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Resumo 
 
As lipases são enzimas amplamente aplicadas em processos industriais. Sua 
obtenção por fungos filamentosos apresenta algumas vantagens em relação às 
outras fontes e por isso estudos de incremento de sua produção vêm sendo 
realizados. Aliado ao processo de obtenção, técnicas de imobilização de 
enzimas podem melhorar sua estabilidade em relação à temperatura e pH, e 
diminuir custos associados à sua aplicação devido à possibilidade de 
reaproveitamento da enzima imobilizada nos processos biocatalíticos. Objetivo: 
este trabalho teve como objetivo estudar a produção de lipases pela cepa 
Aspergillus sp. DPUA 1727, a imobilização da referida enzima em suporte octil-
sepharose, sua caracterização na forma livre e imobilizada e a aplicação da 
enzima imobilizada na obtenção de ésteres. Métodos: a produção da enzima 
foi realizada por 96 horas em cultivo submerso, avaliando-se diferentes fontes 
de carbono (óleos de soja, oliva, semente de uva e de algodão) como 
substratos indutores da produção enzimática. Posteriormente, estudou-se a 
imobilização da enzima em suporte octil-sepharose® por adsorção através de 
interação hidrofóbica, após o meio fermentado ter sido submetido à 4 ciclos de 
extração do óleo residual da fermentação com n-hexano. O processo de 
imobilização da enzima foi realizado em cascata em 4 ciclos com a finalidade de 
sobrecarga da enzima no suporte. Os testes de estabilidade foram feitos por 24 
horas, nas temperaturas de 30 à 70ºC e pH de 3 a 9 com a enzima livre e 
imobilizada. Como última etapa do trabalho, aplicou-se a enzima imobilizada na 
obtenção do éster propionato de isoamila. Resultados: Na etapa de produção, 
as melhores condições para a obtenção da enzima foram: óleo de semente de 
uva como indutor e 96 horas de cultivo. A lipase produzida apresentou maior 
atividade quando na presença do substrato p-nitrofenil propionato e, com a 
imobilização por 4 ciclos em suporte octil-sepharose, pode-se obter um derivado 
com a lipase adsorvida de peso molecular de, aproximadamente, 45 kDa. Em 
relação à caracterização da lipase produzida, obteve-se pH ótimo de 7,5 e 5 e, 
temperatura ótima de 45 e 50ºC, na sua forma livre e imobilizada, 
respectivamente. A enzima imobilizada apresentou uma faixa de estabilidade 
superior à da enzima livre em relação ao pH, sendo os valores de pH de 4, 5 e 6 
para a enzima imobilizada e de 7 e 7,5 para enzima livre, ao longo de 24 horas 
de incubação. No ensaio de estabilidade em relação à temperatura, a enzima 
imobilizada foi mais estável na faixa de 40 à 60ºC e a enzima livre apresentou 
estabilidade de 40 à 45ºC. No teste de reuso do derivado imobilizado, após 5 
ciclos, a enzima imobilizada apresentou 75% da atividade inicial a qual se 
manteve durante outros 15 ciclos adicionais. A possibilidade de utilização da 
lipase imobilizada na síntese de ésteres de bioaroma deve ser estudada em 
relação à especificidade dos substratos empregados, sendo a escolha destes, o 
álcool e o ácido, essenciais para obtenção de uma taxa de esterificação 
satisfatória. Conclusão: Substratos alternativos como o óleo de semente de 
uva podem ser empregados como indutor visando a síntese de lipases. O 
processo de imobilização por adsorção em suporte octil-sepharose mostrou-se 
eficaz não somente para imobilizar a enzima, mas também para promover a 
purificação, sendo que, com este método, a enzima pode ser reutilizada 
satisfatoriamente. É necessário conhecer a especificidade da enzima para sua 
utilização e obtenção do bioproduto de interesse. 
Palavras-chave: lipases; Aspergillus; cultivo submerso; biocatálise; aromas. 
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Abstract 
 

Lipases are enzymes widely applied in industrial processes. They can be 
obtained by filamentous fungi which presents some advantages in relation to 
other sources and for this reason, studies aiming to increase its production have 
been performed. Moreover, the process of enzyme immobilization can improve 
the enzyme stability in relation to temperature and pH, and reduce the costs 
associated with its application due to the possibility of immobilized enzyme 
reuse in biocatalytic processes. The objective of this work was to study the 
production of lipases by Aspergillus sp. DPUA 1727, the immobilization of 
lipases produced in octyl-sepharose support and make the enzyme 
characterization in its free and immobilized form. Furthermore, the immobilized 
enzyme was applied to obtain the ester isoamyl propionate. Methods: the 
enzyme production was carried out for 96 hours in submerged culture, with 
different carbon sources (soybean, olive, grape seed, and cotton oils) as 
substrates. Subsequently, the enzyme immobilization in octyl-sepharose® 
support by adsorption through hydrophobic interaction was studied ( to this 
experiment the fermented medium was submitted to 4 cycles to extract the 
residual oil with n-hexane). The enzyme immobilization process was carried out 
in cascade employing 4 cycles with the purpose of overloading the enzyme in 
the support. Stability studies were done for 24 hours, at temperatures from 30 to 
70ºC and pH from 3 to 9 with the enzyme-free and immobilized. As the last step 
of this work, the immobilized enzyme was applied in the preparation of the ester 
isoamyl propionate. Results: In the production stage, the best condition to obtain 
the enzyme were: grape seed oil as an inductor and 96 hours of cultivation. The 
lipase produced showed higher activity when p-nitrophenyl propionate was used 
as the substrate. The immobilization process employing 4 cycles in octyl-
sepharose support produced a derivative with the adsorbed lipase with a 
molecular weight of 45 kDa. In relation to the characterization of the lipase 
produced, an optimum pH of 7.5 and 5 and an optimum temperature of 45 and 
50ºC was obtained in its free form and immobilized, respectively. The 
immobilized enzyme presented a stability range higher than the free enzyme in 
relation to pH, being pH values of 4, 5 and 6 for immobilized enzyme and 7 and 
7.5 for free enzyme, over 24 hours of incubation. In the temperature stability 
studies, the immobilized enzyme was more stable in the temperature range of 
40 to 60 °C and the free enzyme showed stability at 40 to 45 °C. In the reuse 
test of the immobilized derivative, after 5 cycles, the immobilized enzyme 
maintained 75% of its activity, which was maintained for another 15 additional 
cycles. The possibility of using lipase immobilized in the synthesis of bioaroma 
esters should be studied in relation to the specificity of the substrates used, the 
choice of which, the alcohol and the acid, are essential to obtain a satisfactory 
rate of esterification. Conclusions: Alternative substrates such as grape seed oil 
can be used as an inducer for the synthesis of lipases. The adsorption 
immobilization process on octyl-sepharose support has proved to be effective 
not only to immobilize the enzyme but also to promote purification, and with this 
method, the enzyme can be satisfactorily reused. It is necessary to know the 
specificity of the enzyme before its application and to obtain the bioproduct of 
interest. 
Keywords: lipases; Aspergillus; submerged culture; biocatalysis; aromas. 
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1. Introdução 

 

1.1. Lipases 

As enzimas são proteínas que atuam acelerando reações, agindo como 

catalizadores naturais, apresentam alta seletividade e especificidade pelo 

substrato (1). Em termos de mercado, de todas as enzimas industrializadas, 

pelo menos 75% são hidrolases e destas 90% são produzidas por 

microrganismos através de processos fermentativos. Em 2012, o mercado 

mundial de enzimas para uso industrial foi de, aproximadamente, US$ 4,5 

bilhões, aumentando para cerca de US$ 4,8 bilhões em 2013 e estima-se 

uma taxa de crescimento anual composta (CAGR) de 4,7% ao ano, 

aumentando de US$ 5,0 bilhões para US$ 6,3 bilhões de 2016 para 2021 

(2). 

Dentre as hidrolases, as lipases (EC 3.1.1.3), também denominadas 

como glicerol ésteres hidrolases (3), representam o terceiro grupo de 

biocatalisador com maior venda no mundo (4). Essas enzimas têm como 

função natural a hidrólise de triglicerídeos em meio aquoso, dando origem 

aos ácidos graxos livres e glicerol quando a enzima não é regiosseletiva; e a 

sn-2 monoacilglicerol e ácidos graxos livres quando a lipase é sn-1,3 

regiosseletiva (5). A Figura 1 apresenta um esquema da quebra de 

triacilglicerol na presença de lipases regiosseletiva (A) e não-regiosseletiva 

(B). 
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Figura 1. Esquema do metabolismo do triacilglicerol pela enzima lipase A) 
lipase regiosseletiva e B) lipase não-regiosseletiva. Fonte: Jiang e Loos (6), 
com modificações.  

  

 

As lipases possuem a capacidade única de atuar apenas na interface 

óleo/água (7). Isso ocorre, pois, ao entrar em contato com o meio 

hidrofóbico, a “tampa” que recobre o sítio ativo da enzima (outra 

característica peculiar das lipases) se abre, ocorrendo o contato entre o 

substrato e o sítio ativo da enzima e assim acontece na reação de quebra do 

triacilglicerol. A “tampa” que recobre o sítio ativo de lipases é formada por 

uma cadeia polipeptídica que mantém o sítio ativo coberto quando está em 

meio hidrofílico (8,9). A imagem da figura 2 demonstra a mudança das 

conformações da tampa da lipase. 

A) 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 
 
B) 
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Figura 2. Imagem ilustrativa das conformações abertas e fechadas do sítio 
ativo da lipase, provocada pela mudança de posição da “tampa”. Fonte: 
adaptado de Palomo et al. (10). 

 

Por possuírem alta regiosseletividade e/ou enantiosseletividade 

(capacidade de selecionar a posição levogira (L) ou dextrogira (D) dos 

enantiômeros), serem estáveis em meios com solventes orgânicos e não 

necessitarem de cofatores, as lipases são um importante grupo de enzimas 

para aplicações na química orgânica (11), na produção de detergentes, 

cosméticos, tratamento de água, biorremediação, indústria oleoquímica, 

indústria alimentícia e farmacêutica (5,7,12), entre outros. 

 

 

1.2. Fontes de obtenção das lipases 

As lipases podem ser obtidas por fontes animais, vegetais e 

microrganismos, sendo que o custo de produção deste último é mais baixo 

se comparado às outras fontes (13) e mais vantajosa devido à facilidade de 

obtenção (14). Outro benefício das lipases microbianas é sua produção, 

majoritariamente, extracelular, o que facilita as etapas posteriores de 

extração e/ou purificação (15,16). 
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Dentre os microrganismos produtores de lipases, os fungos são 

amplamente conhecidos como fonte destas enzimas, com destaque para os 

seguintes microrganismos: Geotrichum, Rhizopus, Rhizomucor, Aspergillus e 

Penicillium. Cepas de Aspergillus são importantes microrganismos utilizados 

na área biotecnológica devido a sua capacidade de produzir enzimas 

extracelulares e por serem reconhecidas como GRAS (do inglês “Generally 

Recognized as Safe”) pela agência regulatória americana “Food and Drug 

Administration” (FDA) (17) sendo assim mais indicado para aplicações em 

produtos de consumo humano. 

Os fungos do gênero Aspergillus são pertencentes ao filo Ascomicota 

(ou Ascomicetes) possuem ascos (sacos) onde os esporos são 

armazenados, formando a estrutura chamada ascósporo (18). Crescem 

formando hifas, com corpos de frutificação aéreos chamados conidióforos, 

contendo uma vesícula em cada extremidade, onde se formam várias 

estruturas, as filíades (unisseriadas ou bisseriadas) e os conídios (18). A 

disposição das filíades na vesícula caracteriza o gênero Aspergillus devido a 

sua forma que lembra um aspergilo, instrumento da igreja Católica utilizado 

para dispersar água (19), que pode ser de forma colunar ou radiado. A figura 

3 apresenta uma imagem ilustrativa das estruturas principais dos fungos do 

gênero Aspergillus.  
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Figura 3. Imagem ilustrativa das estruturas principais do fungo do gênero 
Aspergillus. Fonte: adaptada de Guarro, Xavier e Pasqualotto (20). 

 

A Figura 4 apresenta uma imagem de microscopia eletrônica de 

varredura mostrando as estruturas principais do fungo Aspergillus sp. DPUA 

1727. 

 

 
Figura 4. Imagem de microscopia eletrônica de varredura da placa de 
crescimento do Aspergillus sp. DPUA 1727, após tratamento com 
glutaraldeído 5% (v/v) e etanol 70 e 80% (v/v), mostrando as estruturas 
principais do fungo: hifas, esporos dispersos, conidióforos, medula e 
conídios. Imagem feita no Instituto de Química da UNESP Araraquara. 
Araraquara, 2018. 
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O cultivo de fungos filamentosos visando à obtenção de biomoléculas 

pode ser em estado sólido ou submerso. A característica da enzima 

produzida e seu rendimento estão ligados ao método de obtenção e 

produção da mesma (16). O cultivo em estado sólido ocorre na ausência de 

água livre e o crescimento do microrganismo e a secreção do produto 

ocorrem na superfície da fermentação (21). Apesar de alguns autores 

dizerem que o cultivo em estado sólido é mais vantajoso do que o cultivo 

submerso para fungos filamentosos, o primeiro apresenta limitações no 

controle de alguns parâmetros, tais como, temperatura, pH e oxigenação 

(22). 

No cultivo submerso o microrganismo se desenvolve em meio líquido. 

Além de maior controle das variáveis anteriormente mencionadas, há maior 

homogeneidade do meio de cultura (16). De acordo com Gomes et al. (23), 

cerca de 90% dos processos biocatalíticos das indústrias são realizados em 

cultivo submerso. 

A produção de lipases depende de vários fatores, dentre eles o pH, a 

composição do meio fermentado, a temperatura, a oxigenação e a agitação. 

O último contribui para a oxigenação e a homogeneidade do sistema. De 

acordo com Gomes et al. (23), a fonte de carbono é apontada como o 

principal fator na síntese de lipases pois estas são consideradas enzimas 

indutíveis, ou seja, a adição de lipídeos no meio de cultivo pode atuar como 

indutor da síntese de lipases. Os óleos mais comumente utilizados são oliva 

e soja (24–27), porém, alguns outros vêm sendo estudados devido as suas 
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características e a sua fonte de obtenção, como é o caso de óleos residuais 

de processos industriais (21,28,29). 

 No quadro 1 são apresentados alguns trabalhos realizados visando a 

obtenção de lipases por cultivo submerso, com diferentes espécies de 

fungos, bem como óleos empregados como indutor e fonte de carbono. 

 

Quadro 1. Fontes de obtenção e os lipídios utilizados como indutores na 

produção de lipases fúngicas. 

   Gênero          Espécie Óleo Referência 

Aspergillus carbonarius 
girassol e colza não refinado 

(15) 

A. flavus soja e oliva (30) 

A.  flavus soja (26) 

A. japonicus girassol (31) 

A. nidulans 
farelo de trigo, farelo de arroz, 
farelo de brassica, farelo de 
amêndoa e farelo de mostarda 

(32) 

A. niger soja e oliva (30) 

A. niger 
oliva, soja, banha, amendoim e 
girassol 

(24) 

A. tamarii 
coco, amendoim, gergelim, girassol, 
soja e oliva 

(33) 

A. terreus oliva (34) 

Fusarium verticillioides 

soja, canola, girassol, polpa de 
macaúba, semente de macaúba, 
amêndoa de macaúba, oliva, palma, 
gergelim, etc. 

(35) 

Geotrichum candidum melaço de soja (36) 

Penicillium sp. oliva (37) 

 

Dentre os óleos empregados para a obtenção de lipases, o de soja e o 

de oliva são os mais estudados. Considerando que há uma vasta gama de 
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resíduos industriais oleaginosos, pesquisas de biorefinaria visando o 

aproveitamento destes compostos para a obtenção de produtos de alto valor 

agregado é de interesse. Assim, o óleo de semente de uva e de semente de 

algodão mostram-se uma boa opção. 

O óleo de semente de algodão pode ser obtido a partir de resíduos da 

indústria têxtil, onde cerca de 62,5% dos subprodutos são as sementes, e 

destas, pode-se extrair aproximadamente 20% de óleo (38). De acordo com 

o relatório da Organização das Nações Unidas para a Alimentação e a 

Agricultura (FAO) da perspectiva agrícola para o período de 2016-2025 (39), 

a produção mundial de algodão alcançará quase 31 toneladas até 2025, 

sendo 12% maior que o período de 2013-2015 e crescimento de 2% ao ano 

em 10 anos. 

Em relação ao óleo de semente de uva, estima-se que as sementes 

representam de 20 à 25% da biomassa produzida na indústria de vinhos 

(40). De acordo com Dwyer, Hosseinian e Rod (41), o teor de óleo que pode 

ser obtido por sementes de uva de cultivar vermelha é de 13,1-19,6% (v/m) e 

de cultivar branca é de 14,7-17,8% (v/m). Os óleos das sementes podem ser 

extraídos quimicamente com solventes (hexano) e o auxílio de Soxlet, 

mecanicamente por prensagem a frio ou a quente, sendo que extração a frio 

é um método que não utiliza produtos químicos e preserva a estrutura 

natural do óleo (28). Desta forma, o reaproveitamento das sementes, além 

de contribuir para a diminuição de lixo proveniente da indústria, aparece 

como uma alternativa aos óleos amplamente estudados, já que o óleo de 

semente de uva apresenta alta composição de ácidos graxos insaturados de 
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cadeia longa. De acordo com Bail et al. (42) o óleo de semente de uva 

possui cerca de 90% de ácidos graxos mono e poli-insaturados, sendo que o 

ácido linoleico (C18:2) representa de 58 a 78%. No trabalho realizado por 

Dobrev et al. (15) observou-se uma relação entre a quantidade de ácidos 

graxos poli-insaturados presentes no óleo utilizado na síntese de lipases 

extracelulares e sua atividade enzimática. Assim, o alto nível de ácido 

linoleico presente no óleo de semente de uva pode ser mais uma vantagem 

na síntese de lipases. 

Além das pesquisas de produção e otimização dos processos de 

obtenção das enzimas, a partir da variação da composição do meio 

fermentado, por exemplo, pesquisas acerca da melhoria da estabilidade da 

enzima tem-se mostrado interessante devido às diversas possibilidades de 

sua empregabilidade na indústria. Desta maneira, processos de imobilização 

de enzimas são vastamente pesquisados (8,43–46) afim de que o emprego 

de enzimas em processos biocatalíticos seja melhorada e os 

biocatalizadores possam ser reutilizados, podendo reduzir custos do produto 

final. 

 

 

1.3. Métodos de imobilização 

Para aplicação das lipases, não somente na hidrólise de óleos e 

gorduras, mas para outros fins, a estabilidade é um fator imprescindível. De 

acordo com Rivero et al. (1), as enzimas possuem instabilidade quando em 

ambientes que não são os naturalmente encontrados, principalmente em 
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relação à temperatura e ao pH. Desta maneira, a fim de melhorar as 

condições de estabilidade e aumentar a eficiência dos processos 

enzimáticos, as enzimas podem ser imobilizadas em diferentes suportes 

(47).  

Além da vantagem de a enzima poder ser mais estável do que na sua 

forma livre, a imobilização é um processo que permite que a enzima possa 

ser reutilizada por vários ciclos (48), reduzindo assim os custos dos 

processos. 

Os métodos mais comuns de imobilização, encontrados na literatura, 

são por ligação covalente, encapsulamento, cross-link, adsorção e 

aprisionamento (49–55). Na figura 5 é mostrado um esquema desses 

métodos de imobilização, divididos entre métodos físicos e químicos de 

ligação entre a enzima e o suporte. 
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Figura 5. Métodos de imobilização de enzimas, divididos entre métodos físicos e químicos. Fonte: Adaptado de Liu, Chen e 
Shi (56).*CLEAs - Cross-linked Enzyme Aggregates  
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Ligação covalente é considerado o método mais comumente utilizado 

para imobilização de enzimas (56,57). Neste método, as ligações que 

ocorrem entre os aminoácidos das cadeias laterais da enzima com o 

material do suporte se dão pelos resíduos de lisina, cisteína ou por resíduos 

de ácido glutâmico e ácido aspártico (56,57). Apesar de ocorrer uma ligação 

forte entre a enzima e o suporte, melhorando sua estabilidade e reduzindo 

as chances da enzima se desligar do suporte durante a reação, o processo 

de imobilização pode ocorrer através dos aminoácidos situados no sítio ativo 

da enzima e, consequentemente, ocasionar perda da atividade (56). 

O método de imobilização por cross-linking ocorre através da 

interação entre enzimas e o reagente bifuncional, por ligações covalentes 

(56) sendo que o glutaraldeído é o reagente mais comumente utilizado, 

formando bases de Schiff com grupos amino da enzima (52), originando 

agregados de enzimas a partir do processo de cross-link. Outra forma de 

promover a imobilização por cross-linking é pela formação de CLEAs (em 

inglês “Cross-linked Enzyme Aggregates”) onde, através de um processo 

anterior de precipitação, as enzimas se agregam e depois são submetidas 

ao cross-link com o reagente bifuncional (56). Ainda de acordo com Liu et al. 

(56) a agregação das enzimas pode causar a perda da atividade. 

Em relação ao aprisionamento da enzima como forma de 

imobilização, Won et al. (50) definiram como o processo onde a enzima sofre 

restrição física por confinamento em um espaço ou rede, sendo que o 

alginato é o polímero mais utilizado devido à ausência de toxicidade. A 

ausência de ligações entre enzima e suporte preserva a estrutura da enzima, 
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diminuindo as chances de perda de atividade, porém, o maior problema 

desse método de imobilização é a difusão do substrato pelo gel/rede, que 

pode ser dificultada dependendo dos espaços disponíveis nas matrizes (56). 

Desta forma, alguns processos de imobilização inviabilizam a ativação 

do sítio ativo da enzima, pois a interface hidrofóbica não tem acesso à 

enzima, como acontece em suportes de estrutura porosa (10). De acordo 

com Palomo et al. (10), a adsorção interfacial é um bom método de 

imobilização pois seu mecanismo é semelhante ao que acontece na ativação 

do sítio ativo. Isso ocorre devido à presença da tampa que recobre o sítio 

ativo da enzima. A adsorção visa um processo de imobilização onde a 

conformação aberta seja mantida e assim o sítio ativo se mantém livre para 

o acesso do substrato (58). O mecanismo de adsorção da lipase com a 

conformação aberta da tampa expondo o sítio ativo, em superfície 

hidrofóbica, é representado na figura 6. 

 

 
Figura 6. Representação da imobilização da lipase por adsorção interfacial, 
suporte de caráter hidrofóbico, com a conformação da tampa aberta. Fonte: 
Abreu Silveira et al. (59). 
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A imobilização por adsorção pode ocorrer por pontes de hidrogênio, 

forças de Van der Waals e interações eletrostáticas ou hidrofóbicas (56), que 

são forças fracas de interação entre suporte e enzima (57,60). No trabalho 

de Volpato et al. (61), lipases de 45 e 28 kDa foram purificadas após 

dessorção do suporte glioxil utilizando 0,01% e 3% de triton X-100, 

respectivamente, com recuperação de 100% da atividade residual. Desta 

forma, a imobilização em suporte por adsorção pode ser positiva por ser um 

método reversível, onde o meio enzimático pode ser purificado em apenas 

uma etapa (9,61,62), podendo ser dessorvida a enzima do suporte, e ambos 

serem reutilizados, evitando descartes (51).  

A escolha do método de imobilização é um fator importante pois deve 

ser considerado a especificidade da enzima e do suporte, o custo do 

procedimento, propriedades finais desejadas da enzima imobilizada e a 

toxicidade dos reagentes (57), por exemplo. Além disso, é importante 

considerar as relações entre o suporte-enzima-substrato-solvente, bem 

como o meio em que está presente o substrato (orgânico/aquoso), e as 

vantagens e desvantagens de cada método (63). 

 

 

1.4. Aplicação de lipases na síntese de bioaromas 

Nos dias de hoje há uma busca por alimentos, cosméticos e bebidas 

naturais devido à maior preocupação com a saúde. Os aromas naturais são 

utilizados para acrescentar odor aos alimentos, porém, a extração desses 

compostos de vegetais tem apresentado problemas no fornecimento, além 
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de apresentam alto custo, variação de qualidade e quantidade (64), o que 

torna esse processo inviável comercialmente (65). 

De acordo com um relatório de Markets and Markets (66), estima-se 

que o mercado de aromas para a indústria de alimentos será de US$ 13,56 

bilhões em 2018, com previsão para alcançar os US$ 17,10 bilhões até 

2023, mostrando que está em crescimento devido à demanda crescente. A 

aplicação de enzimas na síntese biotecnológica de aromas aparece como 

uma alternativa já que os compostos produzidos apresentam alta pureza, 

reduzindo custos para purificação (67). Além disso, o uso de 

biocatalisadores, ao invés de reagentes químicos, é considerado 

ecologicamente correto, indo de encontro ao que se espera da “química 

verde”, que tem como objetivo a redução ou eliminação do uso de 

substâncias nocivas à saúde (68). 

A reação de síntese de bioaroma, ésteres de cadeia curta, se dá a 

partir da esterificação de um álcool de cadeia curta com um ácido 

carboxílico, com formação do éster e água (65,67,68). A formação de 

ésteres aromatizantes são frequentemente formados por acetatos de etila, 

isobutila, amila e isoamila, e aditivos de perfumes por isopropila, benzila, 

octila, geranila, linanila e metila (68). Os biocatalisadores podem acelerar a 

velocidade da reação favorecendo o processo.  

Alguns exemplos dos aromas que podem ser obtidos a partir da 

esterificação podem ser vistos no Quadro 2. 
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Quadro 2. Exemplos de aromas que podem ser obtidos por diferentes 
ésteres. Fonte: Bezbradica et al. (69) 
 

 

Diante do exposto, o objetivo do presente trabalho foi o estudo da 

produção de lipase a partir do cultivo submerso de Aspergillus sp. DPUA 

1727, avaliando a adição de diferentes óleos no meio fermentado e outros 

Éster Aroma

Acetato de amila maçã, banana

Acetato de etila abacaxi

Acetato de isoamila pêra, banana

Acetato de isobutila cereja, framboesa, morango

Acetato de metila menta

Acetato de octila laranja

Acetato de propila pêra

Butirato de amila morango, pêra, abacaxi, damasco

Butirato de butila abacaxi

Butirato de etila banana, abacaxi, morango

Butirato de geranila cereja

Butirato de metila maçã, abacaxi

Caproato de etila morango

Caprilato de nonila laranja

Formato de etila limão, morango

Formato de isobutila framboesa

Heptanoato de etila cereja, damasco, framboesa

Isobutirato de amila banana

Isobutirato de etila morango

Isovalerato de etila maçã

Isobutirato de propila rum

Propionato de etila abacaxi

Salicilato de metila pervinca

Valerato de amila uvas, maçã

Valerato de etila maçã, banana

Valerato de geranila maçã

Valerato de metila flor



34 

 

parâmetros da produção, como quantidade de inóculo no meio fermentado e 

tempo de fermentação. Posteriormente, a enzima produzida foi caracterizada 

antes e após a imobilização em suporte hidrofóbico octil-sepharose em 

relação à influência da temperatura e do pH na atividade da enzima e 

capacidade de reuso do derivado imobilizado. Como última etapa do 

trabalho, empregou-se a enzima imobilizada como biocatalisador visando à 

obtenção de propionato de isoamila, éster produtor de aroma de damasco e 

abacaxi. 
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Capítulo 1. 

Valorização biotecnológica de óleos de resíduos agroindustriais para 

produção de lipases utilizando Aspergillus sp. DPUA 1727 da 

Amazônia. 
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Resumo 

As lipases são enzimas com grande número de aplicações à nível industrial. 

Os maiores desafios industriais atuais são novos produtores e um 

bioprocesso com alta produtividade. Em relação ao processo de produção, 

os óleos provenientes de resíduos agroindustriais podem ser utilizados como 

indutores eficientes de enzimas lipolíticas, reduzindo o custo de produção. 

Além disso, esse processo pode minimizar os problemas ambientais 

relacionados ao descarte agroindustrial. Assim, o objetivo deste trabalho foi 

avaliar uma nova espécie de Aspergillus sp. DPUA 1727, isolada da floresta 

Amazônica, como produtora de lipase, utilizando óleos de resíduos 

agroindustriais (óleo de semente de uva (OSU) e óleo de semente de 

algodão (OSA)) como indutores. Empregou-se azeite e óleo de soja como 

padrões. O microrganismo metabolizou todos os óleos estudados; no 

entanto, os óleos com maior porcentagem de ésteres de ácidos graxos (> 

80%), ou seja, soja, oliva e OSU, promoveram a maior produção de lipase. 

Ao comparar a atividade da lipase produzida, OSU gerou uma atividade 

enzimática 2 vezes maior do que OSA. A enzima produzida usando OSU foi 

caracterizada e pré-purificada por precipitação. Em conclusão, um novo 

isolado Aspergillus sp. DPUA 1727 pôde produzir lipase para fins industriais 

usando OSU. Além disso, outros óleos de resíduos agroindustriais com alta 

porcentagem de ésteres de ácidos graxos podem ser usados como indutores 

para a produção de lipases. 

Palavras-chave: biorefinaria; lipases; resíduos agroindustriais; Aspergillus; 

óleo de semente de uva; cultivo submerso. 
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1. Introdução 

 

As lipases (EC 3.1.1.3.) são enzimas hidrolases, também chamadas 

de glicerol ésteres hidrolases, com a função natural de hidrólise de 

triglicerídeos em meio aquoso, formando glicerol e ácidos graxos. Devido às 

suas características, essas enzimas podem ser aplicadas na produção de 

detergentes, cosméticos, tratamento de água, biorremediação, indústria 

oleoquímica, produção de lipídios estruturados (1–3), entre outros, 

substituindo compostos sintéticos ou explorando novas áreas. 

Em 2016, o valor de mercado global das enzimas industriais atingiu 

US$ 5 bilhões, sendo as lipases responsáveis por 10% desse mercado (4). 

Essas enzimas correspondem ao terceiro maior grupo do mundo em vendas 

(5). Em adição, espera-se uma taxa de crescimento anual composta (CAGR) 

do mercado de enzimas de 4,7% ao ano, aumentando de US$ 5,0 bilhões 

para US$ 6,3 bilhões de 2016 para 2021 (6). Desta forma, o mercado de 

enzimas é interessante e como as lipases correspondem a uma importante 

porcentagem deste mercado, novas fontes e métodos de produção são de 

grande interesse industrial. As lipases podem ser produzidas por animais, 

plantas e microrganismos, porém, enzimas de origem microbiana 

apresentam-se mais estáveis, com especificidade de substrato e com menor 

custo de produção em comparação a outras fontes (7). A maior estabilidade 

pode estar relacionada com a estrutura química da enzima quando obtidas 

por processos fermentativos. Além disso, do ponto de vista econômico e 

industrial, as lipases microbianas têm vantagens devido ao processo 
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fermentativo (8), que pode ser realizado em estado sólido ou por cultivo 

submerso. No cultivo submerso, o microrganismo se desenvolve no meio 

liquido, e fatores como temperatura, pH, fonte de carbono e nitrogênio, a 

presença de indutores, entre outros, podem interferir no processo de 

produção (9). Embora na literatura existam vários estudos avaliando a 

produção de lipase em meios de cultura utilizando diferentes óleos como 

fonte de carbono e/ou indutor (óleo de soja (10,11,12), oliva e girassol 

(11,12,13), milho (11) banha, amendoim (12), coco, palma, sálvia, amêndoa, 

mostarda, mamona, gergelim (13)), ainda há interesse em estudos utilizando 

óleos vegetais de fontes alternativas, principalmente, resíduos 

agroindustriais. Óleos provenientes de resíduos agroindustriais são um 

problema ambiental, pois a maior parte é descartada por queima, descarga 

ou aterro não planejado, criando diferentes problemas (14); logo a 

valorização destes resíduos é de interesse industrial. O óleo de semente de 

uva (OSU) é um resíduo da indústria vinícola (15), enquanto o óleo de 

semente de algodão (OSA) é um resíduo da indústria do algodão (16). 

Ambos os óleos são compostos por ésteres de cadeia longa de ácidos 

graxos (17), sendo óleos ricos em ácido linoleico e oleico (15,18,19). Assim, 

podem ser usados como uma alternativa aos óleos de soja e azeite 

extensivamente estudados, e outros acima mencionados, para produzir 

lipases. 

Diante do exposto, este trabalho teve como objetivo estudar a 

produção de lipases por cultivo submerso utilizando uma nova cepa de 

Aspergillus sp. DPUA 1727 isolada da floresta Amazônica, utilizando óleos 
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de resíduos agroindustriais (OSU e OSA) como fonte de carbono e indutor 

enzimático. A enzima produzida utilizando OSU foi caracterizada em relação 

ao pH e temperatura, e estudos de pré-purificação por precipitação também 

foram realizados. Os objetivos propostos no presente estudo são de grande 

interesse em termos industriais, pois visam valorizar um resíduo industrial 

produtor de lipase, enzima com inúmeras aplicações industriais. 

 

 

2. Materiais e métodos 

 

2.1. Materiais 

A peptona bacteriológica e o ágar batata dextrose (BDA) foram 

adquiridos da Acumedia®. O óleo de oliva (Carbonell®) e o de soja (Soya®) 

foram adquiridos em mercado local de Araraquara, São Paulo, Brasil 

enquanto os óleos de semente de uva e de semente de algodão foram 

adquiridos da Distriol®. O substrato p-nitrofenil palmitato (pNPP) foi 

adquirido da Sigma-Aldrich® (St. Louis, MO). Todos os outros reagentes 

utilizados foram de grau analítico. 

 

 

2.2. Manutenção do microrganismo  

O fungo DPUA 1727 foi generosamente cedido pela Coleção de 

Cultura da Universidade Federal do Amazonas, DPUA, AM, Brasil. As 

culturas estavam preservadas em água destilada, na forma de esporos, e 

foram reativadas em ágar batata dextrose (BDA) suplementado com extrato 
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de levedura e mantido à 30°C por 7 dias. Após este período, as culturas 

foram mantidas em refrigerador à 4°C. O inóculo foi preparado em placas de 

BDA, e as culturas foram mantidas nas mesmas condições da reativação. O 

meio BDA continha a seguinte composição (g/L, em água deionizada): ágar 

batata dextrose (39,0) e extrato de levedura (5,0). 

 

 

2.3. Identificação do fungo 

O DNA genômico total dos fungos foi isolado usando o BioPur Mini 

Spin Extraction Kit® (Biometrix, Brasil), de acordo com as recomendações 

do fabricante. Uma porção do gene da calmodulina (CaM) foi amplificada 

usando o par de primers cmd5/cmd6 (20). A PCR foi realizada em 25 µL de 

mistura reacional contendo um tampão 1×PCR, 2,0 mM de MgCl2, 0,2 mM 

de mistura de dNTP (Invitrogen, Life Technologies), 0,4 μM de cada 

iniciador, 1 U de Taq DNA polimerase (Invitrogen, Life Technologies) e 10 ng 

de modelo de DNA. As condições de ciclos térmicos de desnaturação foram 

de 95°C por 5 minutos, seguidos por 34 ciclos de PCR (94°C por 1 min, 

60°C por 1 min e 72°C por 1 min) e uma extensão final a 72°C por 5 min. O 

amplicon de PCR foi purificado usando ExoProStarTM 1-Step (GE 

Healthcare Life Sciences, Reino Unido) e submetido a sequenciamento 

direto em ambas as direções usando um kit BigDye® Terminator v3.1 Cycle 

Sequencing (Applied Biosystems, EUA). O produto da reação foi processado 

no equipamento ABI 3500XL Genetic Analyzer (Applied Biosystems, EUA). A 

sequência obtida foi comparada usando a Ferramenta de Busca de 
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Alinhamento Local Básica (21) contra o GenBank verificando as “sequências 

do tipo material” (https://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi). Além disso, a 

sequência obtida foi alinhada por um algoritmo ClustalW com as sequências 

de cepas de todas as espécies da seção Nigri de Aspergillus disponíveis na 

base de dados do NCBI. Uma árvore Maximum Likelihood (ML) foi 

construída, com 1000 réplicas de bootstrap, usando o software MEGA7 (22). 

 

 

2.4. Produção de lipase por cultivo submerso 

Para o cultivo submerso, frascos tipo Erlenmeyer (250 mL) contendo 

50 mL de meio de cultura foram inoculados com 5 discos de micélio (8 mm 

de diâmetro) da cepa Aspergillus sp. DPUA 1727. A incubação ocorreu por 

72 h à 30ºC e 150 rpm em shaker orbital. Após esse período, o caldo 

fermentado foi filtrado com auxílio de funil de Buchner em porcelana usando 

filtro de papel de 80 g.m-2 (Whatman, UK). A biomassa foi determinada por 

peso seco empregando balança de umidade (Shimadzu® MOC-63U). O 

filtrado livre de células foi usado para medir a atividade da lipase (seção 

2.7.1), proteínas totais (seção 2.7.2) e pH (em pHmetro). 

Inicialmente, óleos de soja, oliva, semente de uva e semente de 

algodão foram avaliados como fonte de carbono e indutor. Para isso, o meio 

continha a seguinte composição: 20,0 g/L peptona bacteriológica, 0,6 g/L 

MgSO4.7H2O, 1,0 g/L KH2PO4, 1,0 g/L NH4NO3 e 8,0 mL/L de óleo. O 

experimento foi realizado em triplicata e o pH inicial do meio fermentado foi 

ajustado para 6,3. Subsequentemente, a produção de lipase ao longo do 
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tempo foi estudada nas mesmas condições descritas acima, porém, 

avaliando apenas o óleo de semente de uva por um período de 120 h. 

Amostras foram retiradas após 24, 48, 72, 96 e 120 h do processo de 

fermentação.  

 

 

2.5. Estudos de estabilidade da lipase 

Primeiramente, foram determinados o pH e a temperatura ótimos da 

lipase presente no meio fermentado. A dosagem da atividade em relação ao 

pH foi realizada num intervalo de pH de 3 a 10 diluindo o meio fermentado 

contendo a enzima, no respectivo tampão, na proporção de 1:1, à 37ºC. Os 

tampões utilizados foram: pH 3, 4, 5 e 6 - tampão Mcllvaine 0,1 M; pH 7 e 8 - 

tampão fosfato 0,1 M; pH 9 e 10 - tampão carbonato-bicarbonato 0,1 M. A 

temperatura ótima foi determinada em ensaios nas temperaturas de 20 a 

60ºC, com o tampão fosfato 0,1 M pH 7,5 no preparo do reagente da 

dosagem de atividade (seção 2.7.1.), utilizando o meio fermentado contendo 

a enzima. 

Em seguida, a estabilidade da lipase presente no meio fermentado 

sob várias condições de pH (3 a 10 a 25ºC, tampões citados acima) e 

temperaturas (de 20 a 60ºC a 0,1 M de tampão fosfato pH 7,5) foi estudada. 

Em ambos os experimentos o caldo fermentado foi diluído no tampão na 

proporção de 1:1 e as soluções foram incubadas em banho termostatizado 

(modelo 521/2DE, New Ethics, SP, Brasil) durante 48 h. Alíquotas foram 

tiradas após 0, 1, 3, 6, 24 e 48 h de incubação. 
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Para todos os estudos de estabilidade, a atividade relativa da lipase 

(% RA) foi determinada de acordo com a Eq. 1: 

 

    
  

   
                                                                                     Eq. 1     

Onde: LA e LA0 são as atividades da lipase (U.mL-1) após o tempo de 

incubação e atividade enzimática inicial, respectivamente. 

 

 

2.6. Pré-purificação da lipase 

 

2.6.1. Precipitação com sulfato de amônia 

A precipitação com sulfato de amônia foi feita de acordo com a 

metodologia descrita por Bharti et al. (23), com modificações. O caldo 

fermentado sem células foi precipitado utilizando sulfato de amônia a 80% 

de saturação (m/v), mantido sob agitação overnight à 4°C e depois 

centrifugado à 9000 rpm durante 15 min a 4°C em centrífuga refrigerada 

(Thermo Scientific Sorvall Legend). Subsequentemente, o precipitado foi 

ressuspendido em 6 mL de tampão fosfato (0,1 M, pH 7,5) e dialisado 

utilizando membrana de diálise (limite de exclusão: 10.000-12.000 Da) 

durante 48 h a 4°C. A solução tampão foi substituída a cada 6 horas. 

Posteriormente, o precipitado dialisado foi ressuspendido em tampão fosfato 

(0,1 M, pH 7,5), na concentração final de 1 g.mL-1, para determinação da 

atividade enzimática (seção 2.7.1) e proteínas totais (seção 2.7.2). 
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2.6.2. Precipitação com solventes orgânicos 

Utilizou-se acetona e etanol para precipitar a lipase. O protocolo 

utilizado para ambos os solventes foi baseado no trabalho de Yadav et al. 

(24), com modificações. Os testes foram realizados pela adição de 

solventes, pré congelados à -18ºC, de 1 à 4 vezes o volume do caldo 

fermentado filtrado (para cada solvente) e levados ao ultra freezer a -80°C 

por 4 horas. Após a incubação, a solução foi centrifugada a 9000 rpm, por 15 

min a 4°C, em centrífuga refrigerada (Hitachi CR22N Shimadzu®). O 

precipitado foi ressuspendido em tampão fosfato (0,1 M, pH 7,5), para uma 

concentração final de 2,5 g.mL-1 e determinou-se a atividade enzimática e 

proteínas totais. 

Para os cálculos de atividade específica (U.mg-1 de proteínas) e fator 

de purificação, foram utilizadas para ambas as metodologias de purificação 

as Eq. 2 e 3, respectivamente: 

Atividade específica (U.mg-1) 
atividade enzimática (U. mL

-1
)

proteínas totais (mg.mL
-1
)
                              Eq. 2 

Fator de purificação  
atividade específica da enzima purificada (U.mg-1)

atividade específica do meio fermentado (U.mg-1)
          Eq. 3 

 

 

2.7. Métodos analíticos 

 

2.7.1. Atividade da lipase 

A atividade da lipase foi determinada de acordo com a metodologia 

descrita por Mayordomo et al. (25), com modificações. A reação foi realizada 
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pela adição de 250 μL de uma solução contendo 200 mg de Triton X-100, 50 

mg de goma arábica e 0,1 M de tampão fosfato (pH 7,5) para um volume 

total de 50 mL, 250 μL de solução enzimática (meio fermentado filtrado e 

solução nos ensaios precipitados) e 45 μL de solução contendo 15 mg de p-

nitrofenil palmitato (pNPP) diluído em 10 mL de isopropanol. A reação foi 

mantida em banho à 40ºC por 30 min. Após, 0,5 mL de Trizma base 2% 

(m/v) foi adicionado para parar a reação. A quantificação da atividade foi 

feita pela liberação de p-nitrofenol (pNP), que produz coloração amarela, 

quantificada pela absorbância à 398 nm em leitor de placas (EnSpire® 

PerkinElmer). Uma unidade de atividade foi definida como a quantidade de 

enzima necessária para hidrolisar 1 μmol de pNPP por minuto sob as 

condições descritas. 

 

 

2.7.2. Análise de proteínas 

A concentração de proteínas totais foi determinada pelo método de 

Lowry (26), no comprimento de onda de 595 nm, em leitor de placas 

(EnSpire PerkinElmer®). A quantidade de proteínas foi definida a partir da 

equação da reta da curva padrão utilizando soroalbumina bovina 

(y=0,9144x+0,1337), com valor de R²= 0,6287. 
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2.7.3. Análise de eletroforese SDS-PAGE 

As análises de eletroforese foram feitas baseadas no método de 

Laemmli (27). O gel foi feito com 10% de poliacrilamida pela aplicação de 20 

μL de amostras em cada poço e 2 μL de marcador de peso molecular de 

10kDa. 

 

 

2.7.4. Microscopia eletrônica de varredura (MEV) 

As amostras foram feitas a partir do inóculo de Aspergillus sp. em 

placa de BDA, cultivada por 7 dias. Os discos de micélio foram removidos e 

fixados em uma placa de fundo plano, com glutaraldeído a 5% (v/v). Após 

secagem durante 5 dias à temperatura ambiente, os poços foram lavados 

com etanol 70 e 80% (v/v) para remover o excesso de esporos para melhor 

visualização das estruturas. As amostras foram analisadas no Instituto de 

Química da Unesp de Araraquara, em microscópio eletrônico de varredura 

do JEOL (modelo JSM-7500F, software operacional PC-SEM v. 2.1.0.3), 

equipado com detectores secundários de elétrons, retrodifusão e análise 

química espectroscopia de dispersão - EDS) da Thermo Scientific (modelo 

Ultra Dry, software de operação NSS 2.3). 

 

 

2.7.5. Análise estatística 

As análises estatísticas foram realizadas utilizando o software 

estatístico IBM SPSS® versão 21.0. Os resultados experimentais foram 
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apresentados pelos valores médios das triplicatas e desvios-padrão das 

médias. Para verificar a igualdade entre as médias, o teste estatístico 

utilizado foi ANOVA one-way, com correção de Welch para variâncias 

desiguais, com nível de significância de 5% e pós-teste de Tukey. 

 

 

3. Resultados e discussões 

 

3.1. Identificação do fungo 

Embora a região interna do espaçador rDNA transcrito (ITS1-5.8S-

ITS2) seja o código de barras oficial do DNA para fungos (28), ele não 

contém variação suficiente para distinguir entre todas as espécies de 

Aspergillus da seção Nigri. Assim, como recomendado por alguns autores 

(29,30), foram utilizadas sequências de DNA do gene que codifica a 

calmodulina (CaM) para identificar o isolado fúngico aqui estudado. Este tipo 

de sequência é útil para identificação em nível de espécie em certas 

linhagens de fungos tais como Aspergillus, um dos gêneros mais prolíficos 

de fungos para metabólitos secundários e que incluem numerosas espécies 

medicinalmente e industrialmente importantes (29). A sequência do gene 

CaM obtida no presente estudo para a cepa DPUA 1727 foi mais semelhante 

à espécie do tipo Aspergillus costaricaensis (I = 99%), com base na 

pesquisa BLASTn verificando as "sequências do tipo material". A árvore 

filogenética baseada em CaM reconstruída com a sequência obtida para a 

cepa DPUA 1727 e as obtidas do banco de dados GenBank para cada 
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espécie colocada em Aspergillus da seção Nigri é apresentada na Figura 1. 

O isolado DPUA 1727 foi reconhecido filogeneticamente como um membro 

da espécie A. costaricaensis. A. costaricaensis é uma espécie bisserita 

(Epíteto: costaricaensis) que foi primeiramente isolada do solo na Costa Rica 

(30). Não é uma espécie produtora de ocratoxina e pode ser especialmente 

interessante para a exploração biotecnológica (30). No meio CYA a colônia 

de A. costaricaensis apresenta cor preta e colônia reversa cor de palha (31). 

A cepa DPUA 1727 apresenta filogenia muito semelhante a A. 

costaricaensis, no entanto, provavelmente é uma nova cepa que foi isolada 

do solo da Amazônia. Portanto, neste trabalho, o microrganismo foi chamado 

de Aspergillus sp. DPUA 1727 ao longo de todo o trabalho. A Figura 2 

apresenta a morfologia do microrganismo na placa BDA (A), observada por 

microscopia óptica (B) e por microscopia eletrônica de varredura (C e D). 
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Figura 1. Árvore filogenética baseada em calmodulina para Aspergillus sp. 
DPUA 1727 mostrando fungos familiares (modelo de dois parâmetros 
Kimura; algoritmo de máxima verossimilhança). Valores de bootstrap (1.000 
repetições) maiores que 70% são listados. 
 

 

DPUA 1727 
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Figura 2. Imagens de Aspergillus sp. DPUA 1727 A) crescimento por 7 dias 
em placa BDA, B) conidióforo e conídios via microscopia óptica e C e D) 
hifas e conidióforos, desidratados após tratamento com etanol a 70 e 80%, 
conídios, esporos e filíades vistos por Microscopia Eletrônica de Varredura 
(MEV). Araraquara, 2018. 
 

 

3.2. Efeito de diferentes óleos na biossíntese de lipases 

Microrganismos requerem uma fonte de carbono e nitrogênio para o 

seu crescimento e biossíntese de produtos. No caso da biossíntese da lipase 

por um microrganismo, é necessária a presença de um indutor, tal como 

uma gordura ou óleo que tenha suas ligações éster quebradas liberando 

ácidos graxos livres (32). O indutor também pode ser usado como a principal 

fonte de carbono do microrganismo (32). O estudo de um processo 

alternativo de produção de lipase por cultivo submerso da cepa Aspergillus 

sp. DPUA 1727 utilizando óleos de resíduos agroindustriais, OSU e OSA, foi 
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realizado. Os resultados da atividade hidrolítica da lipase com OSU e OSA 

foram comparados com os indutores convencionais soja e azeite (10,12). 

Estes resultados são apresentados na Tabela 1, que apresenta ainda os 

resultados de pH e biomassa ao final do cultivo. 

 

Tabela 1. Atividade hidrolítica da lipase, pH e biomassa obtidos por cultivo 
submerso de Aspergillus sp. DPUA 1727 utilizando os seguintes óleos: 
semente de algodão (OSA), semente de uva (OSU), oliva (OO) e soja (OS). 
 

 
Teste estatístico Anova one way (com correção de Welch correction para variâncias 
desiguais) e pós-teste de Tukey. Os resultados são apresentados pelas médias e desvios-
padrões das triplicatas. Letras iguais representam valores iguais à nível de significância de 
5%.  

 

 

Entre os indutores avaliados, a atividade da lipase diminuiu de acordo 

com a seguinte sequência: OS> OO = OSU> OSA. O resultado obtido pode 

estar relacionado com o tamanho da cadeia carbônica presente no ácido 

graxo de cada óleo estudado (13,33). A Tabela 2 mostra os principais 

componentes em termos de ácidos graxos de cada óleo utilizado.  

Óleos

Semente de algodão 7,7 ± 1,3 c
3,7 ± 0,1

a
8,8 ± 0,9

a

Semente de uva 13,5 ± 1,1 b
3,9 ± 0,2

a
7,0 ± 0,1

b

Oliva 14,4 ± 0,6 b
3,6 ± 0,1

a
7,2 ± 0,4

b

Soja 17,9 ± 0,8 a
3,6 ± 0,4

a
7,7 ± 0,7

ab

Atividade 

enzimática (U.mL
-1

)
pH Biomassa (g.L

-1
)
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Tabela 2. Composição percentual em ácidos graxos de cadeia longa, e insaturados, dos óleos de semente de 
algodão, semente de uva, oliva e soja, usados na biossíntese de lipase. 
 

 
* Orsavova et al. (34)  
**Chempro (available in http://www.chempro.in/fattyacid.htm) 

 

 

 

 

 

 

  

Esteárico Oléico Linoléico Linolénico Araquidônico

C18 C18:1 C18:2 C18:3 C20

Semente de algodão** 2,00 35,00 42,00 ---- ----

Semente de uva* 3,50 14,30 74,70 0,15 0,16

Oliva* 2,30 66,40 16,40 1,60 0,43

Soja** 2,00-6,00 22,00-34,00 43,00-56,00 5,00-11,00 ----

Óleo
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Como pode ser visto na Tabela 2, a porcentagem de ácidos graxos 

insaturados de cadeia longa nos óleos é de, aproximadamente, 89, 85, 84 e 

77% (v/v) para óleo de semente de uva, soja, oliva e algodão, respectivamente. 

Estes valores foram calculados considerando a média entre os valores mínimo 

e máximo de cada ácido graxo C18:n mostrado na Tabela 2. Desta forma, o 

valor real pode ter variações entre esses extremos. A biossíntese da lipase foi 

mais pronunciada em óleos com alta quantidade (> 80%) de ácidos graxos 

C18:n. Estes resultados estão de acordo com o trabalho de Lakshmi et al. (17), 

que estudaram a produção de lipase por Candida rugosa. Neste trabalho, a 

quantidade de lipase produzida também apresentou correlação com a 

porcentagem relativa de ésteres de ácidos graxos C18:n presentes nos óleos 

utilizados (óleos de gergelim, amendoim, girassol, palma, coco e mamona). 

Dobrev et al. (33) estudaram diferentes óleos vegetais (girassol, soja, oliva, 

colza, milho e sabão de óleo de girassol) na produção de lipase por A. 

carbonarius e observaram que quanto maior o teor de ácidos graxos livres no 

óleo, maior foi a produção de lipase. Os autores avaliaram a influência do óleo 

de girassol e o sabão de óleo de girassol, ambos apresentaram atividade 

superior nos testes anteriores, na concentração de 15 g.L-1. A atividade da 

lipase com sabão como fonte de carbono foi 4 vezes maior do que com o óleo 

de girassol. O sabão de óleo de girassol apresenta em sua composição 89,31% 

de ácidos graxos insaturados (linoleico e oleico). Segundo os autores, a 

presença de ácidos graxos com comprimento de cadeia superior a 16 átomos 

de carbono em óleos afeta positivamente a biossíntese de lipases. O processo 
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de biossíntese das lipases durante o metabolismo dos microrganismos não é 

bem compreendido (24). No entanto, a estrutura da lipase e, 

consequentemente, sua especificidade parece ser dependente do metabolismo 

do microrganismo. Sabe-se que, em relação ao ácido graxo, a lipase pode 

apresentar afinidade por ácidos graxos de cadeia curta (até 10 carbonos), 

outros por ácidos graxos insaturados e outros são inespecíficos (35). Ácidos 

graxos insaturados apresentam ligações duplas que, após a quebra, geram 

estrutura de cadeias de etileno. Ácidos graxos saturados apresentam uma 

estrutura compacta (36). Portanto, os ácidos graxos insaturados são mais fáceis 

de serem hidrolisados. A Figura 3 apresenta uma relação entre a porcentagem 

de ácidos graxos C18:n presentes em cada óleo utilizado e a atividade 

enzimática alcançada nas condições experimentais. 

 

 
Figura 3. Correlação entre a composição de ácidos graxos (%) dos diferentes 
óleos utilizados e a atividade enzimática (U.mL-1) da lipase produzida. 
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Em geral, a atividade da lipase foi mais pronunciada com óleos que 

apresentaram teor de ácidos graxos insaturados superior a 80%, 

nomeadamente, OS, OO e OSU. Além disso, a biossíntese das lipases foi mais 

favorecida pelo ácido graxo insaturado do que pelo comprimento da cadeia de 

ácidos graxos. Sabe-se que os microrganismos ajustam sua atividade 

metabólica de acordo com o ambiente, consequentemente, a quantidade de 

enzima produzida pode mudar de acordo com este fator. 

 Considerando a especificidade da lipase, essas enzimas podem ser 

agrupadas em lipases regiosseletivas sn-1,3 (produzindo mais 1(3), 2-

diacilglicerol que 1,3-diacilglicerol), lipases regiosseletivas sn-2 (produzem mais 

1,3-diacilglicerol do que 1 (3), 2-diacilglicerol) e lipases não seletivas (sem 

seletividade para ambas as posições) (37). A especificidade enzimática não 

pode ser determinada com os resultados apresentados, no entanto, estudos 

preliminares (dados não apresentados) mostraram que no meio fermentado há 

a presença majoritariamente de diacilglicerol, o que é um indicativo de que a 

enzima é sn-2 específica.  

 Em relação aos demais parâmetros de fermentação, OSA e OS 

promoveram um crescimento 25% maior que as demais fontes. Os valores de 

pH dos filtrados enzimáticos com todos os óleos apresentaram valores 

estatisticamente iguais (p= 0,358) ao final da fermentação, em torno de 3,7. 

Como o pH inicial foi de 6,3, houve uma acidificação do meio, provavelmente 

devido à hidrólise dos óleos triglicerídeos com consequente liberação de ácidos 

graxos no meio e queda no valor do pH. 
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Embora o meio fermentado obtido com OS tenha apresentado uma 

atividade enzimática da lipase 1,33 vezes maior que o obtido com OSU, este 

trabalho foi focado na avaliação de resíduos, principalmente agroindustriais. 

Como já mencionado, OS e OO foram utilizados como padrão, pois seu uso 

como indutor de lipase é bem descrito na literatura (10,38–40). Desta forma, o 

OSU surge como uma fonte de carbono e de indução na produção de lipase por 

cultivo submerso de Aspergillus. Na indústria do vinho, estima-se que de 20 a 

25% da biomassa gerada seja proveniente das sementes, que são descartadas 

(41) e sua reutilização é de interesse industrial, além de reduzir o descarte de 

resíduos diminuindo problemas ambientais. O óleo obtido das sementes de uva 

possui alto teor de ácidos graxos poli-insaturados (PUFAs), representando 

cerca de 85-90% da composição total; dentre eles o ácido linoleico (C18:2), 

abundantemente presente em óleos vegetais, e o ácido linolênico (C18:3) (15). 

Como visto anteriormente, essas características são positivas na indução da 

produção de lipases. Além disso, não há relatos na literatura utilizando óleo de 

semente de uva para produção de lipases microbianas até o presente estudo. 

Com o objetivo de estudar o comportamento do microrganismo e a 

produção de lipase empregando OSU, foi avaliada a produção de lipase pela 

cepa de Aspergillus sp. DPUA 1727 ao longo do tempo. Os dados de atividade 

hidrolítica (U.mL-1), atividade específica (U.mg-1), pH do filtrado enzimático e 

biomassa (g.L-1) estão apresentados na Figura 4. 
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Figura 4. Resultados da atividade enzimática (U.mL-1) (linha cheia) e atividade 
específica (U.mg-1) (linha tracejada) ao longo do cultivo submerso durante 120 
horas da cepa Aspergillus sp. DPUA 1727 (A); Curva de crescimento da cepa 
Aspergillus sp. DPUA 1727 em cultivo submerso durante 120 horas (g.L-1) (linha 
tracejada) e pH do filtrado enzimático (linha cheia) (B). As barras de erro 
representam intervalo de confiança de 95% para as medidas. 
 

 O crescimento médio do microrganismo por dia foi de 25% até atingir o 

máximo após 96h de cultivo submerso. Após 24 h de cultivo, houve um 

aumento de 9,7 vezes na biomassa produzida, e a quantidade obtida com 96h 

de produção foi 16,2 vezes maior quando comparada ao tempo zero. Segundo 
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Dalmau et al. (42), geralmente no final da fase exponencial de crescimento 

ocorre a produção de lipase extracelular no meio de cultura, o que pode estar 

relacionado à necessidade de maior tempo de cultivo para ocorrer a máxima 

liberação da enzima do interior celular para o meio extracelular. Esse 

comportamento foi mais acentuado na presença de óleo de semente de 

algodão. No entanto, deve-se considerar que um maior tempo de processo 

poderá reduzir a produtividade, não sendo uma alternativa interessante. 

Em relação à enzima lipolítica, a maior atividade hidrolítica da lipase 

(20,7 U.mL-1) e atividade específica (6,8 U.mg-1) também foi obtida após 96 h de 

fermentação. A atividade da lipase aumentou com o tempo como consequência 

do metabolismo do microrganismo e do acúmulo de enzimas no caldo 

fermentado. A partir dos resultados obtidos, fica claro que 96 h do processo de 

fermentação foi o ideal para a produção de lipase, pois aumentou a atividade 

enzimática em torno de 41% e a produtividade da biomolécula alvo (0,22 

U/mL.h). Desta forma, o óleo de semente de uva proporcionou os melhores 

resultados de produção e a enzima produzida nessa condição foi caracterizada 

como apresentado a seguir. 
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3.3. Caracterização da lipase produzida pela cepa Aspergillus sp. DPUA 

1727 utilizando óleo de semente de uva como fonte de carbono: efeito do pH e 

temperatura 

Os principais constituintes das enzimas são os aminoácidos, e mudanças 

no ambiente, como pH e temperatura, podem afetar sua estrutura e, 

consequentemente, sua atividade (43). Portanto, é essencial caracterizar a 

enzima em termos de pH e temperatura antes de sua aplicação. A Figura 5 

apresenta os resultados obtidos para pH ótimo (A) e estabilidade ao pH (B) 

após os seguintes tempos de incubação: 0, 1, 3, 6, 24 e 48 h. 
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Figura 5. Caracterização da lipase produzida por cultivo submerso da cepa 
Aspergillus sp. DPUA 1727 à 37°C em relação ao pH ótimo (A) e estabilidade 
ao pH (B) após 0, 1, 3, 6, 24 e 48 h de incubação. As barras de erro 
representam o intervalo de confiança de 95% para as medidas, embora não 
possam ser observadas no gráfico B, devido aos desvios pequenos entre as 
médias. Na estabilidade ao pH, 100% se refere à atividade relativa no tempo 
zero de cada pH.  

 

 

 A enzima produzida pela cepa Aspergillus sp. DPUA 1727 obteve 

atividade ótima nos valores de pH de 7,5 e 8 (ANOVA one way, p=0,0570) a 

37°C e permaneceu estável nos valores de pH 7 e 7,5 por 48 h, mantendo 
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74,13 e 70,12% da atividade inicial, respectivamente. A exposição enzimática 

em pH ácido ou alcalino diminuiu significativamente a atividade enzimática e 

uma perda de atividade hidrolítica de 100% foi obtida após 24 horas de 

incubação nas condições extremas (valores de pH 3, 4, 5, 9 e 10). A influência 

do pH na atividade da enzima deve-se à presença dos grupos ionizáveis 

presentes ao redor do sítio ativo, mantendo o substrato ligado à enzima e, 

consequentemente, a eficácia da catálise é otimizada (44). Na literatura, várias 

enzimas lipolíticas produzidas pela cepa Aspergillus exibiram pH ótimo entre 5 e 

6 (45–47). 

Os resultados de temperatura ótima e estabilidade à temperatura da 

lipase após 0, 1, 3, 6, 24 e 48 h de incubação em pH 7,5 na faixa de 

temperaturas de 20 a 60ºC, são apresentados na Figura 6 (A e B), 

respectivamente. 
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Figura 6. Caracterização da enzima lipase produzida por cultivo submerso da 
cepa Aspergillus sp. DPUA 1727 no pH 7,5: temperatura ótima (A) e 
estabilidade a temperatura (B) após 0, 1, 3, 6, 24 e 48 h de incubação. As 
barras de erro representam um intervalo de confiança de 95% para as medidas, 
embora não possam ser observadas no gráfico B, devido aos desvios pequenos 
entre as médias. Nos resultados de estabilidade de temperatura, 100% refere-
se à atividade enzimática no tempo zero para cada temperatura. 
 
 

Considerando a temperatura ótima, a enzima apresentou uma faixa de 

temperatura de atividade máxima, uma vez que não houve diferença estatística 

entre as atividades alcançadas nas temperaturas entre 20 e 50ºC após teste 
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estatístico ANOVA one way (p=0,1335) com pós teste de Tukey. Tendo em 

vista que as atividades foram iguais estatisticamente, foi considerada 45ºC 

como a temperatura ótima para seguimento dos ensaios. A temperatura 

influencia na taxa de reação enzimática: em baixas temperaturas, 

provavelmente a energia cinética no sistema é menor não favorecendo a 

formação do complexo enzima-substrato. Por outro lado, em altas temperaturas 

a taxa de reação aumenta, como consequência do número de colisões 

produtivas (E → S) por unidade de tempo, mas com um aumento de 

temperatura e tempo de exposição, pode haver uma diminuição na taxa de 

formação ou desnaturação do produto causada pela perda da estrutura terciária 

da enzima, necessária para a ocorrência de reações catalíticas (48). 

Nos ensaios de estabilidade a temperatura ao longo do tempo, à 60°C a 

atividade da lipase foi consideravelmente reduzida, tendo 67% da atividade 

média obtidas nas demais temperaturas. Embora à 20°C a atividade tenha sido 

próxima às condições ótimas, nos estudos de estabilidade o comportamento da 

lipase foi semelhante ao incubar a enzima a 20 ou a 60°C. Nestas condições, a 

perda de atividade foi em torno de 40% após 48 horas de incubação, enquanto 

nas demais, em torno de 25%. Dependendo do tempo de incubação o 

comportamento da enzima foi diferente, a enzima manteve uma média de 

98,49% da atividade inicial nas temperaturas de 30, 40 e 50ºC por 6 horas, 

seguindo o mesmo perfil e terminando com 73,03% de atividade ao final do 

período de 48 horas de teste.  
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Alguns estudos com lipases produzidas por diferentes gêneros de 

Aspergillus mostraram que a faixa de temperatura em que a lipase é mais 

estável gira em torno de 37°C: A. flavus (37°C (10)), A. niger (35°C (10)), A. 

tamarii JGIF06 (37°C (49)), resultados similares aos obtidos com a lipase 

produzida pela cepa Aspergillus sp. DPUA 1727. As condições ótimas de pH e 

temperatura alcançadas pela lipase produzida pela cepa DPUA 1727 utilizando 

OSU como fonte de carbono são bastante semelhantes aos resultados da 

lipase de A. niger F044, que apresentou pH e temperatura ótimos de 7,0 e 

45°C, respectivamente. Neste trabalho, os autores demonstraram que a 

atividade lipolítica diminuiu rapidamente a uma temperatura acima de 65°C (50). 

Como no presente trabalho, uma faixa restrita de temperatura (20-60°C) pode 

ser testada, e nenhuma outra evidência sobre a desnaturação pode ser 

avaliada.  

Após a caracterização da lipase, uma etapa de pré-purificação usando 

precipitação foi realizada a fim de remover alguns contaminantes e realizar a 

eletroforese SDS-page para determinar o peso molecular da enzima. 

 

 

3.4. Testes de purificação empregando precipitação 

O processo de downstream pode ser composto por uma série de etapas 

como, por exemplo, ultrafiltração, precipitação, extração líquido-líquido, técnicas 

cromatográficas e, dependendo da aplicação da biomolécula, é realizada uma 

etapa final de polimento como liofilização e/ou cristalização (51). Entre essas 
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técnicas, a precipitação é uma das operações unitárias mais utilizadas para 

recuperação de proteínas e na maior parte dos protocolos de purificação de 

proteínas publicados incluem pelo menos uma etapa desta técnica (3,52,53). 

Desta forma, no presente trabalho, esta metodologia foi avaliada. Estudou-se a 

precipitação de lipases com sulfato de amônia, acetona e etanol (ambos os 

solventes com vários ciclos) e os resultados estão apresentados na Tabela 3. 
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Tabela 3. Resultados da atividade enzimática (U.mL-1), proteínas totais (U.mg-1) e o fator de purificação de cada 
método de purificação de lipase testado. 
 

 
Teste estatístico ANOVA one-way (com correção de Welch para variâncias desiguais) e pós-teste de Tukey. Os resultados são 
apresentados por médias e desvios padrão das triplicatas. Letras iguais representam valores iguais a um nível de significância de 5%. n/a: 
não se aplica. Letras maiúsculas representam igualdade entre os grupos e letras minúsculas representam igualdade intra grupos. 

Relação dos 

solventes orgânicos 

(v)

Atividade enzimática      

(U.mL-1)

Atividade específica       

(U.mg-1)

Fator de 

purificação

Meio fermentado n/a 30,36  ± 1,28 8,25 ± 0,35 n/a

1x 22,46 ± 
 
1,46 

c 48,83 ± 3,16 
c

5,92 ± 0,39 
c

2x 21,76 ± 0,79 
c 83,69 ± 3,05 

A,b
10,14 ± 0,37 

A,b

3x 40,87 ± 0,57 
A,b 86,96 ± 1,22 

A,b
10,54 ± 0,15 

A,b

4x 70,50 ± 1,79 
a 138,24 ± 3,52 

a
16,76 ± 0,43 

a

1x 35,26 ± 2,98 
B,b,c,d 37,51 ± 3,17 

d
4,55 ± 0,38 

d

2x 33,37 ± 2,15 
d 71,00 ± 4,57 

b
8,61 ± 0,55 

b

3x 39,80 ± 1,06 
A,a,c 88,44 ± 2,36 

A,a
10,72 ± 0,29 

A,a

4x 39,10 ± 0,44 
A,B,a,b 59,24 ± 0,66 

c
7,18 ± 0,08 

c

3,74 ± 0,38

Precipitação com 

acetona

Precipitação com etanol

Precipitação com 

sulfato de amônia e 

diálise

n/a 6,48 ± 0,66 30,86 ± 0,66
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 Primeiro, a precipitação da lipase foi realizada empregando-se sulfato 

de amônia, seguida por uma etapa de diálise para remover os sais 

inorgânicos e outros compostos com baixo peso molecular. No entanto, 

como pode ser observado na Tabela 3, uma redução considerável na 

atividade da lipase (próximo a 80%) foi alcançada após o processo de 

diálise. Uma razão para esses resultados pode ser a formação de agregados 

durante o processo de precipitação devido à desidratação da lipase 

(afinidade da água com sulfato de amônia), deixando os sítios ativos da 

lipase, que são hidrofóbicos, expostos e interagindo entre si, formando 

agregados que precipitam com os outros contaminantes. Sabe-se que a 

precipitação com sulfato de amônia é muito utilizada nos níveis laboratoriais 

e industriais para extrair enzimas, porém, a significativa perda de atividade 

(> 50%) no presente trabalho, com a lipase estudada, fez-se necessário que 

o estudo com outros agentes precipitantes fosse avaliado, nomeadamente, 

etanol e acetona. O principal efeito do solvente orgânico é a redução da 

atividade da água. Uma diminuição na constante dielétrica, com a adição de 

um solvente orgânico, leva à redução do poder de solvatação da água para 

uma molécula proteica hidrofílica carregada, e assim a solubilidade da 

proteína diminui e a precipitação ocorre (54). É importante ressaltar que as 

lipases de diferentes fontes microbianas podem diferir em sua estrutura e os 

resultados obtidos no presente trabalho são específicos da lipase da cepa 

Aspergillus sp. DPUA 1727. Assim, em termos de aplicação industrial, as 

lipases de diferentes fontes microbianas devem ser caracterizadas antes de 

sua aplicação. 
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Nos experimentos com solventes orgânicos, o fenômeno de 

agregação não foi observado. Nos experimentos com etanol, após o primeiro 

ciclo, a atividade da lipase aumentou e se manteve durante os demais ciclos 

atingindo-se um fator de purificação de 10,72 após 3 vezes o volume de 

solvente para precipitação. A aplicação de mais ciclos não promoveu 

incremento no fator de purificação. No entanto, com a acetona, um maior 

número de ciclos aumentou a atividade enzimática e o fator de purificação. 

Após adição de 4 vezes o volume de acetona, uma atividade enzimática de 

70,50 U.mL-1 foi alcançada. Dependendo da aplicação da lipase, ambos os 

solventes orgânicos podem ser usados. Os resultados com o etanol são 

bastante interessantes, pois, além do etanol ser um bom agente precipitante 

das lipases, é um solvente frequentemente utilizado no processo em que a 

lipase é aplicada, como a produção de biodiesel. Assim, se o etanol é usado 

como agente precipitante das lipases, seu excesso não precisa ser removido 

antes de sua aplicação. 

A eletroforese SDS-page foi realizada com a lipase precipitada com 

etanol 3 vezes (Figura 7).  
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Figura 7. Eletroforese em gel de poliacrilamida (SDS-PAGE) da lipase 
precipitada em etanol: M) marcador de peso molecular (10 kDa), A) meio 
fermentado; B) 90 mL de meio fermentado precipitado e ressuspendido em 5 
mL de tampão fosfato 5 mM pH 7,5; e C) 90 mL de meio fermentado 
precipitado e ressuspendido em 2,5 mL de tampão fosfato 5 mM pH 7,5. 
 

O caldo fermentado contém uma banda majoritária (~ 64 kDa) e 

outras bandas com menores concentrações. Após a técnica de precipitação, 

o precipitado ressuspendido apresentou múltiplas bandas provando que a 

precipitação é um método que não promove alta purificação mas sim a 

concentração da enzimas nas frações precipitadas, podendo ser observadas 

nas bandas mais alargadas da eletroforese (colunas B e C). Dependendo da 

fonte microbiana da lipase, o peso molecular da lipase pode ser de 20 a 75 

kDa (55) e estudos de purificação devem ser realizados para provar qual das 

bandas obtidas refere-se a lipase de interesse. 
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4. Conclusões 

 

 Neste trabalho, a nova cepa Aspergillus sp. DPUA 1727 foi estudada 

para produção de lipases, usando óleo de resíduo agroindustrial como 

indutor. Foi observado que o resíduo agroindustrial pode ser utilizado para 

este propósito, principalmente, se apresentar alta composição de ácidos 

graxos (>80%). Neste sentido, o óleo de semente de uva mostrou ser uma 

alternativa como indutor na produção de lipases por, sendo este um resíduo 

industrial com características desejadas. A enzima produzida apresentou um 

pH ótimo de 7,5 e estabilidade entre 7 e 7,5, temperatura ótima na faixa de 

20 à 50ºC e estabilidade térmica entre 30 e 50ºC ao final de 48 horas, com 

72,13% da atividade relativa ao tempo inicial do teste. Finalmente, a 

integração de novas cepas com resíduos agroindustriais adequados pode 

emergir como um aspecto importante para melhorar o bioprocesso das 

lipases, uma vez que essas enzimas apresentam uma ampla gama de 

aplicações. 
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Resumo 
 
As lipases são enzimas que, por apresentarem alta especificidade e 
seletividade em substratos variados, podem ser amplamente empregadas 
em reações de hidrólise, esterificação, transesterificação, alcoólise e 
acidólise. A aplicabilidade destas enzimas pode ser ampliada se as mesmas 
estiverem na forma imobilizada pois este processo pode aumentar a 
estabilidade da enzima em relação à temperatura e pH, e possibilitar a 
reutilização do biocatalisador, diminuindo os custos da produção. O objetivo 
deste trabalho foi imobilizar a lipase produzida por cultivo submerso de 
Aspergillus sp. DPUA 1727 e avaliar sua aplicabilidade na síntese de 
ésteres. Inicialmente, testou a afinidade das enzimas por diferentes 
substratos (p-nitrofenil propionato, p-nitrofenil butirato, p-nitrofenil decanoato 
e p-nitrofenil palmitato) e a enzima apresentou maior atividade na presença 
de p-nitrofenil propionato, mostrando alta especificidade por ésteres de 
cadeia curta. Posteriormente, iniciou-se os estudos de imobilização por 
interação hidrofóbica e o óleo residual do processo fermentativo interferiu na 
imobilização pois o óleo se ligava ao suporte ao invés da enzima. Assim, 
avaliou-se o cultivo submerso com diferentes concentrações de óleo (2, 4, 6 
e 8 mL.L-1) e carga de inóculo (10 e 20 discos de micélio), seguido de 
extração do óleo residual em 4 ciclos com n-hexano. Após esse processo, foi 
possível imobilizar a lipase em suporte hidrofóbico. Os ensaios de 
imobilização em suportes octil-sepharose (C8) e octadecil-sepabeads (C18) 
mostraram que a enzima de interesse foi isolada e concentrada em octil-
sepharose por 1 hora, tendo 22% da atividade em relação à solução inicial 
do meio fermentado. Para aumentar a quantidade de enzimas adsorvidas no 
suporte, foram feitos 4 ciclos de imobilização seguidos, no mesmo suporte, 
tendo um rendimento final de imobilização de 151,32% e aumento da 
atividade específica de 136%. A enzima imobilizada apresentou 
características diferentes da enzima livre em relação ao pH e temperatura, 
sendo mais estável em valores de pH ácido e temperatura de 50 e 60°C. O 
teste de reuso do derivado mostrou uma boa capacidade de 
reaproveitamento, uma vez que, após 5 ciclos, a enzima manteve 75% da 
atividade inicial até o final dos testes (20 ciclos). Esse resultado mostrou que 
a realização da imobilização por adsorção em suporte hidrofóbico pode 
purificar a enzima e manter sua estabilidade para uso por diversos ciclos. 
Embora existam vários estudos na literatura sobre aplicações de enzimas na 
síntese de ésteres de bioaromas, os resultados obtidos neste trabalho 
mostraram que é necessário avaliar a escolha do álcool e do ácido a serem 
utilizados na síntese devido à especificidade da lipase por substratos de 
cadeia curta, média ou longa. 
 
Palavras-chaves: lipases; imobilização por adsorção; suporte hidrofóbico; 
síntese de ésteres. 
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1. Introdução 

 

As lipases (E.C. 3.1.1.3) são enzimas que podem ser obtidas de 

fontes animal, vegetal ou microbiana (1), porém a sua produção por fungos 

representa um grande número de pesquisas na literatura (2–8). Os fungos, 

especialmente, os filamentosos são capazes de produzir estas enzimas de 

maneira mais intensa e diversificada comparado as outras fontes ao se 

considerar as propriedades enzimáticas e a especificade pelo substrato, 

características essenciais para seu processo de aplicação industrial (9,10). 

Em adição, as lipases produzidas por espécies de Aspergillus são 

classificadas com GRAS (“Generally Recognized as Safe”), pela agência 

regulatória norte americana FDA (“Food and Drug Administration”), sendo 

seguro sua utilização em bioprodutos destinados a consumo humano (11). 

Levando em consideração sua aplicação, as lipases podem participar 

de reações de bioconversão, como hidrólise, esterificação, 

transesterificação, acidólise e alcoólise (12), mas sua função básica é 

catalisar reações na interface óleo-água, dando origem a partir do 

triacilglicerol às moléculas de diacilglicerol, monoacilglicerol e ácidos graxos 

quando é sn-1,3 regiosseletiva, e glicerol e ácidos graxos livres quando a 

enzima não é regiosseletiva (1). As lipases têm a capacidade de hidrolisar 

tanto triglicerídeos solúveis em água quanto insolúveis, o que expande o seu 

range de aplicação (13).  

Um dos maiores problemas na aplicação de enzimas é em relação a 

sua estabilidade frente as condições do processo. Assim, a técnica de 
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imobilização de enzimas em diversos suportes vem sendo amplamente 

estudada com o intuito de promover a melhora de sua estabilidade em 

relação a diferentes parâmetros, dentre eles, ao pH e temperatura (14–16). 

Além disso, a enzima imobilizada pode ser reutilizada reduzindo o custo com 

biocatalisadores e, consequentemente, de produção e do produto final (17). 

A ligação da enzima ao suporte pode ocorrer de várias maneiras, por 

exemplo, por ligação covalente (18–21), interação hidrofóbica (22,23), 

encapsulação (24–26) e cross-linking (27,28).  

As lipases têm a característica única de ter uma cadeia polipeptídica 

que forma uma estrutura denominada “tampa” que cobre o seu sítio ativo em 

ambiente hidrofílico, e na presença de substrato hidrofóbico sua 

conformação muda, expondo o sítio ativo (22,29). Desta maneira, a 

depender do tipo da imobilização empregada, esta também é uma estratégia 

que favorece a manutenção da forma aberta da enzima, facilitando a 

interação entre o substrato e o sítio ativo da enzima (30). A imobilização por 

interação hidrofóbica é considerada um processo simples e pode ocorrer 

com baixa força iônica, além de poder ser empregada para purificar e 

imobilizar e enzima em uma única etapa (29). 

Como citado anteriormente, o uso de lipases em processos industriais 

é muito amplo sendo esta enzima empregada na produção de detergentes, 

fármacos, biodiesel, na indústria têxtil e alimentícia (8), por exemplo. Nas 

indústrias de alimentos, bebidas, cosmética e farmacêutica, a lipase pode 

ser usada na produção de compostos aromáticos similares aos naturais, 

como por exemplo, o propionato de isoamila, que é um composto de alto 
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valor agregado usado em alimentos pois é o responsável pelo aroma de 

abacaxi e damasco (31). Considerando que há uma preocupação atual na 

produção de compostos sem a utilização de compostos químicos ou que 

gerem resíduos que possam contribuir com a poluição do ambiente, a 

utilização de enzimas em bioprocessos parece ser uma alternativa segura e 

eficiente. 

Diante do exposto, o objetivo deste trabalho foi imobilizar a lipase 

produzida a partir da cepa Aspergillus sp. DPUA 1727 por cultivo submerso, 

em suporte hidrofóbico octil-sepharose, caracterizar a enzima livre liofilizada 

e imobilizada em relação ao pH e temperatura, e avaliar sua capacidade de 

reutilização após a imobilização. A partir desses parâmetros, foi realizado 

um estudo de aplicação da enzima imobilizada visando a síntese do éster de 

propionato de isoamila. 

 

 

2. Materiais e métodos 

 

2.1. Materiais 

Como suporte de imobilização, empregou-se o octil-sepharose® 4 

Fast Flow (GE Healthcare Life Sciences). Os substratos p-nitrofenil butirato, 

p-nitrofenil decanoato e p-nitrofenil palmitato foram adquiridos da Sigma-

Aldrich®. O substrato p-nitrofenil propionato foi sintetizado em nosso 

laboratório (Anexo 1). Para tanto, foram adquiridos p-nitrofenol, piridina, 

cloreto de propionila 98% e diclorometano 99,8% da Sigma-Aldrich®. O 
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padrão de propionato de isoamila foi gentilmente cedido por Capuani (São 

Paulo, Brasil). Todos os outros reagentes utilizados foram de grau analítico. 

 

 

2.2. Obtenção de lipase por fermentação 

A lipase foi produzida por cultivo submerso da cepa Aspergillus sp. 

DPUA 1727, proveniente da Coleção de Cultura DPUA, da Universidade 

Federal do Amazonas. A composição do meio fermentado foi: 20,0 g.L-1 de 

peptona bacteriológica, 0,6 g.L-1 de MgSO4.7H2O, 1,0 g.L-1 de KH2PO4, 1,0 

g.L-1 de NH4NO3 e 8,0 mL.L-1 de óleo de semente de uva. A fermentação foi 

realizada em frascos tipo Erlenmeyers de 500 mL, contendo 100 mL do meio 

fermentado e inóculo de 20 discos de micélio. Após a fermentação por 96 

horas, à 30ºC e 150 rpm em shaker orbital, os meios foram filtrados com 

auxílio de funil de Buchner de porcelana em filtro de papel 80 g.m-2 

(Whatman, UK). O filtrado livre de células foi liofilizado em liofilizador 

(Thermo Scientific® ModulyoD) para ensaios com a enzima livre liofilizada e 

para imobilização. 

 

 

2.3. Estudos da produção de lipase variando a concentração do óleo 

de semente de uva e tamanho do inóculo de Aspergillus sp. DPUA 1727  

 A fim de incrementar a produção de lipases pela fermentação de 

Aspergillus sp. DPUA 1727 utilizando óleo de semente de uva, testes 

variando a concentração do óleo de semente de uva e da carga de inóculo 
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do fungo na fermentação foram realizados, seguindo o esquema 

apresentado na figura 1. As variações foram de 10 e 20 discos de micélio e 

2, 4, 6 e 8 mL.L-1 de óleo de semente de uva no meio fermentado. Todos os 

ensaios foram realizados em triplicata. 

 

 
Figura 1. Esquema de variação de inóculo de Aspergillus sp. DPUA 1727 e 
adição de óleo de semente de uva nos meios fermentados. 

 

 

A fermentação foi realizada nas condições descritas anteriormente. 

Os meios foram filtrados após 96 horas e a atividade enzimática foi 

quantificada em 2 condições: 1) do meio fermentado após filtração, e 2) do 

meio fermentado liofilizado e submetido a extração do óleo residual com n-

hexano, de cada condição, como descrito na seção 2.4.  
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2.4. Extração do óleo residual da fermentação 

O óleo de semente de uva que não foi consumido pelo microrganismo 

durante o cultivo submerso foi extraído empregando 4 ciclos com n-hexano. 

Assim, 0,5 g de meio fermentado liofilizado foi ressuspendido em 5 mL de 

tampão acetato 5 mM (pH 5) e adicionou-se 5 mL de n-hexano. O sistema 

permaneceu sob agitação em homogeneizador horizontal durante 30 min. 

Posteriormente, a fase aquosa contendo a enzima foi retirada e a fase do n-

hexano foi descartada juntamente com o óleo extraído. À fase aquosa 

separada adicionou-se mais 5 mL de n-hexano, e esse processo de extração 

foi feito por mais 3 ciclos. Após os 4 ciclos de extração com n-hexano, a fase 

aquosa foi utilizada na imobilização. A figura 2 mostra um esquema 

representativo do processo de extração do óleo residual da fermentação, 

com n-hexano. 

 

 
Figura 2. Esquema representativo do processo de extração, com n-hexano, 
do óleo não utilizado na síntese de lipase na fermentação. 
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2.5. Avaliação da imobilização em diferentes suportes hidrofóbicos 

Para o processo de imobilização da enzima com o objetivo de 

promover a purificação do meio fermentado, foram feitos dois testes 

utilizando 0,5 g do suporte a ser testado e 3 mL de solução com o meio 

fermentado liofilizado ressuspendido em tampão fosfato 25mM pH 7,5: 1) 

imobilização em octadecil-sepabeads por 30 minutos seguido de octil-

sepharose por 2 horas; e 2) imobilização em octil-sepharose por 1 hora 

seguido de octadecil-sepabeads por 1 hora e meia. A representação dos 

testes de imobilização é mostrada na figura 3. 

 

Teste 1:                                                   Teste 2: 

 
Figura 3. Esquema dos testes de imobilização da lipase utilizando suportes 
de diferentes hidrofobicidades: 1) Imobilização em suporte octadecil seguido 
de suporte octil, e 2) imobilização em suporte octil seguido de suporte 
octadecil. 

 

 

2.6. Imobilização em cascata da lipase em suporte octil-sepharose 

A imobilização da lipase foi feita pela adição de 3 mL de solução 

enzimática após extração do óleo residual com n-hexano (seção 2.4) a 1 g 
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de suporte octil-sepharose. A mistura foi colocada em seringa com filtro 

acoplado e mantida em homogeneizador horizontal sob agitação suave 

durante 1hora e meia. O derivado (enzimas adsorvidas no suporte) foi 

filtrado da solução, ficando retido na seringa pelo filtro, e submetido a mais 4 

ciclos de imobilização com adição de novos 3 mL da solução de enzima a 

cada etapa. A figura 4 apresenta um esquema do processo de imobilização. 

 

 
Figura 4. Esquema representando cada etapa do processo de imobilização 
da solução enzimática após processo de extração com n-hexano. 
 
 
 

O rendimento da imobilização (RI %) foi calculado a partir da Eq. 1: 

 

RI   
Ai   Af

Ai
 100                    Eq. 1 

Onde Ai é a atividade inicial e Af é a atividade do sobrenadante após 

imobilização. 
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2.7. Avaliação da influência do pH e da temperatura na atividade da 

enzima imobilizada 

A influência do pH e da temperatura na atividade da lipase imobilizada 

em octil-sepharose e da enzima livre em meio fermentado liofilizado foram 

avaliadas a partir da solubilização de ambos na concentração de 0,1 g.mL-1, 

de acordo com a condição a ser testada. Para o teste de pH ótimo, o 

derivado foi solubilizado nas seguintes soluções tampão (5 mM): glicina-HCl 

pH 3, acetato de sódio pH 4 e 5, e fosfato pH 6, 7 e 8. A atividade foi 

determinada a 25°C. A temperatura ótima foi determinada a partir da 

dosagem de atividade em 30 à 70ºC, utilizando solução tampão acetato 5 

mM pH 5 e tampão fosfato 5 mM pH 7, para enzima imobilizada e livre (meio 

fermentado liofilizado), respectivamente. 

Nos ensaios de estabilidade em relação ao pH o derivado foi incubado 

à 25ºC após ser suspendido nas soluções tampão citadas no ensaio de pH 

ótimo. Para verificar a estabilidade em diferentes temperaturas, os testes 

foram realizados na faixa de temperatura de 30 a 70°C, com o derivado e a 

enzima livre liofilizada suspendidos em tampão acetato 5 mM pH 5. Em 

todos os ensaios, alíquotas de 150 L foram retiradas para a determinação 

da atividade enzimática, nos tempos de 0, 1, 3, 6, 12 e 24 h de incubação 

em banho seco Fisher Scientific®, com agitação à 800 rpm. 

Todos os ensaios foram realizados em triplicata e os desvios padrões 

calculados. A atividade relativa da lipase (% RA) foi determinada de acordo 

com a Eq. 2, para todos os estudos de estabilidade. 
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RA  
LA

LA0
  100                                 Eq. 2 

Onde LA e LA0 são as atividades da lipase (U.g-1) após o tempo de 
incubação e atividade enzimática inicial, respectivamente. 

 

 

2.8. Teste de reuso do derivado imobilizado na dosagem de atividade 

durante diferentes ciclos 

Para o teste de reuso da enzima imobilizada, 11 mg.mL-1 de derivado 

(enzima + suporte) foram adicionados ao protocolo de ensaio de atividade 

lipase (seção 2.6.), para volume final de 2,65 mL, em uma seringa com filtro 

acoplado e mantidos sob agitação suave. A absorbância foi medida no 

tempo zero e ao final de 15 minutos de reação. O meio reacional foi filtrado 

da seringa para adicionar outra reação ao derivado, num total de 20 ciclos. 

 

 

2.9. Síntese de propionato de isoamila empregando planejamento 

fatorial 2³ 

O protocolo para a síntese do propionato de isoamila foi baseado no 

trabalho de Krishna e Karanth (32). A fim de identificar a influência de 

algumas variáveis na síntese do éster, três variáveis foram testadas: 

temperatura (40, 50 e 60ºC), razão entre ácido propiônico e álcool isoamílico 

(1:1, 1:2 e 1:4, respectivamente) e massa de enzima imobilizada adicionada 

ao ensaio (125, 250 e 375 mg) de acordo com a matriz experimental 

apresentada na tabela 1. As reações foram realizadas em frascos tipo 

Erlenmeyers (50 mL) com tampa para um volume total de reação de 5 mL 



93 

 

contendo ácido propiônico e álcool isoamílico dissolvidos em heptano, 

acrescido da enzima imobilizada. A reação foi mantida por 24 h em agitador 

orbital (150 rpm). Após esse período foi determinada a concentração de 

propionato de isoamila por Cromatografia gasosa (seção 2.11.4). 

 

Tabela 1. Matriz do planejamento fatorial completo 23 para a síntese de 
propionato de isoamila. 
 

 
* Ponto central 

 

 

2.10. Métodos analíticos 

 

2.10.1. Atividade enzimática pela quantificação de p-nitrofenol 

(pNP) e avaliação da especificidade da lipase com diferentes substratos 

Os ensaios foram feitos baseado no protocolo de Palomo et al. (30), 

onde foram adicionados ao ensaio 2,5 mL de tampão acetato de sódio 5 mM 

(pH 5), 25 µL de p-nitrofenil propionato diluído em acetonitrila (50 mM) e 150 

µL de solução enzimática (0,1 g.mL-1 de enzima liofilizada ou do derivado 

Ensaio

1 -1 (40) -1 (1:1) -1 (125)

2 1 (60) -1 (1:1) -1 (125)

3 -1 (40) 1 (1:4) -1 (125)

4 1 (60) 1 (1:4) -1 (125)

5 -1 (40) -1 (1:1) 1 (375)

6 1 (60) -1 (1:1) 1 (375)

7 -1 (40) 1 (1:4) 1 (375)

8 1 (60) 1 (1:4) 1 (375)

9 - 12* 0 (50) 0 (1:2) 0 (250)

Temperatura 

(ºC)

Relação 

ácido:álcool 

(v/v)

Enzima 

imobilizada 

(mg)
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imobilizado em tampão acetato de sódio pH 5 (5 mM)). A reação 

permaneceu por 15 minutos em espectrofotômetro (Fotodiodo Array UV/Vis 

Scinco S-3150) e a liberação de p-nitrofenol foi medida pela absorbância à 

348 nm através da formação da coloração amarela. A atividade da lipase foi 

determinada a partir da equação da reta da curva padrão do p-nitrofenol 

(pNP) (y= 0,0061x, r2= 0,9996). Uma unidade internacional de atividade foi 

definida como a quantidade de enzima necessária para hidrolisar 1 mol de 

pNPP por minuto, nas condições acima citadas. 

Para verificar a especificidade da lipase utilizando diferentes 

substratos, foram testados: p-nitrofenil propionato (C3), p-nitrofenil butirato 

(C4), p-nitrofenil decanoato (C10) e p-nitrofenil palmitato (C16). Para tanto, a 

reação ocorreu conforme descrito porém avaliando os substratos citados 

diluídos em acetonitrila. As leituras de absorbância foram feitas à 348 nm em 

espectrofotômetro UV/Vis (Jasco v.730). 

 

 

2.10.2. Determinação de proteínas totais 

A concentração de proteínas totais foi feita baseado no método de 

Bradford (33), utilizando o princípio de ligação proteína-corante de 

Coomassie Brilliant Blue G-250, com o reagente Bio-rad®, a 595 nm em 

espectrofotômetro (Photodiodo Array UV/Vis Scinco S-3150). A quantidade 

de proteínas foi definida a partir da equação da reta da curva padrão 

utilizando soroalbumina bovina (y=1,26x), com valor de R²= 0,6287. 

 



95 

 

2.10.3. Análise SDS-PAGE 

As análises de eletroforese foram feitas baseadas no método de 

Laemmli (34). O gel utilizado foi de poliacrilamida 10%, aplicando 20 μL de 

amostra e 2 μL de marcador de peso molecular de 10 kDa. 

 

 

2.10.4. Análise do propionato de isoamila 

A formação do éster propionato de isoamila foi verificada por 

cromatografia gasosa em cromatógrafo modelo Perkin Elmer Clarus 680 

(Shelton, EUA), com coluna Supelcowax® 10 (30 m x 0,32 mm x 0,5 m) e 

detector de ionização de chama. O gás de arraste utilizado foi o nitrogênio 

em um fluxo de 1,91 mL/min e a temperatura do forno foi mantida a 270°C. 

 

 

3. Resultados e discussão 

 

3.1. Atividade da enzima lipase utilizando diferentes substratos 

A habilidade da enzima de converter o substrato eficientemente em 

produto é chamada de especificidade de substrato, que é relacionada aos 

tipos de aminoácidos presentes no sítio ativo e das interações eletrostáticas 

durante o estado de transição (35). Baseado no princípio da quantificação do 

p-nitrofenol pela formação da coloração amarela, absorvida no comprimento 

de onda de 348 nm, os testes foram feitos utilizando os substratos, esteres 

de p-nitrofenil: propionato (C3), butirato (C4), decanoato (C10) e palmitato 
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(C16). Os resultados foram expressos em atividade relativa (%) como 

mostrado na figura 5. 

 

 
Figura 5. Atividade relativa (%) da lipase de Aspergillus sp. DPUA 1727, na 
forma livre liofilizada (0,1 g.mL-1 de solução tampão fosfato 25 mM pH 7,5), 
utilizando os substratos p-nitrofenil propionato, p-nitrofenil butirato, p-
nitrofenil decanoato e p-nitrofenil palmitato. Foi considerada 100% a 
atividade enzimática obtida com o p-nitrofenil propionato (568,61 U.g-1). 
Ensaios realizados em triplicata, apresentados pelas barras de desvio 
padrão da média. 
 
 

O éster propionato apresentou a maior atividade, seguido do butirato, 

com 73% da atividade relativa ao propionato. Os resultados apresentados na 

figura 4 mostram que a lipase de Aspergillus sp. DPUA 1727 apresenta 

preferência por ésteres de cadeia curta (C3 e C4), perfil semelhante ao 

apresentado pelas esterases (36). Tanto as lipases quanto as esterases são 

enzimas que hidrolisam ligação éster, porém, as lipases exibem alta 

atividade em relação ao estado agregado de seu substrato, enquanto as 

esterases apresentam maior atividade relativa ao estado solúvel em água de 

seu substrato (37). De maneira geral, as lipases podem hidrolisar tanto 

substrato de cadeia curta e solúveis em água quanto os insolúveis. Como 
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neste trabalho a enzima é de origem microbiana a partir de um processo 

fermentativo, a especificidade da enzima pelo substrato é dependente do 

metabolismo do microrganismo. 

Na literatura encontram-se trabalhos com resultados semelhantes ao 

aqui reportados, ou seja, as melhores atividades foram, também, obtidas 

com éster de cadeia curta. No trabalho de Esteban-Torres et al. (38), a 

lipase de Lactobacillus plantarum apresentou melhor atividade com acetato 

(C2) > butirato (C4) = miristato (C14) > caprilato (C8) = laurato (C12) > 

laurato (C12) = palmitato (C16) (38). Já no trabalho de Nalder et al. (30) a 

lipase B de Candida antarctica forneceu maior atividade com o butirato (C4) 

> octanoato (C8) > palmitato (C16) (36). De castro et al. (32) ao trabalhar 

com lipase de Aspergillus westerdijkiae encontrou a seguinte sequência de 

preferência de substrato pelo microrganismo: (C4) > palmitato (C16) > 

dodecanoato (C12) (39). 

As lipases são enzimas que apresentam uma variabilidade em relação 

a estabilidade térmica, especificidade de substrato e enantiosseletividade 

(40). A partir dos resultados obtidos, padronizou-se o substrato p-nitrofenil 

propionato em todos os ensaios posteriores.  

 

 

3.2. Estudo da concentração de óleo de uva na produção de lipases e 

extração do óleo residual com n-hexano 

O incremento da produção de lipase a partir da variação do tamanho 

do inóculo e da concentração de óleo de semente de uva no meio 
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fermentado teve como objetivo adequar a quantidade de óleo metabolizado 

pelo microrganismo de forma a ter o mínimo de óleo ao fim do processo 

fermentativo. Esse estudo se deu a partir da tentativa de imobilização em 

suporte hidrofóbico na condição de 10 discos de micélio em 100 mL de meio 

fermentado, com 8 mL.L-1 de óleo de uva. Após uma tentativa de 

imobilização por 90 min, a atividade do derivado foi igual a zero. Isso 

possivelmente ocorreu, pois, o óleo residual da fermentação pode ter 

adsorvido ao suporte antes da lipase, ocupando a superfície, e, assim, 

impossibilitando a adsorção da enzima. O resultado das atividades dos 

meios fermentados (MF) e dos meios liofilizados e submetidos à extração do 

óleo residual com n-hexano (EH) estão apresentados na figura 6. 

 

 
Figura 6. Atividade enzimática da lipase de Aspergillus sp. DPUA 1727 no 
meio fermentado (MF), e no meio fermentado liofilizado após extração com 
n-hexano (EH). Enzima obtida em cultivo submerso realizado variando a 
concentração de óleo de semente de uva e tamanho do inóculo: 10 discos 
de micélio (10) e 20 discos de micélio (20). Ensaios realizados em triplicata, 
apresentados pelas barras de desvio padrão da média, embora não possam 
ser observadas em algumas barras devido aos desvios pequenos entre as 
médias. 
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Observa-se que as maiores atividades foram obtidas nos ensaios nos 

quais houve a extração do óleo de semente de uva. Deve-se considerar que 

nestes ensaios, o meio fermentado foi liofilizado, ressuspendido em 5 mL e 

então removido o óleo residual por extração com hexano. O processo de 

liofilização provavelmente concentrou a enzima gerando maiores valores de 

atividade enzimática. De qualquer maneira, os experimentos com maior 

carga de inóculo geraram os melhores resultados. Em relação a 

concentração de óleo de semente de uva e considerando a condição com 20 

discos de micélio e extração do óleo residual, a maior atividade enzimática 

foi obtida na seguinte sequência: 6 > 8 > 4 > 2 mL.L-1. Para os resultados da 

adição de 2 e 4 mL.L-1 de óleo no meio fermentado, a atividade enzimática 

foi igual a zero ao adicionar-se 10 discos de micélio, e após extração com n-

hexano, porém, ao se trabalhar com 20 discos de micélio as atividades 

foram determinadas para ambas as condições (MF e EH). Esses resultados 

indicam que o tamanho de inóculo ao se adicionar 10 discos de micélio não 

foi suficiente para induzir a produção de lipases, ao se adicionar menos que 

8 mL.L-1 de óleo de semente de uva. Na condição com 6 mL.L-1 de óleo de 

semente de uva pode-se observar uma baixa atividade lipolítica nas 2 

condições fazendo a determinação de atividade diretamente no meio 

fermentado, mas a maior atividade só foi obtida quando uma grande 

quantidade de óleo foi adicionada (8 mL.L-1).  

Em relação aos ensaios com 20 discos de micélio, em ambas as 

condições, MF e EH, foram observados o mesmo perfil de aumento de 

atividade, onde houve crescimento até a adição de 6 mL.L-1 de óleo e uma 
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queda com 8 mL.L-1. Isso pode ter acontecido pois após a produção de 

lipases, o óleo presente em excesso pode interagir com o sítio ativo da 

enzima, bloqueando o contato com o substrato e a formação da interface 

com o meio aquoso para que ocorresse a reação de hidrólise. 

A maior atividade (107,91 U.mL-1) foi obtida com 6 mL.L-1 de óleo de 

semente de uva, adicionando-se 20 discos de micélio de inóculo, sendo que, 

pra essa condição, a atividade do meio fermentado liofilizado e 

ressuspendido em solução tampão, antes da extração com n-hexano, foi de 

41,53 U.mL-1, um aumento de quase 2,6 vezes. Após estabelecimento da 

melhor condição de produção, as enzimas foram sintetizadas em grande 

quantidade, liofilizadas e o óleo foi extraído com n-hexano para aplicação na 

imobilização em suporte hidrofóbico por adsorção. 

 

 

3.3. Testes de imobilização em diferentes suportes hidrofóbicos 

Os suportes hidrofóbicos são amplamente utilizados nos estudos com 

lipases, sendo dois deles testados neste trabalho: octil-sepharose (C8) e 

octadecil-sepabeads (C18). A diferença entre eles está na hidrofobicidade, 

sendo o segundo muito mais hidrofóbico devido a maior cadeia carbônica 

(41) e, portanto, com poder superior de adsorção das enzimas por interação 

interfacial. 

Na figura 7 são mostradas as bandas de eletroforese referentes às 

proteínas adsorvidas nos 2 testes de imobilizações: A) imobilização em 

suporte octadecil-sepabeads por 30 minutos seguido de imobilização em 
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suporte octil-sepharose por 2 horas, e B) imobilização em suporte octil-

sepharose por 1 hora, seguido por imobilização em suporte octadecil-

sepabeads por 1 hora e meia. Além das bandas das imobilizações, podem 

ser vistas as bandas referentes a enzima livre liofilizada solubilizada em 

tampão e os sobrenadantes das imobilizações. 

 

       

 
Figura 7. Géis de eletroforese das imobilizações da lipase de Aspergillus sp. 
DPUA 1727: A) imobilizada por 30 minutos em suporte octadecil-sepabeads 
seguido de 2 horas em octil-sepharose, e B) imobilizada por 1 hora em octil-
sepharose seguido de 1 hora e meia em octadecil-sepabeads. Os números 
representam: 1) padrão de peso molecular, 2) solução de enzima livre 
liofilizada (0,1 g.mL-1), 3) lipase imobilizada em octil-sepharose (C8), 4) 

A) 
 
 

 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

B) 
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sobrenadante da imobilização em octil-sepharose, 5) lipase imobilizada em 
octadecil-sepabeads (C18), e 6) sobrenadante da imobilização em octadecil-
sepabeads. 

 

 

Observa-se que no primeiro teste de imobilização (gel A) houve a 

adsorção de uma grande quantidade de enzimas presentes no meio 

fermentado (coluna 5), onde a solução enzimática foi imobilizada 

primeiramente em suporte com maior hidrofobicidade (C18) por 30 minutos, 

o que não promoveu uma purificação do meio fermentado. No segundo teste 

(gel B), em 1 hora de imobilização em suporte octil sepharose (C8), foi 

possível verificar a presença de menor quantidade de bandas (coluna 3), 

porém, a banda de peso molecular de ~45 kDa foi mais evidente. Nesta 

banda, encontra-se a enzima de interesse, o que foi confirmado após a 

dosagem de atividade de todas as frações aplicadas no gel de eletroforese. 

Ao imobilizar a lipase no suporte C8 por 1 hora, a atividade enzimática foi 

22% em relação a atividade do meio fermentado liofilizado antes da 

imobilização (colunas 2 de ambos os géis) enquanto o sobrenadante não 

apresentou atividade lipolítica (coluna 4 do gel B). 

A estratégia de imobilizar em suporte mais hidrofóbico (C18), seguido 

de um menos hidrofóbico (C8), foi promover uma limpeza de possíveis 

resíduos da fermentação (óleo residual que não foi removido pela extração 

com hexano, outras enzimas produzidas em menor quantidade, e proteínas, 

por exemplo), para que a enzima de interesse fosse adsorvida numa 

segunda etapa. 
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Após verificar que a imobilização em suporte octil-sepharose também 

promovia a purificação da lipase, foi aumentado o tempo de reação do meio 

fermentado com o suporte para 1 hora e meia, e foram realizados testes a 

fim de aumentar a capacidade de imobilização da enzima no suporte, teste 

mostrado na seção a seguir. 

 

 

3.4. Imobilização da lipase em suporte octil-sepharose 

No estudo de imobilização da lipase microbiana em suporte 

hidrofóbico empregou-se 5 ciclos de imobilização a fim de ter a maior 

concentração de enzima adsorvida no suporte. A figura 8 apresenta os 

resultados de atividade lipolítica para cada ciclo de imobilização, sendo 0 

(zero) representado pela atividade inicial da enzima presente no 

sobrenadante (meio fermentado) após ressuspensão do meio fermentado 

liofilizado e extração do óleo residual com n-hexano. A suspensão da 

imobilização (linha cheia) é composta pelo meio reacional total, onde estão o 

meio fermentado e o suporte, portanto a atividade dosada se refere ao total 

de enzimas presentes no meio. Já no sobrenadante (linha tracejada), o meio 

reacional foi filtrado, separando o suporte contendo as enzimas adsorvidas 

no tempo de reação, do meio fermentado contendo enzimas livres que não 

reagiram com o suporte. Os valores de atividade das suspensões foram 

expressos no gráfico com os valores dos respectivos sobrenadantes 

subtraídos.  
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Figura 8. Atividade enzimática (U.g-1) da suspensão (linha cheia) e do 
sobrenadante da imobilização (linha tracejada), nos 5 ciclos de imobilização 
em cascata realizados no suporte octil-sepharose, por adsorção hidrofóbica. 
Ensaios realizados em triplicata, apresentados pelas barras de desvio 
padrão da média, embora não possam ser observadas devido aos desvios 
pequenos entre as médias. 

 

 

A maior atividade enzimática obtida das suspensões foi após 4 ciclos 

de imobilização (1043,72 ± 54,10 U.g-1), sendo que cada ciclo teve a 

duração de 1 hora e meia. Foi observado, a partir de testes anteriores, que a 

imobilização por ciclos de 1 hora e meia, trocando a solução enzimática a 

cada ciclo, apresentou melhores resultados do que imobilizar por mais 

tempo utilizando a mesma solução enzimática, pois o contato prolongado 

poderia favorecer a adsorção de outros compostos do meio fermentado que 

não fosse a enzima de interesse. Dessa forma, a atividade enzimática teve 

um aumento até o 4º ciclo de imobilização, atingindo um rendimento de 

151,32% e aumento de 136% na atividade específica, comparando os 

resultados na primeira e o quarto ciclo de imobilização. Deve-se considerar 

também que um aumento da atividade pode ocorrer após um processo de 
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purificação devido a remoção de outras enzimas ou proteínas que podem 

atuar como inibidores enzimáticos. Assim, com a enzima mais purificada seu 

sítio ativo fica mais exposto podendo apresentar uma interação superior com 

o substrato.  

O aumento da atividade dos sobrenadantes das imobilizações pode 

ter ocorrido devido ao processo de desagregação das lipases presentes no 

meio fermentado. Como o sítio ativo das lipases apresenta alta 

hidrofobicidade, estas enzimas podem formar aglomerados por interação 

hidrofóbica. O contato e o processo de adsorção com o suporte hidrofóbico 

na reação de imobilização, pode promover a desagregação das enzimas que 

passam a interagir com o suporte e assim o sítio ativo é exposto para reação 

com o substrato. 

No processo de imobilização por adsorção, o simples contato entre a 

enzima e o suporte faz com que ocorra a imobilização. As ligações 

responsáveis por este tipo de imobilização são forças de Van der Waals, 

interações iônicas, adsorção física ou interação hidrofóbica entre os grupos 

da enzima e do suporte (42). Todas essas ligações citadas são fracas e a 

enzima pode ser dessorvida em simples modificações no meio, como, por 

exemplo, a temperatura. Pode-se observar que no 5° ciclo de imobilização, a 

atividade diminuiu isto pode ter ocorrido devido a alguma interferência no 

meio reacional que favoreceu o processo de dessorção da enzima. 

Segundo Fernandez-Lafuente et al. (43) o octil-agarose 4BCL (mesmo 

suporte empregado neste estudo) pode ser considerado um suporte com 

interface hidrofóbica densa, uma vez que uma molécula de proteína pode 
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interagir com 60 a 80 resíduos de octil da superfície do suporte (1 mL 

contém 40 mmol de grupos octil) podendo imobilizar de 20 a 30 mg.mL-1 de 

proteína de tamanho médio. Por esta razão, a imobilização em cascata foi 

vantajosa para que houvesse uma sobrecarga de enzimas oferecidas e 

assim ocupar os espaços disponíveis para contato entre a lipase e a 

interface do suporte. 

A Figura 9 mostra a imagem de eletroforese em gel de poliacrilamida, 

feita com 1) padrão de peso molecular (kDa); 2) meio fermentado liofilizado 

ressuspendido em tampão acetato 5 mM pH 5; 3) meio fermentado liofilizado 

ressuspendido em tampão acetato 5 mM pH 5 após extração com n-hexano; 

4) enzima imobilizada em cascata de octil-sepharose empregando 4 ciclos; e 

5-8) sobrenadantes de cada um dos 4 ciclos de imobilização. 

 

 
Figura 9. Eletroforese em gel de poliacrilamida (SDS-page): 1) Padrão de 
peso molecular (kDa); 2) meio fermentado liofilizado ressuspendido em 
tampão acetato 5 mM pH 5; 3) meio fermentado liofilizado ressuspendido em 
tampão acetato 5 mM pH 5 após extração com n-hexano; 4) enzima 
imobilizada em octil-sepharose, em cascata (4 ciclos); e 5-8) sobrenadantes 
das imobilizações em cascata. 
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Pode-se observar que as bandas das colunas 2 e 3 referentes aos 

meios fermentados sem purificação apresentaram uma banda próxima ao 

peso molecular de ~64 kDa, banda também observada nos sobrenadantes 

das imobilizações (5, 6, 7 e 8). A coluna 4, referente à aplicação das 

enzimas imobilizadas em octil-sepharose após 4 ciclos, manteve a banda em 

~64 kDa, visualmente mais clara, mais uma banda de ~45 kDa. Como visto 

anteriormente, após 4 ciclos de imobilização por adsorção a enzima 

apresentou a atividade mais alta, portanto, sugere que a banda de ~45kDa 

se refere às enzimas que se ligaram ao suporte, sendo estas as enzimas de 

interesse no presente trabalho pois também apresentaram alta atividade 

lipolítica (Figura 8). O processo de imobilização por adsorção interfacial em 

suporte hidrofóbico é um método simples de interação entre enzima e 

suporte mas que se mostra vantajosa pois em apenas uma etapa pode 

ocorrer também a purificação da enzima (29), como observado neste 

trabalho. 

 

 

3.5. Caracterização da enzima imobilizada em relação ao pH e 

temperatura 

Os testes para verificar a influência do pH e da temperatura na 

atividade da lipase imobilizada em suporte octil-sepharose foram realizados 

e os resultados de pH e temperatura ótima estão apresentados na Figura 9. 

A estabilidade da enzima livre liofilizada também está apresentado na Figura 

10.  
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Figura 10. Atividade da lipase produzida por cultivo submerso de Aspergillus 
sp. DPUA 1727 na sua forma livre liofilizada (linha tracejada) e imobilizada 
em octil-sepharose (linha cheia) em relação a: pH ótimo (A) e temperatura 
ótima (B). Os ensaios foram realizados em triplicata, apresentados pelas 
barras de desvio padrão da média, embora não possam ser observadas 
devido aos desvios pequenos entre as médias. Foi considerada 100% a 
atividade máxima obtida com a enzima livre (pH 5, 59,20 U.mL-1; 40ºC, 
37,16 U.mL-1) e imobilizada (pH 5, 699,45 U.g-1; 50ºC, 1103.83 U.g-1). 
 

Após o processo de imobilização, não houve modificação nas faixas 

de pH ótimo obtido com a enzima livre e imobilizada. Após teste estatístico 

de análise de variância (ANOVA one way), com pós-teste de Tukey, 

observou-se que a enzima imobilizada apresentou maiores atividades em pH 
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de 4, 5 e 6 (p=0,0475, sem diferença no pós-teste) e a enzima livre 

apresentou maior atividade em pH 5, seguido do pH 6 (p=0,0397). A 

temperatura ótima da enzima imobilizada foi de 50ºC (p<0,001) e a enzima 

livre apresentou igualdade entre as temperaturas avaliadas, sendo que 

somente as temperaturas de 30 e 40ºC apresentaram diferença estatística 

(p=0,0117). Para continuação dos testes de caracterização da enzima 

imobilizada, foi estabelecido o pH de 5 e a temperatura de 50ºC. 

Em trabalho realizado por Almeida et al. (16), também não foi 

observado deslocamento da faixa de pH ótimo ao trabalhar com lipase 

produzida por Candida viswanathii, enzima livre e imobilizada em octil 

sepharose, sendo obtidos resultados de pH ótimo de 4, e temperatura de 

45ºC, semelhantes aos do presente trabalho. Entretanto, Palomo et al. (41) 

observou deslocamento da faixa ótima de reação em imobilização de lipase 

em suporte hidrofóbico, onde a enzima imobilizada apresentou atividade 

máxima em temperatura de 50ºC e a enzima livre na temperatura de 40ºC. 

O processo de imobilização por interação hidrofóbica envolve a 

modificação estrutural da cadeia polipeptídica que forma uma “tampa” que 

recobre o sítio ativo da enzima (22). Mudanças nas faixas de pH podem 

estar associadas com a ocorrência de alterações conformacionais da enzima 

após a imobilização, e também na concentração de íons (44). 

Em relação à temperatura, a enzima livre apresentou valores de 

atividade próximos entre as faixas testadas, sendo que em todas as 

condições testadas, a atividade da enzima foi superior a 80%. A enzima 

imobilizada foi mais sensível às variações de temperatura, tendo 



110 

 

apresentado seus melhores valores em temperaturas de 50 e 60ºC. Em 

70ºC, a atividade caiu cerca de 60% em relação à obtida em 50ºC. Isso pode 

ter ocorrido devido à instabilidade da ligação entre enzima e suporte, 

consequentemente afetando na perda de atividade. De acordo com Gomes 

et al. (44), a temperatura influencia a formação do complexo enzima-

substrato, aumentando o número de colisões produtivas por unidade de 

tempo, mas quando exposto a altas temperaturas, a perda de estrutura 

terciária pode ocorrer devido à desnaturação da proteína. Em baixas 

temperaturas a energia cinética para a formação pode não ser suficiente, 

fazendo com que a reação diminua e consequentemente sua atividade. 

A estabilidade da lipase imobilizada foi avaliada em estudos ao longo 

de 24 h nos valores de pH entre 3 e 8 (Figura 11) enquanto que a 

estabilidade em relação a temperatura foi determinada na faixa entre 30 e 

70°C (Figura 12). 
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Figura 11. Estabilidade da enzima imobilizada em octil-sepharose, 
ressuspendido em 0,1 g.mL-1: tampão glicina-HCl 5 mM (pH 3), tampão 
acetato 5 mM (pH 4 e 5) e tampão fosfato 5 mM (pH 6, 7 e 8) após 
incubação a 25°C por até 24 horas. Ensaios realizados em triplicata, 
apresentados pelas barras de desvio padrão da média, embora não possam 
ser observadas devido aos desvios pequenos entre as médias. Foi 
considerada 100% a atividade obtida no tempo zero das dosagens com cada 
pH. 
 
 
 

A enzima imobilizada apresentou estabilidade acima de 60% 

independente do valor de pH avaliado. Este resultado demonstra que a 

enzima imobilizada estabilizou a enzima, visto que a lipase na sua forma 

apresentou uma perda de, aproximadamente, 60% em pH 8,0 após 24 h de 

incubação (resultados reportados no Capítulo 1, Figura 5). Entre os valores 

de pH avaliados, na faixa entre 3 e 6, a atividade relativa ao final de 24 horas 

ficou acima 100%. A enzima foi mais estável no pH 5, no qual inicialmente a 

atividade aumentou e após 6 horas de incubação entrou em equilíbrio 

alcançando 129% em relação ao tempo inicial e permaneceu até o fim do 

estudo 

Comportamento inverso foi observado por Chiou et al. (15) em teste 

realizado com lipase imobilizada em esferas de quitosana, porém com 
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incubação por apenas 1 hora, à 25ºC. Nos ensaios de estabilidade em 

relação ao pH, a enzima imobilizada apresentou maior estabilidade em pH 7, 

enquanto a enzima livre foi mais estável na faixa de 3 a 6. 

 

 

 
Figura 12. Estabilidade em temperatura, na faixa de 30 a 70ºC por até 24 
horas. Enzima imobilizada ressuspendida na concentração de 0,1 g.mL-1 em 
tampão acetato 5 mM (pH 5). Ensaios realizados em triplicata, apresentados 
pelas barras de desvio padrão da média, embora não possam ser 
observadas devido aos desvios pequenos entre as médias. Foi considerada 
100% a atividade obtida no tempo zero das dosagens em cada temperatura 
testada. 
 

 

Similarmente à estabilidade ao pH, a enzima imobilizada apresentou 

maior estabilidade em maiores faixas de temperatura, em comparação à 

enzima livre. Nas temperaturas de 40, 50 e 60ºC a enzima imobilizada 

apresentou atividade relativa acima de 100% no tempo zero, sendo a maior 

obtida a 40ºC ao final de 24 horas, com 140% da atividade inicial. Em 

trabalho realizado por Almeida et al. (16), a imobilização da lipase em 

suporte octil-sepharose foi realizado pelo empacotamento e posterior 
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imobilização em coluna e, nestas condições, a lipase apresentou melhores 

atividades em 40 e 45ºC, com queda de 50% da atividade em 50ºC após 

incubação por 180 minutos, e perda de toda atividade em 60ºC após 9 

minutos. Esses dados mostram que a lipase imobilizada em octil-sepharose, 

do presente trabalho, apresentou uma maior capacidade em manter-se 

estável em um faixa maior de temperatura (40, 50 e 60ºC), por mais tempo 

de incubação (24 horas), comparada ao estudo de Almeida et al. (16). 

A partir destes resultados, padronizou-se a metodologia da dosagem 

de atividade no pH ótimo (tampão acetato de sódio pH 5). 

 

 

3.6. Teste de atividade da enzima imobilizada após diversos ciclos 

Uma das vantagens de se realizar o processo de imobilização de uma 

enzima é aumentar sua estabilidade e usar diversas vezes o mesmo 

derivado por diversos ciclos. Desta maneira, foi realizado um teste de sua 

atividade após 20 ciclos, utilizando o p-nitrofenil propionato como substrato, 

e foi avaliada a sua estabilidade no decorrer dos ciclos de reutilização do 

derivado, conforme resultados apresentados na figura 13. Os resultados 

foram expressos por atividade relativa (Eq. 1), onde a atividade inicial, 

considerada 100%, é referente à primeira atividade enzimática medida com 

o derivado.  
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Figura 13. Teste de atividade da enzima imobilizada em octil-sepharose por 
20 ciclos de dosagem de atividade enzimática. Ensaios realizados em 
triplicata, apresentados pelas barras de desvio padrão da média, embora 
não possam ser observadas devido aos desvios pequenos entre as médias. 
Foi considerada 100% a atividade obtida na primeira dosagem utilizando a 
enzima imobilizada (1038,25 U.g-1). 
 
 
 
 Houve diminuição da atividade até o quinto ciclo de reutilização da 

enzima imobilizada, atingindo 75% da atividade inicial, permanecendo nessa 

porcentagem até o final dos testes de atividade da enzima imobilizada (20º 

ciclo). A imobilização em suporte por adsorção interfacial em octil-sepharose 

é considerado um método fácil de imobilização e é amplamente utilizado 

visando a purificação do meio em que foi produzido (45–48). Desta maneira, 

neste trabalho, a imobilização da lipase foi feita, também, com a finalidade 

de purificação do meio fermentado, em concordância com Tacias-Pascacio 

et al. (29), que diz que em apenas uma etapa, é possível imobilizar, purificar 

e estabilizar a lipase. Isso ocorre, pois, este método imobiliza a enzima 

mantendo a conformação aberta da lipase, e assim facilitando o contato do 

substrato com o sítio ativo da enzima. A partir do resultado do teste de 

atividade do derivado imobilizado, é possível afirmar que este apresentou 
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uma boa capacidade de reutilização, atendendo a um dos principais 

objetivos da imobilização, mostrando que esse método é capaz de 

estabilizar a atividade da lipase imobilizada. 

 

 

3.7. Aplicação da lipase imobilizada para a biossíntese de propionato 

de isoamila 

As lipases apresentam diversas aplicações industriais, dentre elas, na 

síntese de ésteres que são a base dos bioaromas. Dessa maneira, o objetivo 

da etapa final deste trabalho foi avaliar a biossíntese de propionato de 

isoamila empregando a lipase imobilizada através de um planejamento 

fatorial 2³ na qual as variáveis independentes analisadas foram: temperatura 

(ºC), relação ácido:álcool (v/v) e massa de enzima imobilizada (mg) sobre a 

variável resposta produção de propionato de isoamila. O planejamento 

experimental é uma ferramenta estatística onde se avalia o efeito de 

diversos fatores sobre a variável resposta, a partir de combinações diversas 

(49). Os resultados do planejamento podem ser observados na Tabela 2. 
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Tabela 2. Resultados do planejamento fatorial 2³, avaliando as variáveis 
"temperatura (ºC)", "relação ácido: álcool" e "enzima imobilizada (mg)", em 3 
níveis. Valores obtidos na síntese de propionato de isoamila (g.L-1), com 
desvio padrão. Letras iguais representam igualdade da média das variáveis 
em teste com 5% de significância. 
 

  
* Ponto central 

 

A partir dos resultados obtidos observa-se que houve a produção de 

propionato de isamila, porém, a concentração obtida e a porcentagem de 

esterificação (Figura 13) foi inferior a 10%. Assim, foram realizados 

experimentos sem a presença da enzima imobilizada nas mesmas 

condições do planejamento fatorial para verificar se a presença da enzima 

favoreceu o processo de esterificação. Estes resultados estão apresentados 

na Figura 14.  

 

Ensaio

1 -1 (40) -1 (1:1) -1 (125) 1,08 ± 0,09 f

2 1 (60) -1 (1:1) -1 (125) 3,96 ± 1,06 b,c

3 -1 (40) 1 (1:4) -1 (125) 1,55 ± 0,02 e

4 1 (60) 1 (1:4) -1 (125) 5,48 ± 0,53 a

5 -1 (40) -1 (1:1) 1 (375) 0,98 ± 0,29 e,f

6 1 (60) -1 (1:1) 1 (375) 3,08 ± 0,68 b,d

7 -1 (40) 1 (1:4) 1 (375) 1,21 ± 0,07 e

8 1 (60) 1 (1:4) 1 (375) 3,83 ± 0,11 c

9 - 12* 0 (50) 0 (1:2) 0 (250) 2,75 ± 0,25 d

Propionato de 

isoamila (g/L)

Temperatura 

(ºC)

Relação 

ácido:álcool 

(v/v)

Enzima 

imobilizada 

(mg)
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Figura 14. Porcentagem de esterificação de cada condição testada no 
planejamento fatorial, sendo que as colunas representam os valores obtidos 
de acordo com a quantidade de enzima adicionada (mg) e sem adição de 
enzima, em relação à variação de temperatura (40, 50 e 60ºC) e relação 
entre ácido:álcool (1:1, 1:2 e 1:4 v/v) nos ensaios. Ensaios realizados em 
triplicata e as barras de erro representam desvio padrão da média. 

 

 

Observa-se que nos ensaios sem enzima foram obtidas as maiores 

porcentagens de esterificação (%) em todas as condições testadas. Dentre 

todos os ensaios realizados, a maior concentração de propionato de isoamila 

foram obtidos com adição à 60ºC, mostrando que a temperatura exerce o 

principal efeito no processo de esterificação. Este resultado também foi 

obtido no planejamento fatorial, porém, como na ausência da enzima houve 

maior porcentagem de esterificação do que na presença, o estudo de 

aplicação da enzima imobilizada na obtenção de propionato de isoamila não 

foi satisfatório e os resultados estatísticos do planejamento fatorial não foram 

apresentados. A presença do éster proprionato de isoamila foi feita pela 

presença do pico no cromatograma dos padrões utilizados na síntese 

(Anexo 2). A escolha do éster propionato de isoamila foi feito baseado no 
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estudo de especificidade nos diferentes ésteres de p-nitrofenil, apresentado 

na sessão 3.1., onde a enzima apresentou o melhor resultado quando 

utilizado o propionato como substrato. 

De acordo com Abbas et al. (50), a reação de formação de ésteres de 

aroma parece ser dependente do tamanho da cadeia carbônica do ácido e 

do álcool utilizados, afetando a especificidade da enzima. O ácido propiônico 

possui uma cadeia carbônica muito curta (C3) e já foi relatado que este 

ácido atua como um doador acila que apresentou pouca ou nenhuma 

eficiência na síntese de ésteres, provavelmente pela inativação de suas 

propriedades nas condições da síntese (51). O álcool isoamílico é um álcool 

de cadeia curta e apresenta uma cadeia de ramificação. No trabalho de 

Abbas et al. (50), os autores dizem que os grupos laterais do substrato ácido 

ou álcool mostraram reduzir a atividade da enzima porém, esse efeito foi 

eliminado quando o grupo lateral estava localizado mais longe do carbono 

(50). A afinidade de uma enzima lipase com diferentes tipos de álcoois se 

deve à energia de ligação que é liberada quando o substrato se liga ao sítio 

ativo, sendo que, com alguns substratos, essa energia não é suficiente para 

que haja mudança de conformação da lipase, para uma forma ativa de 

catálise de reações com eficiência (50). 

Além disso, sabe-se a partir da literatura que em uma reação de 

esterificação catalisada por lipase, a primeira etapa é a ligação preferencial 

da molécula do ácido pela enzima, posteriormente, um aumento na 

concentração do álcool pode promover a ligação de moléculas do álcool com 

a lipase durante a primeira etapa da reação, competindo com o ácido, o que 
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leva a baixas taxas de esterificação (Bayramoglu et al., 2011). Nos ensaios 

realizados, um aumento na concentração da enzima imobilizada acarretou 

em menores porcentagem de esterificação, assim, pode ter ocorrido uma 

maior interação entre a enzima e o álcool o que desfavoreceu o processo de 

esterificação.  

Sobre o uso de solventes orgânicos na síntese, Krishna et al. (32) 

mostraram que solventes que apresentam log P (parâmetro utilizado para 

descrever a polaridade dos solventes a partir do coeficiente de partição de 

um solvente entre água e octanol, em um sistema de fases) maior de 3, 

apresentaram maiores taxas de esterificação. O uso de solventes 

hidrofóbicos preservam a atividade catalítica da enzima, sem pertubar sua 

camada micro-aquosa, como é o caso do heptano (log P=4) (32), utilizado 

neste trabalho. Assim, o solvente provavelmente não foi o responsável pelos 

resultados obtidos. 

De qualquer maneira, para concluir que a lipase imobilizada de 

Aspergillus sp. DPUA 1727 pode ser empregada na biossíntese de ésteres 

estudos de outras condições devem ser efetuados.  

 

 

4. Conclusões 

 

A lipase de Aspergillus sp. DPUA 1727 pode ser imobilizada em 

suporte hidrofóbico, nomeadamente octil-sepharose. Nos testes de 

estabilidade, a enzima imobilizada apresentou valores diferentes da sua 
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forma livre, sendo mais estável em temperaturas mais altas e em valores de 

pH mais ácidos. A atividade ótima foi em temperatura de 50ºC e observou-se 

um platô de atividade ótima valores de pH 4, 5 e 6. No teste de atividade, a 

enzima apresentou uma boa capacidade de reusabilidade, mantendo 75% 

da atividade inicial a partir do 5º ciclo de reuso, até 20 ciclos testados, 

mostrando que a enzima imobilizada em octil-sepharose mantém sua 

atividade e apresenta alto teor de pureza. 

A aplicação da enzima imobilizada na síntese do éster propionato de 

isoamila não apresentou taxa de conversão satisfatória. Sua aplicação 

merece ser estudada mais a fundo devido à especificidade da enzima em 

relação ao tamanho da cadeia do álcool e do ácido a ser utilizado na síntese. 
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Anexo 1 

 

Síntese de p-nitrofenil propionato 

Baseado em Gosh et al. Bioorg. Med. Chem. 11 (2003) 629-657. 

 

Adicionar 5 g de p-nitrofenol e 6 g de cloreto de propionila em um mistura de 

4,32 mL de piridina e 22 mL de diclorometano. A reação ocorre em 

temperatura ambiente, durante 3 horas, sob agitação constante. Após o 

tempo de reação, aplicar em placa de TLC, do tempo inicial e final, e correr a 

cromatografia com fase móvel de hexano:acetato de etila (2:1). Observar a 

formação de uma mancha única. Extrair 3 vezes em funil de separação com 

água ácida (HCl) a fase orgânica (debaixo) de coloração marrom. 

Rotoevaporar a fase orgânica à 40ºC, pressão de 500 mm para tirar o 

diclorometano da mistura. Adicionar éter frio em cada ciclo de 

rotoevaporação até cristalização. Adicionar éter frio e deixar secar 

naturalmente por 24 horas. Guardar os cristais em frasco armazenado em 

freezer (-18ºC). 
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Anexo 2. Cromatograma dos picos dos padrões de 1) solvente, 2) 

propionato de isoamila, 3) álcool isoamílico e 4) ácido propiônico, na mistura 

de 7:1:1:1, respectivamente. 
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2. Considerações finais 

 

A enzima lipase foi produzida pela cepa Aspergillus sp. DPUA 1727, 

com máxima atividade após 96 horas de cultivo submerso, utilizando óleo de 

semente de uva como fonte de indução de lipase extracelular. Os resultados 

de produção demonstraram que resíduos agroindustriais podem ser 

empregados como substratos indutores, sendo a porcentagem de ésteres de 

ácidos graxos um parâmetro fundamental para a obtenção de enzimas 

lipolíticas. A enzima produzida foi imobilizada satisfatoriamente em suporte 

octil-sepharose por adsorção hidrofóbica, processo que purificou e imobilizou 

a enzima em uma única etapa. Os ensaios de síntese do éster propionato de 

isoamila mostraram que a interação entre a lipase e o álcool é um fator a ser 

considerado durante o processo.  

Assim, este trabalho apresentou a produção da enzima lipase por 

uma nova cepa de fungo, isolado na Amazônia empregando um substrato 

alternativo. Além disso, foi possível imobilizar a enzima por adsorção, o qual 

se mostrou eficaz pois possibilitou a reutilização do biocatalisador e 

incremento de sua estabilidade. Desta maneira, a enzima produzida pode 

ser uma alternativa no uso biotecnológico de catalizadores enzimáticos para 

fins industriais. 
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