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RESUMO 
 

A investigação biotecnológica, acompanhada da aplicação das enzimas, tem 
sido realizada em microrganismos para a produção de enzimas para fins industriais. 
Entre estas enzimas, as fosfatases, responsáveis por hidrolisar ésteres e anidridos 
de ácido fosfórico, e as fitases microbianas, que catalisam a hidrólise do fitato (mio-
inositol hexaquisfosfato) em mio-inositol e fosfato inorgânico, têm sido amplamente 
utilizadas em diferentes setores como, por exemplo, em experimentos de biologia 
molecular e na alimentação animal. De acordo com o pH ótimo de reação, as 
fosfatases são divididas em alcalinas (EC 3.1.3.1) e ácidas (EC 3.1.3.2). As fitases 
são enzimas que também pertencem à classe das fosfatases, hidrolisando, no 
entanto, de forma específica, o ácido fítico. Em recentes trabalhos, o fungo 
filamentoso Rhizopus microsporus var. microsporus apresentou potencialidade na 
produção de fosfatases e fitases. Diante disto, este estudo visou a produção, a 
purificação e caracterização da fosfatase e da fitase alcalina produzidas por R. 
microsporus var. microsporus. No processo de otimização em Fermentação 
Submersa (FSbm), a maior produção enzimática foi em meio Khanna com 0,4 mM 
de KH2PO3 e adicionado de 0,5% de farinha de centeio por 76 h, 32ºC, pH 6,3, a 100 
rpm. Em colunas cromatográficas, a fosfatase alcalina foi purificada 10 vezes e com 
recuperação de 13%, e a fitase alcalina foi purificada 86 vezes com recuperação de 
167%. A massa molecular nativa da fosfatase e da fitase alcalinas produzidas por R. 
microsporus var. microsporus foi de 122,7 e 55,5 kDa, respectivamente. A fosfatase 
alcalina purificada apresentou temperatura ótima de atividade de 45ºC e pH ótimo de 
8,5, mantendo sua atividade catalítica acima de 60% nas temperaturas de 40 e 45ºC 
por até 210 min. Manteve sua atividade acima de 50% em pH alcalinos por até 24 
horas. A fitase alcalina purificada apresentou temperatura e pH ótimos de atividade 
de 65ºC e 9,5, respectivamente. A fitase alcalina manteve sua atividade enzimática 
acima de 60% nas temperaturas de 65, 70 e 80ºC por 270 min. Após incubação da 
fitase em valores de pH alcalinos por 3 horas, houve aumento da atividade 
enzimática em até 50%. A fosfatase teve sua atividade aumentada na presença de 
0,4 mM de FeCl3, e melhor hidrolisou o substrato p-nitrofenilfosfato, seguido pelo 
ATP. O Km para a fosfatase alcalina utilizando o substrato p-nitrofenilfosfato na 
ausência e na presença de FeCl3 foi 0,449 mM e 0,382 mM, respectivamente. Para a 
fitase alcalina o Km foi 0,413 mM utilizando fitato de sódio como substrato. Deste 
modo, a fosfatase e a fitase alcalinas produzidas por R. microsporus var. 
microsporus foram co-purificadas e bioquimicamente caracterizadas, evidenciando-
se importantes características de ambas as enzimas possibilitando, assim, futuras 
aplicações industriais.  

 
 

 

Palavras-chave: Rhizopus. Fermentação submersa. Fosfatase alcalina. Fitase 
alcalina. 

 

 

 

 

 



 

 

ABSTRACT 

 

Biotechnological research, accompanied by the application of enzymes, has 
been carried out in microorganisms for production of enzymes for industrial purposes. 
Among these enzymes, microbial phosphatases, responsible for hydrolyzing 
phosphoric acid esters and anhydrides, and phytases, which catalyzes the hydrolysis 
of phytate (myo-inositol hexaquisphosphate) in myo-inositol and inorganic 
phosphate, have been widely used in different sectors as, for example, in molecular 
biology experiments and in animal feed. According to the optimum reaction pH, 
phosphatases are divided into alkaline (EC 3.1.3.1) and acidic (EC 3.1.3.2). Phytases 
are enzymes that also belong to the class of phosphatases, however, hydrolyzing 
phytic acid. In recent works, the filamentous fungus Rhizopus microsporus var. 
microsporus presented potential for production of phosphatases and phytases. In 
view of this, this study aimed at the production, purification and characterization of 
phosphatase and alkaline phytase produced by R. microsporus var. microsporus. In 
the optimization of Submerged Fermentation (FSbm), the highest enzymatic 
production was in Khanna medium with 0.4 mM KH2PO3 and added with 0.5% rye 
flour for 76 h, 32ºC, pH 6.3, at 100 rpm. In chromatographic columns, alkaline 
phosphatase was purified 10 folds and recovered at 13%, and alkaline phytase was 
purified 86 folds with recovery of 167%. The native molecular mass of alkaline 
phosphatase and phytase produced by R. microsporus var. microsporus was 122.7 
and 55.5 kDa, respectively. The purified alkaline phosphatase had an optimum 
temperature of 45ºC and optimum pH of 8.5, maintaining its catalytic activity above 
60% at temperatures of 40 and 45ºC for up to 210 minutes. It maintained its activity 
above 50% in alkaline pH for up to 24 h. Purified alkaline phytase presented optimum 
temperature and pH of activity of 65°C and 9.5, respectively. Alkaline phytase 
maintained its enzymatic activity above 60% at temperatures of 65, 70 and 80ºC for 
270 min. After phytase incubation in alkaline pH for 3 hours, enzymatic activity 
increased by up to 50%. Phosphatase had increased activity in presence of 0.4 mM 
FeCl3, and better hydrolyzed the substrate p-nitrophenylphosphate, followed by ATP. 
The Km for alkaline phosphatase using the substrate p-nitrophenylphosphate in the 
absence and presence of FeCl3 was 0.449 mM and 0.382 mM, respectively. For 
alkaline Phytase, the Km was 0.413 mM using sodium phytate as substrate. Thus, 
alkaline phosphatase and phytase produced by R. microsporus var. microsporus 
were co-purified and biochemically characterized, evidencing important 
characteristics of both enzymes, thereby, possibilities of future industrial applications. 
 
 
 
 
Keywords: Rhizopus. Submerged fermentation. Alkaline phosphatase. Alkaline 
phytase. 
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1 INTRODUÇÃO 

1.1 Reino Fungi 

 

Estima-se que existam de 1,5 a 5,1 milhões de espécies pertencentes ao 

Reino Fungi que, apesar de sua diversidade, são pouco conhecidas devido à ação 

antrópica e predatória no meio ambiente, causando assim, prejuízo imensurável para 

o equilíbrio ecológico, além de tornar o possível potencial biotecnológico dessas 

espécies desconhecido e inutilizável para as futuras gerações (BLACKWELL, 2011). 

O Reino Fungi é formado por seres eucariotos, heterotróficos, unicelulares ou 

multicelulares e micro ou macroscópicos (BENNETT, 1998). Morfologicamente, são 

divididos em três grupos: as leveduras, que são unicelulares, apresentando forma 

oval ou esférica, reproduzem-se assexuadamente por brotamento e podem formar 

pseudohifas (cadeia de células formada após várias divisões); os fungos 

filamentosos, que apresentam células alongadas e ramificadas chamadas de hifas; e 

os dimórficos, que podem existir em ambas as morfologias, dependendo das 

condições de crescimento, principalmente da temperatura (JAMES et al., 2006).  Os 

fungos podem ocorrer em associação com outras espécies, como micorrizas e 

liquens, e também podem ter vida livre ou atuar como patógenos em plantas e 

animais. Sua nutrição pode ser feita através de enzimas, onde os nutrientes 

liberados pela ação destas moléculas sobre o substrato são absorvidos através da 

parede e da membrana celular (BLACKWELL, 2011). 

 
1.1.1 Fungos filamentosos 

 

Os fungos filamentosos, ou fungos carnosos, apresentam seu talo (corpo) 

composto por filamentos longos de células conectadas entre si, denominados de 

hifas. Entre os fungos filamentosos, as hifas podem ser divididas em septadas, que 

contêm paredes cruzadas denominadas de septos, dividindo-as em diferentes 

unidades celulares uninucleadas; e em cenocíticas, que não apresentam septos e 

são constituídas por células multinucleadas alongadas, e apenas são encontradas 

em poucas classes de fungos  (TORTORA; FUNKE; CASE, 2012). 

A reprodução desses microrganismos pode ser tanto assexuada quanto 

sexuada pela formação de esporos, que são produzidos nas hifas aéreas, ou 

também chamadas de hifas reprodutivas (JAMES et al., 2006). Em sua reprodução 
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assexuada, os esporos são formados por mitose. Já a reprodução sexuada, é 

constituída de três etapas: plasmogamia, ocorrendo a fusão dos citoplasmas das 

células envolvidas, onde o núcleo haploide da célula doadora (+) entra no citoplasma 

da célula receptora (-); a cariogamia, fase em que os núcleos (+) e (-) se fundem, 

formando um núcleo zigoto diploide; e a meiose, que há formação de um núcleo 

haploide, onde alguns podem ser recombinantes genéticos dos núcleos formadores 

(TORTORA; FUNKE; CASE, 2012). 

Entre as principais espécies estudadas para fins biotecnológicos, pode-se ci-

tar as do gênero Penicillium, Trichoderma, Fusarium, Rhizopus e Aspergillus 

(BENNETT, 1998; JAMES et al., 2006). Essas linhagens podem produzir diversas 

classes de moléculas que podem possuir atividades hormonais, antibióticas, antitu-

morais, antifúngicas, citotóxicas, antivirais, imunossupressoras e antiparasitárias, 

entre outras (SÁNCHEZ; DEMAIN, 2002). As enzimas estão entre as moléculas de 

maior interesse biotecnológico produzidas por fungos. 

 

1.2 Enzimas 

 

As enzimas têm propriedades catalíticas usadas, direta ou indiretamente, pelo 

homem há milhares de anos, e sua utilização é associada à história da Grécia, onde 

se utilizavam enzimas de microrganismos no processo de produção de cervejas, 

queijos, bebidas alcoólicas e no processo de panificação (BHALLA et al., 2013). 

Porém, em meados do século XIX, houve uma expansão na sua área de aplicação, 

levada pela busca por biocatalizadores com propriedades novas e melhoradas 

(FISCHLECHNER et al., 2014). Desde então, o emprego destes catalizadores no 

setor alimentício e farmacêutico vem crescendo exponencialmente (ORLANDELLI et 

al., 2012). Grande parte das enzimas são proteínas com funções catalíticas 

específicas, aumentando a velocidade em que as reações atingem o equilíbrio 

(SAID; PIETRO, 2002). 

Atualmente, são encontradas 7270 enzimas diferentes registradas no banco 

de dados BRENDA (TECHNISCHE UNIVERSITӒT BRAUNSCHWEIG, 2017) de 

acordo com o sistema de nomenclatura da IUBMB, o qual considera o tipo de reação 

que catalisada por cada enzima, dividindo-as em seis classes (Tabela 1)(NELSON; 

COX, 2013). 
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Tabela 1 - Classificação internacional de enzimas 

Classe nº 
Nome da classe  

de enzimas 
Tipo de reação catalisada 

1 Oxidorredutases 
Transferência de elétrons (íons hídridos ou áto-
mos de Hidrogênio) 

2 Transferases Reações de transferência de grupos 

3 Hidrolases 
Reações de hidrólise (transferência de grupos 
funcionais para a água) 

4 Liases 
Clivagem de C-C, C-O, C-N ou outras ligações 
por eliminação, rompimento de ligações duplas 
ou anéis, ou adição de grupos a ligações duplas. 

5 Isomerases 
Transferência de grupos dentro de uma mesma 
molécula produzindo formas isoméricas 

6 Ligases Formação de ligações C-C, C-S, C-O 

Fonte: Nelson e Cox (2013). 

 

1.2.1 Fontes de enzimas e potencialidade biotecnológica 

 

As enzimas com potencial de aplicação biotecnológica podem ser de origem 

vegetal, animal ou microbiana. Dentre as enzimas de origem vegetal, pode-se citar a 

bromelina (utilizada na síntese de fármacos digestíveis), papaína (utilizada no 

amaciamento da carne e na produção de algumas cervejas), e as α e β-amilases 

(aplicadas na maltagem de bebidas destiladas). Quanto as enzimas de origem 

animal pode-se citar a pancreatina e pepsina, que são utilizadas em medicamentos 

digestivos. Algumas enzimas produzidas por animais são pouco utilizadas na 

indústria, pois, algumas delas, podem ser substituídas por similares de origem 

microbiana, que são de mais fácil obtenção, podem ser produzidas em maior 

quantidade, mais rapidamente, e utilizando substratos baratos como resíduos 

agroindustriais. Entre as enzimas de origem microbiana encontram-se, por exemplo, 

as esterases e lipases (aplicadas na fabricação de queijos, alterando o sabor) 

(BENNETT, 1998; YEDGAR; COHEN; SHOSEYOV, 2006; LI, S. et al., 2012; 

ORLANDELLI et al., 2012). Contudo, as enzimas disponíveis na natureza, 

geralmente, não são adequadas para aplicações industriais devido às condições dos 

processos fermentativos que, muitas vezes, requer o uso destas em condições 

extremas (FISCHLECHNER et al., 2014). 
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1.2.2 Obtenção de enzimas através do processo de fermentação 

 

Com relação à produção, as enzimas microbianas podem ser obtidas 

utilizando-se a fermentação em substrato sólido (FSS) e a fermentação submersa 

(FSbm). A FSS é utilizada para microrganismos que crescem sobre madeira, palha e 

outros resíduos florestais ou subprodutos agrícolas, sendo utilizada principalmente 

para fungos filamentosos. Esse tipo de fermentação tem como vantagem a ausência 

de formação de espuma, menor demanda de energia, simplicidade do meio e 

facilidade no controle de contaminação proporcionada pela baixa quantidade de 

água livre no sistema (USTOK; TARI; GOGUS, 2007). A FSbm é a mais comum no 

âmbito industrial, pois proporciona alta eficiência na produção de enzimas e 

praticidade, dispensando tratamentos sofisticados de filtração, aeração, controle de 

temperatura e homogeneização do meio (NOROUZIAN et al., 2006). 

 

1.2.3 No comércio e indústria 

 

Quando o foco é a produção de enzima de interesse industrial, os fungos 

filamentosos têm se destacado, pois podem produzir enzimas que possuem alta 

especificidade e que podem ser utilizadas em pequenas quantidades, tornando seu 

estudo interessante sob o ponto de vista biotecnológico (SANT’ANNA JUNIOR, 

2001). 

O comércio de enzimas propicia altas despesas, fazendo com que as 

indústrias explorem maneiras de obter uma produção economicamente viável como, 

por exemplo, utilizando substratos com baixo custo (LI, S. et al., 2012). 

Microrganismos que possam crescer em resíduos agroindustriais como o bagaço de 

cana de açúcar e bagaço de laranja, produzindo enzimas com aplicações 

biotecnológicas são o foco de diversos estudos (GAIND; SINGH, 2015). 

Entre os principais produtos que atualmente utiliza-se enzimas em alguns de 

seus processos industriais, pode-se citar: a produção de polpas (JIMÉNEZ et al., 

1999), papel (NGUYEN, D. et al., 2008), tratamento do couro (KANDASAMY et al., 

2012), detergentes (SAEKI et al., 2007), alimentos (CONTRERAS et al., 2011), 

bebidas (OKAMURA-MATSUI et al., 2003), rações animais (LI, S. et al., 2012), 

fármacos (WOODLEY, 2008), produtos químicos (GAVRILESCU; CHISTI, 2005), 
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cosméticos (LODS et al., 2000), biodiesel (HERNÁNDEZ-MARTÍN; OTERO, 2008)  e 

têxteis (LI, S. et al., 2012).  

 

1.3 Fosfatases 

 

Dentre as enzimas de interesse biotecnológico, pode-se citar as fosfatases 

(EC 3.1.3). Estas enzimas estão amplamente distribuídas na natureza, podendo ser 

encontradas tanto em organismo procariotos quanto em eucariotos (GUIMARÃES et 

al., 2004), sendo responsáveis por hidrolisar ésteres e anidridos de ácido fosfórico 

liberando fosfato inorgânico (WANG; HOULTON; FIELD, 2007) (Figura 1). São 

descritos na literatura diferentes mecanismos de hidrólise e especificidades ao 

substrato de acordo com o pH ótimo da enzima (BERNARD et al., 2002; 

GUIMARÃES et al., 2003).  

  

Figura 1 - Reação catalisada pela ação da fosfatase. 

 

Fonte: Autor 

 

De acordo com o pH ótimo de reação, as fosfatases são divididas em 

alcalinas (EC 3.1.3.1) e ácidas (EC 3.1.3.2). As formas ácidas podem hidrolisar o 

monoester-O-substituído de ácido fosforotióico, produzindo álcool e ácido 

tiofosfórico, sugerindo que o átomo de oxigênio é o radical e o fosfato é necessário 

para essa reação ocorrer (HOLLANDER, 1971), enquanto as alcalinas podem 

hidrolisar o monoester-S-substituído de ácido fosforotióico, junto com a ligação S-P, 

produzindo ortofosfato e o correspondente tio-álcool, e, devido sua capacidade de 

hidrolisar em pH alcalino, podem atuar sobre ATP, ADP, AMP, p-nitrofenil fosfato, 

glicose-6-fosfato, glicose-1-fosfato, gliceraldeído-3-fosfato e pirofosfato (SIMÃO et 

al., 2007). Outra classificação também é utilizada para as fosfatases, dividindo-as 

em fosfatase alcalina, fosfatase ácida de alta massa molecular (maior que 90 kDa), 

fosfatase ácida de baixa massa molecular (menor que 50 kDa), fosfatase ácida 
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púrpura (metaloenzima, ou seja, enzima associada a um metal de transição) e V-

proteíno-fosfatase (MULLANEY; ULLAH, 2003). 

Desta forma, são fundamentais para diversos processos biológicos como 

assimilação de fósforo, sinalização celular e metabolismo intermediário. No solo, 

quando os níveis de fosfato inorgânico livre estão baixos, ela é responsável pela 

mineralização do fosfato orgânico (AOYAMA et al., 2003). A hidrólise do fosfato no 

solo é predominantemente mediada por microrganismos, e, mesmo com a presença 

de fosfatases e fitases produzidas por plantas, as fosfatases ácidas produzidas por 

esses microrganismos atuam no solo mais eficientemente para obtenção de fósforo 

(TARAFDAR et al., 2001). 

O fósforo é um macronutriente encontrado em todos os organismos, fazendo 

parte de diversas moléculas vitais, como o DNA, RNA, os fosfolipídios, a lectina, 

caseína, além de integrar membranas celulares, estruturas ósseas e moléculas de 

ATP (NELSON; COX, 2013). Este elemento também atua na regulação da atividade 

de diversas enzimas e coenzimas, além de possuir função tamponante quando 

presente no meio intracelular e participar da fosforilação da glicose (IDADE et al., 

2001). 

Este nutriente é essencial tanto para o crescimento quanto para o 

desenvolvimento dos seres vivos, sendo, nos animais, o segundo mineral mais 

abundante na composição dos tecidos vivos, onde 80% do fósforo compõem dentes 

e ossos, e o restante está distribuído entre os fluídos e outros tecidos (VIEIRA et al., 

2009). Quando armazenados nos ossos, atua como reserva de fósforo, atendendo 

as exigências nutricionais do organismo (IDADE et al., 2001). Nas plantas, depois do 

nitrogênio, o fósforo é o segundo principal nutriente limitante para o crescimento 

vegetal, participando de seu metabolismo (HOLFORD, 1997). 

O fósforo presente no solo é encontrado, em maior concentração, na forma de 

fosfato de inositol, seguido pelos fosfolipídios com ligações diéster, ácidos nucleicos, 

e outros ésteres de fosfato (RODRÍGUEZ; FRAGA, 1999; RHEINHEIMER; 

ANGHINONI; KAMINSKI, 2000). O fósforo presente nos fosfolipídios e ácidos 

nucleicos é facilmente mineralizável em sua forma inorgânica (H2PO4
-), o que facilita 

a decomposição destes compostos. Por outro lado, o fosfato de inositol interage com 

os nutrientes inorgânicos do solo, dificultando a mineralização do fósforo presente 

devido sua alta carga residual (SCHUMACHER; CECONI; SANTANA, 2004), 

tornando-o insolúvel e indisponível para as plantas (LOPEZ-BUCIO, 2002). 
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Entre diversas aplicações, as fosfatases alcalinas têm destaque na área 

clínica, pois são encontradas nos tecidos humanos, notadamente na mucosa 

intestinal, fígado, túbulos renais, baço, ossos e placenta (MOTTA, 2000). Testes 

clínicos com esta enzima são utilizados para identificar doenças e realizar 

tratamentos específicos, tais como: o diagnóstico e monitoramento de câncer 

prostático, particularmente, da forma metastizada (LI, J. et al., 2006). Além disso, 

está intimamente ligada à calcificação dos ossos e a ativação da produção de 

células NK que podem causar regressão tumoral; também são utilizadas em 

experimentos de clonagem removendo grupos fosfato das extremidades 5’ das 

moléculas de DNA (Figura 2), impedindo que os vetores de DNA digeridos por 

endonucleases de restrição voltem a recircularizar (KAWADA et al., 2003). 

 

Figura 2 - Mecanismo de ação da fosfatase alcalina sobre a extremidade 5’ do DNA. 

 

Fonte: Adaptado de Keogh et al. (2006). 

 

Entre os microrganismos produtores de fosfatases pode-se citar a bactéria 

Mycobacterium tuberculosis (SALEH; BELISLE, 2000) e os gêneros Pseudomonas, 

Bacillus, Rhizobium e Enterobacter (WHITELAW, 2000), além dos fungos Aspergillus 

fumigatus (BERNARD et al., 2002), Scytalidium thermophilum (GUIMARÃES et al., 

2001), Aspergillus caespitosus (GUIMARÃES et al., 2004), Humicola grisea var. 

thermoidea (BUAINAIN et al., 1998), Rhizopus microsporus var. rhizopodiformis 

(GUIMARÃES et al., 2006), Trichoderma harzianum (LEITÃO et al., 2010) e 

Rhizopus microsporus var. microsporus (SATO et al., 2014). Este último demonstrou 

sua eficiência na produção de fitases e fosfatases (SATO, 2015). 
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1.4 Fitases 

 

Outra enzima de interesse industrial é a Myo-inositol hexaquisfosfato 

fosfohidrolase (EC 3.1.3.8 e EC 3.1.3.26), também conhecida como fitase, que é 

uma enzima pertencente à classe das fosfatases que hidrolisam o ácido fítico em 

myo-inositol e ortofosfato inorgânico (Figura 3) (SELLE et al., 2000). 

 

Figura 3 – Reação catalisada pela fitase. 

 

Fonte: Adaptado de Selle et al. (2000). 

 

As fitases são divididas em três grupos: as HAP (histidina fosfatase ácida), 

BPP (β-hélice fitase) e PAP (fosfatase ácida púrpura) (MULLANEY; ULLAH, 2003). 

As HAP constituem o grupo que possui maior número de representantes, sendo 

caracterizada pela presença de uma sequência conservada no sítio ativo composta 

por sete aminoácidos (RHGXEXP) e um dipeptídeo cataliticamente ativo 

(His361Asp362) (WYSS et al., 1999). As BPP não possuem dipeptídeo cataliticamente 

ativo e são dependentes de Ca2+ para serem ativas e termorresistentes, e as PAP 

são metaloenzimas, ou seja, contém um ou mais íons metálicos em sua estrutura 

(MULLANEY; ULLAH, 2003). 

 O número de enzimas descritas como sendo fitases vem aumentando. 

Entretanto, nem todas apresentam estruturas similares ou degradam o fitato pelo 

mesmo mecanismo. Desta forma, a variedade de propriedades catalíticas e 

conformações das enzimas refletem em diferentes métodos de conversão do ácido 

fítico (LEI; PORRES, 2011). 

O fitato, ou ácido fítico, é a maior forma de armazenamento de fósforo (P) na 

maioria das plantas, grãos de cereais e sementes oleaginosas (PANDEY et al., 

2001). Este é composto por seis grupamentos fosfatos ligado a uma molécula com 

seis carbonos (Figura 4), e apresenta diversas funções fisiológicas nas plantas, 
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como o armazenamento de fósforo e cátions que, após a germinação da semente, 

fornece matéria-prima para a formação da parede celular (SAKAI et al., 2015). 

 

Figura 4 - Estrutura do ácido fítico. 

 

 Fonte: FARUSI (2007). 

 

 O ácido fítico é, nos alimentos, uma molécula carregada negativamente, 

conferindo-lhe o potencial de formar complexos com cátions, como Zn+2, Fe+2, Fe+3, 

Mg+2 e Ca+2, (RAVINDRAN et al., 2001; COWIESON; ACAMOVIC; BEDFORD, 2006) 

e proteínas, desde que estas estejam acima do pH isoelétrico (LEAL et al., 2010). 

 Desta forma, o fitato apresenta característica antinutricional para animais 

monogástricos, já que não produzem fitases, ligando-se aos nutrientes, impedindo a 

completa absorção dos nutrientes (MUDGE; SMITH; RICHARDSON, 2003), além de 

interagir com a amilase, diminuindo a energia metabolizável da ração animal (SELLE 

et al., 2000).  

As fitases são naturalmente encontradas em plantas e microrganismos, sendo 

estes fontes promissoras para sua produção, com destaque para os fungos. Entre os 

microrganismos produtores de fitase, pode-se citar as espécies de bactérias, 

principalmente, dos gêneros Bacillus e Pseudomonas (GRAMINHA et al., 2008), 

leveduras como Saccharomyces cerevisiae, Candida tropicalis, Torulopsis candida, 

Debaryomyces castelii, Kluyveromuces fragilis e Schwanniomyces castellii 

(DVORÁKOVÁ et al., 1997), além dos fungos filamentosos como Aspergillus sp., A. 

ficuum e A. niger que são utilizados para obtenção destas enzimas. O principal fungo 
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para produção de fitase é o Aspergillus niger, que vem sendo empregado na 

indústria desde 1991 (SELLE; RAVINDRAN, 2008). 

Atualmente, a fitase é acrescida na ração animal, principalmente de suínos e 

frangos, permitindo um melhor aproveitamento do ácido fítico ali presente, 

aumentando a disponibilidade de fósforo e diminuindo a necessidade de 

suplementação com outras fontes inorgânicas de fósforo, atendendo assim, a 

demanda nutricional desses animais (SELLE; RAVINDRAN, 2008; LEI; PORRES, 

2011; PARK; LEE; CHO, 2012; SATO et al., 2014). O uso da fitase permite a 

redução de 20 a 50% do fósforo excretado, minimizando o impacto ambiental 

causado pela atividade agropecuária (YADAV; TARAFDAR, 2003). 

Além de a indústria utilizarem as fitases para aumentar a biodisponibilidade 

de minerais em rações animais, o uso de fosfatos provindos da hidrólise do mio-

inositol apresenta efeitos terapêuticos tanto aos animais quanto aos humanos, 

diminuindo o risco de doenças cardiovasculares (ANDERSON et al., 1999), 

reduzindo a formação de cálculos renais (URBANO et al., 2000) e vários tipos de 

cânceres (SHAMSUDDIN, 2002). Além disso, a fitase pode ser interessante para a 

indústria de papel, pois os resíduos liberados apresentam alto teor de fitato, e com a 

remoção do ácido fítico presente nas plantas, minimizaria o impacto ambiental 

causado pelo fitato liberado nos efluentes e no solo, pois este se liga a matéria 

orgânica, dificultando sua decomposição (KEROVUO et al., 2000). 
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5 CONCLUSÕES 

Analisando os resultados obtidos neste estudo, é possível afirmar que o fungo 

Rhizopus microsporus var. microsporus apresenta potencial para produção de 

fosfatase e fitase alcalina extracelular, sendo influenciada pela composição do meio 

de cultivo e pela fonte de carbono empregada, destacando-se a farinha de centeio. 

O processo de produção da fosfatase alcalina em escala laboratorial foi otimizado 

utilizando um delineamento composto central rotacional, não obtendo um aumento 

significativo na produção enzimática, porém acima dos encontrados na literatura 

para mesma enzima. A purificação da fosfatase e fitase em colunas cromatográficas 

de troca iônica e exclusão molecular foi eficaz. Com relação ao pH, dois picos de 

atividade foram encontrados no extrato bruto, um ácido e outro alcalino, para ambas 

fosfatase e fitase, indicando a presença de isoformas para estas enzimas. A fitase 

purificada pode atuar em altas temperaturas, e apresentou atividade em uma ampla 

faixa de pH. A fosfatase alcalina atuou melhor sobre o substrato na presença de 

FeCl3. Este é o primeiro estudo de purificação e caracterização de uma fitase 

alcalina de origem fúngica, o que contribui significativamente para o avanço do 

conhecimento a respeito destas enzimas. Em suma, esta pesquisa gerou 

conhecimento sobre a produção de fosfatase e fitase alcalina por fungos 

filamentosos, evidenciando mais uma vez o potencial biotecnológico destas enzimas 

para uma possível aplicação futura.  
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