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RESUMO  

As lipases são biocatalisadores que têm como função natural a hidrólise de triglicerídeos na 

interface lipídeo-água, e apresentam também a capacidade de síntese de ésteres. Quando estas 

enzimas são produzidas de microrganismos, dependendo da sua aplicação final, existe a 

necessidade de extrair e purificar a enzima do meio fermentado. Desta maneira, o objetivo deste 

trabalho foi estudar a estabilidade da lipase comercial de Aspergillus niger frente aos agentes 

formadores de Sistemas de Duas Fases Aquosas (SDFA) e a capacidade de diferentes SDFA 

como plataforma de extração da lipase comercial de Aspergillus niger e posterior da lipase de 

Aspergillus sp. produzida em meio fermentado. Primeiramente foi realizado o estudo de 

atividade e estabilidade da enzima comercial frente aos agentes formadores dos SDFA, 

empregando tensoativo, polímeros, Líquidos Iônicos (LIs) e carboidratos. Os resultados 

mostraram que a lipase comercial é estável em solução aquosa de Triton X- 114, PEG 600 e 

PPG 400, enquanto, que com PPG 425 a atividade foi mantida em tampão Mcllvaine pH 5,5. 

Os polímeros PPG 725 e NaPA 8.000 inibiram a atividade enzimática tanto em solução aquosa 

quanto em tampão pH 5,5. Na presença dos LIs, o aumento da cadeia alquílica catiônica, para 

os cloretos de imidazólios ([Cnmim]Cl), e aniônica, para a família das colinas ([Ch]X), 

acarretaram em perda de atividade comprometendo o comportamento catalítico da enzima. Na 

presença dos carboidratos a lipase manteve sua estabilidade. Na última etapa do trabalho, foi 

avaliada a capacidade de extração das lipases utilizando os Sistemas Micelares de Duas Fases 

Aquosas com LIs como adjuvantes (SMDFA-LIs) e Sistemas Poliméricos de Duas Fases 

Aquosas (SPDFA) com carboidrato. Os SMDFA-LIs apresentaram pequena influência no 

particionamento das lipases, i.e., a adição de LIs como adjuvantes não aumentou 

significativamente os coeficientes de partição da enzima. Para a lipase de Aspergillus sp., o 

melhor resultado foi com 11% (m/m) de Triton + 0,05 M [Ch][Prop], o qual apresentou uma 

eficiência de extração (EE) de 64% e fator de purificação de 8,33. Os SPDFA com carboidrato 

foram mais promissores, apresentando uma EE de 100%. Embora os estudos de estabilidade 

tenham sido realizados com a lipase comercial, o trabalho permitiu elucidar as interações entre 

a lipase e os diferentes agentes formadores do SDFA. Os SDFA empregados neste trabalho 

propõem diferentes aplicações, uma vez que os SMDFA-LIs são propícios para purificação de 

lipases, enquanto os SPDFA com carboidrato se mostram efetivos para extração em uma única 

etapa do processo downstream (i.e. menos tempo e energia), o que os tornam viáveis 

economicamente, além de serem ambientalmente mais benignos e biocompatíveis com lipases.  

Palavras- chave: Lipase; Líquidos Iônicos; Estabilidade; Sistema de Duas Fases Aquosas; 

Extração.  
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ABSTRACT 

Lipases are natural biocatalysts for the hydrolysis of triglycerides at the lipid-water interface 

and with the ability to synthesize esters. When these enzymes are produced by microorganisms, 

depending on its final application, it is needed to extract and purify them. Therefore, the aim of 

this work was to study the stability of the Aspergillus niger commercial lipase in the presence 

of different aqueous two-phase systems (ATPS) forming agents, and to evaluate the ability of 

different ATPS as extractive platforms of the Aspergillus niger commercial lipase and after 

Aspergillus sp. lipase produced in fermented medium. Initially, the activity and stability of the 

commercial lipase in the presence of ATPS forming agents were studied, namely: surfactant, 

polypropylene glycol, ionic liquids (ILs) and carbohydrates. The results showed that 

commercial lipase is stable in the presence of Triton X-114, PEG 600 and PPG 400 aqueous 

solutions, whereas with PPG 425 aqueous solutions the enzyme maintained its activity at 

Mcllvaine buffer pH 5.5. Both PPG 725 and NaPA 8,000 aqueous solutions (water and buffered 

at pH 5.5) inhibited the catalytic activity. In the presence of ILs, the increase of the cationic 

alkyl chain, using of the imidazolium-based chlorides family ([Cnmim]Cl), and anionic, for the 

cholinium family ([Ch]X), resulted in a loss of enzymatic activity, compromising the catalytic 

behavior of the lipase. On the other hand, lipase remained stable in the presence of all 

carbohydrates aqueous solutions. In the last part, the lipases’ extraction capability of Aqueous 

Two-Phase Micellar Systems using ILs as adjuvants (ATPMS-ILs) and Aqueous Two-Phase 

Polymeric Systems (ATPPS) with carbohydrates was evaluated. ATPMS-ILs did not influence 

the partitioning of lipases, i.e. the addition of ILs as adjuvants did not increase the partition 

coefficients of the enzyme. For the Aspergillus sp., the best result was obtained with the system 

composed of 11% (w/w) of Triton and 0.05 M of [Ch][Prop], which showed an extraction 

efficiency (EE %) of 64% and a purification factor of 8.33. The ATPPS with carbohydrates 

were more promising, showing in general EE of 100%. Although stability studies have been 

performed with commercial lipase, the work has elucidated the interactions between lipase and 

different ATPS forming agents. The ATPS used in this work propose different applications, 

since the ATPMS-ILs are suitable for lipase purification, whereas the ATPPS with 

carbohydrates are effective for extraction in a single step of the downstream process (i.e. less 

time and energy), make them economically viable, as well as being environmentally bening and 

biocompatible with lipases.  

 

Keywords: Lipase; Ionic liquids; Stability; Aqueous Two-Phase System; Extraction. 
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1.  Introdução  

 

Dentre os biocatalisadores enzimáticos disponíveis, as lipases são enzimas que não 

requerem cofatores, são regioespecíficas1 e atuam em ampla faixa de pH2. Estas enzimas 

catalisam a hidrólise total ou parcial de triglicerídeos, atuando sobre as ligações ésteres 

presentes na molécula, promovendo a liberação de ácidos graxos e glicerol3. As lipases também 

catalisam reações reversas de síntese de ésteres de ácidos graxos quando expostas em baixas 

concentrações de água4,5.  

Elas podem modificar a composição dos ácidos graxos, uma vez que a troca de radicais 

acil entre os compostos resulta em diferentes glicerídeos. Assim, o nome da reação muda de 

acordo com a substância utilizada. Quando a água é substituída por um álcool, um ácido ou 

uma amida, por exemplo, o nome das reações de esterificação são alcóolises, acidólises e 

aminólises, respectivamente6. Assim, estas enzimas podem ser aplicadas em diferentes 

segmentos industriais7 tais como farmacêutico8,9, alimentício8,10, indústria de detergente8,11, 

produção de biodiesel12,13, entre outros. 

As lipases podem ser produzidas por vegetais, animais14 e microrganismos (bactérias e 

fungos)15,16,17. No entanto, lipases microbianas quando comparadas às demais apresentam 

maior estabilidade, especificidade ao substrato e um custo de produção inferior17,18. A obtenção 

por processos fermentativos é viável19, principalmente devido aos altos rendimentos de 

produção e ausência de flutuações sazonais, em comparação com as lipases de origem vegetal 

e animal8.  

Considerando a importância comercial das lipases, e a produção destas enzimas por 

microrganismos é auspicioso20, pois esses conseguem altas produções sobre condições 

controladas. Quando as lipases são oriundas de processo fermentativo, o meio fermentado 

apresenta uma série de compostos contaminantes para a enzima de interesse, tais como outras 

proteínas, lipídeos, ácidos nucléicos, dentre outros. Logo, é imprescindível o emprego de 

técnicas de extração/purificação para recuperar as lipases do meio fermentado antes de sua 

aplicação, já que muitos destes contaminantes podem atuar como inibidores enzimáticos21,22 ou 

ser contaminantes para o processo de aplicação da lipase.  

Não existem protocolos definidos que garantam a purificação de lipases a partir de 

diferentes culturas celulares. Geralmente, esses processos consistem em múltiplas etapas afim 

de remover a biomassa e os compostos insolúveis para assim, poder concentrar e finalmente 

purificar a molécula de interesse5,20. Desta maneira, o processo de extração líquido-líquido 
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utilizando sistemas de duas fases aquosas (SDFA) vem sendo empregado como etapa de 

recuperação e purificação de baixa resolução de uma ampla variedade de biomoléculas23–27. 

As principais vantagens dos SDFA são a sua biocompatibilidade, simplicidade e baixo 

custo28,29 quando comparado a outras técnicas de extração. Esses podem ser selecionados de 

acordo com as principais características da molécula a ser extraída de forma a alcançar altos 

rendimentos de extração e/ou purificação, uma vez que cada sistema pode ser projetado para 

ter uma maior interação com a biomolécula através de interações eletrostáticas e hidrofóbicas, 

ligações de hidrogênio e/ou outras interações não covalentes27. 

Dentre os SDFA destacam-se os Sistemas Micelares formados por tensoativos; Sistemas 

Poliméricos formados por polímero-polímero, polímero-sal e polímero-carboidrato; e Sistemas 

baseados em Líquidos Iônicos (LIs) formados por tensoativo/Líquido Iônico e/ou 

polímero/Líquido Iônico.  

Desta forma, a proposta do trabalho foi estudar a capacidade de diferentes SDFA na 

recuperação e purificação da lipase microbiana comercial de Aspergillus niger, a fim de 

empregar o melhor sistema para extração da lipase de Aspergillus sp. presente em meio 

fermentado.
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6.CONCLUSÕES  

Embora os SDFA seja um método de extração e purificação relativamente simples, 

compreender as interações que podem influenciar no comportamento catalítico de qualquer 

enzima se torna complexo se o estudo de atividade e estabilidade não forem previamente 

realizados, uma vez que a enzima pode ser inativada, manter ou mesmo apresentar um 

incremento em sua atividade catalítica frente aos diferentes compostos.   

Os estudos de atividade e estabilidade frente aos diferentes compostos formadores dos 

SDFA empregados com a lipase microbiana comercial de A. niger elucidou as diferentes 

interações entre essa enzima e os compostos. De maneira geral a hidrofobicidade nos sistemas 

não favorece o comportamento catalítico da lipase e isso foi observado tanto para polímeros, 

como para os LIs de cadeia alquílica longa catiônica ou aniônica. Ademais, foi demonstrado 

através dos ensaios com os LIs baseados nos cloretos de imidazólios que essa propriedade pode 

acarretar o desenovelamento da estrutura sencundária da lipase com perda de sua função.  

O trabalho mostra que é possível a escolha do SDFA de acordo com a proposta de 

emprego da lipase, visando maior rendimento ou pureza. Os SMDFA empregando [Ch]X como 

adjuvantes permitiu a integração das técnicas de extração e purificação, a qual se destaca pelo 

fator de purificação obtido para a lipase microbiana de Aspergillus sp. produzida em meio 

fermentado. Enquanto os SPDFA com carboidratos foram promissores para a extração da lipase 

microbiana comercial de A. niger com uma EE de 100% em uma única etapa do processo 

downstream. 

Considerando que as lipases são utilizadas em diferentes segmentos industriais que não 

requerem enzimas com alto grau de pureza, como indústria de detergentes, síntese de biodiesel, 

degradação biológica de efluentes industrias, os SPDFA com carboidratos se mostram 

promissores do ponto de vista econômico industrial, uma vez que minimiza o tempo investido 

nas diferentes etapas de extração e concentração dessas enzimas e, adicionalmente não 

apresentam perdas durante o processo, pois a extração ocorre em uma única etapa.  

 Os SDFA são um método de baixa resolução, e esses podem ser empregues na extração 

e purificação de lipases com êxito, sendo um método ambientalmente mais benigno, seguro e 

relativamente econômico. 

 



110 

Sugestões para Trabalhos Futuros 

 

 

SUGESTÕES PARA TRABALHOS FUTUROS  

 

Explorar métodos espectrofotométricos usando a fluorescência e o dicroísmo circular, 

de modo a verficar a influencia das soluções aquosas dos polímeros PPG 725 e NaPA 8.000 e 

dos líquidos iônicos baseados nas colinas, precisamente [Ch][Pent] e [Ch][Hex], na estrutura 

secundária da lipase comercial de A. niger, uma vez que esses podem ser de interesse para uso 

como inibidores;  

Investigar a nível molecular o local onde ocorrem as interações favoráveis ou não entre 

a lipase e os diferentes compostos empregando o método de ancoragem molecular;   

Otimizar os SMDFA com [Ch]X como adjuvantes os quais poderiam incrementar os 

resultados obtidos neste trabalho. Como exemplo, pode-se fazer uso de sais inorgânicos ou 

variar a temperatura modificando a razão volumétrica das fases e consequentemente a extração;  

Explorar métodos para remoção dos carboidratos ou a reextração da lipase dos SPDFA 

com carboidrato, a qual permitiria a quantificação de proteínas totais e consequentemente a 

determinação do fator de purificação. Desta forma, poderia verificar se os SPDFA com 

carboidrato também podem ser aplicados nos seguimentos alimentícios, cosméticos e 

farmacêuticos;  

Aplicar as lipases extraídas pelos SDFA em setores industriais que não requerem pureza 

como na indústria de detergentes, na degradação biológica e remoção da carga lipolítica de 

efluentes industriais ou na produção de biodiesel poderia consolidar a vialibidade do método 

que tem sido tema de investigação no âmbito acadêmico.  
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