. Cepas particularmente selecionadas são capazes de 

produzir enzimas bem caracterizadas em larga escala (Singh & Kumar, 2019). As enzimas 

devem ser produzidas com alto rendimento por meio de processos fermentativos de baixo custo 

e simples (Corrêa et al., 2014). Deste modo, a composição do meio de produção é um 

componente da produção comercial de enzimas; o meio adequado contém fontes de carbono, 

fontes de nitrogênio e micronutrientes, que são parâmetros importantes para produção de 

enzimas usadas na indústria. A fermentação submersa e sólida também são parâmetros 

importantes, que suportam o crescimento de microrganismos no processo de fermentação 

(Singh & Kumar, 2019). 

O processo de fermentação pode ser realizado em uma de duas maneiras – fermentação 

em estado sólido ou fermentação submersa (Rana & Bhat, 2005). A produção enzimática em 

microrganismos como as bactérias é quase exclusivamente realizada por fermentação 

submersa. No entanto, com o objetivo de produzir enzimas industriais, os processos de 

fermentação em estado sólido são adequados para fungos filamentosos (Singh & Kumar, 2019). 

A fermentação em estado sólido pode ser definida como o processo de fermentação de 

microrganismos cultivados em uma superfície de material sólido com ausência ou com baixa 

quantidade de água. Entretanto, o processo deve possuir umidade suficiente para suportar o 

crescimento de microrganismos (Jatuwong et al., 2020). O fungo filamentoso prefere a 

fermentação superficial, ou fermentação em estado sólido, para a produção de enzimas e outros 

metabólitos, pois as condições são semelhantes àquelas em que esses fungos crescem na 

natureza (Sandhya et al., 2005).  

A fermentação sólida oferece vantagens de baixo custo, simplicidade, maior 

rendimento, estabilidade do produto, menor exigência de esterilidade e possibilidade de 

aproveitamento de inúmeros resíduos agroindustriais como substrato (Contesini et al., 2018). 

Assim, é importante avaliar os efeitos do pH, temperatura, umidade, aeração, agitação, 

oxigênio dissolvido e sais inorgânicos (Jatuwong et al., 2020; Afroz et al., 2015; Gimenes et 

al., 2019). 
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A fermentação submersa é responsável por cerca de 90% da produção de todas as 

enzimas industriais. Esse tipo de fermentação é geralmente usado em bactérias, pois apresenta 

facilidade de controle das variáveis físico-químicas, porém, as enzimas produzidas ficam 

diluídas e são menos estáveis (Gimenes et al., 2019). Por outro lado, a fermentação sólida é 

mais adequada para fungos pois as condições são semelhantes àquelas em que esses fungos 

crescem na natureza (Sandhya et al., 2005). Razzaq et al. (2019) relataram a produção de 

proteases em meio sólido usando resíduos agroindustriais, incluindo farelo de trigo, palha de 

trigo, esterco de vaca e bagaço de cana-de-açúcar. 

 

1.5 Enzimas 

1.5.1 Fitase 

As fitases são encontradas na natureza em plantas, animais e em microrganismos 

(Pandey et al. 2001; Vohra & Satyanarayana, 2003; Yao et al., 2011). A atividade enzimática 

da fitase foi detectada pela primeira vez há mais de um século (Suzuki et al., 1907), nos grãos 

de arroz e nos micélios de A. niger (Gessler et al., 2018). No século XX, foram feitos estudos 

para promover potenciais usos da fitase. Somente no ano de 1991, a primeira fitase alimentar 

tornou-se comercialmente disponível, em resposta à legislação destinada a limitar a poluição 

de fósforo do meio ambiente na Holanda (Selle & Ravindran, 2007). A utilização de fitases foi 

possibilitada pela redução no seu custo de produção, viabilizando a entrada no mercado de 

dietas para animais não-ruminantes. 

As fitases ou mio-inositol hexaquisfosfato fosfohidrolase, são enzimas responsáveis 

pela liberação de fosfatos do fitato, conforme apresentado na Figura 1 (Konietzny & Greiner, 

2002). A eliminação do grupo fosfato se inicia com o ácido fítico totalmente fosforilado, 

seguido em ordem decrescente com penta-, tetra-, tri-, di- e monoésteres de inositol (Dersjant-

Li et al., 2014). Estas enzimas podem ser classificadas de três modos, com base ao ataque a 

determinado carbono na composição do ácido fítico, pH ótimo e informações estruturais (Singh 

et al., 2020) que são baseadas em sequências de aminoácidos, mecanismos de reação 

enzimática, conformação tridimensional e propriedades bioquímicas (Kumar et al., 2016). 
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Figura 1. Hidrólise do ácido fítico pela enzima fitase, liberando inositol e fosfato inorgânico. 

(Cangussu et al., 2018). 

 

Com base ao ataque a diferentes posições do inositol, a classificação das fitases incluem 

3-fitases (E.C. 3.1.3.8), 4-fitases (E.C. 3.1.3.26), 5-fitases (E.C. 3.1.3.72) e 6-fitases (E.C. 

3.1.3.26) (Gontia-Mishra & Tiwari, 2013; Selle & Ravindran, 2007). O maior grupo de fitases, 

faz parte das 3-fitases que são de origem fúngica e bacteriana, agindo no C3 do anel inositol 

(configuração D e L) (Singh et al., 2020). As fitases que atuam preferencialmente no C6 tem 

origem vegetal, porém, podem ser encontradas em Escherichia coli (Greiner et al., 1993, 

Suleimanova et al., 2015), Selenomonas ruminantium (Yao et al., 2011), Peniophora lycii e 

fungos basidiomicetos (Lassen et al., 2001). 

As fitases também podem ser classificadas de acordo com seu pH ótimo, sendo enzimas 

ácidas, neutras e alcalinas. As fitases ácidas foram relatadas em muitos microrganismos (Singh 

et al., 2020). Os fungos são as principais fontes de fitase ácida de pH ótimo entre 2 a 6, como 

por exemplo, as fitases de espécies de Aspergillus (Singh & Satyanarayana, 2015). As fitases 

alcalinas são encontradas em espécies de Bacillus que diferente de fitases ácidas, o pH de 

atividade ótima é entre 7 e 8, e geralmente dependem de Ca2+ como cofator (Yao et al., 2011; 

Zhang et al., 2020). 

Ainda, com base em catálise e informações estruturais, as fitases também são 

classificadas em fosfatase ácida histidina (HAPs, fitases ácidas), fosfatases ácida púrpura 

(PAPs, metaloenzimas), β-propeller fitases (BPP, fitases alcalinas) e proteínas fosfatase 

tirosina (PTP) ou fitases cisteínas (CP) (Yao et al., 2011; Kumar et al., 2016; Singh et al., 

2020). As HAPs contêm terminais N e C convencionais, contendo uma histidina, que se 

aproximam para formar o centro catalítico durante a catálise do substrato (Gessler et al., 2018). 
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Esta classe de fitases foi identificada na maioria dos fungos e bactérias, incluindo Aspergillus 

oryzae SBS50 (Sapna, 2017), Penicillium oxalicum (Kaur et al., 2017), Trichoderma 

harzianum (de Souza et al., 2016), etc. Os BPPs foram relatados principalmente em diferentes 

espécies de Bacillus (Sanangelantoni et al., 2018). As PAPs são fitases roxas ou rosas por causa 

da presença de Fe3+, Fe2+, Zn2+ e Mn2+ em seus centros e são relatados principalmente em 

plantas (Singh & Satyanarayana, 2015). As CPs pertencem a uma nova subfamília de fitases 

que está relacionada às proteínas tirosina fosfatases (Puhl et al., 2008; Gontia-Mishra & Tiwari, 

2013). 

A primeira fitase comercial (Natuphos ®), lançada em 1991 pela BASF, é produzida 

por uma cepa de Aspergillus niger (Mittal et al., 2013). Atualmente, a maioria dos trabalhos 

científicos têm focado em fitases obtidas de fungos filamentosos dos gêneros Aspergillus, 

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

al., 2019). Outras espécies de fungos filamentosos que produzem fitase durante o processo de 

fermentação são Aspergillus oryzae (Sapna, 2014), Humicola nigrescens, Aspergillus flavus 

(Gaind & Singh, 2015), Aspergillus carbonarius, Aspergillus fumigatus, Aspergillus niger, 

Aspergillus oryzae, Penicillium chrysogenum e Schizophyllum commune (Casey & Walsh, 

2004; Salmon et al., 2012; Correa et al.; 2015). 

Estratégias de recombinação gênica buscam soluções para obter cepas recombinantes 

que produzam altos níveis de enzimas com interesses industriais (Correa et al., 2015). Uma 

fitase termoestável foi isolada de Aspergillus aculeatus (RCEF 4894) e expresso em Pichia 

pastoris, resultando alta termoestabilidade e atividade enzimática (Kumar et al., 2016). Vários 

genes microbianos que codificam fitases com alta afinidade pelo fitato têm sido usados no 

desenvolvimento de plantas transgênicas, aumentando a biodisponibilidade de fósforo (Mohsin 

et al., 2017). As enzimas fitases são importantes no crescimento de vegetais, Lucca et al. (2001) 

registraram a expressão de fitase de Aspergillus fumigatus em arroz (Oryza sativa); Pen et al. 

(1993) relataram a expressão de fitases de Aspergillus niger em sementes de tabaco 

transgênico. 

O ácido fítico está presente na farinha branca e na farinha integral, portanto, está na 

composição de vários tipos de massa e pão. Desta maneira, as fitases têm sido usadas como 

aditivo alimentar em processos fermentativos e em diversas aplicações no processo de 

panificação (Jatuwong et al., 2020). As fitases de A. ficuum e A. niger, foram usadas em 

processos de panificação e mostraram eficiência na degradação do fitato (Han & Wilfred, 1988; 

Haros et al., 2001). A adição de fitase fúngica pode ser usada no processo de panificação e no 



23 

 

Ana Lorena de Oliveira Simas Dissertação 

armazenamento congelado de pão, a fim de superar os efeitos prejudiciais do farelo e melhorar 

a biodisponibilidade de macronutrientes (Rosell et al., 2009). 

Recentemente, o uso de fitase termoestável se tornou indiretamente relacionado à 

produção de bioetanol a partir do milho. O ácido fítico tem a capacidade de se ligar a 

polissacarídeos e diminuir sua suscetibilidade à hidrólise enzimática, diminuindo assim a 

quantidade de açúcares fermentáveis (Vasudevan et al., 2019). Neste caso, a hidrólise do ácido 

fítico pela fitase pode aumentar a disponibilidade de polissacarídeos, como o amido 

melhorando a qualidade e eficiência na produção de etanol. (Keiji et al., 2004). A remoção de 

ácido fítico resolve um problema de desperdício de nutrientes e descarte de resíduos, além de 

criar simultaneamente um coproduto de etanol (DDGS - grãos secos de destilaria com solúveis) 

de maior valor (Shetty et al., 2008). 

Além da necessidade do fósforo no crescimento vegetal, este macronutriente é essencial 

no desenvolvimento animal. O fósforo ligado ao ácido fítico, presente em fontes de alimentos 

e ração animal, é pouco absorvido em animais não-ruminantes como cachorros, suínos, aves e 

peixes, pois não possuem ou contêm baixos níveis de fitase gastrointestinal para a degradação 

do fitato (Costa, 2007; Zhang et al., 2013; Jatuwong et al., 2020). O fitato forma complexos 

com aminoácidos, proteínas carregadas positivamente e cátions multivalentes, causando 

deficiência relacionada a minerais em animais e humanos (Greiner & Konietzny, 2006). 

Portanto, o fitato pode ser considerado como um fator antinutricional, devido a sua capacidade 

de formar quelatos e uma vez que animais não-ruminantes não são capazes de degradá-lo, 

interferindo na absorção de nutrientes (Conte et al., 2002).   

Visto a necessidade, camundongos e porcos transgênicos foram gerados com a super 

expressão de fitase em suas glândulas salivares, com pH ótimo e resistência à protease. A 

secreção da fitase na saliva resultou em uma redução substancial do fósforo fecal e o resultado 

apontou uma forma de lidar com a poluição por fósforo gerada da pecuária (Golovan et al., 

2001). Um outro caminho é a inclusão de quantidades adequadas de fitase na dieta de não-

ruminantes, sendo possível reduzir a necessidade de suplementação de fósforo inorgânico 

(Bedford & Partridge, 2010). Em porcos, onde a fitase tem maior ação no estômago, a adição 

de fitase aumenta a digestibilidade do fósforo de 39% para 65% (Rosenfelder-Kuon et al., 

2019). Nelson et al. (1968), analisaram em frangos de corte, um tratamento com farelo de soja 

usando suplementação de fitase de A. niger, onde a disponibilidade de fósforo aumentou em 

60% com a fitase microbiana, enquanto que a concentração de fósforo nas fezes dos frangos 

foi reduzida. 
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O fósforo é extensivamente usado na suplementação animal, porém a alta excreção de 

fósforo por animais não-ruminantes cria um problema de poluição por fósforo em corpos d'água 

(Kumar et al., 2016). Nos últimos anos, a suplementação da fitase em bioprocessos tem 

demonstrado ser uma eficaz ferramenta para a indústria de produção animal por reduzir a 

excreção de fósforo dos resíduos (fezes e excretas), além do uso nas produções industriais de 

alimentos, bioetanol e outros (Selle & Ravindran, 2007). Deste modo, a fitase possibilita 

benefícios para o meio ambiente, a produção sustentável e a economia. Assim, as fitases 

destacam-se na aplicação de ração animal, uma vez que hidrolisando o fitato não haverá a 

formação de quelatos com cátions e complexos com proteínas, carboidratos e enzimas. 

Ademais, no intuito de melhorar o valor nutritivo de dietas compostas de alimentos com alta 

presença de polissacarídeos, sugeriu-se o uso de complexos enzimáticos (Krabbe, 2019). 

 

1.5.1.1 Ácido fítico 

O substrato da enzima fitase possui três terminologias conhecidas: fitato, fitina e ácido 

fítico. Quimicamente, os fosfatos de inositol consistem em um anel inositol com 6 grupos 

fosfato e 12 prótons, ou seja, 2 prótons por grupo fosfato (Cowieson et al., 2004). Outros 

compostos como inositol tri-(IP3), tetra-(IP4) e pentafosfato (IP5) também são chamados de 

fitatos (Kumar et al., 2010). O fitato, refere-se ao sal misto de ácido fítico e cátions, 

principalmente K+ e Mg+2, e em menor extensão Ca+2, Fe+2, Fe+3 e Zn+ (hexaquisfosfato de 

mio-inositol; IP6) (Kumar et al., 2010). O ácido fítico tem capacidade quelante devido à sua 

estrutura mostrando uma forte afinidade com cátions polivalentes na seguinte ordem de 

estabilidade: Cu2+ > Zn2+ > Ni2+ > Co2+ > Mn2+ > Fe3+ > Ca2+ (Graf & Eaton, 1990). Além 

disso, a alta carga negativa dada pela presença dos seis grupos fosfato em sua molécula, mesmo 

que em diferentes faixas de pH, fornece uma alta afinidade por minerais e nutrientes carregados 

positivamente, ligação direta ou indiretamente ao amido, à proteína e às enzimas, como por 

exemplo a amilase, podendo formar complexos, influenciando negativamente na digestão de 

nutrientes (Thompson & Yoon, 1984; Duong et al., 2018). 

O termo fitina, refere-se especificamente ao complexo depositado de IP6 com potássio, 

magnésio e cálcio como ocorre em plantas, enquanto o ácido fítico é sem estes íons ligados, 

sendo uma forma livre de IP6 (Selle & Ravindran, 2007). A nomenclatura do ácido fítico é 

usada na literatura de diversas maneiras, podendo ser chamado de mio-inositol 1,2,3,4,5,6-

hexaquisfosfato, mio-inositol 1,2,3,4,5,6 ácido hexafosfórico, mio-inositol hexaquisfosfato, 
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Ins (1,2,3,4,5,6) P6, InsP6 ou IP6 (Kumar et al., 2010; Chen et al., 2018; Zhu, et al., 2019; 

Duong et al., 2018). 

O fósforo pode ser encontrado na natureza nas formas orgânicas ou inorgânicas. O 

formato inorgânico representa entre 35 a 70% do fósforo total dos solos, e é encontrado 

principalmente em compostos insolúveis (Dipta et al., 2019). No entanto as fontes inorgânicas 

são limitadas e não renováveis, com projeções de se esgotarem entre os anos de 2060 e 2130 

(Vieira et al., 2019). Em contrapartida, a forma orgânica representa cerca de 20 a 80% do total 

do solo, e é encontrado em forma de fitinas, ácido fítico, fosfolipídios, polifosfatos, entre 

outros, porém a biodisponibilidade geralmente é baixa dependendo de vários fatores como o 

tipo de solo, microrganismos presentes no ambiente, etc. (Dipta et al., 2019). 

O ácido fítico ou fitato é a maior fonte de estocagem de fósforo (P) presente em plantas, 

grãos e sementes oleaginosas (Pandey et al., 2001). O fitato constitui 60 a 97% do fosforo total 

em grãos de cereais, leguminosas e oleaginosas e 21 a 25% do total de fósforo em raízes e 

tubérculos (Ravindran, 1994) sendo armazenado na camada aleurona (trigo, cevada, arroz) ou 

no gérmen (milho) da semente. A proporção de fósforo disponível no farelo de soja varia entre 

23 a 31%, enquanto no milho varia de 12 a 14% (Selle & Ravindran, 2008). O fitato pode ser 

sintetizado por meio de uma via lipídios-independente ou dependente presente no metabolismo 

das plantas (Feizollahi et al., 2021). 

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

formação do fitato (Feizollahi et al., 2021). O primeiro passo é a formação de inositol-3-fosfato 

(IP3) a partir de glicose-6-fosfato, pela enzima mio-inositol-3-fosfato sintase. Em seguida, 

várias quinases realizam fosforilação dos outros cinco sítios do anel inositol. Inositol-

pentaquisfosfato 2-quinase catalisa a última etapa envolvendo a produção de IP6 a partir de 

IP5 (Rasmussen et al., 2010).  

Estes complexos, geralmente são insolúveis e resistentes a ação do trato intestinal em 

animais e humanos, reduzindo a biodisponibilidade desses nutrientes (Niu et al., 2017). Além 

disso, o fitato também tem enorme potencial para interagir com proteínas, carboidratos e 

lipídios carregados positivamente, reduzindo a funcionalidade, digestibilidade, solubilidade e 

biodisponibilidade destes nutrientes nos alimentos (Duong et al., 2018; Vasudevan et al., 2019). 

Em proteínas, as interações com o ácido fítico podem afetar sua estrutura reduzindo sua 

atividade, levando a inibição de muitas enzimas tais como tripsina, amilase, pepsina 

pancreática e lipase (Singh & Satyanarayana, 2010; Duong et al., 2018). 
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1.5.2 Protease 

As enzimas proteolíticas, conhecidas como proteases ou peptidases são capazes de 

quebrar ligações peptídicas específicas em proteínas, dando origem a peptídeos menores e 

aminoácidos (Figura 2) (Martínez-Medina et al., 2019). As proteases estão envolvidas em 

muitos processos biológicos tais como em funções celulares e do organismo, incluindo 

nutrição, renovação de proteínas, crescimento, adaptação, regulação, esporulação e 

germinação, doença e morte (Ward, 2011). 

 

 

Figura 2.  Hidrólise da cadeia polipeptídica por ação das proteases, liberando aminoácidos e 

cadeias menores. (Lima et al., 2008). 

 

As peptidases representam um diversificado grupo de enzimas hidrolíticas que são 

classificadas pelo seu sítio de ação, estrutura do sítio ativo da enzima, seus mecanismos de 

reação específicos (Ward, 2011) e valor de pH ótimo (Martínez-Medina et al., 2019). Quando 

o sítio de clivagem da cadeia polipeptídica é considerado, as proteases são classificadas nos 

grupos: (1) Exopeptidases (E.C. 3.4.11), que atuam nas ligações peptídicas terminais de uma 

proteína, hidrolisando nas extremidades N ou C terminais, resultando em aminoácidos livres, 

aminopeptidases (E.C. 3.4.14) que atuam no N-terminal livre da cadeia polipeptídica, liberando 

aminoácidos dipeptídeos ou tripeptídeos, ou carboxipeptidases (E.C. 3.4.16–18), que atuam no 

C-terminal da cadeia polipeptídica e são divididas em quatro subgrupos. As aminopeptidases 
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são compreendidas em dipeptidases (E.C. 3.4.13), dipeptidil peptidases (E.C. 3.4.14) e 

tripeptidil peptidases (E.C. 3.4.14), já as carboxipeptidases são proteases do tipo serina (E.C. 

3.4.16), proteases do tipo cisteína (E.C. 3.4.18), metaloproteases (E.C. 3.4.17), peptidil 

dipeptidase (E.C. 3.4.15) e dipeptidase (E.C. 3.4.13). Além disso, proteases do tipo 

omegapeptidases (E.C. 3.4.19), também são exopeptidases e liberam resíduos de aminoácidos 

com a clivagem ocorrendo no N-terminal.  

(2) Endopeptidases (E.C. 3.4.21-34), que atuam nas ligações peptídicas internas de uma 

proteína, resultando em pequenas cadeias peptídicas. Dentro das endopeptidases, podem ser 

classificadas de acordo com o grupo funcional presente no sítio ativo, sendo divididos em 

quatro grupos. (1) Serina-protease (E.C. 3.4.21), caracterizadas pela presença de um resíduo 

serina no sítio ativo e geralmente são ativas em pH neutro  alcalino, entre 7 e 11; (2) Cisteína-

proteases (E.C. 3.4.22), caracterizadas pelo resíduo de cisteína e histidina, tendo sua atividade 

máxima em pH ácido a neutro (2 – 7); (3) Aspártico-proteases (E.C. 3.4.23) tem sua atividade 

catalítica dependente de resíduos de ácido aspártico e são conhecidas como proteases ácidas, 

com sua atividade em pH ótimos de 3 a 5; (4) Metaloproteases (E.C. 3.4.24), tem como 

principal característica a necessidade de íons metálicos para sua atividade, possuindo resíduos 

de fenilalanina ou leucina no sítio ativo e pH ótimo entre 5 e 7 (Whitaker, 1993; Rao et al., 

1998; Jisha et al., 2013; Martínez-Medina et al., 2019).  

Peptidases podem ser produzidas por animais, plantas, fungos, bactérias, protozoários 

e vírus (Horimoto et al., 2009; Whitaker, 1993). As proteases animais, vegetais e, 

especialmente, microbianas representam os segmentos mais importantes de produção industrial 

dessas enzimas. As proteases encontradas em animais incluem tripsina pancreática, 

quimotripsina, pepsina e renina. Porém, para a produção em larga escala destas enzimas não é 

economicamente viável, pois depende da disponibilidade de animais para sacrifício, além de 

serem produzidas em pequenas quantidades que devem ser extraídas de seus órgãos ou tecidos. 

As proteases de origem vegetal, como a papaína e a bromelina são extraídas das plantas. No 

entanto, o uso de plantas como fonte de proteases é fortemente influenciado por fatores de 

viabilidade, cultivo, condições climáticas e longos processos de extração (Rani et al., 2012). 

Por estas razões, a maioria das enzimas de interesse comercial são produzidas a partir de 

microrganismos. 

Na literatura, a produção de protease em meio submerso e meio sólido é relatada por 

várias espécies de fungos como: meio líquido Aspergillus carbonarius (Ire et al., 2011), 

Aspergllus flavus (Hossain et al., 2006), Aspergillus fumigatus (Wang et al., 2005), Aspergillus 
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niger AB100 (Basu et al., 2008), Aspergillus ochraceus BT21 (El-Khonezy et al., 2021), 

Aspergillus oryzae (Su et al., 2011), Aspergillus tamarii (Boer & Peralta, 2000) e Trichoderma 

reesei (Sun et al., 2021), e meio sólido para Aspergillus brasiliensis (Novelli et al., 2015), 

Aspergillus flavipes (Zanutto-Elgui et al., 2019; Novelli et al., 2015), Aspergillus flavus MTCC 

9952 (Yadav et al., 2015), Aspergillus fumigatus (Hernández-Martínez et al., 2011), 

Aspergillus niger ANH15 (Villegas et al., 1993), Aspergillus oryzae  MTCC 5341 

(Vishwanatha et al., 2009), Aspergillus oryzae (Zanutto-Elgui et al., 2019), Aspergillus sojae 

(Sardjono et al., 1998), Penicillium sp. (Germano et al., 2003), Penicillium roquefortii (Novelli 

et al., 2015) e  Rhizopus oryzae (Aikat & Bhattacharya, 2001). 

As proteases representam o maior grupo de enzimas comercialmente disponíveis em 

todo o mundo, respondendo por 60% do mercado de enzimas industriais (Ward, 2011). As 

principais proteases comercializadas são Alcalase 0.6L (Bacillus licheniformis), Neutrase 

(Bacillus subtilis), Protease 600L (Bacillus subtilis), Fungal-protease (Aspergillus oryzae), 

P.E.M. 2500 S (origem animal), Corolase PP (Aspergillus oryzae), Corolase PS (Aspergillus 

oryzae), Corolase 7089 (Bacillus subtilis), Bromelain Takamina (origem vegetal), Papain 

Takamina (origem vegetal) e Flavourzyme 500 MG (A. oryzae), etc. (Guadix et al., 2000). As 

proteases têm aplicações em alimentos e bebidas (laticínios), produtos de limpeza, ração 

animal, couro, farmácia e cosméticos (Martínez-Medina et al., 2019; Mandal & Banerjee, 

2019), na degradação de biofilmes, degomagem de seda, biopolimento de lã, degradação de 

proteínas priônicas, manejo de pragas e manejo de resíduos (Solanki et al., 2021).  

Os maiores usos das proteases ocorrem nas indústrias de couro, detergente e alimentos. 

As proteases são usadas na fabricação do couro, substituindo agentes químicos tóxicos e 

perigosos ao meio ambiente (Bezerra et al., 2021). Até o momento, o principal método de 

depilação é o sulfeto de cal, causando altas concentrações de metais pesados e alcalinidade em 

águas residuais (Dettmer et al., 2013). Ao usar 1000 kg de couro cru para produzir 150 kg de 

couro sem pelos, são produzidos 30 m3 de esgoto e 700 kg de lixo sólido, além dos 

contaminantes tóxicos (Saravanabhavan et al., 2004). Desta maneira, proteases alcalinas 

exibem potencial para diminuir ou substituir o uso de sulfato inorgânico (Kanagaraj et al., 

2015). As proteases queratinolíticas, que atacam as ligações S-S na raiz do cabelo e na 

epiderme, possuem potencial na indústria do couro e têxtil (Gupta et al., 2013). 

A protease tem sido utilizada em detergentes desde o final da década de 1990, se 

tornando a maior indústria a utilizar estas enzimas (Solanki et al., 2021). O uso de proteases na 

indústria de detergentes é responsável por 20% da venda global de enzimas, com expansão do 
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mercado prevista (Razzaq et al., 2019). Proteases digerem alimentos como leite, ovos, carne, 

sangue, e outras sujeiras promovendo uma lavagem de qualidade com menos tempo de agitação 

e imerção (Singh et al., 2016). As proteases também são usadas na produção de queijos atuando 

na coagulação do leite (Rao et al., 1998). As serina-proteases produzidas por Bacillus sp. e 

proteases alcalinas produzidas por alguns fungos são as proteínas mais utilizadas em 

formulações de detergentes devido à sua facilidade e custo de fabricação (Tekin et al., 2020). 

Assim como no curtimento do couro, a aplicação das proteases na indústria de alimentos tem 

mostrado potencial na substituição de agentes químicos, ao mesmo tempo em que melhora as 

propriedades dos produtos alimentícios (Solanki et al., 2021). Na panificação, as peptidases 

são usadas como aditivos no preparo de massas, atuando no glúten da farinha de trigo, 

contribuindo na elasticidade, textura e no tempo de mistura da massa (Souza et al., 2015). 

Na indústria de ração animal, as proteases são incluídas durante o processamento de 

alimentos ou ingredientes das rações, para hidrólise de proteínas, ou aplicação direta de 

proteases como suplementos à ração ou durante o processamento das formulações finais da 

ração (Philipps-Wiemann, 2018). Assim, a aplicação das proteases aumenta a 

biodisponibilidade de nutrientes e ajuda na digestão de proteínas no trato gastrointestinal 

(Hejdysz et al., 2020), garantindo maior nutrição e ajudando a diminuir a excreção de óxido 

nitroso e amônia no ambiente (Jegannanthan & Nielsen, 2013).  

 

1.5.3 Xilanase 

Atualmente as xilanases estão classificadas na família glicosil hidrolases (GHs - E.C. 

3.2.1.8). As GHs são um grupo difundido de enzimas que hidrolisam a ligação glicosídica entre 

dois ou mais carboidratos (http://www.cazy.org). Até o momento, 173 famílias e 5 subfamílias 

de glicosil hidrolases estão listadas na plataforma de dados CAZY “Carbohydrate-active 

enzyme”, das quais os grupos GH5, GH7, GH8, GH9, GH10, GH11, GH12, GH16, GH26, 

GH30, GH43, GH44, GH51, GH52, GH62, GH98, GH115, GH116, GH120 e GH140 tem a 

presença de xilanases (Ahmed et al., 2009; Chadha et al., 2019). As xilanases são 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). 

Entre as classes de xilanases os termos sinônimos mais usados incluem xilanase, endo-

1,4-β-xilanase, endoxilanase, 1,4-β-D-xilana-xilanohidrolase e β-xilanase (Collins et al., 2005; 

Thomas, 2017). As xilanases são glicosidases (E.C. 3.2.1.x) que catalisam a endo hidrólise de 

ligações 1,4-β-D-xilosídicas em xilana (Collins et al., 2005). As xilanases ocorrem em 

http://www.cazy.org/
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diferentes classes, como endo-1,4-β-xilanase, β-D-xilosidases, acetilxilano esterase, 

arabinofuranosidases e α-alucuronidase (Srivastana et al., 2020).  

A xilana é um polissacarídeo que compõe a parede celular de plantas e consiste em uma 

β-1,4 cadeia principal, sendo clivada pelas xilanases (Mohan, 2020). Devido as suas 

heterogeneidades as xilanases diferem no modo de ação e a preferência por certos tipos de 

xilana com base na natureza dos resíduos laterais, além de provavelmente divergir na função 

fisiológica (Puchart et al., 2021). A hidrólise completa da xilana requer a participação de muitas 

enzimas, até a liberação de monômeros.  

 
 

Figura 3. Sistema xilanolítico e seus pontos de clivagem até a liberação de xilose. (Yadav et 

al., 2018).  

 

A hidrólise da xilana (Figura 3) é principalmente realizada pela endoxilanase que 

quebra a espinha dorsal da ß-D-xilopiranose liberando xilo-oligômeros e ß-xilosidases, que se 

decompostos ainda mais liberam xilose (Mohan, 2020; Naidu et al., 2018). As endo-1,4-β-

xilanases (E.C. 3.2.1.8) são as principais enzimas do sistema xilanolítico, já que 

despolimerizam a xilana quebrando as ligações β-1,4-glicosídicas da xilana em 

xilooligossacarídeos (Srivastana et al., 2020). De modo geral, as endo-1,4-β-xilanases não 

hidrolisam unidades de xilobiose, porque a atividade catalítica dessas enzimas tende a diminuir 

com a redução de seus substratos (Polizeli et al., 2005). As β-xilosidases (E.C. 3.2.1.37), atuam 
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em cooperação com as endo-1,4-β-xilanases, liberando unidades de xilose a partir das 

extremidades não redutoras dos xilooligossacarídeos (Kurakake et al., 2005). 

As α-arabinofuranosidases (E.C. 3.2.1.55) removem os resíduos de L-arabinofuranosil 

ligados às posições C-2 e/ou C-3 dos resíduos de xilose (Polizeli et al., 2005; Burlacu et al., 

2016). A remoção desses substituintes contribui para a despolimerização da xilana e favorece 

o acesso das endo-1,4-β-xilanases (Sun et al., 2012). Ademais, a clivagem de certas xilanas 

pode requerer a ação de α-glucuronidases (E.C. 3.2.1.139), enzimas responsáveis pela hidrólise 

de ligações glicosídicas do tipo α-1,2 que unem os resíduos laterais de α-D-glucuronosil e/ou 

4-O-metil-α-D-glucuronosil às unidades de xilose (Polizeli et al., 2005). As α-glucuronidases 

agem junto das xilanases para a degradação de polissacarídeos presentes nas paredes celulares 

das plantas (Nurizzo et al., 2002). 

As esterases, no sistema xilanolítico, tem o papel de realizar a remoção dos demais 

substituintes do complexo estrutural da xilana. As acetil xilana esterases (E.C. 3.1.1.72) exibem 

a reação de desacetilação, que é geralmente mais complicado devido à posição variável do 

grupo acetil junto com a substituição do grupo OH. A finalidade da acetil xilana esterase é 

gerar novos locais onde as GH podem se ligar e, assim, causar hidrólise completa (Biely et al., 

2016). 

As xilanases são produzidas por vários organismos, como fungos, bactérias, leveduras, 

protozoários (Heinen, 2017; Collins et al., 2005). Estudos mostraram que algumas cepas são 

consideradas maiores produtoras de xilanases pertencentes aos gêneros: Aspergillus, 

Trichoderma, Pichia e Fusarium (Adsul et al., 2005). Os fungos geralmente produzem 

xilanases que são ativadas em pH ácido, isso inclui os gêneros Trichoderma, Penicillium, e 

Aspergillus, que também possuem alta atividade em temperaturas entre 40 e 60°C.  

Exemplos de fungos produtores de xilanases termofílicas são Trichoderma reesei, 

Aspergillus niger, Aspergillus sulphureus, Aspergillus versicolor, Aspergillus fischeri, 

Melanocarpus albomyces, Cerrena unicolor, Thermomyces lanuginosus, Rhizopus oryzae etc. 

(Thomas et al., 2014). Thermotoga sp., Caldicellulosiruptor sp., Rhodothermus marinus e 

Thermoascus aurantiacus são consideradas fontes de xilanases termofilias e hipertermófilas 

pertencentes as famílias GH10 e 11 (Thomas, 2017). Aspergillus flavus, Aspergillus niger, 

Penicillium chrysogenum, Penicillium corylophilum, Penicillium funiculosum, Penicillium 

oxalicum, e Trichoderma harzianum são espécies que mostraram alta capacidade de produção 

de xilanase em resíduos agroindustriais como farelo de trigo, bagaço de cana, palha de arroz, 

milho etc. (Abdel-Sater & El-Said, 2001). 
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Os primeiros usos de xilanases foi em ração animal, depois houve expansão para 

indústrias de alimentos, papel e têxteis (Harris & Ramalingam, 2010). As xilanases 

desempenham um papel importante na indústria alimentícia, pois hidrolisam os polissacarídeos 

presentes na farinha de trigo e ajudam no cozimento de bolos, pães, biscoitos e outros alimentos 

(Godfrey & West, 1996). A utilização de xilanases na indústria de panificação melhora a 

textura e o volume do pão (Heinen, 2017). Xilanases podem ser usadas em sinergismo com 

outras enzimas como pectinases, celulases e amilases, que também são utilizados para a 

clarificação de sucos (Motta et al., 2013). Estas proteínas também são usadas na indústria 

cervejeira para melhorar a eficiência da filtração (Wang et al., 2016). As xilanases são usadas 

na conversão de xilitol a partir de resíduos de D-xilose, um valioso adoçante utilizado como 

substituto do açúcar para população diabética (Sena et al., 2016). 

As xilanases são extensivamente usadas em ração animal de suínos, aves, peixes e 

outros. Dentre os alimentos que compõem a dieta animal, há cereais como trigo, centeio, 

cevada, milho, arroz e soja, que são ricos em biomassa composta por celulose, hemicelulose e 

lignina (Heinen, 2017). No entanto, as propriedades viscosas desses materiais lignocelulósicos 

dificultam sua digestão (Kalim et al., 2015). A adição de xilanases garante a utilização dos 

nutrientes retidos no interior das células vegetais, ao mesmo tempo que reduz a viscosidade 

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

Logo, a utilização de xilanase facilita a digestibilidade em rações e aumenta o conteúdo 

nutricional (Damiano et al., 2003). A adição de xilanases exógenas às dietas dos animais tem 

demonstrado efeitos benéficos na eficiência na absorção de nutrientes, crescimento e ganho de 

peso em animais não-ruminantes (Yegin, 2017). Além disso, xilooligossacarídeos específicos 

podem ser produzidos através do uso de xilanases em dietas de suínos e aves para melhorar sua 

ação probiótica (Choct, 2015). 

 

1.5.3.1 Xilana 

A biomassa lignocelulósica é um material vegetal derivado de plantas como madeiras 

macias, maduras duras e gramíneas, é principalmente composto por três polímeros: lignina, 

celulose e hemicelulose (Lee, 1997). A celulose é o polímero mais abundante na biomassa 

lignocelulósica constituindo de 30-50%, dependendo da espécie de planta e da idade. A lignina 

compõe entre 10 e 20% da biomassa lignocelulósica dependendo da espécie. As hemiceluloses 

constituem entre 15 e 35% da biomassa lignocelulósica das plantas. A hemicelulose é uma 

classe de polímeros baseado em açúcares pentose e hexose, ou combinações de ambos (Polizeli, 
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2009), na qual a xilana é o componente mais abundante, embora sua composição varie entre as 

espécies (Limayem & Ricke, 2012).  

A xilana geralmente consiste em uma espinha dorsal D-xilosil ligado em β-(1 → 4), que 

ainda possui ramificações de diferentes resíduos, como α-L-arabinose, ácido α-D-glicurônico, 

ácido 4-O-metil-glicurônico (MeGlcA) e ácido acético (Ebringerová & Heinze, 2000). Além 

disso, xilana com unidades mistas de D-xilosil ligadas a β-(1 → 3) (1 → 4) como estrutura 

principal também foram encontrados em espécies de Plantago (Deniaud et al., 2003). Embora 

o conteúdo de xilana, o tipo e o grau de substituintes de xilana variem entre diferentes espécies 

e tipos de tecidos (Gírio et al., 2010), geralmente dois tipos principais são reconhecidos: 

glicuronoxilana (GX, O-acetil-4-O-metilglucuroxilana) e glicuronoarabinoxilana (GAX, (O-

acetil-) arabino-4-O-metilglicuronoxilana) (Gírio et al., 2010; Vuong & Master, 2022). 

As xilanas são ligadas covalentemente com a bainha sobreposta de lignina (Biely, 

1985). As camadas de xilanas ligadas covalentemente e lignina, e a interação não covalente de 

xilanas com fibras de celulose são essenciais para a proteção das fibras contra a ação de 

enzimas, especialmente celulases (Uffen, 1997). Desta maneira, o pré-tratamento do material 

lignocelulósico antes da hidrólise enzimática é uma etapa interessante devido à estrutura 

complexa da planta parede celular, aumentando a acessibilidade das xilanases e outras enzimas. 

Os procedimentos de pré-tratamento visam remover lignina e hemicelulose, aumentando a 

porosidade dos materiais lignocelulósicos (Heinen, 2017). Existem vários pré-tratamentos 

descritos na literatura, como extrusão mecânica, pré-tratamentos ácidos e alcalinos, líquidos 

iônicos, explosão de vapor, explosão de fibra de amônia e água quente, usando enzimas 

degradadoras de lignina e métodos integrados desses pré-tratamentos, a fim de melhorar a 

eficiência do fracionamento, diminuir a formação de inibidores e diminuir o tempo de processo 

(Polizeli et al., 2016). 

 

1.6 Alimentação animal  

A indústria de ração animal utiliza ingredientes de origem vegetal para a fabricação da 

dieta. A composição geral de um grão de cereal é farelo, germe e endosperma. O germe do 

cereal se desenvolve em uma nova planta e o amido é armazenado no endosperma. Os 

carboidratos não digeríveis são encontrados em todos os componentes, mas variam em tipo e 

características físico e químico. As fibras em cereais incluem os polissacarídeos não amiláceos 

(PNA), oligossacarídeos e polissacarídeos não carboidratos e outros (Adebowale et al., 2019). 
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Os PNA presentes nos grãos são carboidratos predominantemente ligados por ligação β-

glicosídica, incluindo celulose, hemicelulose e polissacarídeos pécticos (Kumar et al., 2012).  

Os cereais são a principal fonte de carboidratos e fibras vegetais nas dietas de animais 

não-ruminantes como aves e suínos e representam mais de dois terços a ingestão total de 

energia (Bach Knudsen et al., 2012). A indústria de ração animal utiliza grãos como arroz, 

trigo, sorgo, milho e a soja. O valor nutricional destes ingredientes varia com a quantidade de 

amido, óleos, proteínas, além de fatores antinutricionais como fitato, amido resistente, PNA e 

inibidores enzimáticos (Cowieson, 2005). 

O milho é o ingrediente predominante em formulações de ração para aves. Os grãos de 

milho de maneira geral possuem em sua estrutura mais de 80% de carboidratos e deste total, 

70 a 80% é amido, 10% a 30% são PNA e 1% a 3% são monos e oligossacarídeos (Bach 

Knudsen, 1997).  A maioria dos PNA presentes no milho e no farelo de soja são encontrados 

na forma insolúvel o que, consequentemente, não aumenta a viscosidade intestinal, interferindo 

pouco na digestão quando comparados a outros alimentos vegetais mais fibrosos como arroz, 

trigo ou cevada (Gracia et al., 2003).  

O mercado considera o farelo de soja como concentrado proteico padrão em razão de 

fornecer maior desempenho, mais aceitabilidade e boas quantidades de nutrientes para os 

animais (Syngenta Digital, 2021). O farelo de soja é uma fonte proteica extensivamente 

utilizada na formulação de rações para frangos de corte; entretanto, este ingrediente possui, 

aproximadamente, 24% de PNA totais, sendo 6% encontrados na forma solúvel e 16 a 18% na 

forma insolúvel, com 3,3% de arabinoxilanos (Back Knudsen, 1997). Além de milho e soja, o 

arroz é um dos cereais mais consumidos do mundo. A composição química dos grãos de arroz 

pode variar, possuindo em média 25% de PNA, sendo o grão constituído basicamente de casca 

(22%), endosperma (70%) e farelo (8%) (Dors et al., 2009). A maioria das rações comerciais 

formuladas para animais de corte são à base de milho, arroz e farelo de soja. Além da 

necessidade de conhecimento sobre os efeitos gerados pela presença de PNA nestes 

ingredientes, uma maior importância tem sido dada à presença do fitato considerado 

antinutricional (Zhang et al., 2013). Desta maneira, a utilização ineficiente de alimentos de 

origem vegetal por animais não-ruminantes (aves e suínos) devido a inacessibilidade estrutural 

do substrato ou insuficiência enzimática dos animais pode resultar em menos de 75% da 

utilização dos nutrientes alimentares disponíveis (Ugwuanyi, 2016).  

Por isso, são adicionadas enzimas exógenas em ração animal para melhorar a 

digestibilidade dos alimentos e promover o crescimento, bem como por razões ambientais. O 
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mercado global de enzimas para alimentação animal ainda está crescendo e oferece um futuro 

promissor devido à crescente demanda por carne e produtos de origem animal, especialmente 

nas regiões de rápido crescimento econômico. Ao todo, as aplicações em alimentos e rações 

representam 55-60% do mercado global de enzimas (Guerrand, 2020). O mercado de enzimas 

alimentares é dominado por quatro classes principais de enzimas: enzimas de degradação de 

fibras (complexos de hemicelulases, xilanases, pectinases), proteases, amilases e enzimas 

fíticas. Estas enzimas são usadas sozinhas ou como preparações multienzimáticas para 

melhorar valor e utilização de diferentes alimentos (Ugwuanyi, 2016). 

Apesar de haver disponibilidade de enzimas comerciais, há uma busca por novas 

enzimas produzidas por fungos filamentosos que devem ser de baixo custo e eficientes, para 

serem extensivamente usadas na fabricação de rações animais. Exemplos de fungos produtores 

de fitases para uso nas rações são Aspergillus niger NCIM 563 (Puppala et al., 2021), 

Aspergillus awamori NCIM 885, Aspergillus foetidus (Lalpanmawia et al., 2014), Rhizopus 

oligosporus MTCC 556 (Suresh et al., 2021). Exemplos de produtores de protease para uso em 

rações são Fusarium equiseti e Trichoderma reesei (Walk et al., 2019), Aspergillus niger 

(Abrunhosa et al., 2006; Novelli et al., 2017), Aspergillus oryzae (Novelli et al., 2017), 

Aspergillus oryzae SBS50 (Sapna, 2017), Aspergillus tamarii (Boer & Peralta, 2000), 

Aspergillus versicolor CJS-98 (Veerabhadrappa et al., 2014). Exemplos de produtores de 

xilanase para uso em ração animal são Aspergillus nidulans (Pereira et al., 2018), Fusarium 

verticilloide, Aspergillus clavatas, Trichoderma reesei (Ndou et al., 2015), Penicillium 

chrysogenum QML-S (Zhang & Sang, 2015), Aspergillus sulphureus (Liu et al., 2021). 

 

 

 

 

 

 

 

 

https://www.sciencedirect.com/topics/agricultural-and-biological-sciences/aspergillus-awamori
https://www.sciencedirect.com/topics/agricultural-and-biological-sciences/aspergillus-foetidus
https://www.sciencedirect.com/topics/biochemistry-genetics-and-molecular-biology/rhizopus-microsporus-var-oligosporus
https://www.sciencedirect.com/topics/biochemistry-genetics-and-molecular-biology/rhizopus-microsporus-var-oligosporus
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2 OBJETIVOS 

 

2.1 Objetivo geral  

O estudo foi realizado com o objetivo de selecionar e caracterizar o fungo com a melhor 

produção de fitase, protease e xilanase, aplicar estas enzimas em alimentos ingredientes de 

dietas para animais e compará-las com as enzimas comerciais. 

 

2.2 Objetivos específicos  

i.      Seleção dos melhores produtores de fitases, proteases e xilanases usando fontes de 

carbono alternativas; 

ii. Avaliação do tempo de crescimento para a produção das enzimas; 

iii. Caracterização bioquímica e comparação das atividades quanto a temperatura e pH das 

enzimas produzidas (fitase, protease e xilanase) com as enzimas comerciais; 

iv. Aplicação das enzimas produzidas nesse estudo e as enzimas comerciais em 11 

alimentos para animais. 
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3 MATERIAL E MÉTODOS 

 

3.1 Microrganismos e manutenção de crescimento  

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

A. niveus Blochwitz, A. terreus Thom, Aspergillus sp. (Maçã 2) e Thermoascus aurantiacus 

Miehe, disponíveis na micoteca da UFMS em Campo Grande – MS para a produção das 

enzimas. Para a manutenção das cepas foram feitos repiques em ágar inclinado (BDA – batata, 

dextrose, ágar), onde os fungos foram mantidos em estufa a 30o C para os fungos do gênero 

Aspergillus e 40 °C para T. aurantiacus, por um período de 5-8 dias. Posteriormente 

armazenados em geladeira, podendo ser utilizados em até 30 dias. 

 

3.2 Produção de fitase,  protease e xilanase em cultivo  semi-sólido (FSS) 

usando fontes de carbono alternativas  

Para a produção das enzimas foram realizados cultivos em estado semi-sólido (FSS) em 

frascos Erlenmeyer de 125 mL suplementado com 2,5 % (p/v) de 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. As fontes de carbono foram esterilizadas e 

posteriormente inoculadas com uma suspensão de esporos (106 esporos/mL) usando 5 mL da 

solução de sais para o inóculo em pH 6 (Khanna et al., 1995; Martins et al., 2012). 

Posteriormente, as culturas em meio semi-sólido foram incubadas sob condição 

estacionária por 120 h a 30 °C para os fungos Aspergillus e T. aurantiacus a 40 °C. Após o 

crescimento as culturas foram ressuspendidas com 20 mL de água destilada autoclavada, 

agitadas por 30 minutos e filtradas com auxílio de peneiras para extração das enzimas 

extracelulares. Em seguida, as amostras foram centrifugadas por 10 minutos a 4 °C a 8.609 g, 

sendo o sobrenadante usado como fonte de enzimas nos ensaios enzimáticos e quantificação 

de proteínas. 

 

3.3 Efeito do tempo de crescimento e  produção das enzimas  

Para análise do efeito do tempo de crescimento, foram realizados cultivos em meio 

semi-sólido (FSS) em frascos Erlenmeyer de 125 mL suplementado com 2,5 % (p/v) de fontes 

de carbono alternativas: farelo de arroz integral e palha de arroz. As fontes de carbono foram 
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esterilizadas e posteriormente inoculadas com uma suspensão de esporos (106 esporos/mL) 

usando 5 mL da solução de sais para o inóculo em pH 6 (Khanna et al., 1995; Martins et al., 

2012).  

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

período variando de 48 a 168 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. As amostras foram centrifugadas por 10 

minutos a 4°C a 8.609 g, sendo o sobrenadante usado como fonte de enzimas nos ensaios 

enzimáticos e quantificação de proteínas. 

 

3.4 Ensaio de atividade enzimática e protéi ca 

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

(1981). Foi preparado o seguinte reagente, usado como solução de parada da reação: molibdato 

de amônio (NH4)6Mo7O24 x 4 H2O (10mM) dissolvido em água destilada, H2SO4 (5 N) 

dissolvido em água destilada e acetona, misturados 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 unidade 

de atividade enzimática foi definida como a quantidade de enzima liberando 1 μmol de produto 

por minuto. A leitura ocorreu em espectrofotômetro a 355 nm. 

A atividade enzimática de protease foi realizada usando caseína 1% como substrato 

(Sarath et al., 1989). O meio reacional foi constituído por 1000 µL de tampão fosfato de sódio 

monobásico 50 mM, pH 6,5 usando caseína a 1% como substrato e 100 µL do extrato 

enzimático. Uma solução com tirosina a 0,02 g/mL foi usada como padrão. A mistura foi 

colocada em banho-maria por 10 minutos a 50 °C, a reação foi interrompida com ácido 

tricloroacético (TCA) a 10 %. Após centrifugação por 15 minutos a 8.609 g, a leitura ocorreu 

em espectrofotômetro a 280 nm. Uma unidade de atividade enzimática foi definida como a 

quantidade de enzima liberando 1 μmol de produto por minuto. 

A dosagem de xilanase foi realizada com tampão de reação citrato-fosfato 0,2 M 

(McIlvaine, 1921) com 500 μL, pH 5, contendo 1,0 % (w/v) de xilana e 500 μL de extrato 

enzimático, devidamente diluído. As amostras foram incubadas a 50 °C para determinar a 
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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. A leitura ocorreu 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 soroalbumina bovina (200 µg/mL) como padrão. A atividade específica foi 

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

 

3.5 Enzimas comerciais  

As enzimas utilizadas foram: fitase comercial foi diluída a 1% (w/v); protease comercial 

e a xilanase comercial foram diluídas a 0,1% (w/v). As diluições das enzimas comerciais foram 

feitas a fim de padronizar o mesmo número de unidades, para comparação com as enzimas 

produzidas pelos fungos, com substrato padrão conforme a metodologia descrita no item 3.4. 

As soluções foram armazenadas em geladeira até o momento do uso. Todas as enzimas foram 

padronizadas com o mesmo número de unidades para posterior aplicação nos alimentos para 

fins de comparação. Para essa padronização, foram usadas inicialmente ácido fítico, caseína e 

xilana como substrato para as dosagens de fitase, protease e xilanase, respectivamente. Após a 

padronização as soluções enzimáticas foram testadas nos alimentos.  

 

3.6 Caracterização bioquímica de fitase, protease e xilanase  

 

3.6.1 Avaliação da temperatura na atividade enzimática  

Para a determinação do efeito da temperatura na atividade enzimática, foram seguidas 

as metodologias de dosagem enzimática descritas anteriormente. As misturas de reação foram 

incubadas em diferentes temperaturas, com intervalos de 5 ºC variando de 35 a 60 °C. Os 

resultados foram expressos em percentagem (%), considerando a maior atividade como 100%. 

3.6.2 Avaliação do pH na atividade enzimática 

Para a determinação do efeito do pH na atividade enzimática, foram seguidas as 

metodologias de dosagem enzimática descritas anteriormente. Para determinar o pH ótimo de 
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fitase foram utilizados os tampões ácido cítrico 50 mM (3 – 3,5), tampão acetato de sódio 0,2 

M (4 – 5,5) e citrato de sódio 0,2 M (6 - 6,5). Com a finalidade de estabelecer o pH ótimo para 

protease foram usados tampões acetato de sódio 0,2 M (4 – 5,5) e fosfato de sódio (6 – 8). A 

determinação do pH ótimo para xilanase foi realizada com tampão citrato-fosfato (3 – 8), de 

acordo com a descrição de McIlvaine (1921). Os resultados foram expressos em percentagem 

(%), considerando a maior atividade como 100%. 

 

3.7 Avaliação das atividades enzimáticas produzidas nesse estudo e das enzimas 

comerciais em diferentes alimentos para animais 

Foram utilizados 11 alimentos para animais (obtidas pela FAMEZ-UFMS) para o teste 

de atividade enzimática in vitro. Os ensaios enzimáticos foram feitos de acordo com o item 3.4, 

adicionando 1% de alimento como substrato nas reações. A fitase de A. niveus e a enzima 

comercial, assim como a protease de A. niveus e a enzima comercial, foram incubadas por 30 

minutos em 50 °C e pH 5 junto aos alimentos. Já a xilanase de A. niveus e a comercial foram 

incubadas junto aos alimentos a 50 °C, pH 5 em três tempos distintos (4, 8 e 24 horas). Os 

alimentos usados 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) 

(Tabelas 1 e 2). 

 

Tabela 1. Constituição dos componentes presentes nos alimentos para animais 

Alimento PB (%) Fósforo total (%) Fósforo fítico (%) 

Milho 6,92 0,29 0,21 

Milheto 12,4 0,29 0,21 

Sorgo 8,75 0,23 0,16 

Farelo de soja 46,5 0,59 0,38 

Farelo de trigo 15,1 0,94 0,45 

Farelo de arroz 13,3 1,71 1,37 

Casca de soja 14,4 0,15 0,03 

DDGS-Etanol 29,5 0,56 0,37 

DDGS-Sabugo - - - 

Dieta M+FS 12,73 * * 

Dieta alternativa 12,73 * * 
Fonte: Adaptado de Rostagno et al. (2017). *Esses valores podem ser calculados. Proteína Bruta (PB). 
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Tabela 2. Composição nutricional dos alimentos (PNA’s) 

Alimento 
Ramnose 

(%) 

Fucose 

(%) 

Arabinose 

(%) 

Xilose 

(%) 

Mano

se 

(%) 

Galactos

e (%) 

Glicose 

(%) 

Ácidos 

urônicos 

(%) 

Milho - - 1,55 2,07 0,24 0,54 2,34 0,09 

Milheto 0,01 - 1,3 1,74 0,22 0,35 2,17 0,01 

Sorgo 0,03 - 1,32 1,23 0,26 0,32 2,56 0,05 

Farelo 

de soja 
0,20 0,17 2,39 1,53 0,97 3,92 4,84 2,44 

Farelo 

de trigo 
0,03 0,03 6,49 10,76 0,5 0,85 7,99 0,39 

Farelo 

de arroz 
0,01 - 3,49 4,09 0,39 1,13 6,4 0,3 

Casca 

de soja 
0,51 0,11 3,99 7,68 4,31 2,27 28,76 7,33 

DDGS-

Etanol 
* * * * * * * * 

DDGS-

Sabugo 
* * * * * * * * 

Dieta 

MI+FS*

* 

** ** ** ** ** ** ** ** 

Dieta 

alternati

va** 

** ** ** ** ** ** ** ** 

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

podem ser calculados. 

 

3.8 Teste estatístico 

Para a análise estatística foram realizados os testes ANOVA e 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).  
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4 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

4.1 Efeito de diferentes fontes de carbono na produção enzimática  

 O extrato bruto rico em enzimas extracelulares foi produzido através do cultivo em 

estado semi-sólido e extraído de acordo com a metodologia descrita no item 3.2. Os resultados 

mostraram que a melhor fonte de carbono para produção de fitase foi o arroz integral com o 

fungo A. niveus (0,43 ± 0,05 U/mg), seguido por Aspergillus sp. M2 (0,42 ± 0,03 U/mg), A. 

niger (0,3 U/mg) e A. japonicus (0,28 ± 0,01 U/mg) em palha de arroz (Tabela 3). Estudos 

realizados por Neira-Vielma et al. (2018), observaram a potencial produção de fitase usando 

A. niger em triticale (1,13 U/mg) como fonte de carbono. Similar ao presente estudo, A. 

fumigatus demonstrou capacidade de produção de fitase, com uma atividade ótima de 0,23 

U/mg, porém, a produção de fitase mostrou diminuição da atividade após 24 horas (Sanni et 

al., 2018).  

 Espécies de outros gêneros já foram reportados como produtores de fitase, o 

Trichoderma asperellum Q1 crescido em meio líquido mostrou produção de até 0,17 U/mL 

(1,7 U/g) de fitase (Zhao & Zhan, 2015). Crescido em meio sólido, Acremonium zeae obteve 

atividade de fitase superior a 0,10 U/mL (1,00 U/g) em farelo de milho após 120 h de 

fermentação (Pires, 2016). A utilização de farelo de arroz também foi reportada por Suresh et 

al. (2021), que mostrou em Rhizopus sp. a produção de fitase com atividade de 4,9 ± 0,1 U/g. 

Comparando os resultados obtidos no presente trabalho a estudos anteriores, é possível afirmar 

que fontes de carbono agro residuais ricas em fósforo fítico, como a palha de arroz e o arroz 

integral, são eficazes para a indução da produção de fitase. 
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Tabela 3. Avaliação de diferentes fontes de carbono na produção de fitase 

Fontes de 

carbono 

Fitase (U/mg) 

AF AJ ANI AN AT TA M2 

FT 0,09c 0,06c 0,05d 0,04bc 0,04bc 0,05c 0,07c 

AI 0,15b 0,19±0,03b 0,15c 0,43±0,05a 0,06abc 0,27±0,01a 0,23±0,01b 

FM 0,02e 0,04c 0,05d 0,02c 0,02c 0,03c 0,1c 

PA 0,22ª 0,28±0,01a 0,3a 0,11b 0,08ª 0,21±0,02ab 0,42±0,03a 

BC 0,02e 0,03c 0,05d 0,03c 0,02c 0,03c 0,04c 

PM 0,06d 0,05c 0,05d 0,04bc 0,02c 0,09c 0,05c 

FS 0,1c 0,11±0,03c 0,24b 0,08bc 0,07±0,01ab 0,2±0,02b 0,19±0,04b 
Os fungos cresceram em meio semi-sólido 2,5% por 120h a 30°C e 40°C em T. aurantiacus. Fungos filamentosos: AF 

(A. flavus), AJ (A. japonicus), ANI (A. niger), AN (A. niveus), AT (A. terreus), TA (T. aurantiacus), M2 (Aspergillus 

sp. Maçã 2). 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, realizado 

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.   

 

De acordo com os resultados obtidos, os melhores produtores de protease foram 

Aspergillus sp. M2 com 3,32 U/mg em palha de arroz, seguido por A. flavus (2,44 ± 0,02 U/mg) 

em farelo de trigo e Aspergillus sp. M2 em palha de milho (1,72 ± 0,01 U/mg) (Tabela 4). Em 

estudo semelhante de Javed et al. (2010), Sporotrichum thermophile mostrou produção com 

0,32 U/mL (3,2 U/g) em farelo de arroz. Uma cepa de Aspergillus spp foi capaz de produzir 

enzima protease com 0,277 U/mL (2,77 U/g) em melaço de cana como meio de fermentação 

(Radha et al., 2011). Essas produções foram semelhantes quando comparadas as obtidas para 

fungos testados no presente estudo, sendo possível inferir que os fungos utilizados são 

melhores produtores de protease nas condições testadas.  

 Muitos gêneros fungicos são reportados como bons produtores de proteases. 

Graphium putredinis e Trichoderma harzianum inoculados em grãos de soja, demostraram 

potencial para produção de protease, com atividade de 0,38 IU/mL (3,8 IU/g) e 0,32 IU/mL 

(3,2 IU/g), respectivamente (Savitha et al., 2011). Com resultados semelhantes aos encontrados 

no presente estudo, Ikasari & Mitchell (2014), relataram que o fungo Rhizopus oligosporus 

obteve atividade de 3,9 U/mg tendo como fonte de carbono a casca de arroz. 
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Tabela 4. Avaliação de diferentes fontes de carbono na produção de protease 

Fontes de 

carbono 

Protease (U/mg) 

AF AJ ANI AN AT TA M2 

FT 2,44±0,02a 0,6c 0,29±0,01c 0,56±0,01ab 1,3±0,05a 0,77±0,01 0,59±0,02e 

AI 0,69±0,11c 0,54±0,06c 0,34±0,02c 0,75±0,03a 0,25±0,05e 0,82±0,25 0,93d 

FM 1,08±0,1b 0,63c 0,37±0,08c 0,4±0,01ab 0,51d 0,52 0,68±0,07de 

PA 1,08±0,11b 0,77b 0,72±0,01b 0,65±0,18ab 0,57±0,08cd 0,54±0,03 3,32a 

BC 0,7±0,02c 0,62c 0,73±0,03b 0,42ab 0,78±0,03b 0,91 1,27±0,03c 

PM 1,04±0,06b 1ª 1a 0,5ab 0,71±0,02bc 0,7±0,16 1,72±0,01b 

FS 0,83bc 0,34±0,01d 0,69±0,03b 0,44±0,07b 0,42±0,07de 0,55±0,08 0,94±0,08d 
Os fungos cresceram em meio semi-sólido 2,5% por 120h a 30°C e 40°C em T. aurantiacus. Fungos filamentosos: AF (A. 

flavus), AJ (A. japonicus), ANI (A. niger), AN (A. niveus), AT (A. terreus), TA (T. aurantiacus), M2 (Aspergillus sp. Maçã 

2). 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, realizado 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.   

 

 A melhor produção de xilanase foi observada em A. niveus (59,09 U/mg) com arroz 

integral, seguido por Aspergillus sp. M2 (57,4 U/mg), A. flavus (39,95 ± 12,55 U/mg) e A. 

japonicus (22,55 ± 4,88 U/mg) em palha de arroz, mostrando potencial para produção da 

enzima de interesse (Tabela 5). Muitos fungos filamentosos foram reportados como produtores 

de xilanase em resíduos agroindustriais, em um estudo realizado com Aspergillus casielus 

verificaram a produção de xilanase em fermentação semi-sólida, obtendo com bagaço de 

cevada atividade específica de 9,22 U/mg, e em casca de amendoim 4,55 U/mg, sendo possível 

dizer que A. niveus, Aspergillus sp. M2 e A. flavus geraram maior produção de xilanase quando 

comparado aos resultados obtidos por Kronbauer (2007). Ensaios realizados com A. fumigatus 

UR01 mostraram que não houve crescimento em bagaço de cana, palha de milho, coco ou 

espiga de milho, obtendo a maior atividade de xilanase em palha de arroz com 161,2 U/g 

(Singhajutha et al., 2020). 

 Por outro lado, há estudos de produção de xilanase envolvendo fungos de outros 

gêneros. Em Rajoka et al. (2005), foi relatado que o fungo Humicola lanuginosa que registrou 

atividade de 171 IU/mg de proteína em farelo de arroz, além de possível produção em farinha 

de canola, farinha de girassol e palha de trigo. Testado em diferentes fontes de carbono 

alternativas, Fusarium graminearum Ec220 apresentou a maior produção de xilanase com 1,79 

U/mL (17,9 U/g) em farelo de girassol (Cruz-Davila et al., 2022). As produções obtidas pelo 

presente estudo nos fungos do gênero Aspergillus mostram que estes microrganismos são 

potenciais produtores de xilanase ao utilizarem fontes de carbono alternativas e agro residuais, 

como o arroz integral e a palha de arroz. Sendo assim, sabendo que a palha de arroz é rica em 
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hemiceluloses (20-40%), esta deve ser, portanto, considerada uma fonte de carbono adequada 

para a produção de xilanase. 

 

Tabela 5. Avaliação de diferentes fontes de carbono na produção de xilanase 

Os fungos cresceram em meio semi-sólido 2,5% por 120h a 30°C e 40°C em T. aurantiacus. Fungos filamentosos: AF (A. flavus), 

AJ (A. japonicus), ANI (A. niger), AN (A. niveus), AT (A. terreus), TA (T. aurantiacus), M2 (Aspergillus sp. Maçã 2). 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 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  

Para estudo do tempo de crescimento para produção enzimática, foram selecionados os 

fungos A. niveus, A. japonicus e Aspergillus sp. M2, com as melhores fontes de carbono (palha 

de arroz e arroz integral) indutoras de produção das três enzimas de interesse. Na produção de 

fitase, A. niveus (3,14 U/mg) mostrou um pico em 144 horas de incubação, seguido por A. 

niveus (3 ± 0,11 U/mg) em 48 horas e Aspergillus sp. M2 em 144 horas (2,79 ± 0,1 U/mg) 

(Figura 4). 

A produção de fitase também foi observado em A. niger com 52 horas de incubação 

usando soja como fonte de carbono mostrou 1,2 U/g de atividade (Saithi & Tongta 2016). A. 

oryzae AK9 cultivado em soja, mostrou tempo ótimo de produção em 96 horas com atividade 

de 15 U/g (Chantasartrasamee, 2005). Por outro lado, A. niger NCIM 563, em farelo de trigo, 

mostrou maior produção em 168 horas de incubação (50 IU/g) (Bhavsar et al., 2013). Segundo 

Tanruean et al. (2021), Thermoascus aurantiacus SL16W mostrou pico de produção de fitase 

após 288 horas de incubação. Similar aos nossos resultados, A. niger CFR 335 e A. ficuum SGA 

01 mostraram pico de produção de fitase em 144 horas de incubação em estado solido com 

atividade de 60,2 U/g e 39,4 U/g, respectivamente (Shivanna & Venkateswaran, 2014).  

 

            

Fontes de 

carbono 

Xilanase (U/mg) 

AF AJ ANI AN AT TA M2 

FT 3,91±0,63b 3,23±0,66b 4,69±1,42b 4,66±1,38b 1,16±0,07b 7,74±2,62bc 3,16±1,04b 

AI 7b 1,71±1,12b 3,91±0,21c 59,09a 1,16±0,19b 1,07c 10,87±2,65b 

FM - 5,67±1,56b 2,86±0,24c 1,7±0,23b 0,74±0,35b 2,32±0,17bc 9,29±4,13b 

PA 39,95±12,5a 22,55±4,88a 21,31±2,51a 1,1±0,15b 17,83±4,28a 18,75±2a 57,4±9,62a 

BC 5,7±2,13b 5,74±1,65b 5,84±2,27bc 2±0,39b 4,52±1,54b 0,14c 8,79±3,15b 

PM 9,75±4,43ab 5,62±1,97b 4,45±1,15c 1,71±0,08d 3,69±0,08b 9,94±2,59b 6,8±2,4b 

FS - 1,64±0,03b - 0,35±0,24d 0,65±0,28b 0,83c 7,7±0,99b 
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Figura 4. Avaliação do tempo de crescimento para a produção de fitase. Foram utilizados 

os fungos: ( ) A. niveus, ( ) Aspergillus sp (Maçã 2), ( ) A. japonicus em palha 

de arroz, e ( ) A. niveus em arroz integral. Os fungos cresceram em FSS usando as 

melhores fontes de carbono para cada fungo por um período variando de 48 a 168 h a 30 °C. 

Os testes foram feitos em duplicata, realizado média e desvio padrão. 

 

Os picos de produção para protease foram obtidos de forma sinérgica com 96 horas de 

incubação em palha de arroz, em A. niveus (2,67 ± 0,35 U/mg), seguido por A. japonicus (2,55 

± 0,1 U/mg) e Aspergillus sp. M2 (2,22 ± 0,13 U/mg) (Figura 5). Estudos com A. niger 

mostraram pico de produção de protease após 48 horas de fermentação em estado sólido usando 

soja e farelo de trigo como fonte de carbono (de Castro et al., 2015). Por outro lado, 

Trichoderma reesei e Rhizopus oryzae mostram picos de produção mais tardios, apenas em 168 

e 144 horas de incubação, respectivamente (Sun et al., 2021; Ornela & Guimarães, 2019).  

Em A. oryzae LBA 01 a maior produção de protease foi observada entre 48 e 72 horas, 

com queda após 72 horas de incubação usando farelo de trigo (22,38 ± 1.27 U/g), algodão 

(12,66 ± 1,33 U/g) e soja (4,68 ± 0,66 U/g) como fonte de carbono (de Castro et al., 2013). 

Estudos preliminares com A. brasiliensis BCW2 e uma cepa de A. niger mostraram pico de 

atividade em 72 horas de incubação com queda acentuada conforme o tempo de incubação 

aumenta (Chimbekujwo et al., 2020). Desta maneira, é possível sugerir que a enzima possui 

um papel importante, sendo produzido na fase de crescimento do fungo para aproveitamento 

dos nutrientes (proteínas) presentes no substrato sólido (Arunachalam & Saritha, 2009). 
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Figura 5. Avaliação do tempo de crescimento para a produção de protease. Foram 

utilizados os fungos: ( ) A. niveus, ( ) Aspergillus sp (Maçã 2), ( ) A. japonicus 

em palha de arroz, e ( ) A. niveus em arroz integral. Os fungos cresceram em FSS usando 

as melhores fontes de carbono para cada fungo por um período variando de 48 a 168 h a 30 °C. 

Os testes foram feitos em duplicata, realizado média e desvio padrão. 

 

Em xilanase, observou-se pico de produção em A. niveus usando palha de arroz com 

144 horas (11,53 U/mg) de incubação (Figura 6). De acordo com o estudo de Kumar et al. 

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

fermentação. Concomitante a este estudo, foi reportado que a atividade de xilanase de A. niger 

KK2 com de palha de arroz em meio sólido como fonte de carbono, obteve como pico de 

produção em 120 horas de fermentação (Kang et al., 2004). No trabalho de Souza et al. (2020), 

a produção de xilanase por Aspergillus sp. foi induzida pelo uso de talos de girassol, obtendo 

pico de produção (17,48 U/mL) em 120 horas incubação.  

Trichoderma longibrachiatum apresentou maior produção de xilanase após de 96 horas 

de fermentação, cerca de 2,7 vezes mais enzimas produzidas em relação aos primeiros dias de 

incubação (Azin et al., 2007). Além disso, em Aspergillus awamori IOC-3914 foi observado 

tempo ótimo de 168 horas de crescimento, com atividade de cerca 250 U/g (Castro et al., 2010). 

Schizophyllum commune ARC-11 mostrou produção máxima de xilanase em 192 horas de 

incubação (Gautam et al., 2018). Na literatura são reportadas diferentes tempos de incubação 

para o pico de produção de xilanase, sugerindo que estas enzimas são essenciais para a 
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promoção do crescimento fúngico, sendo necessária em diferentes tempos para o 

aproveitamento dos nutrientes. 

 

 

 

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

utilizados os fungos: ( ) A. niveus, ( ) Aspergillus sp (Maçã 2), ( ) A. japonicus 

em palha de arroz, e  ( ) A. niveus em arroz integral. Os fungos cresceram em FSS usando 

as melhores fontes de carbono para cada fungo por um período variando de 48 a 168 h a 30 °C. 

Os testes foram feitos em duplicata, realizado média e desvio padrão. 

 

4.3 Efeito da temperatura na atividade de fitase,  protease e xilanase d e A. 

niveus  comparando com enzimas comerciais  

O efeito da temperatura na atividade enzimática da fitase de A. niveus foi comparada 

com uma fitase comercial conforme descrito no item 3.6.1. A fitase de A. niveus mostrou 

temperatura ótima a 45°C (100%), enquanto 71,94% da atividade relativa foi mantida a 40°C. 

Foi observada uma queda da atividade da enzima entre 50°C e 60°C para 48,77% e 62,19%, 

respectivamente. A fitase comercial obteve temperatura ótima de atividade a 55°C, com queda 

de atividade enzimática entre 35°C e 45°C para 45,46% e 32,6%, respectivamente (Figura 7). 

Em temperaturas superiores como em 60°C, foi observado o decréscimo de atividade para 

ambas as enzimas. 

Em A. fumigatus a temperatura ótima de atividade foi obtida a 40 °C, mantendo 69 % 

da atividade a 30 °C. Já em Naves et al. (2012), A. oryzae obteve melhor atividade a 40 °C, 

enquanto em A. niger foi entre 50 e 60 °C. No extrato bruto de Acremonium zeae B a 
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temperatura ideal para atividade de fitase foi de 50 °C (Pires et al., 2019). Em um estudo 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 purificada de 

A. oryzae SBS50 mostrou atividade ótima a 50 °C, mantendo 50 % de atividade em 55 °C e 60 

°C (Sapna, 2017). 

 

 

 

Figura 7. Efeito da temperatura na atividade da fitase de A. niveus e da fitase comercial. 

A atividade enzimática da fitase de ( ) A. niveus e ( ) comercial foi determinada em 

temperaturas com variações entre 35 e 60 °C, nas condições ótimas já pré-estabelecidas. As 

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

foram feitos em duplicata, realizado média e desvio padrão. 

 

A temperatura ótima de atividade para protease foi de 50 °C (100 %), seguido por 60 

°C (73,11 %) e 55 °C (71,23 %). Já a protease comercial obteve um pico de atividade a 55 °C, 

com queda de 22,5 % a 60 °C, e entre 35 °C e 50 °C houve queda de mais de 50 % da atividade 

enzimática (Figura 8). Foram reportados resultados similares aos obtidos no presente estudo, 

em A. ochraceus BT21 e A. oryzae KSK-3, nos quais obtiveram temperatura ótima de 50 °C e 

queda acentuada em temperaturas mais elevadas (Mohamed et al., 2021; Shirasaka et al., 2012). 

Por outro lado, A. terreus mostrou temperatura ótima a 50 °C e manteve atividade de 60 a 80 

°C (Niyonzima & More, 2015). 
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Figura 8. Efeito da temperatura na atividade da protease de A. niveus e protease 

comercial. A atividade enzimática da protease de ( ) A. niveus e ( ) comercial foi 

determinada em temperaturas com variações entre 35 e 60 °C, nas condições ótimas já pré-

estabelecidas. As atividades relativas foram calculadas como uma percentagem da atividade 

máxima. Os testes foram feitos em duplicata, realizado média e desvio padrão. 

 

O pico ótimo na atividade da xilanase foi de 45 °C (100 %), seguido por 50 °C (82,17 

%) e 40 °C (81,18 %). Por outro lado, a xilanase comercial mostrou um pico de atividade a 60 

°C (Figura 9). Em A. foetidus MTCC 4898 a temperatura ótima de xilanase foi 50 °C, sendo 

mantida entre 48 °C e 55 °C (Shah et al., 2006). Com A. terreus FSS129 e uma cepa de A. niger 

foram reportadas temperaturas ótimas a 65°C e 70°C, respectivamente (Bakri et al., 2010).  

Outros gêneros produtores de xilanases já mostraram diferentes temperaturas ótimas 

para a atividade enzimática. Em fungos com atividade termofílicas como Thermomyces 

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

koningii e T. pseudokoningii mostraram atividade máxima a 50°C e 55°C, respectivamente 

(Sanguine et al., 2022). Em  S. commune ARC-11 a atividade máxima de xilanase se mostrou 

na temperatura de 55°C (Gautam et al., 2018). 
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Figura 9. Efeito da temperatura na atividade da xilanase de A. niveus e da xilanase 

comercial. A atividade enzimática de ( ) A. niveus e da ( ) comercial foram 

determinadas em temperaturas com variações entre 35 e 60 °C, nas condições ótimas já pré-

estabelecidas. As atividades relativas foram calculadas como uma percentagem da atividade 

máxima. Os testes foram feitos em duplicata, realizado média e desvio padrão. 

 

4.4 Efeito do pH na atividade enzimática de fitase, protease e xilanase de 

A. niveus  e comparação com enzimas comerciais  

O efeito do pH na atividade enzimática fitase de A. niveus foi comparada com uma 

fitase comercial conforme descrito na metodologia. O pH ótimo para atividade da fitase de A. 

niveus foi entre 4 e 5 (100%), com queda entre o pH 6 e 6,5 para 82,5%. A fitase comercial 

obteve pico de atividade no pH 5,5 e queda brusca de atividade a partir do pH 6 (Figura 10), 

coincidindo com as informações dadas pelo fabricante, mostrando funcionamento entre os pH 

4 a 5,5 e em valores acima do pH ótimo, foi observado decréscimo da atividade. 

Foram reportados resultados semelhantes em A. niger (Neira-Vielma et al., 2018), A. 

flavus ITCC (Gaind & Singh, 2015) e A. fumigatus (Sanni et al., 2018) com pH 5,3, 5,5 e 5, 

respectivamente. Onibokun et al. (2022), mostrou que a fitase de Aspergillus flavus MT899184 

tem pH ótimo a 6. Por outro lado, Ornela & Guimarães (2019) a fitase de Rhizopus microsporus 

var. microsporus se mostrou alcalina obtendo pH ótimo a 9,5. Os grupos fosfatos presentes no 

ácido fítico são protonados em pH baixo, permitindo sua hidrólise por fitases (Maenz, 2001). 

Logo, uma maior atividade in vitro em pH inferior a 5, pode indicar maior atividade da fitase 

no trato digestivo dos animais (Naves et al., 2012). 
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Figura 10. Efeito do pH na atividade da fitase de A. niveus e da fitase comercial. A 

atividade enzimática da fitase de ( ) A. niveus e ( ) fitase comercial foi determinada 

com variações de pH em 3 – 3,5 com tampão ácido cítrico, 4 – 5,5 com tampão acetato de sódio 

e 6 – 6,5 com tampão citrato de sódio, nas condições ótimas já pré-estabelecidas. As atividades 

relativas foram calculadas como uma percentagem da atividade máxima. Os testes foram feitos 

em duplicata, realizado média e desvio padrão. 

 

Para o efeito de pH na atividade de protease foram comparadas as enzimas de A. niveus 

e uma protease comercial. A protease de A. niveus mostrou 100% de atividade em pH 4,5, 

obtendo uma pequena queda de 4,37% no pH 6. A protease comercial mostrou maior atividade 

em pH 4,5, com pequena queda de 8,58 % no pH 6 (Figura 11). A maior atividade in vitro em 

pH ácidos, pode indicar maior atividade enzimática no trato digestivo dos animais. 

Em estudos preliminares já foram relatados diferentes pH ótimos para proteases 

expressas por fungos do gênero Aspergillus. O pH ótimo para A. ochraceus BT21 foi 8 

(Mohamed et al., 2021), indicando atividade ótima obtida de protease alcalina, parecido com o 

resultado encontrado no presente estudo, mostrando 82,3 % de atividade na protease de A. 

niveus em pH 8. Além disso, foi reportado que A. oryzae KSK-3 mostrou atividade ótima em 

pH 6 (Shirasaka et al., 2012). A atividade de proteases neutras também foi registrada em Ao et 

al. (2018), usando A. oryzae Y1 com pico de atividade em pH 7. 
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Figura 11. Efeito do pH na atividade da protease de A. niveus e da protease comercial. A 

atividade enzimática da protease de ( ) A. niveus e da ( ) enzima comercial foi 

determinada com variações de pH entre 4 e 8, nas condições ótimas já pré-estabelecidas. As 

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

foram feitos em duplicata, realizado média e desvio padrão. 

 

A xilanase de A. niveus mostrou atividade ótima em pH 5 (100%), com pequena queda 

de 5,89 % em pH 6. A enzima comercial mostrou pico de atividade em pH 4, coincidindo com 

as informações fornecidas pelo fabricante e manteve 86,53 % de atividade em pH 5 (Figura 

12). Com a alcalinidade do valor de pH as enzimas mostraram decréscimo gradativo na 

atividade. O pH ótimo encontrado no presente estudo é similar ao que foi descrito para a 

xilanase de A. niger DFR-5 que obteve pico de atividade em pH 5, mostrando 50 % de atividade 

entre os pH 2 e 8 (Pal & Khanun, 2011).  

Além disso, a xilanase produzida por A. casielus apresentou pico da atividade 

enzimática no pH 6,5 e mantendo sua atividade em pH 4,5 (Kronbauer et al., 2007). Em estudos 

realizados por Qiu et al. (2016), foi verificado o pH ótimo da xilanase mutante XynC-C em pH 

3,8 similares ao encontrado em A. niger com pH 3, ambos mostrando atividade de 40 % entre 

os pH 2 e 6. Em estudos com outros gêneros, já foram reportados que Trichoderma koningii e 

Trichoderma pseudokoningii mostraram atividade ótima em pH 4,5 (Sanguine et al., 2022). 

Em S. commune ARC-11 foi observado atividade máxima no pH, mostrando 50 % de atividade 

entre pH de 4 a 7 (Gautam et al., 2018). 
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Figura 12. Efeito do pH na atividade da xilanase de A. niveus e da xilanase comercial. A 

atividade enzimática de ( ) A. niveus e da ( ) comercial foram determinadas com 

variações de pH entre 3 e 8 em tampão citrato-fosfato, nas condições ótimas já pré-

estabelecidas. As atividades relativas foram calculadas como uma percentagem da atividade 

máxima. Os testes foram feitos em duplicata, realizado média e desvio padrão. 

 

4.5 Aplicação in vitro  das enzimas produzidas por A. niveus  e das enzimas 

comerciais nos alimentos para animais  

Considerando que o A. niveus foi o melhor produtor das enzimas de interesse, utilizou-

se este fungo para aplicação nos alimentos crus usados nas rações para animais. Todas as 

enzimas utilizadas nos testes foram padronizadas, possibilitando a comparação de hidrólise dos 

alimentos crus pela ação enzimática. A fitase de A. niveus e a fitase comercial foram 

padronizadas em 0,83-0,86 µmoles/mL, aproximadamente. A protease de A. niveus e a protease 

comercial foram padronizadas em 2,12-2,27 µmoles/mL, aproximadamente. A xilanase de A. 

niveus e a xilanase comercial foram padronizadas em 3,59 - 4,19 µmoles/mL, respectivamente, 

antes de serem aplicados nos alimentos. 

A fitase de A. niveus apresentou atividade nos alimentos de FT (2,21 ± 0,15 

µmoles/mL), seguido por FA (2,12 ± 0,37 µmoles/mL) e DAF (1,66 ± 0,15 µmoles/mL). Já a 

fitase comercial mostrou melhor atividade em FA, FT e FS, com 1,86 ± 0,04 µmoles/mL, 1,78 

± 0,1 µmoles/mL e 1,41 ± 0,24 µmoles/mL, respectivamente, sendo inferior ao obtida com A. 

niveus nesse estudo. Em comparação com a fitase comercial, a enzima produzida por A. niveus 

obteve atividades 4 vezes maiores em CS e DDGS-E (Tabela 6).  
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Monteiro et al. (2012), mostraram que a fitase de Rhizopus stolonifer foi efetiva na 

hidrólise de fitato em ração de porco comercial, após 5 horas de tratamento das amostras, sendo 

liberados 5,14 µmol de PO4
3- mL-1. Similar a este estudo, Vats et al. (2009) utilizaram uma 

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

máxima de 0,048 µmol PO4
3- mL-1 após 48 h de incubação a 55 ºC. 

 

Tabela 6. Avaliação da atividade de fitase de A. niveus e fitase comercial aplicadas em 

alimentos para animais 

 

Alimentos Fitase de A. niveus Fitase comercial 

MI 1,15±0,12de 0,52±0,03cd 

SMV 1,3±0,07cd 0,76±0,03c 

ML 1,38±0,06cd 0,43±0,01de 

FS 1,44±0,11cd 1,41±0,24b 

FT 2,21±0,15a 1,78±0,1a 

FA 2,12±0,37ab 1,86±0,04a 

CS 0,81±0,07e 0,19±0,05e 

DDGS-E 1,14±0,07de 0,25±0,02de 

DDGS-S 1,52±0,21cd 0,51±0,03cd 

MIFS 1,23±0,07cde 0,38±0,05de 

DAF 1,66±0,15bc 1,21±0,17b 
Os ensaios foram realizados em pH 5 a 50°C, por 30 minutos. A atividade enzimática foi definida em µmoles/mL 

de fosfato liberado. Alimentos: 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, realizado média e desvio 

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

 

A enzima protease de A. niveus mostrou maiores atividades em 30 minutos de 

incubação, comparado a enzima comercial. A protease do fungo filamentoso obteve melhores 

atividades nos alimentos de FA (8,34 ± 0,76 µmoles/mL), DDGS-S (5,62 ± 1 µmoles/mL) e 

DAF (5,36 ± 1,26 µmoles/mL) de proteína liberada. A protease comercial mostrou melhor 

resultado nos alimentos de DAF com 5,57 ± 0,14 µmoles/mL, seguido pela de DDGS-E com 

5,55 ± 0,27 µmoles/mL e MIFS 4,85 ± 0,7 µmoles/mL de proteína liberada.  A protease de A. 

niveus mostrou resultados 4 vezes maiores em FA, e 2,2 vezes maior em CS do que a comercial 

(Tabela 7).  

Khon & Allen (1995) mostraram degradação de proteínas do farelo de soja 15 mg/ml e 

do feno de alfafa obteve 6 mg/ml de proteína liberada, respectivamente em 2 horas de 
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incubação. Novelli et al. (2017), mostraram a atividade da protease de A. niveus em reações 

compostas por soja e glúten de milho de 97,36 mol/L-1 e 91,96 mol/L-1.  

 

 

Tabela 7. Avaliação da atividade de protease de A. niveus e protease comercial aplicadas 

em alimentos para animais 

 

Alimentos Protease de A. niveus Protease comercial 

MI 4,25±1,01b 4,67±0,13abc 

SMV 4,1±0,1b 3,38±0,59def 

ML 4,47±0,18b 4,59±0,13bc 

FS 4,44±0,39b 3,55±0,11de 

FT 4,2±0,57b 2,67±0,17efg 

FA 8,34±0,76a 2,47±0,25fg 

CS 4,67±0,89b 2,13±0,08g 

DDGS-E 4,31±0,57b 5,55±0,27a 

DDGS-S 5,62±1b 3,74±0,25cd 

MIFS 4,31±0,45b 4,85±0,7ab 

DAF 5,36±1,26b 5,57±0,14a 
Os ensaios foram realizados em pH 5 a 50 °C, por 30 minutos. A atividade enzimática foi definida em µmoles/mL 

de proteína liberada. Alimentos: 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, realizado média e desvio 

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

 

Os ensaios com as xilanases de A. niveus e a comercial foram realizados em três tempos 

de incubação (4, 8 e 24 horas). No período de 4 horas de reação, a xilanase de A. niveus mostrou 

atividades em quase todas os alimentos testados, sendo os maiores resultados obtidos em FA 

(21,72 ± 4,02 µmoles/mL), seguido por MIFS (19,91 ± 2,23 µmoles/mL) e DDGS-S (16,82 ± 

3,68 µmoles/mL). Por outro lado, em 4 horas de reação a xilanase comercial mostrou atividade 

apenas em DAF (17,09 ± 2,44 µmoles/mL). A incubação por 8 horas da xilanase de A. niveus 

nos alimentos, mostrou aumento significante dos resultados em MI (38,63 ± 5,22 µmoles/mL), 

seguido pela MIFS (36,65 ± 9,06 µmoles/mL) e SMV (34,68 ± 3,57 µmoles/mL). Já a enzima 

comercial mostrou atividade nos alimentos DAF (9,81 ± 1,75 µmoles/mL), FT (6,92 ± 0,64 

µmoles/mL) e SM (6,38 ± 1 µmoles/mL), baixas em comparação com a atividade da xilanase 

de A. niveus. Com 24 horas de incubação a xilanase de A. niveus mostrou altos níveis de 

atividade enzimática, destacando-se nos alimentos de MI (96,55 ± 6,79 µmoles/mL), MIFS 

(95,47 ± 3,66 µmoles/mL) e DAF (78,18 ± 10 µmoles/mL). A xilanase comercial se destacou 
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na degradação de FT sendo a xilanase com 31,05 ± 3,85 µmoles/mL de açúcar liberado. A 

xilanase de A. niveus se mostrou superior a comercial nos três tempos testados, obtendo em 24 

horas suas maiores atividades, com atividades até 5,6 vezes maior do que a xilanase comercial 

em MI, 4,6 vezes maior em SMV e 5 vezes maior em DAF (Tabelas 8 e 9). 

Dayiha et al. (2020), 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 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 indicou a liberação de 115 

mg/g de açúcares redutores em milho incubado por 12 horas. A xilanase de Trichoderma 

piluliferum aumentou a digestibilidade in vitro do feno Tifton 185, silagem de cana-de-açúcar 

e silagem de milho em aproximadamente 7 %, 12 % e 9 %, respectivamente, em comparação 

com a digestibilidade dos controles do estudo Costa et al. (2018). As enzimas produzidas neste 

estudo mostraram ser uma alternativa eficiente em relação as enzimas comerciais. No caso das 

enzimas xilanases, a enzima de A. niveus obteve cerca de 5,7 vezes mais atividade no alimento 

de milho (MI) se comparado a enzima comercial. Estes resultados são importantes uma vez 

que é visado a inclusão das enzimas obtidas em processos nas indústrias de ração animal. 

 

Tabela 8. Avaliação da atividade de xilanase de A. niveus aplicada em alimentos para 

animais 

 

     

Alimentos 

Xilanase de A. niveus 

4 horas 8 horas 24 horas 

MI 9,16±2,3bc 38,63±5,22a 96,55±6,79a 

SMV 12,53±2,12abc 34,68±3,57a 58,54±4,67c 

ML 12,99±1,96abc 27,57±1,84ab 55,56±2,74cd 

FS - - 8,52±1,23f 

FT 15,31±5,24abc 23,7±1,84abc 39,75±6,07de 

FA 21,72±4,02a 29,11±5,89ab 65,81±3,38bc 

CS - 11,71±0,16c 12,83±1,99f 

DDGS-E 6,67±0,41c 10,13±1,64c 38,45±0,24e 

DDGS-S 16,82±3,68ab 16,66±1,23bc 17,4±8,2f 

MIFS 19,91±2,23a 36,65±9,06a 95,47±3,66a 

DAF 12,47±2,05abc 27±6,75ab 78,18±10b 
Os ensaios foram realizados em pH 5 a 50 °C, por 4, 8 e 24 horas. A atividade enzimática foi definida em 

µmoles/mL de açúcar liberado. Alimentos: 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, realizado 

média e desvio padrão. Análise estatística foi realizada através do Teste Tukey (P < 0,05).  
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Tabela 9. Avaliação da atividade da xilanase comercial aplicada em alimentos para 

animais 

 

      

Alimentos 

Xilanase comercial 

4 horas 8 horas 24 horas 

MI - - 16,18±6,47ab 

SMV - 6,38±1b 12,76±4,92b 

ML - - - 

FS - - - 

FT - 6,92±0,64ab 31,05±3,85a 

FA - - - 

CS - - - 

DDGS-E - - - 

DDGS-S - - - 

MIFS - - - 

DAF 17,09±2,44 9,81±1,75a 15,66±5,74ab 
Os ensaios foram realizados em pH 5 a 50 °C, por 4, 8 e 24 horas. A atividade enzimática foi definida em 

µmoles/mL de açúcar liberado. Alimentos: 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, realizado 

média e desvio padrão. Análise estatística foi realizado através do Teste Tukey (P < 0,05).  
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5 CONCLUSÃO 

 

O fungo A. niveus incubado em palha de arroz mostrou ser o melhor produtor das 

enzimas de interesse nas condições estudadas. O pico de produção da fitase e xilanase de A. 

niveus foi de 144 horas, enquanto a protease obteve pico após 96 horas de incubação. A enzima 

fitase de A. niveus obteve pico de temperatura de 45 °C e apresentaram ápice de atividade entre 

pH 4,5 – 5. Já a protease produzida pelo fungo filamentoso mostrou temperatura ótima de 50 

°C e pH ótimo de 4,5. A xilanase de A. niveus mostrou temperatura ótima de 45 °C e pH ótimo 

de 5. 

Comparando-se os resultados obtidos com a aplicação da fitase, protease e xilanase 

comerciais com as enzimas presentes no extrato bruto enzimático de A. niveus, é visto que as 

enzimas produzidas no presente estudo possuem capacidade de hidrólise dos alimentos maior 

do que as enzimas comerciais, sendo superiores na degradação dos alimentos. Assim, estes 

resultados são importantes uma vez que se pretende incluir as enzimas obtidas em processos 

nas indústrias de ração animal in vivo. 
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