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RESUMO 
 

As proteases constituem o maior grupo de enzimas industriais, sendo amplamente 
empregadas nos setores alimentício, farmacêutico, de detergentes e de nutrição animal. Os 
fungos filamentosos destacam-se como importantes produtores dessas enzimas, devido à 
elevada capacidade de secreção extracelular e à possibilidade de utilização de resíduos 
agroindustriais como substratos. Isso contribui para a biodisponibilidade de nutrientes 
presentes nos resíduos, facilitando seu uso para ração na pecuária de corte, além de 
possibilitar redução de custos e contribuir para a sustentabilidade do processo. O presente 
trabalho teve como objetivo produzir e purificar uma protease extracelular do fungo Mucor 
subtilissimus UCP 1262, utilizando os grãos secos de destilaria com solúveis (DDGS) como 
substrato fermentativo, visando à avaliação de seu potencial de aplicação no melhoramento 
de rações de aves de corte. A produção enzimática foi realizada por fermentação em estado 
sólido (FES) utilizando 10g de DDGS como substrato, 60% de umidade nos tempos de 48h, 
72h e 96h a 30°C. Outrossim, o melhor tempo para a produção da enzima foi em 48 horas por 
apresentar a maior atividade específica 15,63 U/mg, sendo a menor atividade no tempo de 72 
horas com atividade de 13,03 U/mg. Após determinar a atividade específica dos extratos 
brutos, foram realizadas pré purificações com solventes orgânicos, acetona e etanol 70% e 
salting-out com sulfato de amônio (NH4)2SO4. Já a pré-purificação por precipitação com 
acetona apresentou maior atividade específica, obtendo o valor de 316,9 U/mg. Na etapa de 
purificação, a enzima foi purificada sequencialmente em coluna de troca iônica 
DEAE-Sephadex A50 e coluna de exclusão molecular Sephadex G-200. A enzima 
parcialmente purificada foi utilizada nos ensaios de hidrólise do DDGS, conduzidos nas 
concentrações de 0,5% e 1%. A liberação de frações proteicas e peptídicas foi monitorada por 
espectrofotometria a 280 nm e 215 nm. Os resultados indicaram que a protease fúngica 
apresentou melhor desempenho na concentração de 0,5% de DDGS, com maior liberação de 
frações proteicas após 2 horas de reação, apresentando desempenho comparável à tripsina.  
Por outro lado, a tripsina apresentou um aumento contínuo na liberação de peptídeos ao longo 
do tempo, atingindo o valor máximo de absorbância a 215 nm após 6 horas de reação, o que 
indica uma hidrólise progressiva das proteínas do DDGS. É importante destacar que essa é 
uma avaliação de aplicação preliminar, sendo observadas variações nos perfis de absorção 
tanto a 280 nm quanto a 215 nm, indicando a presença de frações peptídicas de diferentes 
tamanhos e composições, cujas ligações peptídicas absorvem em comprimentos de onda 
distintos. O grau de hidrólise e a caracterização detalhada dos peptídeos gerados deverão ser 
aprofundados em estudos futuros. Ainda assim, a protease produzida pelo Mucor 
subtilissimus UCP 1262 demonstrou potencial para aplicação no melhoramento nutricional de 
rações à base de DDGS, destacando-se por sua eficiência hidrolítica, viabilidade econômica e 
caráter sustentável.  
Palavras-chave: Enzima proteolítica; Resíduos industriais; Nutrição animal; Fermentação 
em estado sólido. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 



 

ABSTRACT 
 

Proteases constitute the largest group of industrial enzymes, being widely used in the food, 
pharmaceutical, detergent, and animal nutrition sectors. Filamentous fungi stand out as 
important producers of these enzymes due to their high extracellular secretion capacity and 
the possibility of using agro-industrial residues as substrates. This contributes to the 
bioavailability of nutrients present in the residues, facilitating their use in feed for beef cattle, 
in addition to enabling cost reduction and contributing to the sustainability of the process. 
The present work aimed to produce and purify an extracellular protease from the fungus 
Mucor subtilissimus UCP 1262, using dried distillers grains with solubles (DDGS) as a 
fermentative substrate, aiming at evaluating its potential application in improving broiler 
chicken feed. Enzyme production was carried out by solid-state fermentation (SSF) using 10g 
of DDGS as substrate, 60% moisture, for 48h, 72h, and 96h at 30°C. The best time for 
enzyme production was 48 hours, showing the highest specific activity of 15.63 U/mg, while 
the lowest activity was observed at 72 hours with 13.03 U/mg. After determining the specific 
activity of the crude extracts, pre-purifications were performed with organic solvents, 
acetone, and 70% ethanol, followed by salting-out with ammonium sulfate (NH4)2SO4. 
Pre-purification by precipitation with acetone showed the highest specific activity, obtaining 
a value of 316.9 U/mg. In the purification step, the enzyme was sequentially purified using a 
DEAE-Sephadex A50 ion-exchange column and a Sephadex G-200 molecular exclusion 
column. The partially purified enzyme was used in DDGS hydrolysis assays, conducted at 
concentrations of 0.5% and 1%. The release of protein and peptide fractions was monitored 
by spectrophotometry at 280 nm and 215 nm. The results indicated that the fungal protease 
performed best at a 0.5% DDGS concentration, with greater release of protein fractions after 
2 hours of reaction, showing performance comparable to trypsin. On the other hand, trypsin 
showed a continuous increase in peptide release over time, reaching the maximum 
absorbance value at 215 nm after 6 hours of reaction, indicating a progressive hydrolysis of 
DDGS proteins. It is important to highlight that this is a preliminary application evaluation, 
with variations observed in absorption profiles at both 280 nm and 215 nm, indicating the 
presence of peptide fractions of different sizes and compositions, whose peptide bonds absorb 
at distinct wavelengths. The degree of hydrolysis and detailed characterization of the 
generated peptides should be further investigated in future studies. Even so, the protease 
produced by Mucor subtilissimus UCP 1262 demonstrated potential for application in the 
nutritional improvement of DDGS-based feeds, standing out for its hydrolytic efficiency, 
economic viability, and sustainable nature. 
Keywords: Proteolytic enzyme; Industrial waste; Animal nutrition; Solid-state fermentation. 
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1. INTRODUÇÃO 

 As enzimas são proteínas conhecidas na literatura por acelerarem reações químicas, 

atuando como catalisadores que reduzem a energia de ativação das reações (Berg; Tymoczko; 

Stryer, 2015). Devido essa função de catálise, são muito requisitadas em diversos setores 

industriais, como em indústrias alimentícia, de couro, farmacêuticas, têxtil, entre outras 

(Tomaz, 2023; Song et al., 2023). Esses catalisadores biológicos são divididos em grupos, 

dentre eles as hidrolases, que realizam a quebra de ligações por meio da adição de água. Entre 

as hidrolases destacam-se a amilases, lipases e proteases (Thapa et al., 2019).  

As proteases são enzimas hidrolíticas responsáveis pela clivagem das ligações 

peptídicas entre aminoácidos, promovendo a degradação de cadeias polipeptídicas (Nelson e 

Cox, 2014.). Podem ser endopeptidases, que operam no interior da da cadeia polipeptídica, e 

as exopeptidases, que clivam aminoácidos nas extremidades N- ou C- terminais do substrato 

(Song et al., 2023). Dependendo do tipo de resíduo catalítico presente no sítio ativo, podem 

ser incluídas nos grupos serina, cisteína, ácido aspártico, metaloproteases e treonina-proteases 

(Rawlings et al., 2016). 

Diante da ampla demanda industrial, uma das maneiras mais práticas e econômicas de 

se obter proteases é por meio de microrganismos, dentre eles fungos filamentosos, devido à 

sua capacidade de produzir essas proteínas de maneira extracelular (Kumar et al., 2020). 

Espécies pertencentes aos gêneros Aspergillus, Penicillium, Rhizopus e Mucor têm sido 

amplamente estudadas devido sua elevada capacidade de produção de enzimas proteolíticas 

para possíveis aplicações industriais (Pawar et al., 2023). Nesse contexto, os fungos 

filamentosos destacam-se como fontes vantajosas na produção de enzimas quando 

comparados a fontes de origem vegetal e animal, especialmente a nível industrial. Esses 

organismos se sobressaem por disporem de crescimento em curto período de tempo, cultivo 

facilitado, menor custo operacional, e a alta produção enzimática extracelular (Freires, 2021). 

Fungos do gênero Mucor são conhecidos por atuarem na indústria alimentícia na 

produção de tofu fermentado, queijos maturados e bebidas alcoólicas como sugu e huangjiu 

em países como China e Japão (Rattray et al., 2017). Ademais, esse gênero possui um alto 

potencial biotecnológico para produção de enzimas como amilases, lipases, 

poligalacturonases e xilanases  (Campos-Takaki et al., 2002). Estudos recentes demonstraram 

que Mucor subtilissimus produz enzimas com atividades colagenolítica, queratinolítica e 

fibrinolítica, com potencial nutracêutico e farmacológico (Nascimento et al., 2020; Cardoso, 

2024). Diante disso, considera-se interessante sua aplicação na nutrição animal, 

 



 

especialmente para rações de aves de corte, considerando que Pernambuco lidera como 

estado responsável por mais de 37% da produção de cortes de frango no Nordeste (AVIPE, 

2023). 

Ademais, subprodutos como DDGS (Dried Distillers Grains with Solubles)  são uma 

alternativa viável e rica em proteínas, fibras e lipídios. Resultante da produção do etanol, esse 

subproduto é aplicado como ingrediente na formulação de rações de aves, suínos, bovinos e 

peixes, pelo alto teor de proteína (cerca de 25–30%), boa palatabilidade, disponibilidade em 

grande escala e baixo custo e pela contribuição energética e protéica na dieta animal (Ragab 

et al., 2024; Journal of Agriculture and Food Research, 2021). No entanto, possui uma baixa 

digestibilidade, principalmente devido à presença de fibras insolúveis, lignina e ligações 

complexas entre proteínas e carboidratos, dificultando a absorção desses nutrientes (EW 

Nutrition, 2023). O uso de proteases é uma estratégia viável para melhorar a eficiência 

digestiva desses insumos e aumentar a biodisponibilidade de nutrientes (Cowieson e Roos, 

2016). Assim, o presente estudo tem como objetivo avaliar a produção, purificação e 

hidrólise de proteases extracelulares produzidas por Mucor subtilissimus cultivado em DDGS 

com foco na sua aplicação como aditivo enzimático para melhorar a digestibilidade de rações 

destinadas a aves de corte, dialogando diretamente com a Meta 2.4 do Objetivo de 

Desenvolvimento Sustentável (ODS) 2, ao contribuir para sistemas sustentáveis de produção 

de alimentos por meio do aumento da eficiência nutricional; com a Meta 9.5 do ODS 9, ao 

fortalecer a pesquisa e inovação em biotecnologia aplicada; e com as Metas 12.2 e 12.5 do 

ODS 12, ao promover o uso eficiente de recursos naturais e a valorização de resíduos 

agroindustriais, alinhando-se aos princípios de economia circular e sustentabilidade 

produtiva. 

2. REFERENCIAL TEÓRICO 

  2.1 Proteases 

As proteases são um grupo de enzimas proteolíticas, capazes de realizarem hidrólise 

de proteínas, atuando como catalisadores de reações e diminuindo a energia de ativação, 

energia mínima necessária para que a reação química ocorra (Nelson e Cox, 2014). No século 

XIX, Theodor Schwann descobriu no suco gástrico uma substância capaz de degradar 

proteínas, a qual ele nomeou pepsina, um dos primeiros grupos de catalisadores a serem 

descobertos, caracterizados e nomeados (Northrop, 1930). Já em 1946, o pesquisador 

 



 

bioquímico John H. Northrop, caracterizou e isolou diversas enzimas, dentre elas a pepsina, 

lhe garantindo o prêmio Nobel da época (Sheposh Richard, 2022; Judith S Bond, 2019). 

Esses marcos demonstram avanços cruciais para o entendimento da estrutura e mecanismo de 

ação das proteases.  

Sua atuação ocorre por meio da quebra de ligações peptídicas entre os aminoácidos de 

uma proteína, essa reação ocorre por meio da hidrólise, adicionando água e quebrando as 

ligações com base na especificidade de cada tipo de protease  (Barrett, 1994; Nelson e Cox, 

2014). Além disso, possuem um sítio ativo, que interage a cadeia polipeptídica-alvo 

formando um complexo enzimático transitório e promovendo a reação de clivagem (Voet e 

Voet, 2011). 

Sendo assim, são classificadas de acordo com seu sítio catalítico ou local de ação, 

sendo divididas em dois grupos principais, endopeptidases e exopeptidases, as 

endopeptidases atuam internamente na cadeia polipeptídica, já as exopeptidases clivam a 

ligação peptídica proximal aos terminais do substrato (Song et al., 2023;  Rao et al., 1998). 

Ademais, também podem ser classificadas pelo grupo funcional presente no sítio catalítico, 

com base também na sua sequência de aminoácidos, podendo ser serina, cisteína, aspartato, 

metalo, treonina, asparagina e glutamato (Rawlings et al., 2016, Argos P 1987). 

Essas enzimas possuem um papel crucial para a manutenção da vida, devido sua 

participação em processos biológicos essenciais dos seres vivos, como coagulação sanguínea, 

resposta imune, digestão e outros (Lopez-Otin & Bond, 2008). Na atualidade, essas 

peptidases de origem fúngica vem surgindo também como uma alternativa segura e acessível 

aos agentes sintéticos tradicionais, para dissolver coágulos, que frequentemente apresentam 

efeitos colaterais graves e alto custo (Cardoso et al., 2024). 

Atualmente, o mercado global de enzimas proteolíticas foi estimado em US$1,08 

bilhão em 2024, com projeção de alcançar US$1,13 bilhão em 2025, refletindo uma crescente 

demanda por soluções biotecnológicas em larga escala. Dentre os segmentos consumidores, o 

ramo de detergentes representa 35% do uso de proteases, enquanto os setores alimentício e 

farmacêutico respondem juntos por 53% do mercado (Global Growth Insights, 2024). Dessa 

maneira, a indústria alimentícia tem aplicado peptidases para clarificação de sucos, 

amaciamento de carnes, produção de queijos e alimentos funcionais a partir de proteínas 

hidrolisadas (Souza et al., 2015). No setor de detergentes, essas enzimas são incorporadas à 

formulação de sabões e produtos de limpeza para remoção de manchas proteicas. 

Normalmente essas enzimas possuem pH alcalino e mantêm atividade na presença de 

surfactantes e agentes oxidantes (Sandhya et al., 2005).  

 



 

2.2 Microrganismos produtores de protease 

A manipulação de microrganismos é registrado desde a antiguidade, como no uso da 

fermentação para a produção de pães, queijos por egípcios, e na prevenção de doenças por 

chineses em 50 a.c, como era o caso do uso de sandálias com bolor para conter infecções 

bacterianas nos pés (Prescott et al., 2004; Demain; Sánchez, 2009). Na modernidade, com o 

avanço tecnológico e conhecimento científico sobre os catalisadores enzimáticos, a indústria 

tem buscado utilizar extratos extracelulares de microrganismos para gerar produtos, sendo 

amplamente utilizados no processamento do couro, detergentes, desenvolvimento de 

fármacos, tratamento de resíduos industriais, entre outros (Monteiro; Silva, 2009; 

Vishwanatha; Rao; Singh, 2010; Manfredini et al., 2021; Tomaz, 2023).  

As enzimas proteolíticas produzidas por microrganismos, atualmente, regem 57% do 

mercado de proteases do mundo por seu alto rendimento e fácil cultivo (Global Growth 

Insights, 2024). As Bactérias são excelentes produtoras de proteinases, sendo destaque na 

produção de proteases alcalinas com alta atividade catalítica usadas em detergentes, 

principalmente o gênero Bacillus, além disso as proteases bacterianas apresentam potencial 

para a formulação de antibióticos (Culp, E., Wright, G, 2017; Global Growth Insights, 2024; 

Joo & Chang, 2005).  

  2.3 Fungos filamentosos como fonte de proteases 

As fontes de catalisadores proteolíticos podem ser animais, vegetais ou 

microrganismos, sendo o último mais vantajoso devido seu fácil cultivo e baixo custo (Hasan; 

Shahi; Hameed, 2006; Singh et al., 2016). Dentre os microrganismos, os fungos filamentosos 

vêm sendo amplamente estudados, devido sua habilidade de secreção extracelular abundante, 

crescimento rápido, cultivo em meios simples e uso de resíduos agroindustriais como 

substrato (Souza et al., 2015; Raval et al., 2014). 

Dentre os gêneros mais utilizados estão Aspergillus, Penicillium,  Rhizopus e Mucor 

devido a vasta capacidade biotecnológica, por serem cosmopolitas e amplamente distribuídos 

entre os ecossistemas, sendo encontrados em solo, matéria orgânica em decomposição, 

resíduos agroindustriais e ambientes úmidos (Playford et al., 2024; Cordeiro et al., 2023; 

Poller et al., 2023). Essa ampla distribuição facilita o isolamento e a utilização desses 

microrganismos em processos fermentativos, especialmente na produção de enzimas de 

interesse industrial, como proteases, amilases, celulases e lipases (Pérez‐Gálvez et al., 2021; 

Song et al., 2023; Hajji et al., 2023).  

 



 

Os principais gêneros produtores de proteases são Aspergillus, Penicillium, Rhizopus, 

Mucor, Trichoderma, Fusarium, Humicola, Thermoascus, Thermomyces (Souza et al., 2015; 

Souza, 2021). O gênero Aspergillus, por exemplo, devido a sua estabilidade e versatilidade 

em diferentes condições de pH e temperatura, está presente nas indústrias farmacêutica e 

têxtil, além de ser vastamente utilizado na produção comercial para detergentes para a 

remoção de manchas proteicas, amaciamento de carnes, degradando proteínas, melhorando a 

textura, palatabilidade e qualidade de produtos alimentícios (Song et al., 2023; Germano et 

al., 2015). Já o gênero Mucor é bastante conhecido por produzir proteases aspárticas, onde 

possui alta atividade e estabilidade em ambientes com pH baixo, sendo a razão do porque 

essas enzimas resistirem a acidez do estômago, chegando até o trato intestinal e atuando na 

digestão de proteínas, melhorando a nutrição e desempenho, por essas causas são tão 

utilizadas na indústria alimentícia, (Qasim et al., 2025). 

2.3.1 Mucor como fonte de enzimas proteolíticas 

O gênero Mucor pertence à ordem Mucorales e à família Mucoraceae, sendo 

composto em sua grande maioria por fungos decompositores, muito presentes em solos, e 

extensivamente utilizados na indústria (Hermet, Antoine e colaboradores 2012). Seus 

representantes possuem hifas cenocíticas e micélios cotonosos, e sua coloração varia 

conforme a espécie e temperatura de crescimento (Sepúlveda et al., 2023; Walter et al., 2019;  

Cardoso, 2024).  

Enzimas proteolíticas produzidas por espécies do gênero Mucor já são exploradas 

comercialmente, como o Mucor michei, empregado na produção de queijos, e Mucor indicus, 

utilizado no aprimoramento nutricional de rações para aves, com cultivo em subprodutos 

agrícolas, apresentando maior rendimento quando cultivado em casca de Feijão-da-Índia 

preto (Venkataraman, S., Raj, KM, Vivek, S. et al; Naeem et al., 2022).  

A espécie  Mucor subtilissimus, por exemplo, demonstra alta capacidade de produzir 

enzimas proteolíticas de interesse industrial (Nascimento et al. 2020). A linhagem Mucor 

subtilissimus UCP 1262 (Figura 1) já foi objeto de estudos que demonstraram sua capacidade 

de produzir proteases colagenolíticas (Souza et al., 2022) e fibrinolíticas, onde foi 

demonstrado alto potencial para aplicações farmacêuticas (Nascimento et al. 2016; Cardoso, 

2024). Além disso, é possível observar a capacidade enzimática apresentada por espécies do 

gênero Mucor, observa-se que as proteases produzidas por esses fungos têm despertado 

crescente interesse na indústria, como nos setores alimentício e de nutrição animal (Pawar et 

 



 

al., 2023; Freires, 2021). Estudos indicam que proteases microbianas podem ser utilizadas 

como aditivos em rações, promovendo a hidrólise de proteínas complexas e o aumento da 

digestibilidade e do aproveitamento proteico pelos animais (Naeem et al., 2022; Kumar et al., 

2020). Além disso, a produção dessas enzimas a partir de subprodutos agroindustriais 

destaca-se como uma estratégia economicamente viável e ambientalmente sustentável 

(Venkataraman et al., 2025). O uso de subprodutos agroindustriais como DDGS na produção 

de enzimas fúngicas tem sido apontado como uma opção proveitosa devido ao seu alto 

conteúdo de proteínas e carboidratos, reduzido custo e ampla disponibilidade, favorecendo o 

crescimento de fungos filamentosos (Figuras 1 e 2) e a síntese de enzimas extracelulares 

(Ximenes et al., 2007). 

Figura 1 - Cultivo de Mucor em BDA 

 

Fonte: Autor, 2025. 

Figura 2 - Fermentação de 72 horas de Mucor em DDGS. A - Visão inferior do Erlenmeyer e 

B - Visão frontal do Erlenmeyer 

 

Fonte: Autor, 2025. 

 



 

2.4 Aplicações das proteases na nutrição animal 

Outro ramo em expressiva expansão é a nutrição animal, na qual o uso de proteases 

tem sido amplamente empregado para otimizar a digestão e a absorção de proteínas, 

especialmente em dietas destinadas a aves, suínos e peixes, resultando em maior 

aproveitamento dos aminoácidos ingeridos (Cowieson & Roos, 2016; Kiarie et al., 2013). O 

estudo de Rodrigues (2023), avaliou a adição de proteases e amilases na alimentação de 

ruminantes e demonstrou que a suplementação enzimática promoveu melhora na estabilidade 

fermentativa da silagem de grão de milho reidratado, além de favorecer o aumento da 

qualidade nutricional do alimento, refletido em maior disponibilidade de nutrientes e melhor 

conservação do material ensilado.  

Segundo dados da Associação Brasileira de Proteína Animal (ABPA), o Brasil é o 

maior exportador de carne de frango no mundo e o segundo maior produtor, alimentando 

mais de 150 países (ABPA, 2022). No entanto, a alimentação representa o principal custo na 

produção de frangos de corte, sendo responsável por até 70% do custo total, o que reforça a 

necessidade por alternativas mais viáveis de nutrição e que promovam a absorção de 

nutrientes (Embrapa, 2021). 

Devido a alta demanda de frangos de corte, é necessário que esses animais possuam 

uma alimentação nutritiva e de baixo custo (EW Nutrition, 2023). O uso de grãos secos 

resultantes de destilaria (DDGS) vêm sendo amplamente apresentado como uma opção viável 

para ração animal, por apresentar alto teor de proteínas, vitaminas e fibras, entretanto possui 

baixa palatabilidade devido a presença dessas fibras e ligações complexas entre carboidratos 

e proteínas (EW Nutrition, 2023; Kristensen et al., 2015;). Sendo assim, necessária a 

suplementação de enzimas proteolíticas para a hidrólise de ligações peptídicas, liberando 

peptídeos menores e aminoácidos livres que serão mais facilmente absorvidos no trato 

digestivo dos animais, gerando um maior aproveitamento das proteínas do DDGS (Cowieson 

e Roos, 2016; Kristensen et al., 2015). 

Diversos estudos têm relatado a aplicação de proteases exógenas na nutrição animal 

com o objetivo de melhorar o aproveitamento proteico das dietas. Em frangos de corte, a 

suplementação com proteases foi associada a incremento na digestibilidade de proteínas e 

aminoácidos, além de efeitos positivos sobre parâmetros produtivos, como ganho de peso e 

eficiência alimentar, em dietas contendo ingredientes alternativos ou com redução proteica 

(Salazar-Villanea et al., 2022). Um estudo envolvendo tilápias (Oreochromis niloticus) 

indicou que a inclusão de proteases nas rações elevou a digestibilidade aparente de proteína, 

 



 

energia e aminoácidos essenciais, sugerindo maior aproveitamento nutricional em peixes 

(Silva et al., 2025). Ademais, trabalhos com leitões nas fases pré-inicial e inicial indicaram 

que a suplementação de proteases pode influenciar positivamente na dieta e desempenho 

desses animais, reduzindo o impacto de fatores antinutricionais e melhorando a utilização de 

nutrientes (Souza & Ruiz, 2021). Esses resultados experimentais corroboram a perspectiva de 

que proteases exógenas podem ser ferramentas eficazes para otimizar a nutrição e o 

desempenho de diferentes espécies animais. 

3. OBJETIVOS 

3.1 Principal 

Produzir e purificar proteases a partir de Mucor subtilissimus UCP 1262 e avaliar sua 

aplicação na hidrólise de DDGS, visando seu uso potencial em rações para frangos de corte. 

3.2 Objetivos específicos 

●​ Produzir proteases por fermentação em estado sólido no substrato DDGS com Mucor 

subtilissimus UCP 1262; 

●​ Determinar o melhor sistema de pré-purificação da protease com gradiente de sal e/ou 

solvente 

●​ Purificar a protease por cromatografia em alta resolução (FPLC); 

●​ Avaliar a cinética de hidrólise do DDGS pelo extrato enzimático e pela protease 

purificada, investigando seu potencial para aplicação em rações de frangos de corte. 

4. METODOLOGIA 

4.1 Microrganismo e meio de manutenção e esporulação 

O fungo Mucor subtilissimus UCP 1262, isolado na caatinga do nordeste Brasileiro, 

obtido da Coleção de Culturas UCP da Universidade Católica de Pernambuco (UNICAP)  e 

registrado no Patrimônio Genético Brasileiro n°AA30B0B foi utilizado para a produção de 

proteases no presente estudo. O fungo foi mantido em Ágar Batata Dextrose (BDA) e 

armazenado em óleo mineral. Para a esporulação, o microrganismo foi inoculado em BDA e 

incubado em estufa BOD (incubadora) a 30°C por 7 dias. 

4.2 Substrato fermentativo 

 



 

O substrato utilizado para obtenção de proteases foram os grãos secos de destilaria 

com solúveis (DDGS) peneirados com granulometria entre 0,6 mm e 2 mm. O DDGS 

utilizado neste estudo foi fornecido pela INPASA – Indústria de Álcool S.A., unidade Nova 

Mutum – MT, localizada na Rodovia BR-163, km 603, Distrito Industrial, CEP 78450-000, 

Nova Mutum, Mato Grosso, Brasil. O produto corresponde ao farelo de milho DDGS, 

registrado no Ministério da Agricultura, Pecuária e Abastecimento (MAPA) sob o número 

MT 000588-6, a composição bromatológica desse DDGS foi determinada por 

espectrofotometria no infravermelho próximo (NIR), conforme certificado de análise emitido 

pela empresa fornecedora, o substrato apresentou teor de umidade de 12,05%, proteína bruta 

de 32,61%, extrato etéreo de 5,64%, fibra bruta de 7,57% e matéria mineral de 3,92%, além 

de valor de luminosidade de 54,39%.  

 
4.3 Preparação de inóculos para fermentações em estado sólido  

A produção de proteases por fermentação em estado sólido foi baseada na 

metodologia modificada de Nascimento et al. (2016). Os esporos do fungo foram coletados 

de colônias crescidas em BDA após 7 dias, e ressuspendidos em solução salina contendo 

0,9% de NaCl e 15 µL de Tween 80, sendo posteriormente quantificados em câmara de 

Neubauer até atingirem uma concentração de 10⁷ UFC/mL. A fermentação foi conduzida em 

erlenmeyers de 250 mL contendo 10 g do DDGS e a umidade ajustada a 60%, por meio da 

adição de 12,6 mL de solução de esporos e de solução nutritiva, composta por glicose 5 g/L; 

(NH4 )2SO4 4 g/L; KH2PO4 2 g/L; MgSO4 ⋅ 7H2O 0,5 g/L; CaCl2 ⋅ 2H2O 0,1 g/L; CuSO4 

⋅ 5H2O 0,1 g/L. As culturas foram incubadas a 30 °C, e as amostras coletadas após 48h, 72h 

e 96 horas, para determinação do melhor tempo de produção. Para a extração das enzimas, foi 

adicionado tampão Tris-HCl 0,2 M, pH 7,2, na proporção de 7,5 mL por grama de substrato 

(totalizando 75 mL), seguido de agitação em agitador orbital a 120 rpm, 30 °C por 2 horas. O 

extrato obtido foi então filtrado em bomba a vácuo para posterior análise (Nascimento et al., 

2016; Cardoso et al., 2021). 

4.3 Atividade de protease  

A atividade proteolítica foi determinada conforme descrito por Barbosa-Filho et al. 

(2025). Para isso, 150 µL da amostra enzimática foi adicionada a 250 µL de uma solução de 

azocaseína a 1% em microtubos, e incubados a 28 °C, no escuro, por 60 minutos. A reação 

foi interrompida com a adição de 1 mL de ácido tricloroacético (TCA) a 10%, seguida de 

centrifugação a 10.000 rpm por 15 minutos. Em seguida, 800 µL do sobrenadante foram 

transferidos para um novo tubo contendo 200 µL de NaOH 1,8 M e homogeneizados em 

 



 

vortex. A absorbância foi medida a 420 nm, sendo definida 1 unidade de atividade enzimática 

(U) como o aumento de 0,01 na absorbância a 420 nm após 1 hora de reação. 

4.4 Determinação de proteínas totais 

O conteúdo de proteína das amostras foi determinado utilizando o kit de reagente de 

ensaio de proteína BCA (BCA™ Protein Assay Kit, Thermo SCIENTIFIC). A albumina 

sérica bovina foi usada como proteína padrão, as amostras foram incubadas com o reagente 

por 30 minutos a 30°C, e a absorbância foi medida por um leitor de microplaca a 595 nm. 

4.5 Precipitação/Pré-purificação  

A precipitação foi realizada com solventes orgânicos, acetona e etanol 70% e por 

gradiente com sulfato de amônio ((NH4)2SO4). Inicialmente, os extratos foram  submetidos à 

precipitação por adição lenta, de acetona ou etanol, previamente resfriados a -20 °C, até 

atingir uma concentração final de 70% (v/v), sob agitação suave e banho de gelo. Em seguida 

a amostra foi centrifugada a 4000 rpm por 10 minutos. Por fim, o sobrenadante foi descartado 

e após a  evaporação do solvente, foi acrescentado o tampão TRIS-HCl 0,2M, pH 7,2, para 

ressuspender o precipitado (Nascimento et al., 2020; Ranimol et al., 2021). A pré-purificação 

com sulfato de amônio foi realizada com precipitações fracionadas com sulfato de amônio, 

em banho de gelo, aplicando-se gradientes de saturação de 0–20%, 20–40% e 40–60%. O sal 

foi adicionado gradualmente e a amostra foi agitada por 2 horas, mantendo-se resfriada. Em 

seguida foi centrifugada e o pellet ressuspenso no mesmo tampão.  

4.6 Purificação por cromatografia de troca aniônica (DEAE-Sephadex A50) 

A purificação da protease foi realizada primeiro de forma parcial por cromatografia de 

troca aniônica em coluna de DEAE-Sephadex A50 em bancada,  equilibrada com tampão 

Tris-HCl (0,2 M, pH 7,2). As proteínas foram eluídas por meio de um gradiente crescente de 

NaCl (0,1 M, 0,5 M e 1,0 M) no tampão respectivo, com fluxo constante de 1 mL/min, 

permitindo a dissociação seletiva das proteínas ligadas à fase estacionária. O progresso da 

eluição foi monitorado espectrofotometricamente a 280 nm. As frações coletadas foram 

analisadas quanto à atividade enzimática da protease e proteína total, e posteriormente 

avaliadas para determinar a condição de eluição que proporcionam maior pureza e 

rendimento da enzima. Em seguida, as frações contendo a protease foram submetidas à 

cromatografia por exclusão molecular em Sephadex G-200, utilizando o mesmo tampão, para 

 



 

refinamento adicional da pureza enzimática. O rendimento enzimático e a taxa de 

recuperação da protease foram determinados a partir da atividade total obtida em cada etapa 

do processo de purificação.  

4.7 Hidrólise enzimática e obtenção dos peptídeos 

A hidrólise enzimática de Dried Distillers Grains with Solubles (DDGS) foi realizada 

utilizando o extrato purificado em coluna de DEAE-Sephadex A50. A hidrólise foi realizada 

em um sistema reacional contendo: DDGS (0,5% e 1% p/v) em 1 hora de experimento, 

suspensa em tampão Fosfato 0,1M (pH 7,5) e a protease purificada. A mistura foi incubada a 

30°C sob agitação constante (120 rpm), sendo avaliado o perfil cinético durante um período 

de até 6h, para a determinação do melhor tempo e condição de hidrólise. A reação foi 

interrompida pela adição de ácido tricloroacético (TCA) a 10% e lidos na absorbância de 215 

nm e 280 nm para a determinação da hidrólise, metodologia adaptada de Nielsen et al. 2001. 

As atividades das enzimas, do Mucor e Tripsina foram ajustadas para 55,86 U/mL para 

melhor comparação. 

5. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

5.1 Produção da protease 

A produção de proteases pelo fungo Mucor subtilissimus UCP 1262 foi conduzida por 

fermentação de estado em estado sólido (FES), utilizando como substrato o resíduo 

agroindustrial Dried Distillers Grains with Solubles (DDGS), coproduto da indústria de 

destilação de etanol a partir do milho (Figura 3). A fermentação foi conduzida nos tempos de 

48h, 72h e 96 horas, com o objetivo de determinar o período mais eficiente para a produção 

da protease extracelular. Os valores de atividade específica obtidos para o extrato bruto 

mostram que o maior valor de atividade específica foi registrado em 48 horas de fermentação, 

indicando que esse período foi o mais eficiente para a produção da protease pelo M. 

subtilissimus UCP 1262 nas condições avaliadas (Tabela 1). 

 

 

 

 



 

Figura 3 - Processo de cultivo do fungo Mucor subtilissimus UCP 1262 em Dried Distillers 

Grains with Solubles (DDGS). A - Fermentação em DDGS com 10⁶ UFC/mL e B - Crescimento do 

fungo em DDGS após 48 horas de fermentação 

 

Fonte: O autor, 2025. 
 
 

Tabela 1 - Influência do tempo de cultivo na produção de protease por fermentação em estado 

sólido em Dried Distillers Grains with Solubles (DDGS) com o Mucor subtilissimus UCP 1262 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Fonte: O autor, 2025.  
 

Ademais, a identificação do tempo ótimo de produção enzimática aos 48h é 

compatível com o padrão de resposta observado em outros trabalhos com fungos 

filamentosos (Usman et al., 2021). Os tempos de incubação também influenciaram 

diretamente a titulação da atividade enzimática específica, como com o gênero Aspergillus 

que demonstraram perfis de produção de proteases variando em função do tempo de cultivo 

(Andrade et al., 2015; Vishwanatha et al., 2010). Dentre os substratos agroindustriais 

disponíveis, o glúten de milho apresenta composição mais próxima à do DDGS, uma vez que 

ambos são derivados do milho e possuem elevado teor proteico associado a uma matriz 

estrutural complexa,  além disso também é comumente utilizado para alimentação de aves e 

 

Etapas 48H 72H 96H  

Protease (U/ml) 63,89 57,6 62,71  
Proteína Total 

(mg/ml) 
4,08 4,41 4,61 

 
Atividade específica 

(U/mg) 
15,63 13,03 13,58 

 



 

peixes como suplemento protéico, apesar de suas similaridades, o glúten de milho segue mais 

caro que o DDGS (Liu, 2011). Sendo assim, é esperado que os resultados da atividade 

proteica utilizando DDGS seriam semelhantes ao uso do glúten de milho como substrato por 

um valor mais acessível. 

5.2 Pré purificação e precipitação da protease 

A etapa de pré-purificação da protease produzida por Mucor subtilissimus UCP 1262 

foi realizada por meio da precipitação utilizando solventes orgânicos, acetona e etanol 70%, e 

fracionamento salino com sulfato de amônio (NH4)2SO4​. No processo de precipitação com 

acetona, o maior valor de atividade específica foi observado na precipitação utilizando 

acetona como solvente, atingindo 368,4 U/mg, conforme apresentado na Tabela 2. Em 

comparação, a precipitação com etanol apresentou um resultado de 266,9 U/mg atividade 

específica, porém inferior ao observado com acetona. Dessa forma, a atividade específica 

obtida com acetona apresentou um aumento de aproximadamente 28,27 vezes da atividade 

antes da precipitação, já com o etanol o aumento foi de 17 vezes, acredita-se que seja devido 

à capacidade de solventes orgânicos de reduzir rapidamente a polaridade do meio, 

promovendo a agregação e precipitação das proteínas melhor em comparação a outros 

solventes como sulfato de amônio (Du et al., 2022). Estudos relatam que a precipitação com 

acetona frequentemente resulta em maiores valores de atividade específica, nas proteases de 

Bromelia, a atividade específica aumentou até 137% após precipitação com acetona em 

comparação à atividade antes da precipitação outros solventes como etanol também 

influenciaram, mas com menores variações (Cochran et al., 2018). 

Estudos comparativos demonstram que a precipitação com acetona pode resultar em 

maior recuperação e atividade de proteases em extratos enzimáticos do que métodos com 

etanol ou sulfato de amônio (Michail et al., 2006), corroborando a escolha da acetona como 

solvente eficaz para pré-purificação. Por outro lado, no caso da adição fracionada de sal, 

observou-se redução da atividade enzimática, com valor máximo aos 96h com 20% de 

saturação de (NH₄)₂SO₄ (242 U/mg) e o menor valor aos 72h com 40% de saturação (8,4 

U/mg). De maneira semelhante, a diminuição da atividade da protease em presenças elevadas 

de sulfato de amônio também já foi relatada em estudos de precipitação de proteínas, nos 

quais a salting-out pode reduzir a atividade ou recuperação de enzimas específicas 

dependendo da saturação e da sensibilidade da enzima (Oliveira et al., 2020). 

 

 



 

Tabela 2 -Atividade proteásica de diferentes etapas de precipitação daProtease de Mucor 

subtilissimus UCP 1262 em acetona, etanol e sulfato de amônio 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fonte: O autor, 2025.  

5.3 Purificação da protease por cromatografia de troca iônica 
A purificação parcial da protease foi realizada por troca aniônica em coluna 

DEAE-Sephadex A50, obtendo o maior pico de absorbância e de atividade da protease na 

fração não adsorvida, após  24 ml/min, conforme observado na Figura 7. A atividade 

específica obtida foi de 285,22 U/mg (Tabela 3). Estratégias semelhantes de purificação de 

proteases fúngicas com colunas de troca iônica mostraram que a fração não adsorvida ou 

 

PROTEASE (U/mL) 
ETAPAS 48H 72H 96H 

ETANOL 70% 105 73,33 78,33 

ACETONA 130 109,2 102,2 
SULFATO DE AMÔNIO 

20% 62,76 55,76 64,1 
SULFATO DE AMÔNIO 

40% 3,07 1,95 2,79 
SULFATO DE AMÔNIO 

60% 8,66 
8,23 8,30 

PROTEÍNA TOTAL (U/mg) 
ETAPAS 48H 72H 96H 

ETANOL 70% 3,933 2,978 3,133 

ACETONA 4,255 3,11 3,455 
SULFATO DE AMÔNIO 

20% 3,225 2,66 2,795 
SULFATO DE AMÔNIO 

40% 2,575 2,395 2,675 
SULFATO DE AMÔNIO 

60% 3,83 
4,88 5,99 

ATIVIDADE ESPECÍFICA (U/mg) 
ETAPAS 48H 72H 96H 

ETANOL 70% 266,9 246,2 249,9 

ACETONA 316,9 368,4 308,9 
SULFATO DE AMÔNIO 

20% 203,8 221,8 242 
SULFATO DE AMÔNIO 

40% 12,6 8,4 10,7 
SULFATO DE AMÔNIO 

60% 20,1 17 13,2 



 

eluições com baixas intensidades de sal podem concentrar a atividade proteolítica desejada, 

como observado em trabalhos com Aspergillus sydowii, em que a proteína ativa foi 

recuperada após passagem por coluna DEAE-Sephadex sem adsorção significativa (Rocha et 

al., 2021). 

Figura 7 - Cromatograma da purificação da protease com cromatografia de troca aniônica 

DEAE-Sephadex A-50 apresentando pico em 24 ml/min no não adsorvido. 

 

Fonte: O autor, 2025. 
 

 Tabela 3 - Dados das etapas de purificação da Protease de Mucor subtilissimus UCP 1262 

 Proteína Total 
(mg/ml) 

Atividade 
Proteolític

a total 
 (U/ml) 

Atividade 
específica 

(U/mg) 

Rendiment
o 

Enzimático 
(%) 

Taxa de 
recuperação 

(%) 

Volume 
(mL) 

Extrato Bruto 40,88±0.03 642,88 15,72± 0.03 100 100 10 
Acetona 8,21±0.02 567,33 69,04± 0.13 88,26 20 1 
DEAE 
Sephadex A-50  

3,88±0.005 1108,8 285,22±0.01 172,47 9,5 33 

Sephadex 
G-200 

0,1076±0.005 30,04 279,22± 0.04 4,67 0,26 2 

 
Fonte: O autor, 2025.  

 

 



 

Em seguida, os purificados foram submetidos à cromatografia por exclusão molecular 

em Sephadex G-200, exibindo uma fração de pico nos tempos 20 e 21 (Figura 8), 

apresentando atividades específicas de 279,22 U/mg (Tabela 3). Sugerindo que a enzima 

começou a ser purificada aos 19 minutos e foi completamente coletada aos 22 minutos. 

Corroborando com esse resultado, estudos de purificação de proteases de fungos em 

fermentação sólida e líquida frequentemente reportam múltiplos picos de atividade em 

cromatografias de gel filtração, que foram atribuídos à separação de isoformas ou agregados 

proteicos ativos (Omolara et al., 2015). 

Figura 8 - Fração de atividade da protease em Sephadex G-200. 

 

                  Fonte: O autor, 2025. 
 

5.4 Hidrólise 

A hidrólise enzimática do DDGS foi realizada utilizando-se diferentes concentrações 

do substrato 0,5% e 1% em 1 hora de experimento, e tempos de reação de 1h, 2h, 3h e 6h 

utilizando 1% de concentração de DDGS, empregando a protease produzida pelo Mucor 

subtilissimus UCP 1262 e a tripsina. Após os tempos atingidos, as amostras foram 

centrifugadas, o sobrenadante foi retirado e a atividade hidrolítica foi avaliada por leituras 

espectrofotométricas a 280 nm e 215 nm. Inicialmente, foi possível observar que a enzima do 

Mucor dispõe das mesmas quantidades de proteínas em 280 nm que a Tripsina em 0,5% de 

concentração, entretanto em 1% de DDGS a tripsina é ligeiramente mais eficaz (Figura 9). 

Com relação a protease, ocorre uma maior liberação na quantidade de peptídeos em 0,5% de 

DDGS, sugerindo um melhor desempenho em concentrações mais baixas do resíduo 

 



 

agroindustrial, já em 1% ocorre uma diminuição na liberação de peptídeos, indicando uma 

possível saturação do meio reacional (Figura 10).  

Figura 9 - Hidrólise em diferentes concentrações de DDGS após 1 hora de experimento, 

leitura de 280 nm. 

 

 Fonte: O autor, 2025. 
 
 

Figura 10 - Hidrólise em diferentes concentrações de DDGS após 1 hora de experimento, 

leitura de 215 nm. 

 

     Fonte: O autor, 2025. 
 

Em relação ao tempo de reação, observou-se que, após duas horas de experimento, a 

protease de Mucor subtilissimus apresentou maior liberação de proteínas em 280 nm, 

enquanto a tripsina apresentou em proporções menores, evidenciando desempenho superior 

 



 

da enzima fúngica nesse período (Figura 11). Na leitura a 215 nm, a protease do Mucor 

apresentou maior liberação de peptídeos após duas horas de reação, quando comparada aos 

demais tempos avaliados já tripsina obteve seu maior valor desempenho após 6 horas de 

reação (Figura 11), obtendo uma hidrólise mais eficiente nesse período.  

Figura 11 - Hidrólise em diferentes tempos de experimento, leitura de 280 nm. 

 

 Fonte: O autor, 2025. 
 

Nessa condição, a menor carga de substrato pode ter favorecido o acesso da enzima às 

proteínas, resultando em uma hidrólise mais avançada, com possível liberação de peptídeos 

de baixo peso molecular e aminoácidos livres. Em comparação com a Tripsina, foi possível 

observar que ambas as enzimas foram capazes de promover a hidrólise do DDGS, 

apresentando padrões distintos de liberação de peptídeos. Em suma, a tripsina, por ser uma 

enzima comercial altamente purificada e com especificidade bem estabelecida, tende a gerar 

peptídeos e aminoácidos de forma mais previsível, tendo como alvo peptídeos como Lisina e 

Arginina (Olsen et al. 2004). No entanto, a protease produzida por Mucor subtilissimus UCP 

1262 apresentou desempenho comparável em ambas as concentrações e nos tempos 

apresentados. Ressalta-se que a protease fúngica avaliada neste estudo foi submetida apenas à 

purificação parcial por cromatografia de troca iônica (DEAE-Sephadex A-50), não sendo 

possível afirmar com precisão seu grau de pureza ou a presença de isoenzimas. 

 

 

 

 



 

 

Figura 12 - Hidrólise de DDGS em diferentes tempos utilizando a enzima fúngica e Tripsina, na 

leitura de 215 nm. 

 

 Fonte: O autor, 2025. 
 

Ademais, é possível observar que a protease do Mucor apresentou maior velocidade 

de ação sobre o substrato, evidenciada pela liberação mais rápida de frações peptídicas, 

enquanto a tripsina mostrou maior estabilidade ao longo dos tempos de reação avaliados 

(Figura 12). Outrossim, a estabilidade é um fator relacionado diretamente com a pureza da 

enzima, sendo um componente determinante da sua resistência à desnaturação e perda de 

atividade (Sujitha et al., 2023). Dessa forma, espera-se que após a caracterização da enzima 

fúngica é provável que sua estabilidade e atividade aumentem, sendo necessário também 

mais estudos acerca dos peptídeos liberados durante a hidrólise posteriormente. 

6. CONCLUSÃO 

O presente trabalho demonstrou a aptidão do fungo Mucor subtilissimus UCP 1262 

como produtor de proteases de interesse industrial, utilizando o DDGS como substrato em 

fermentação em estado sólido, sendo o melhor tempo de fermentação do Mucor em DDGS 

foi 48 horas, apresentando a maior atividade enzimática. O solvente mais indicado é a 

acetona, resultando em um aumento de aproximadamente 28 vezes na atividade específica, já 

a precipitação com sulfato de amônio foi o que obteve o menor aumento, sendo de até 4,37 

U/mg, e o etanol apresentou um aumento de até 17 vezes de atividade, sendo a segunda 

 



 

melhor opção para precipitar a protease fúngica. Com relação às etapas cromatográficas 

aplicadas (DEAE-Sephadex A-50 e Sephadex G-200) permitiram a purificação parcial da 

enzima, mantendo sua atividade e possibilitando avaliar a capacidade de hidrólise da enzima, 

sendo necessário a caracterização para avaliar a pureza da protease. Assim, os ensaios de 

hidrólise em comparação à tripsina indicaram que a protease fúngica apresenta maior 

potencial de hidrólise em 0,5% de DDGS e seu melhor tempo foi de 2 horas de reação, 

sugerindo que seja uma enzima de rápida reação. Além disso, foi possível observar uma 

maior liberação de frações peptídicas nessa concentração e nesse tempo, sugerindo que a 

hidrólise seja tão eficaz ao ponto de degradar as proteínas até aminoácidos. Ademais, o uso 

do DDGS mostrou-se uma alternativa viável, sustentável e de baixo custo para a produção de 

enzimas por Mucor subtilissimus UCP 1262. Por fim, estudos futuros envolvendo a 

otimização da produção da enzima por planejamento fatorial e a caracterização bioquímica 

poderão ampliar as possibilidades de utilização industrial dessa protease. 
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ANEXO D - Apresentação de trabalho em congresso: Título “Caracterização De 
Cladosporium sp. Isolado de Scaptotrigona sp.: Indícios de nova espécie.” UFRPE, 2025. 

ANEXO E -  Resumo publicado em anais de congressos: Título “Eficácia do óleo essencial 
de Melaleuca Leucadendra na redução da sobrevivência do Tetranychus urticae” - UFRPE, 
2024. 

ANEXO F -  Apresentação de trabalho em congresso: Título “Produção científica de espécies 
de planta do gênero Xylopia: Uma análise cienciométrica.” - UFRPE, 2023.  

ANEXO G - PIBIC:  2024 - 2025. Laboratório De Fungos Fitopatogênicos e 
Biocontroladores, UFRPE. Título: Seleção de fungos filamentosos de ninhos da abelha sem 
ferrão Scaptotrigona sp. com capacidade de produção de proteases. 

ANEXO H - PIBITI:  2023 - 2024. Laboratório de Produtos Naturais e Bioativos, UFRPE. 
Título: Formulados à base de óleos essenciais como ingredientes ativos em para o manejo 
integrado de pragas no Estado de Pernambuco. 
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