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RESUMO  

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

Extração.  
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ABSTRACT 

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

biocompatible with lipases.  

 

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

 

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

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

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

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

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

concentrações de água4,5.  

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

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

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

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

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

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

produção de biodiesel12,13, entre outros. 

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

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

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

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

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

e animal8.  

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

microrganismos é auspicioso20, pois esses conseguem altas produções sobre condições 

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

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

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

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

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

ser contaminantes para o processo de aplicação da lipase.  

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

ligações de hidrogênio e/ou outras interações não covalentes27. 

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

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

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

polímero/Líquido Iônico.  

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

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

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

fermentado.
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2. Revisão da Literatura  

 

2.1 Enzimas 

As enzimas são moléculas orgânicas30, compostas de polímeros de aminoácidos unidas 

por ligações polipeptídicas, variando de kilodalton a megadálton em massa molecular31. Sua 

função é aumentar a velocidade das reações químicas retornando ao seu estado original sem 

sofrer alterações30, consideradas como catalisadores biológicos32. Adicionalmente elas não 

modificam o equilíbrio químico das reações que participam33 e, em organismos vivos são 

cruciais para a manutenção da vida, pois sem elas as reações não ocorreriam em tempo 

adequado32.  

Algumas enzimas, para apresentar atividade catalítica, requerem a participação de um 

componente químico adicional denominado cofator ou coenzima34. Os cofatores podem ser um 

ou mais íons inorgânicos como Fe2+ ou Fe3+, Mg2+, Mn2+, Zn2+, Cu2+, Ni2+ ou K+, enquanto que 

a coenzima corresponde a molécula orgânica ou metalorgânica complexa35. A coenzima é 

derivada de vitaminas e nutrientes orgânicos e atua como carreadores transitórios de grupos 

funcionais específicos35.  

O diferencial dos biocatalisadores enzimáticos quando comparado aos biocatalisadores 

químicos é a sua especificidade ao substrato34, e em particular a régio-estereoseletividade, a 

qual permite a formação de produtos enantiomericamente puros33, além de realizar as reações 

de catálise em condições mais suaves de temperatura e pressão31. Catalisadores químicos e 

reagentes sintéticos apresentam inúmeras desvantagens, pois requerem o uso de equipamentos 

de proteção individual (EPIs) devido à sua toxicidade, além de gerar produtos secundários 

indesejáveis32. 

A especificidade das enzimas refere-se a uma região particular denominada sítio de 

ligação do substrato, geralmente contido na região hidrofóbica31, a qual contém grupos 

químicos particulares que se ligam ao substrato. O sítio ativo pode estar integrado no sítio de 

ligação, porém em alguns casos, o sítio ativo pode estar adjacente a ele na sua sequência 

primária de modo que ocorre o dobramento da estrutura terciária30. O sítio ativo também possui 

grupos químicos particulares que estão envolvidos na catálise da reação, estes grupos químicos 

são frequentemente partes de cadeias laterais dos aminoácidos30. Os substratos são os reagentes 

que participam das reações catalisadas pelas enzimas sendo convertidos num determinado 

produto, de modo que, a especificidade enzimática está relacionada não só ao substrato que 

atuam, bem como ao tipo de reação que catalisam33.   
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A nomenclatura e classificação oficial das enzimas é designada pela Comissão para 

Enzimas (Enzyme Commission – EC) da União Internacional de Bioquímica e Biologia 

Molecular (NC-IUMBM)36. Desde agosto de 2018, as enzimas estão divididas em sete classes 

como descrito na Tabela 1.  

 

Tabela 1. Descrição da classificação internacional de enzimas35,36. 

N° Classe Nome da Classe Tipo de reação 

EC 1 Oxidorredutases Transferência de elétrons  

EC 2 Transferases Transferência de grupos 

EC 3 Hidrolases Reações de hidrólise 

EC 4 Liases 
Adição de grupos a duplas ligações ou remoção de grupos, 

deixando dupla ligação 

EC 5 Isomerases 
Transferência de grupos dentro de uma mesma molécula 

produzindo formas isoméricas  

EC 6 Ligases 
Condensação de duas moléculas, associada ao consumo de 

ATP ou cofatores similares 

EC 7  Translocases 

Catalisa a translocação de hidrogênios, cátions inorgânicos, 

ânions e seus quelatos, aminoácidos e peptídeos, carboidratos 

e seus derivados dentre outros compostos  

 

Cada enzima possui um número de código com quatro elementos, precedidos das letras 

EC. O primeiro dígito indica a classe a que a enzima pertence, os dígitos seguintes referem-se 

respectivamente à subclasse, subsubclasse e finalmente a ordem das enzimas dentro de cada 

categoria. De acordo com a classificação internacional, a lipase é precedida pelo código EC 

3.1.1.336 da classe das hidrolases.  

Os apectos legais para o uso de enzimas depende de sua aplicação e segue as normas de 

acordo com a legislação vigente de cada país. A regulamentação da utilização de enzimas no 

Brasil deve estar de acordo com as Resoluções apresentadas a seguir: 

i. Resolução RDC Nº 53 de 7/10/2014 que dispõe sobre a lista de enzimas, aditivos 

alimentares e veículos autorizados em preparações enzimáticas para uso na 

produção de alimentos em geral; 

ii. Resolução RDC Nº 54 de 7/10/2014 que dispõe sobre o regulamento técnico 

sobre as enzimas e preparações enzimáticas para uso na produção de alimentos 

em geral;  
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iii. Resolução RDC n° 55 de 14/11/2012 que dispõe sobre os detergentes 

enzimáticos de uso restrito em estabelecimentos de assistência à saúde com 

indicação para limpeza de dispositivos médicos e dá outras providências;  

iv. Resolução RDC n° 40 de 05/06/2008 que aprova o regulamento técnico para 

produtos de limpeza e afins harmonizado no âmbito do Mercosul através da 

Resolução GMC n° 47/07.   

De acordo com os dados do Ministério da Economia, Indústria, Comércio Exterior e 

Serviços (Mdic)37, o Brasil apenas importa enzimas e preparações catalíticas, as quais esse 

denominam “enzimas preparadas”. Por exemplo, no ano de 2018, o Brasil importou um total 

de 18.600 mil toneladas de enzimas, correspondente a um custo de $ 161,47 milhões de 

dólares37.  

As enzimas são utilizadas no fabrico de mais de 500 produtos com aplicações em mais 

de 150 processos industriais38. Segundo o British Broadcasting Corporation (BBC) Research, 

o mercado global de enzimas industriais deve alcançar $ 7,0 bilhões até 2023, de $ 5,5 bilhões 

em 2018, a uma taxa de crescimento anual composta de 4,9% para o período compreendido 

entre 2018-202339. Esse crescimento está relacionado à demanda por produtos mais 

sustentáveis, como os biocombustíveis produzidos por hidrólise enzimática, bem como a 

demanda por alimentos funcionais com propriedades biológicas a partir de processos 

catalíticos38.  

As lipases correspondem a uma grande parte do crescimento do mercado de enzimas 

devido à sua ampla aplicação biotecnológica nos setores acima reportados38,40. A expectativa 

de crescimento para o mercado das lipases é extremamente promissora, a qual deve gerar cerca 

de 600 milhões de dólares por ano até 202038.  

 

2.1.2 Lipases 

As lipases (EC 3.1.1.3)36 pertencem a família estrutural das enzimas α/β-hidrolases15,41, 

classificadas como glicerol éster hidrolases. Estas enzimas são estáveis em solventes orgânicos, 

não necessitam de cofatores e possuem elevado grau de enantio-regiosseletividade1,4. Têm 

como função natural a hidrólise de triglicerídeos em uma interface lipídeo-água e podem ser 

classificadas como não regiosseletiva, originando após a hidrólise, ácidos graxos livres na 

posição 1, 2 e 3 e glicerol, ou como sn-1,3 regiosseletiva quando hidrolisam apenas ésteres de 

ácidos graxos na posição 1 e 33. Na Tabela 2 estão descritas diferentes fontes de lipases, a 

seletividade ao substrato e sua regioseletividade42. 
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Tabela 2. Seletividade e regiosseletividade de diferentes fontes de lipases42. 

Fontes de Lipase Seletividade ao substrato Regiosseletividade 

Aspergillus niger C, M, L 1, 3 >> 2 

Candida lipolytica C, M, L 1, 3 > 2 

Humicola lanuginosa C, M, L 1, 3 >> 2 

Mucor javanicus M, L >> L 1, 3 > 2 

Rhizomucor miehei C > M, L 1 > 3 >> 2 

Pancreática C > M, L 1,3 

Pré-gástrica C, M >>L 1,3 

Penicillium roquefortti C, M >> L 1, 3 

Rhizopus delemar M, L >> C 1, 3 >> 2 

Rhizopus javanicus M, L > C 1, 3 > 2 

Rhizopus niveus M, L > C 1, 3 > 2 

Rhizopus oryzae M, L > C 1, 3 >>> 2 

Pseudomonas fluorescens M, L > C 1, 3 > 2 

Pseudomonas sp. C, M, L 1, 3 > 2 

Rhizopus arrhizus C, M > L 1, 3 

Ácidos graxos; C- cadeia curta; M- cadeia média; L- cadeia longa. 

 

Em relação a sua origem, as lipases podem ser produzidas por vegetais, animais (tecidos 

gástrico, pancreático e hepático)14 e microrganismos (bactérias e fungos)15,16,17. As lipases 

vegetais podem ser encontradas em cereais (nozes, arroz, feijão, tremoço, dentre outros)14, 

sementes oleoginosas (de aveia, de girassol, de canola, de linhaça, de amêndoa, de trigo, etc)14 

e, em algumas espécies vegetais produtoras de látex14,43.  

Dentre as fontes citadas, as lipases microbianas quando comparadas às demais 

apresentam maior estabilidade, especificidade ao substrato e não apresentam flutuações 

sazonais8, o que favorece um fornecimento regular destas enzimas correspondente a sua 

produção de modo mais conveniente e seguro com um custo de produção inferior17,18. Além 
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disso, sua obtenção por processos fermentativos é viável19 devido altos rendimentos e facilidade 

de manipulação genética.  

Atualmente, existem uma série de microrganismos capazes de produzir lipases, com 

particular destaque para os fungos filamentosos, os quais se apresentam como bons produtores 

devido à sua produção extracelular, facilitando os processos de extração a partir de meios 

fermentados17. Adicionalmente, uma alta gama de substratos são metabolizáveis por esses 

microrganismos já que esses podem ser encontrados em diversos habitats como, resíduos de 

óleos vegetais, sementes oleaginosas, produtos lácteos e em decomposição, inclusive em solos 

contaminados por óleos20,44.  

Segundo a literatura, Aspergillus niger (A. niger) é uma das espécies mais importantes 

na produção de lipases para fins biotecnológicos, por serem reconhecidas pela Food and Drug 

Administration (FDA) como Generally Recognized as Safe (GRAS)17,18. Em adição, as lipases 

produzidas por especíes de Aspergillus geralmente são sn-1,3 específicas, ou seja, liberam 

ácidos graxos nas posições 1 e 32, apresentando potencial para serem aplicadas, como exemplo, 

na síntese de lipídeos estruturados, especificamente, os triglicerídeos de cadeia média (TCM).  

Os lipídeos estruturados45 podem ser definidos como quaisquer lipídeos reestruturados 

por métodos químicos ou enzimáticos pela modificação da composição de seu ácido graxo e/ou 

pela sua posição estereoquímica na molécula de glicerol. Esses podem ser obtidos pelas reações 

de transesterificação empregando a lipase45, a qual prove efeitos metabólicos específicos para 

fins nutritivos ou terapêuticos. Dentro desta classe, pode se destacar os triglicerídeos de cadeia 

média que apresentam baixo teor calórico e podem ser considerados como alimentos 

funcionais46 devido auxiliarem na redução ao risco de doenças crônico-degenerativas, além de 

suas funções nutricionais básicas. Os TCM são constituídos de ácidos graxos de cadeia média 

(AGCM) nas posições sn-1 e sn-3 e ácidos graxos de cadeia longa (AGCL) na posição sn-23, 

assim, os triacilgliceróis ricos em AGCM são absorvidos no duodeno mais rapidamente do que 

os AGCL, sendo similar a glicose. Isto ocorre, pois, os AGCM são transportados diretamente 

para o fígado pela circulação portal ligados à albumina, cuja ligação é mais fraca do que os 

AGCL, que são incorporados em lipoproteínas (quilomícrons e VLDL)47. Desta forma, esses 

são rapidamente degradados pelo processo de oxidação nas mitocôndrias48,49, sem a necessidade 

do sistema de transporte da carnitina para a entrada na matriz mitocondrial50,51,52.  

Dependendo da fonte de origem, a massa molecular (MM) das lipases pode variar entre 

20 a 75 kDa2, apresentar estabilidade em relação ao pH na faixa de 4 a 943 e em temperaturas 

entre 25 e 70°C2. Deve-se destacar que estas enzimas possuem a capacidade única de atuar 
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apenas na interface lipídeo/água20 o que justificaria algumas lipases apresentarem caráter 

hidrofóbico na área em torno do sítio catalítico. 

O sítio ativo da lipase é constituído pelos resíduos de aminoácidos serina (Ser), histidina 

(His), glutamato (Glut) ou aspartato (Asp). A maioria das lipases tem uma tampa “lid” em sua 

superfície, que após o contato com uma superfície hidrofóbica ou na interface lipídeo/água 

permite a exposição do sítio ativo da enzima através da abertura da tampa (Figura 1), a qual 

favorece o complexo enzima-substrato, fenômeno conhecido como ativação interfacial53,  

formando um intermédio acil-enzima54,55. 

 
Figura 1. Modelo estrutural da lipase em sua conformação inativa (conformação fechada) e sua 

conformação ativa (conformação aberta)53. 

 

A tampa fica posicionada de modo que o lado hidrofílico esteja voltado para o solvente 

e o local hidrofóbico fique disposto em direção ao bolso do catalisador43,56. Assim, a atividade 

hidrolítica das lipases é controlada pelo domínio da tampa43. Em ambientes não aquosos, a 

camada hidrofóbica aciona a abertura da tampa permitindo que o substrato entre no sítio 

ativo43,56. Contrariamente, em meios aquosos puros, as lipases apresentam-se inativas, pois as 

tampas estão na posição fechada e o sítio ativo encontra-se inacessível ao substrato do meio43,56. 

É importante destacar que as lipases contém uma ou mais tampas na forma hélice43 e que nem 

todas as lipases sofrem ativação interfacial. 

No mecanismo de hidrólise de um éster catalisada pela lipase, detalhado na Figura 2, 

primeiramente a Ser é ativada por desprotonação com o auxílio dos resíduos de His e Asp, em 

seguida, o resíduo de Ser ativada ataca o grupo carbonila no substrato, formando o intermediário 

acil. Finalmente, um nucleófilo, que pode ser uma molécula de água ou um monoglicerídeo, 

ataca o intermediário acil-enzima, levando a liberação do produto e a regeneração do sítio 

catalítico54,57,58.  

 

Conformação fechada Conformação Aberta

Exposição do
sítio ativo
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Figura 2. Mecanismo de hidrólise de ésteres catalisada pela lipase57. 

 

Deve-se salientar, que as lipases não só hidrolisam triglicerídeos em meio aquoso, mas 

possuem a capacidade de catálise reversa quando em baixas concentrações de água4,5. Visto que 

ocorre uma reorganização dos triacilgicerídeos graças a reações de esterificação, 

transesterificação (interesterificação, alcóolises e acidólises) e aminólise (síntese de amidas), 

sendo a água substituída por um álcool, um ácido ou uma amida respectivamente (Figura 3)6. 

Substrato
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Figura 3. Reações de catálise da lipase6. 

 

Devido suas características e distintas funções as lipases são empregadas em diversas 

áreas industrias, constituindo um dos mais importantes grupos de biocatálises com aplicações 

biotecnólogicas7. Uma das mais importantes aplicações das lipases é na indústria de 

detergente8,11 com a finalidade de remoção de manchas de óleos e gorduras42, seguida da 

indústria alimentícia visando a hidrólise de óleos naturais e no excesso de lipídeos presentes 

nas carnes e peixes, proporcionando o flavor em bebidas e produtos de panificação8,10, na 

fabricação de produtos lácteos como manteiga e seus derivados7, dentre outros.  

Na indústria farmacêutica sua aplicação é destinada para a resolução de misturas 

rancêmicas de modo a obter ingredientes ativos enantiomericamente puros8,9. Na indústria de 

cosméticos para a produção de várias espécies de ésteres, compostos aromáticos e agentes 

ativos59–61. Na síntese orgânica22 suas aplicações se assemelham às da indústria farmacêutica, 

atuando em misturas racêmicas e síntese de estruturas quirais8,62.  
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O uso das lipases para a produção de biodiesel12,13 é considerada uma alternativa 

renovável visando um combustível ecologicamente viável7. As lipases são empregadas ainda, 

na degradação biológica e remoção de carga lipolítica de efluentes industriais8,63,64, auxiliando 

na limpeza da tubulação. Estas enzimas também estão envolvidas em diversas etapas do 

metabolismo lipídico e lipoprotéico em organismos eucariotos, como: digestão da gordura, 

absorção e reconstituição20,65.  

No entanto, a área de aplicação que tem ganho destaque é a síntese de lipídeos 

estruturados66–68, devido aos efeitos benéficos no metabolismo, os quais apresentam 

propriedades medicinais e funcionais3. Na Tabela 3 estão destacadas algumas das aplicações e 

os tipos de reações bioquímicas catalisadas especificamente pela lipase de Aspergillus niger.  

 

Tabela 3. Diferentes aplicações e tipos de reações catalisadas pela lipase de Aspergillus niger.  

Aplicação Biotecnológica Reação Referências 

Síntese de Enantiômeros Esterificação 69 

Tratamento de efluentes Hidrólise 70 

Lipídeos estruturados Acidólise 71–73 

Lipídeos estruturados Glicerólise 74 

Biodiesel Transesterificação 75–78 

Alimentícia Interesterificação 79 

Alimentícia Hidrólise 80 

Farmacêutica Acilação 81 

Síntese orgânica Síntese 82,83 

 

O custo comercial das lipases é muito variável, sendo a lipase pancreática suína de 

menor valor agregado em torno de US$ 0,87/100 unidades (U) de atividade enquanto que para 

lipase de Candida antártica o valor chega à 5.000,00/100 U, ambas da empresa  Sigma-

Aldrich®38. A diferença no custo é resultado não apenas das características da enzima, mas 

principalmente, pelo processo de obtenção, extração, rendimento e necessidade de purificação 

pertinentes às distintas aplicações38. Por exemplo, as aplicações nas áreas de química fina e 

cosméticos requerem extratos mais puros de alta atividade enzimática, restringindo o número 
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de lipases passíveis de serem utilizadas, além de ter um alto custo devido as inúmeras etapas de 

purificação38. Por outro lado, aplicações mais simples que requerem apenas a modificação de 

azeite emulsificado, i.e., não necessitam de extratos tão concentrados, necessitando assim de 

menor grau de pureza38.  

Diante do exposto, há um mercado para aplicação de lipases e um incremento em sua 

produção pode estimular a procura por métodos de extração mais sustentáveis e biocompatíveis. 

Considerando a produção de enzimas hidrolíticas, quando estas são oriundas de processo 

fermentativo, o meio fermentado apresenta uma série de compostos contaminantes para a 

enzima de interesse, tais como outras proteínas. Logo, é imprescindível o emprego de métodos 

que propicie a integração das etapas de extração e purificação de lipases do meio fermentado 

de modo a assegurar altos rendimentos sem perdas de enzimas durante os processos de extração 

e concentração, viabilizando ainda, uma possível purificação.  

 

2.2 Métodos para purificação de lipases microbianas 

 

2.2.1Métodos tradicionais  

Não existem protocolos definidos que garantam a purificação da lipase a partir de meio 

fermentado. Geralmente, esses processos consistem em múltiplas etapas afim de remover a 

biomassa e os compostos insolúveis para a seguir, extrair, concentrar e finalmente, purificar a 

molécula de interesse20,5. Esses processos geralmente iniciam com uma filtração84,85 e/ou 

centrifugação85–87 para remoção da biomassa seguida por precipitação utilizando sulfato de 

amônio9,87–89 ou ainda usando sistemas micelares reversos com solventes orgânicos90,91. Assim, 

a lipase é concentrada e, ao mesmo tempo, parcialmente purificada. Contudo, a precipitação 

usando sulfato de amônio ou outros solventes orgânicos podem afetar a atividade das lipases92. 

Essas técnicas apresentam baixa resolução resultando em baixo grau de pureza.  

Para obter uma enzima com maior grau de pureza é necessário uma combinação de 

técnicas cromatográficas, as quais podem ser por cromatografia de troca iônica93,94, 

cromatografia de interação hidrofóbica95, cromatografia de afinidade96 e cromatografia por 

exclusão molecular9,94,97, obrigando a um maior investimento de capital devido ao alto custo 

destas técnicas. Na Tabela 4 estão descritos os métodos combinados para obter maior grau de 

pureza e o rendimento alcançado para distintas lipases microbianas. 
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Tabela 4. Combinação dos métodos empregados para purificação de distintas lipases 

microbianas. 

Microorganismo Métodos de Purificação 
Fator de 

Purificação 

Rendimento 

(%) 
Referências 

Acinetobacter baylyi 
Precipitação com sulfato de 

amônio; Sephadex G-75 
21,89 14 88 

Aneurinibacillus 

thermoaerophilus HZ 

Q-sepharose;  

Sephadex G-75 
15,6 20 94 

Bacillus pumilus 

HF544325 

Precipitação com sulfato de 

amônio; Sephacryl S-200; 

Mono S Sepharose 

210 -* 87 

Bacillus subtilis NS 8 

Ultrafiltração; DESE- 

Toyopearl 650M;  

Sephadex G-75 

500,0 16 84 

Bacillus 

stearothermophilus 

MC 7 

Ultrafiltração; Sephadex G-

200; DEAE- Sepharose 
19,25 10 98 

Bacillus sp. 
Precipitação com sulfato de 

amônio; Sepharose CL-4B 
5,1 11 93 

Pseudomonas 

aeruginosa 

Ultrafiltração; DEAE -

Sephadex A50 
25,5 46 86 

Ralstonia sp. CS274 

Precipitação com sulfato de 

amônio; Fenil Sepharose 

CL-4B 

20,8 4 85 

Staphylococcus 

áureas 

Ultrafiltração; Fenil- 

Sepharose; Superose 12 
6,76 20 99 

Staphylococcus sp.  
Precipitação com sulfato de 

amônio; Sephacryl S-200 
24,0 - 89 

Aureobasidium 

pullulans HN2.3 

Precipitação com sulfato de 

amônio; Sephadex G-75; 

DEAE- Sephafore 

 

3,4 

 

5 

 
100 

Aspergillus terreus 

NCFT 4269.10 

Precipitação com sulfato de 

amônio; Sephadex G-100 
2,56 8 9 

Geotrichum 

candidum 

Precipitação com sulfato de 

amônio; DEAE- Sephadex 

G-200; Sephadex G-100 

7,76 18 101 

Mortierella alliacea 

YN-15 

Precipitação com acetona 

DEAE- Sephafore; 

Superdex 200 

6,2 4 102 

Rhizopus oryzae 

Precipitação com sulfato de 

amônio; Sulfopropil-

Sepharose; Sephadex G-75; 

Sulfopropil Sephafore 

1260,0 22 103 

Schizophyllum 

commune ISTL04 

Precipitação com sulfato de 

amônio; Superdex 200 
35,76 37 44 

Yarrowia lipolytica 

Precipitação com acetona; 

Sepharose Q;  

Butil Sepharose 

26,5 23 104 
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Pichia lynferdii Y-

7723 

Sephacryl S-200; DEAE- 

Sepharose 
33,10 0,3 105 

*valor de Rendimento (%) não citado no artigo  

 

Como alternativa às técnicas acima reportadas, os processos de extração líquido-líquido 

(ELL) têm sido desenvolvidos e avaliados na recuperação primária e purificação parcial de uma 

ampla variedade de bioprodutos, dentre eles, proteínas28,106,107, enzimas108–110, colorantes 

naturais111–113, antioxidantes114,115, vírus116,117, além de células118,119 e anticorpos 

monoclonais120,121.  

A ELL é baseada no processo de transferência de um soluto de uma fase líquida para 

uma segunda fase líquida e parcialmente miscível28,122–124. A eficiência desse tipo de extração 

depende de vários fatores28 como: i) da afinidade do soluto pelo solvente extrator; ii) da razão 

das fases; iii) do número de etapas de extração; iv) do comprimento da linha de amarração27; v) 

do pH125; vi) da temperatura126; vii) da adição de moléculas neutras e/ou carregadas que podem 

ser usadas para modificar o caráter de particionamento da biomolécula24.   

A técnica de ELL empregando solventes orgânicos é uma das mais utilizadas em escala 

industrial, porém o uso de solventes orgânicos apresenta algumas limitações para aplicação em 

larga escala, tanto na biocompatibilidade com uma grande variedade de biomoléculas, bem 

como, em problemas ambientais relacionados com a eliminação de resíduos e contaminação 

atmosférica127. Considerando essas preocupações ambientais e a estabilidade de biomoléculas 

frente aos solventes orgânicos, técnicas alternativas como a ELL utilizando sistemas de duas 

fases aquosas (SDFA) tem sido largamente estudada para extrair/purificar moléculas 

biológicas23–27.  

 

2.2.2 Sistemas de Duas Fases Aquosas  

Os SDFA são sistemas de ELL formados em solução aquosa, e por isso se apresentam 

como mais biocompatíveis e ambientalmente mais favoráveis do que outras técnicas28,29, pois 

não necessitam do uso de solventes orgânicos para promover uma região de imiscibilidade, e 

são ainda relativamente mais simples e de baixo custo, quando comparado as técnicas 

cromatográficas, por exemplo128,129. Comparativamente, os SDFA se mostram superiores aos 

sistemas tradicionais de ELL formados por solventes orgânicos, pois vários agentes formadores 

de SDFA como, tensoativos e LIs130, podem favorecer a exposição do sítio ativo de lipases 

contribuindo para um aumento da atividade hidrolítica.  
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O SDFA pode ser selecionado de acordo com as principais características da molécula 

a ser extraída de forma a alcançar altos rendimentos de extração e/ou purificação, uma vez que 

cada sistema pode ser projetado para ter uma maior interação com a biomolécula através de 

interações iônicas e hidrofóbicas, ligações de hidrogênio e/ou outras interações não 

covalentes27. Por exemplo, se o objetivo é particionar moléculas apolares de polares, pode-se 

selecionar um componente para o sistema com características mais apolares, fazendo com que 

ocorra forte interação entre a biomolécula-alvo e o agente formador da fase.  

O SDFA é representado por um diagrama de fases cuja curva binodal, também 

denominada como curva de equilíbrio, discrimina a concentração que separa as regiões 

monofásica e bifásica131. Assim, composições nas regiões bifásicas devem ser selecionadas para 

formar um SDFA27. Em geral, no diagrama de fases, o eixo das ordenadas representa o 

constituinte rico na fase superior, enquanto o eixo das abcissas representa o constituinte rico na 

fase inferior27,131 (Figura 4). A linha de amarração permite determinar a composição da fase 

coexistente devido à diferença entre a razão volumétrica ou mássica das fases27. Inicialmente, 

a linha de amarração é a mesma para ambas as fases, superior e inferior, mas a composição 

global do sistema pode alterar a relação de volume27.  

 
Figura 4. Representação esquemática de um diagrama de curva binodal. Concentrações acima 

da curva binodal (linha A-B) reproduzem Sistema de Duas Fases Aquosas que são 

caracterizados pelos parâmetros como o comprimento da linha de amarração (linha C-D) e a 

razão volumétrica (VR)27.  
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Dentre os SDFA pode-se citar: Sistemas Micelares de Duas Fases Aquosas (SMDFA) 

formados por tensoativos; Sistemas Poliméricos de Duas Fases Aquosas (SPDFA) formados 

por dois polímeros ou um polímero e um sal; e os SDFA baseados em Líquidos Iônicos (SDFA-

LIs). Além desses, importa destacar os sistemas que utilizam os LIs como adjuvantes ou co-

tensoativos em SPDFA e SMDFA.  

 

2.2.2.1 Sistemas Micelares de Duas Fases Aquosas 

O SMDFA é formado por tensoativos (também designados como surfactantes). Os 

tensoativos são moléculas anfifílicas, que possuem uma parte hidrofóbica referente à cauda e 

uma parte hidrofílica referente à cabeça. Essas moléculas podem ser classificadas como 

aniônicas, catiônicas, não iônicas ou zwiteriônicas (com cargas positivas e negativas)132 de 

acordo com as suas características estruturais133.  

Os tensoativos podem apresentar comportamentos distintos em solução aquosa em 

função de sua concentração. Em concentrações acima da concentração micelar crítica (CMC) 

formam agregados conhecidos como micelas, na qual as caudas hidrofóbicas migram para o 

interior enquanto que as cabeças hidrofílicas permanecem na superfície exterior, de modo a 

minimizar e maximizar o seu contato com a água, respectivamente134,135.  

O processo de separação de fases em SMDFA é altamente dependente da temperatura, 

por isso, a construção das curvas binodais é geralmente realizada em função da temperatura. 

Assim, o fenômeno de separação é induzido pelo aumento da temperatura em determinada 

concentração de surfactante, de modo que uma solução micelar aquosa homogênea se separa 

em duas fases parcialmente imiscíveis133,136, onde uma das fases apresentará uma maior 

concentração de micelas do que a outra28,134, como ilustrado na Figura 5. 
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Figura 5. Representação esquemática da separação de fases de uma solução micelar. Uma 

solução micelar homogênea pode separar-se em duas fases parcialmente imiscíveis com o 

aumento da temperatura. Ambas as fases contêm micelas, porém na fase rica em micelas (fase 

inferior), estas são maiores e em maior número comparada a fase pobre em micelas (fase 

superior). A temperatura na qual ocorre a separação de fases é denominada temperatura de 

cloud point (TCP). Adaptado de Liu et al. (1998)28.  

 

A temperatura na qual ocorre a separação de fases é denominada como ponto de nuvem, 

também conhecida como temperatura de Cloud Point (TCP)133. Todo o processo é dependente 

da concentração e estrutura do agente tensoativo, da presença de aditivos, da força iônica e pH, 

parâmetros que podem influenciar no tamanho e na forma do agregado micelar28,133. O 

comportamento de separação de fases resulta da competição entre os efeitos entálpicos que 

promovem a separação das micelas da água e os efeitos entrópicos, que promovem a 

miscibilidade das micelas na água134,136. A diferença entre os ambientes físico-químicos nas 

fases micelares formam a base para uma separação efetiva e torna o SMDFA um método 

conveniente e potencialmente útil para a separação, concentração e purificação de 

biomoléculas126. 

Esse tipo de sistema tem sido utilizado com êxito na separação de biomoléculas, devido 

à sua capacidade de manter inalteradas as suas atividades biológicas e/ou conformações 

nativas28. Ademais, os SMDFA auxiliam também na solubilização de moléculas hidrofóbicas, 

minimizando a sua degradação e aumentando a biodisponibilidade destas124.  

 

2.2.2.2 Sistemas Poliméricos de Duas Fases Aquosas  

Os SPDFA são formados por dois polímeros quimicamente diferentes como exemplo, 

dextrana (DEX), polipropilenoglicol (PPG), polietilenoglicol (PEG), poliacrilato de sódio 

(NaPA), ou um polímero e um sal (fosfato, sulfato e citrato). Nestes sistemas, as combinações 

de polímeros e/ou polímero-sal são preparadas acima de concentrações críticas visando a 
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formação de duas fases imiscíveis, cujo principal componente é a água distribuída entre ambas 

as fases de equilíbrio. Como em outros SDFA, a alta concentração de água em ambas as fases, 

permite o aumento da estabilidade de várias biomoléculas durante o processo de migração de 

soluto124. Os SPDFA são na sua maioria seguros, atóxicos, não-inflamáveis e biocompatíveis137. 

Dentre os polímeros mais utilizados, o PEG é largamente o mais aplicado 129,124,138,24, visto que 

este é um polímero aprovado para consumo pelo FDA139, e apresenta um carácter inerte e 

biodegradável129.  

Uma das principais diferenças entre os sistemas polímero-polímero e polímero-sal se 

refere a força iônica. No sistema utilizando dois polímeros a força iônica é menor, logo esses 

sistemas são preferencialmente empregados para a separação, recuperação e purificação de 

solutos extremamente sensíveis a ambientes iônicos, bem como células viáveis e organelas 

sensíveis ao choque osmótico. Esses sistemas apresentam maior viscosidade, maior tempo para 

separação de fases140, além disso, são mais caros o que pode ser um fator limitante para seu uso 

em escala industrial26. O sistema polímero-sal apresenta a força iônica elevada na fase rica em 

sal, sendo este amplamente utilizado para proteínas27, especificamente proteínas ativas 

biologicamente141 e enzimas142,143.  

 

2.2.2.3 Sistemas de Duas Fases Aquosas baseados em Líquidos Iônicos 

Embora largamente estudados nas últimas décadas, SMDFA e SPDFA apresentam 

algumas limitações relativa à gama de polaridade e de hidrofobicidade das fases e de sua 

incapacidade de separar seletivamente solutos similares. Para ultrapassar algumas dessas 

limitações, em 2003, Rogers e seus colaboradores desenvolveram um novo tipo de SDFA 

baseados em LIs144,111.  

Os LIs são sais orgânicos com características únicas como, elevada estabilidade térmica 

e química, elevada força de solvatação e baixo ponto de fusão145,146. O ponto de fusão147 está 

relacionado a simetria dos íons, interações de van der Walls e ligações de hidrogênio. O 

tamanho dos íons também influencia no ponto de fusão, assim, quanto maior o cátion e/ou ânion 

menor será o ponto de fusão148 dos LIs. Desta forma, a troca de um cátion inorgânico pequeno 

por um cátion orgânico volumoso, i.e., confere ao LI um baixo ponto de fusão148. Os LIs 

apresentam ainda, características como não inflamáveis e volatilidade insignificante quando 

comparado aos solventes orgânicos voláteis149,150.  

Dentre as famílias mais estudadas, se destaca a família das colinas, a qual inclui LIs 

derivados dos sais de quarternários de amônio, e que são geralmente consideradas como 

‘solventes ambientalmente mais benignos’. Alguns destes LIs, como o cloreto de colina, são 
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utilizados como percursores para a síntese de vitaminas e enzimas que participam do 

metabolismo de carboidratos151.  

Uma das principais vantagens da aplicação de LIs para a formação de SDFA é a 

possibilidade de ajuste de suas propriedades físico-químicas pela combinação do par 

cátion/ânion mais adequado146,152. Ademais, os LIs podem ainda permitir uma separação de 

fases mais rápida149 e uma alta eficiência de extração, obtida pela seleção adequada dos íons 

que compõem um dado sal ou LI146,152. Assim, ao alterar as combinações cátions e ânions pode-

se modificar não somente a polaridade das fases, mas também a solubilidade de substratos152, 

possibilitando maior seletividade, atividade e estabilidade enzimática152,130.  

Os LIs podem ser totalmente miscíveis ou imiscíveis em solução aquosa dependendo do 

cátion/ânion utilizado130, visto que isto influência no efeito da hidrofobicidade do sistema. 

Desta forma, é possível condicionar o sistema visando um melhor particionamento da molécula 

alvo. Além de formar os SDFA-LIs, os LIs podem ser ainda empregados como adjuvantes ou 

co-tensoativos em SMDFA145, ou adjuvantes em SPDFA115,114,153.  

Os LIs de cadeia alquílica longa (superior a 8 carbonos) são considerados moléculas 

anfifílicas possuindo um caráter de autoagregação130,154 semelhantes a tensoativos. Esse 

comportamento já foi descrito para três famílias distintas, a saber, os imidazólios, os fosfônios 

e os quaternários de amônio145. Assim, a presença de LIs como aditivo em SMDFA pode 

favorecer a formação de agregados micelares em soluções aquosas e contribuir para a alteração 

das propriedades físico-químicas das micelas155. A adição de LIs juntamente com um tensoativo 

pode diminuir ou aumentar a CMC e afetar o número de agregados, visto que pode ocorrer a 

formação de micelas mistas154,156. Esse fenômeno depende das características estruturais dos 

LIs empregados, tais como cadeias laterais alquílicas, cátion/ânion e também o grupo da cabeça 

do tensoativo145,154. A formação de autoagregados de LIs com cadeias longas pode alterar a 

aptidão de formação de SDFA, mostrando um forte impacto na partição de biomoléculas e em 

sua purificação22.  

Por outro lado, nos SPDFA, a presença de LIs pode alterar as polaridades das fases 

coexistentes por meio do ajuste adequado de sua estrutura química. Nesses sistemas, o 

comprimento da cadeia aquílica dos LIs pode acarretar em alterações nos valores do coeficiente 

de partição devido ao ajuste da polaridade da fase rica em polímero, aprimorando a eficiência 

de extração115,153.  
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2.2.2.4 Sistemas de Duas Fases Aquosas formados com carboidratos 

Em 2008, os SDFA formados com carboidratos surgiram como plataformas de extração 

de biomoléculas por apresentarem características de sugaring-out157, tornando assim, os 

carboidratos potenciais substitutos de sais inorgânicos158 em SDFA, precisamente, em SDFA-

LIs159–161. Sugaring-out refere-se à capacidade de formar ligações de hidrogênio com a água, 

devido possuir vários grupos hidroxila com um caráter duplo de aceptor/doador, efeito 

semelhante causado pelo salting-out que ocorre em altas concentrações de sais, porém com 

ambiente mais favorável para as biomoléculas158. 

Adicionalmente, os carboidratos possuem vantagens por serem uma matéria-prima 

renovável, biodegradáveis, não carregados e não tóxicos160. Na literatura encontram-se alguns 

diagramas de fases162–164 disponíveis para aplicação de SDFA com carboidratos, porém, ainda 

são poucos os estudos que exploram esse tipo de extração158,160,161,165.  

Os carboidratos também denominados como hidratos de carbono ou glicídeos são poli-

hidroxialdeídos ou poliidroxicetonas113,166, pois apresentam em sua estrutura química os grupos 

funcionais aldeídos ou cetonas, respectivamente, unidos por ligações hemiacetálicas ou 

glicosídicas.  Considerados como moléculas altamente polares devido apresentarem os grupos 

hidroxilas em sua estrutura, são capazes de fazer interações por ligações de hidrogênio, 

formando o complexo carboidrato-proteína167. Assim, os carboidratos podem apresentar rotas 

mais biocompatíveis para a extração de lipases tornando-se um sistema inovador.  

 

2.3 Justificativa 

Visto a importância da aplicação das lipases em distintas áreas biotecnológicas, e a 

necessidade de empregar mais de uma etapa para extrair, concentrar e por fim purificar as 

lipases, é de suma importância estudar uma plataforma para extração de lipases de meio 

fermentado, a qual permita maior eficiência de extração e consequentemente altos rendimentos. 

Desta forma, a proposta do trabalho foi avaliar a capacidade de diferentes SDFA na extração e 

purificação da lipase microbiana comercial de Aspergillus niger e posterior da lipase presente 

em meio fermentado de Aspergillus sp.
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3.OBJETIVOS 

 

3.1 Objetivo geral 

O objetivo do trabalho foi avaliar a extração de lipase microbiana comercial empregando 

extração líquido-líquido por sistemas de duas fases aquosas. 

 

3.2 Objetivos específicos 

•Avaliar a atividade e estabilidade da lipase microbiana comercial frente aos diferentes 

agentes formadores dos SDFA; 

•Avaliar a extração e separação da lipase microbiana comercial empregando os 

diferentes SDFA, especificamente, SMDFA empregando LIs como adjuvantes e SPDA 

empregando carboidrato; 

•Avaliar a extração da lipase de Aspergillus sp. produzida em meio fermentado 

utilizando o SDFA com melhor capacidade de recuperação de lipase comercial. 
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4.MATERIAL E MÉTODOS 

 

4.1 Material  

A lipase de Aspergillus sp. foi produzida em meio fermentado e caracterizada pelo nosso 

grupo de pesquisa168 e gentilmente cedido para a contribuição do estudo.  

A lipase microbiana comercial de A. niger (lote: SLBL 2143V), o substrato p- Nitrofenil 

Palmitato (pNPP) (lote: SLBK6286V), o tensoativo não-iônico (1,1,3,3,- tetrametil-butil) 

polietilenoglicol fenil (Triton X-114), os polímeros Polietilenoglicol (PEG), 

Polipropilenoglicol (PPG) e Poliacrilato de sódio (NaPA), o carboidrato D-Xilose, o cloreto de 

colina ([Ch]Cl) e os LIs da família dos amônios, nomeadamente brometo-tetradecil-trimetil-

amônio ([N1,1,1,14]Br) e brometo-cetil-trimetil-amônio ([N1,1,1,16]Br), e os LIs da família dos 

piridínios, cloreto-1-hexadecil-piridínio ([C16py]Cl) foram adquiridos da Sigma Aldrich™.  

Os LIs da família das colinas, acetato de colina ([Ch][Ac]), propanoato de colina 

([Ch][Prop]), butanoato de colina ([Ch][But]), pentanoato de colina ([Ch][Pent]) e hexanoato 

de colina ([Ch][Hex]), líquidos a temperatura ambiente, foram sintetizados no laboratório do 

Departamento de Bioprocessos e Biotecnologia da Faculdade de Ciências Farmacêuticas da 

UNESP, Araraquara/ SP. Os LIs decanoato de colina ([Ch][Dec]), tetradeacanoato de colina 

([Ch][Tetrad]) e dibrometo 3-(1-tetradecil-3-hexilimidazólio)-1-tetradecil-imidazólio ([C14Im-

6-C14Im]Br2), sólidos a temperatura ambiente, foram sintetizados na Universidade de Aveiro 

em Aveiro, Portugal.  

Os LIs da família dos imidazólios, cloreto-1- butil-3-metilimidazólio ([C4mim]Cl), 

cloreto-1- hexil-3-metilimidazólio ([C6mim]Cl), cloreto-1- octil-3-metilimidazólio 

([C8mim]Cl), cloreto-1-decil-3-metilimidazólio ([C10mim]Cl) e cloreto-1- dodecil- 3- 

metilimidazólio ([C12mim]Cl) foram adquiridos IOLITEC (Heilbronn, Alemanha). Os 

carboidratos D-Frutose e D-Sacarose foram adquiridos da LS Chemicals, enquanto, que o 

carboidrato D- Manose foi adqurido da Fisher BioReagents. A Tabela 5 mostra a pureza, 

estrutura química e abreviatura de cada um dos LIs empregados no presente trabalho. Na Tabela 

6 é apresentada a pureza, estrutura química e abreviatura dos tensoativos e polímeros e na 

Tabela 7 apresentada a pureza e estrutura química dos carboidratos empregados neste trabalho.  

Os tampões utilizados foram: tampão Mcllvaine composto pelo ácido cítrico 0,1 M e 

fosfato dissódico (Na2HPO4) 0,2 M, o tampão Tris-HCl (50 mM) composto pelo tris-

hidroximetil-aminometano 0,2 M e HCl 0,2 M e o tampão Sörensen composto pelo fosfato 

dissódio (Na2HPO4) 0,06 M e fosfato de potássio monobásico (KH2PO4) 0,06 M. A água 
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utilizada para o preparo das soluções foi água ultrapura Miliq Milipore e, os demais reagentes 

utilizados foram de grau analítico.  
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Tabela 5. Família, nome, abreviatura, estrutura química e pureza dos LIs estudados. 

Família Nome Abreviatura Estrutura química Pureza  

(% m/m) 

[Ch]X 

 

Cloreto de colina  

 
[Ch]Cl 

 

≥98 

Acetato de colina 

 
[Ch][Ac] 

 

99 

Propanoato de 

colina 
[Ch][Prop] 

 

95 

Butanoato de colina 

 
[Ch][But] 

 

98 

Pentanoato de 

colina 
[Ch][Pent] 

 

96 

Hexanoato de 

colina  

 

[Ch][Hex] 

 

89 
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Decanoato de 

colina  
[Ch][Dec] 

 

98 

Tetradecanoato de 

colina 
[Ch][Tetradec] 

 
98 

[Cnmim]Cl 

 

Cloreto 

 1- butil- 3- 

metilimidazólio  

 [C4mim]Cl 

 

≥98 

Cloreto 

 1- hexil- 3- 

metilimidazólio  

 [C6mim]Cl 

 

≥98 

Cloreto 

 1- octil- 3- 

metilimidazólio  

 [C8mim]Cl 

 

≥98 

Cloreto  

1- decil- 3- 

metilimidazólio  

 [C10mim]Cl 

 

≥98 

Cloreto  

1- dodecil- 3- 

metilimidazólio  

 [C12mim]Cl 

 

≥98 
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Imidazólio 

Dibrometo  

3-(1-tetradecil-3-

hexilimidazolio)-1-

tetradecilimidazólio  

 

[C14Im-6-ImC14]Br2 

 

≥99 

Amônios 

Brometo 

 tetradecil-trimetil 

amônio  

 [N1,1,1,14]Br 

 

≥99 

Brometo 

cetiltrimetil 

amônio  

 [N1,1,1,16]Br 

 

≥98 

Piridínio 

Cloreto  

hexadecil 

piridínio  

 [C16py]Cl 

 

≥99 

*As estruturas químicas foram construídas utilizando o programa ChemDraw Professional.  
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Tabela 6. Nome, abreviatura, estrutura química e pureza de tensoativos e polímeros estudados. 

Nome Abreviatura Estrutura química Pureza (% m/v) 

(1,1,3,3,- 

Tetrametilbutil) 

polietileno glicol fenil 

Triton X-114 

 

100 

Polietilenoglicol  PEG 600 

 

100 

Polipropilenoglicol  

 

PPG 400 

PPG 425  

PPG 725 
 

100 

Poliacrilato de sódio  NaPA 8.000 

 

45,0 % (m/v) em água 

*As estruturas químicas foram construídas utilizando o programa ChemDraw Professional.  

 

n
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Tabela 7 . Nome, abreviatura, estrutura química e pureza dos carboidratos estudados. 

Nome Abreviatura Estrutura química Pureza (% m/v) 

D- Frutose Frutose 

 

99 

D- Manose Manose 

 

≥99 

D- Sacarose Sacarose 

 

99 

D- Xilose  Xilose 

 

≥99 

*As estruturas químicas foram adaptadas do artigo Santos et al. (2018)113  
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4.2 Fluxograma 

Para facilitar a compreensão dos métodos empregados, a seguir é apresentado um 

fluxograma com todas as etapas detalhadas.  

 

1

FASE 1

Caracterização 

da Lipase

comercial 

FASE 2

Atividade / 

Estabilidade 

da Lipase 

comercial

•Soluções aquosas do Tensoativo Triton X-114 a 35°C

•Soluções aquosas de distintos Polímeros a 25°C

•Soluções aquosas de diferentes Carboidratos a 25°C

•pH (2,5-8,5)

•Temperatura (20-50 °C)

•Determinação da massa molecular;

•Determinação do potencial zeta (carga da enzima).

FASE 3

Separação/ 

Extração da 

Lipase 

comercial

•SMDFA: Triton X-114 e LIs baseados em Cloretos de Imidazólios

TX-114

[x %]

[Cnmim]Cl 

[x %]

Solução de 
Lipase

[U.g-1]

Tampão 
Mcllvaine

[x %]

Massa 
total

6 g

2

•Soluções aquosas de LIs baseados em Colinas nas seguintes 

concentrações (M): 0,05; 0,10; 0,50 e 1,00 a 35°C
3

•Soluções aquosas de LIs baseados em Cloretos de  Imidazólios

nas seguintes concentrações (% m/v): 0,1;  0,3 e 0,5  a 35°C

•SMDFA: Triton X-114 e LIs baseados em Colinas 

TX-114

[x %]

[Ch]X

[x %]

Solução de 
Lipase

[U.g-1]

Água 

[x %]

Massa 
total

6 g

•SPDFA: PPG 400 e carboidrato*

PPG 400

[x %]

Carboidrato 

[x %]

Solução de 
Lipase

[U.g-1]

Água

[x %]

Massa 
total

6 g

Doutorado 

Sanduíche

•Determinação da CMC;

• Estudo da atividade da lipase comercial em diferentes LIs;

•Extração e separação da lipase comercial usando SPDFA e carboidrato*.

FASE 4

Extração da Lipase de Aspergillus sp. produzida em meio fermentado empregando 

SMDFA com [Ch]X como adjuvantes
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4.3 Métodos analíticos 

 

4.3.1 Dosagem de Atividade Hidrolítica 

A atividade enzimática da lipase foi determinada utilizando p-Nitrofenil-Palmitato 

(pNPP) como substrato. A mistura reacional consistiu em 205 µl de uma solução com a seguinte 

composição: 200 mg de Triton X-100, 50 mg de Goma Arábica em 50 mL de tampão Tris- HCl 

50 mM em pH 6,5, 45 µl de substrato (15 mg de pNPP em 10 mL de isopropanol) e 250 µl de 

solução enzimática. A mistura foi incubada a 40°C durante 30 min e em seguida, foram 

adicionados 500 µl de Trizma base 2% (m/v). O produto da reação p-nitrofenol foi avaliado 

pela medida de absorbância a 398 nm em leitor de placas (espectrofotômetro Multimode Plate 

Reader, Perkin Elmer, EUA). Uma unidade (U) de atividade de lipase foi definida como a 

quantidade de enzima que libera 1 µmol de p-nitrofenol/min169, de acordo com a Eq. 1.  

 

U = µMol /min. g = {[(A398nm + b) / ɑ] x V} / t                                                             (Eq. 1) 

 

Em que A é a absorbância (no comprimento de onda de 398 nm), b é a constante, ɑ é a 

absortividade molar (obtida pela curva analítica do p-Nitrofenol), V é o volume da solução 

enzimática, t é o tempo da reação (30 min). 

 

4.3.2 Síntese de Líquidos Iônicos 

Para a síntese dos LIs [Ch][Ac], [Ch][Prop], [Ch][But], [Ch][Pent] e [Ch][Hex], 

neutralizou- se a base com o ácido apropriado em um ambiente saturado com nitrogênio, sendo 

que os primeiros minutos da reação ocorreram em uma temperatura inerte (aproximadamente 0 

°C), precisamente em um recipiente com gelo (Figura 6). Como exemplo, o ácido propanóico 

foi adicionado gota a gota a uma solução aquosa de hidróxido de colina na proporção molar de 

1:1. A mistura permaneceu em agitação durante 24 h a 21°C170. 
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Figura 6. Representação do processo de síntese de LIs, precisamente [Ch][Prop]. 
 

Após 24 h, foram realizadas três lavagens da solução com acetato de etila (cerca de 

1g.mL-1, e a seguir a solução foi agitada vigorosamente, e então, colocada em rotaevaporador 

por cerca de 5 min e 30 min, nas duas primeiras e última lavagens, respectivamente, a fim de 

remover as impurezas. Após as lavagens, o metanol foi evaporado por aproximadamente 5 h. 

A secagem final foi realizada no equipamento Speed vac (SPD 131DDA, Thermo Scientific, 

EUA). Para verificar o sucesso da síntese e a pureza dos LIs realizou-se a espectroscopia de 

ressonância magnética nuclear de próton (1H RMN), (Fourier 300, Bruker, EUA), apresentados 

no Apêndice III. O teor de água foi determinado por titulometria utilizando Karl Fisher (CH- 

9100, Metrohm, Suíça) a fim de inferir a teor de água de cada uma das amostras do LI.  

Os LIs [Ch][Dec] e [Ch][Tetradec] foram sintetizados no Departamento de Química, na 

Universidade de Aveiro, Portugal no âmbito do projeto PDSE – Edital n° 19/2016 (Número do 

Processo: 88881.133279/2016-01). Estes LIs são sólidos a temperatura ambiente e diferem em 

alguns aspectos no processo de síntese realizado para os LIs líquidos à temperatura ambiente. 

As lavagens das soluções foram realizadas com n-hexano e mantidas sob agitação overnight. 

Posteriormente, as soluções foram centrifugadas a 400 g e posteriormente filtradas. Os produtos 

obtidos foram colocados na linha de vácuo por, aproximadamente, 21 dias. A Figura 7 

representa o processo de síntese. 
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Figura 7. Representação do processo de síntese do [Ch][Tetrad]. Solução após a agitação 

overnight [A], solução sendo filtrada após a lavagem com n-hexano [B], Carrossel utilizado 

para os LIs colocados na linha de vácuo de nitrogênio líquido [C].  

  

4.4 Fase 1: Caracterização da lipase comercial de A. niger  

 

4.4.1 Determinação da massa molecular da lipase comercial de A. niger pelo método 

de Eletroforese SDS-PAGE 

A eletroforese em gel de SDS-PAGE foi realizada de acordo com Laemmli (1970)171. 

O sistema empregado foi o de gel de poliacrilamida desnaturante na presença de dodecilsulfato 

de sódio (SDS) de forma descontínua e em uma dimensão (SDS-PAGE). O gel de 

poliacrilamida foi emoldurado em sistema comercial MiniVE Complete Hoefer com a 

proporção de 2/3 para separação e 1/3 para empilhamento (sistema descontínuo). As dimensões 

finais foram de 10 x 10 x 0,1 cm e total de 10 poços de volume nominal 50 μL. As concentrações 

finais dos géis de empilhamento e separação, em relação aos monômeros, foram de 12,5 e 5,0 

% (m/v), respectivamente. A composição dos géis segue descrito na Tabela 8. 

 

 

 

 

 

 

A B C 
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Tabela 8. Composição dos géis de separação e empilhamento utilizados para a eletroforese 

SDS-PAGE. 

Composição dos Géis 

Estoques 
Volume (mL) 

Gel separação Gel empilhamento 

Acrilamida 30% (m/v) + 

N,N’-metilbisacrilamida 3% (m/v) 
4,2 1,5 

Tampão Tris-HCl 1,0 mol.L-1 pH = 6,80 0 1,6 

Tampão Tris-HCl 1,5 mol.L-1 pH = 6,80 2,5 0 

Dodecil sulfato de sódio 10% (m/v) 1 1,3 

Água ultrapura tipo Milliq Millipore® 3,3 8,2 

N,N,N’,N’-tetrametiletilenodiamina P.A. 0,01 0,013 

Persulfato de amônio 10% (m/v) 0,05 0,063 

Volume final 10 12 

 

As amostras analisadas foram obtidas pela solubilização da lipase em água ultrapura, 

nas seguintes concentrações (mg.mL-1): 5; 10; 12; 15; 17; 20. Anteriormente à aplicação nos 

poços do gel as amostras foram submetidas a um processo de desnaturação em banho-maria a 

100°C por 10 min na presença de um tampão dissociante. A composição do tampão dissociante 

é formado pelo tampão Tris-HCl (1,0 mol.L-1) pH ≈  6,8; dodecil sulfato de sódio (SDS) 10% 

(m/v); glicerol P.A.; β-mercaptoetanol P.A. e água ultrapura. 

O volume da amostra aplicado nos poços de gel foram de 30 μL de forma a respeitar o 

volume máximo de 50 μL. Após aplicação das amostras e do marcador de pesos moleculares 

(PageRuler, Thermo Scientific) preparado de acordo com o fabricante, o gel foi submetido a 

corrente elétrica em duas etapas, nomeadamente, 2 h a 80 V e 3 h a 100 V, ambos com corrente 

fixa em 20 mA, sob refrigeração. As cubas do sistema foram preenchidas com tampão Tris-

Glicina (respectivamente 25 mmol.L-1 e 192 mmol.L-1) pH ≈ 8,3 e uma solução de azul de 

bromofenol a 0,05 % (m/v) foi utilizado como marcador da corrida na cuba superior. 

Após o final da corrida, o gel foi desemoldurado e lavado com água destilada e 

submetido a um processo de fixação em solução de etanol: ácido acético: água [1:4:5 (v/v)] por 

1 h ,seguido de coloração numa solução do corante Coomassie Brilliant Blue overnight, sulfato 

de amônio 0,6 mol.L-1, ácido fosfórico 0,16 mol.L-1. Coomassie Brilliant Blue g-250 0,1 

mmol.L-1 no veículo metanol: água destilada [1:4 (v/v)] sob agitação. Após esse período, o 

mesmo foi revelado em água destilada com reposição periódica e um último banho para 
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remoção de corante com a solução de ácido acético: água destilada: metanol [1:4,5:4,5 (v/v)] 

por 15 min. Após a resolução das bandas o gel foi digitalizado e preservado em refrigeração em 

solução acética a 2% (v/v).  

 

4.4.2 Determinação do Potencial Zeta da Lipase (Carga) 

O potencial zeta (PZ) da lipase foi mensurado com a enzima diluída em solução tampão 

Mcllvaine (pH 1,0-8,0) e tampão Sörensen (pH 9,0) usando um Zetasizer Nano ZS (Malvern 

Instruments). A célula do elétrodo foi preenchida com a solução enzimática e a carga de cada 

solução tamponada com a enzima foi determinada a 25°C.  

 

4.4.3 Influência do pH e da temperatura 

O pH ótimo da enzima foi determinado pela quantificação da atividade hidrolítica da 

lipase entre os valores de pH de 2,5 a 8,5 em tampão Mcllvaine, os ensaios foram realizados a 

25°C. No pH ótimo da enzima (pH 5,5) foi determinado a temperatura ótima na faixa de 20 a 

70°C em banho termorregulado (521/5D, Ethiktechnology, Brasil). A concentração da lipase 

comercial de A. niger utilizadas nos ensaios foi de 1 mg.mL-1 para os valores de pH 2,5 a 6,5. 

Para os ensaios nos valores de pH 7,5 e 8,5 a concentração utilizada foi de 2 mg.mL-1, visto que 

não foi possível a quantificação utilizando menor concentração, devido a possível desnaturação. 

Todos os experimentos foram realizados em triplicata e os respectivos desvios padrões e 

intervalos de confiança calculados. 

Para os estudos de estabilidade em relação ao pH, foram preparadas soluções em tampão 

Mcllvaine nos valores de pH 2,5 - 8,5 com um volume total de 10 mL, pré-incubadas a 25°C e, 

alíquotas de 250 µl foram retiradas nos seguintes intervalos de tempo (h): 0; 1; 3; 6; 9; 24. Para 

o estudo da estabilidade da lipase em relação a temperatura, a lipase foi solubilizada em tampão 

Mcllvaine pH 5,5 na faixa de temperatura entre 20 a 50°C com um volume total de 10 mL,  e 

alíquotas de 250 µl foram retiradas nos seguintes intervalos de tempo (h): 0; 1; 3; 6; 9; 24. A 

porcentagem de atividade relativa foi determinada de acordo com a Eq. 4. Todos os 

experimentos foram realizados em triplicata e os respectivos desvios padrões e intervalos de 

confiança calculados. 

 

𝐴𝑅 =  
𝐴𝑡

𝐴𝑖
 × 100                                                                                                                 (Eq. 4) 

 



36 

Material e Métodos 

 

Onde AR corresponde à atividade relativa, At é a atividade em determinado tempo e Ai é 

a atividade inicial no tempo zero (0 h). 

Em ambos os estudos a atividade catalítica foi determinada de acordo com o método 

descrito no item 4.3.1. 

 

4.5 Fase 2: Avaliação da atividade e estabilidade da lipase comercial de A. niger 

 

4.5.1 Influência dos distintos agentes formadores de SDFA na atividade e estabilidade da lipase 

comercial de A. niger 

A concentração de lipase comercial de A. niger utilizada em todos os ensaios foi de 1 

mg.mL-1. As diferentes condições adotadas para os ensaios de atividade e estabilidade da lipase 

de A. niger frente aos distintos agentes formadores de SDFA estão descritos na Tabela 9. 

Para os ensaios de estabilidade foram preparadas soluções aquosas com um volume total 

de 10 mL e alíquotas de 250 µl foram retiradas nos seguintes intervalos de tempo (h): 0; 1; 3; 

6; 9; 24. A taxa de atividade catalítica relativa foi determinada de acordo com a Eq. 4 descrita 

no item 4.5.1. Todos os experimentos foram realizados em triplicata e os respectivos desvios 

padrões e intervalos de confiança calculados.  
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Tabela 9.  Parâmetros utilizados na atividade e estabilidade da lipase de A. niger frente aos 

diferentes agentes formadores de SDFA. 

Agentes formadores de 

SDFA 
Concentração Temperatura Solvente 

Triton X-114 
1,3,5,7,9,11,13,15 e 20 

(% m/v) 
35 °C Água ultrapura 

PEG 600  
20, 30, 40 e 50 

(% m/v) 
25 °C Água ultrapura 

PPG 400  
30, 40, 50 e 60  

(% m/v) 
25 °C Água ultrapura 

PPG 425  
20, 30, 40 e 50  

(% m/v) 
25 °C 

Tampão Mcllvaine  

pH 5,5 

PPG 725  
20, 30, 40 e 50  

(% m/v) 
25 °C Água ultrapura 

PPG 725  
20, 30, 40 e 50  

(% m/v) 
25 °C 

Tampão Mcllvaine  

pH 5,5 

NaPA 8.000  
5, 10 e 15  

(% m/v) 
25 °C Água ultrapura 

NaPA 8.000  
5, 10 e 15  

(% m/v) 
25 °C 

Tampão Mcllvaine  

pH 5,5 

Carboidratos 20 e 50 (% m/v) 25 °C Água ultrapura 

[Cnmim]Cl 
0,025 0,05, 0,1, 0,15 0,3 e 0,5  

(% m/v) 
35 °C Água ultrapura 

[Ch]X 0,05, 0,1, 0,5 e 1 (M) 35 °C Água ultrapura  
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4.5.2.1 Determinação da viscosidade dos polímeros  

O viscosímetro SVM 3000 (Anton-Paar®, Austria) foi utilizado para medir a viscosidade 

a 25ºC das soluções aquosas dos polímeros: PEG 600 e PPG 425 nas concentrações (m/v) de 

20, 30, 40 e 50%; do PPG 725 em tampão Mcllvaine pH 5,5, nas concentrações (m/v) de 20, 

30, 40 e 50%; NaPA 8.000 em tampão Mcllvaine pH 5,5 nas concentrações (m/v) de 5, 10 e 

15%. As medições foram realizadas em triplicata e os respectivos desvios padrões calculados. 

 

4.5.2.2 Determinação dos espectros de fluorescência  

A espectroscopia de fluorescência foi utilizada para obter informações sobre o 

mecanismo quântico das interações entre LI-lipase e assim verificar a influência das soluções 

aquosas de LIs na atividade e estabilidade da lipase comercial A. niger. Os LIs [C4mim]Cl, 

[C6mim]Cl, [C8mim]Cl, [C10mim]Cl e [C12mim]Cl foram preparados em solução aquosa nas 

seguintes concentrações (% m/v): 0,1; 0,3; 0,5. A concentração de lipase utilizada foi de 1 

mg.mL-1 para todas as medições. As medições de fluorescência na ausência e presença dos LIs 

foram realizadas em leitor de placas (Perkin Elmer®, EUA). O comprimento de onda de 

excitação foi 290 nm e a faixa de emissão foi ajustada para comprimentos de onda de 310 a 500 

nm172.  

 

4.5.2.3 Determinação dos espectros de Dicroísmo Circular (DC) 

Os espectros de DC-UV foram registrados utilizando um espectropolarímetro J-815 

(Jasco, Japão) com controlador de temperatura do tipo Jasco Peltier (CDF-426S/C016861183), 

com o objetivo de verificar a elipicidade da estrutura sencundária da lipase na presença das 

soluções aquosas dos LIs. Todos os espectros foram registrados a 35°C em atmosfera de N2. 

Utilizou-se um comprimento do percurso de célula de 0,1 nm para o intervalo espectral de 190 

a 250 nm com resolução de 0,10 nm e uma velocidade de varredura de 100 nm.min-1. Os 

espectros da lipase em solução aquosa na ausência e presença dos LIs: [C4mim]Cl, [C6mim]Cl, 

[C8mim]Cl, [C10mim]Cl e [C12mim]Cl foram coletados em milésimos de graus (expressos em 

mdeg) nas concentrações (% v/v) de 0,1 e 0,3. Os espectros finais, após três digitalizações foram 

corrigidos subtraindo a linha base registrada para cada meio. A concentração de lipase utilizada 

foi de 1 mg.mL-1 para todas as medições.  
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4.6 Fase 3: Separação e Extração da Lipase 

4.6.1 Construção de Curvas Binodais dos SMDFA-LIs baseados em Colinas 

Para a construção de curvas binodais, foram preparadas soluções aquosas com o 

tensoativo Triton X-114 variando sua concentração entre 1,0 e 20 % (m/m) na presença dos 

LIs, [Ch]Cl, [Ch][Ac], [Ch][Prop] e [Ch][But], nas concentrações (M) de 0,05; 0,10 e 0,50. 

Todos os componentes do sistema foram pesados em tubos graduados de 15 mL para uma massa 

final de 3 g e posteriormente, homogeneizados no agitador orbital (NH 2200, Norte Científica), 

a 8 rpm durante 30 min. A temperatura de Cloud Point (TCP) foi determinada em banho 

termorregulado (521/5D, Ethiktechnology, Brasil), pelo método de turvação112,173. Assim, o 

sistema foi mantido em gelo (sistema monofásico) e, posteriormente, transferido para o banho 

termorregulado a uma temperatura de 10°C. No banho, a temperatura foi incrementada de 1 em 

1°C e a temperatura na qual o sistema turvou foi considerada a TCP
134,174. As curvas binodais 

experimentais foram obtidas através da representação gráfica da temperatura versus a 

concentração do tensoativo. Todos os ensaios foram realizados em triplicata e os respectivos 

desvios padrões calculados. 

 

4.6.2 Extração da lipase comercial de A. niger em SDFA na presença de LIs como 

adjuvantes  

Os ensaios de partição utilizando SMDFA-LIs como adjuvantes foram preparados em 

tubos de vidro graduados de 15 mL pela adição do tensoativo Triton X-114, do [C8mim]Cl, da 

solução contendo a enzima solubilizada em tampão Mcllvaine pH 5,5 com atividade inicial de 

900,00 U.g-1, completado com tampão Mcllvaine pH 6,5 de acordo com as curvas binodais 

descritas na literatura112, resultando num sistema de massa total de 6 g. Similarmente, os ensaios 

de partição utilizando os [Ch]X foram preparados pela adição do tensoativo Triton X-114, dos 

LIs, da solução contendo a enzima solubilizada em água ultrapura com atividade inicial de 

900,00 U.g-1, completada com água, para se obter um sistema de massa total de 6 g.  

Em ambos os sistemas, os componentes foram adicionados por gravimetria e o sistema 

foi homogeneizado em agitador orbital (NH 2200, Norte Científica) a 8 rpm durante 30 min. 

Em seguida, o sistema foi transferido para um banho termorregulado (521/5D, Ethiktechnology, 

Brasil) com temperatura previamente ajustada e mantido em repouso por 3 h para separação 

das fases. Após o repouso de 3 h, as amostras das fases superior e inferior foram coletadas 

cuidadosamente utilizando pipetas de vidro do tipo Pasteur. Cada experimento de partição foi 

feito em duplicata e os respectivos desvios padrões e intervalos de confiança calculados.  
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A temperatura e as condições de extração foram determinadas a partir de ensaios prévios 

de estabilidade e das curvas binodais previamente determinadas neste trabalho, ou obtidas da 

literatura112. Após estudo prévio de outros tempos de separação (6 e 24 h), o período de 3 h foi 

selecionado para separação das fases (estudos não mostrados), uma vez que não houve 

diferenças com relação à atividade enzimática e a eficiência de extração.  

 

4.6.3 Extração da lipase comercial de A. niger em SPDFA  

Parte deste estudo foi realizado na Universidade de Aveiro, Portugal no âmbito do 

projeto PDSE – Edital n° 19/2016 (Número do Processo: 88881.133279/2016-01).  

Para os ensaios de partição utilizando SPDFA com carboidrato, os sistemas foram 

preparados em tubos de vidro graduados de 15 mL, pela adição do polímero PPG 425 40% 

(m/m), do carboidrato 20% (m/m) e da solução contendo a enzima solubilizada em água 

ultrapura com atividade inicial de 900,00 U.g-1, sendo o sistema completado com água 

ultrapura, resultando num sistema de massa total de 6 g. Os componentes dos sistemas foram 

adicionados por gravimetria e homogeneizados com auxílio de um agitador tipo vórtex. 

Posteriormente, o sistema foi centrifugado por 15 min a 479 g em centrifuga (modelo Universal 

320R, Hettich Zentrifugen), e as amostras das fases superior e inferior coletadas 

cuidadosamente utilizando pipetas de vidro do tipo Pasteur. Cada experimento de partição foi 

realizado em duplicata e os respectivos desvios padrões e intervalos de confiança calculados. 

 

4.6.4 Determinação dos parâmetros de extração 

Os parâmetros de extração foram determinados para todos os sistemas estudados, 

nomeadamente, SMDFA, SMDFA-LIs como adjuvantes, SPDFA com carboidratos. O branco 

foi preparado nas mesmas condições, porém sem a adição da enzima, de forma a eliminar a 

influência de algum componente do sistema de extração na determinação da atividade 

hidrolítica. Assim, para determinar a atividade da enzima empregou-se o método descrito na 

seção 4.3.1 e tanto na fase superior quanto na fase inferior (rica em micelas ou rica em 

carboidratos), o valor do branco foi descontado. O coeficiente de partição da enzima (KE) foi 

determinado de acordo com a razão entre a atividade da lipase nas fases inferior e superior, 

como mostra a Eq. 5. 

 

𝐾𝐸 =  
𝐴𝐼

𝐴𝑆
                                                                                                                            (Eq. 5) 
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Em que, AI e AS são, respectivamente, a atividade da enzima na fase inferior e superior. 

Com o objetivo de avaliar a eficiência da partição, foi calculada a eficiência de extração (EE 

(%)) da lipase na fase inferior (rica em micelas ou rica em carboidratos), de acordo com a Eq. 

6. 

 

𝐸𝐸 (%) =  
𝐴𝐼𝑉𝐼

(𝐴𝐼𝑉𝐼)+ (𝐴𝑆𝑉𝑆)
 × 100                                                                                          (Eq. 6) 

 

Em que, AI e AS são, respectivamente, a atividade da enzima na fase inferior e superior, 

e VI e VS são, respectivamente, o volume da fase inferior e o volume da fase superior. 

De modo a verificar o rendimento final, foi avaliado o rendimento da enzima de acordo 

com a Eq. 7.  

 

ƞ =  
𝐴𝐼𝑛𝑓𝑒𝑟𝑖𝑜𝑟 𝑉𝐼𝑛𝑓𝑒𝑟𝑖𝑜𝑟

𝐴𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙 𝑉𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙
                                                                                                            (Eq. 7) 

 

Em que, AInferior e Ainicial são, respectivamente, a atividade na fase inferior e inicial e 

VInferior e Vinicial são, respectivamente, o volume da fase inferior e o volume inicial. 

A razão volumétrica (RV) corresponde ao volume das fases após o particionamento foi 

determinado como mostra a Eq. 8.  

 

𝑅𝑉 =  
𝑉𝐼

𝑉𝑆
                                                                                                                             (Eq. 8) 

 

Em que, VI e VS são, respectivamente, o volume da fase inferior e o volume da fase 

superior. 

Para os SDFA as quais foram avaliadas a extração da lipase de Aspergillus sp. produzida 

em meio fermentado foi avaliado o fator de purificação de acordo com a Eq. 9.  

 

𝐹𝑃 =  
𝐴𝐸𝐼𝑛𝑓𝑒𝑟𝑖𝑜𝑟

𝐴𝐸𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙
                                                                                                                   (Eq. 9) 

 

Em que, AEInferior e AEinicial são, respectivamente, a atividade específica da fase inferior 

e atividade específica inicial. 
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4.6.5 Determinação da concentração de Proteínas totais  

A concentração de proteínas totais foi determinada pelo método do ácido bicinconínico 

(BCA 4,4,-dicarboxi-2-2-biquinolina)175,176 usando a albumina sérica bovina (BSA) como 

padrão, de acordo com as instruções do fabricante. A reação foi medida pela absorbância a 562 

nm em leitor de placas (Multimode Plate Reader, Perkim Elmer, EUA). Previamente, foi 

determinada uma curva de calibração para a proteína BSA (Apêndice IV). 

  

4.6.6 Cromatografia Líquida de Alta Eficiência (CLAE) 

Como alternativa aos métodos tradicionais, BCA176, Bradford177,178 e Lowry176, foi 

proposto investigar o uso da Cromatografia Líquida de Alta Eficiência (CLAE) para determinar 

proteínas totais utilizando padrões conhecidos: BSA; Proteína verde fluorescente (GFP, do 

inglês Green fluorescent protein); L-Asparaginase. Foi utilizado o cromatógrafo da Shimadzu 

(Japão), Detector UV/Vis SPD-20A, comprimento de onda 280 nm; Bomba LC-20AT; 

Controladora CBM- 20A; Degaseificador DGU-20A; Injeção manual de 20 µl; Coluna Vydac 

218TP54 (C18,5 µm, 4.6mm i.d x 250 mm). A fase móvel foi constituída por uma mistura de 

acetonitrila:água, a qual foi eluida num gradiente de 2 a 15% (v/v) em 15 min e, 15 a 50% (v/v) 

em 10 min; fluxo de 1,0 mL.min-1 em temperatura ambiente.  

 

4.7 Determinação da Concentração Micelar Crítica (CMC) e o estudo de atividade da 

lipase comercial de A. niger para diferentes LIs 

Esse estudo foi realizado na Universidade de Aveiro, Portugal no âmbito do projeto 

PDSE – Edital n° 19/2016 (Número do Processo: 88881.133279/2016-01).  

A condutividade elétrica das soluções de cada um LIs, [C16mim]Cl e [Ch][Tetrad], em 

água ultrapura para um volume final de 20 mL foi mensurada utilizando o condutivímetro 

SevenMultiTM (Mettler Toledo Instruments, Suíça) a 25°C dentro de uma incerteza de ±0,01 

mS.cm-1, conforme descrito por Vicente et al. (2017)179. Em uma célula de vidro foi colocado 

aproximadamente 5 mL de água ultrapura, mantida sob agitação, para que posteriormente fosse 

adicionado gota a gota a solução de LI. A solução do LI foi adicionada à célula de vidro 

utilizando uma seringa com agulha comum e, a cada nova adição de LI, a seringa foi pesada 

para determinar a massa adicionada. As leituras de condutividade para cada ponto foram 

realizadas em duplicata. Assim, obtem-se duas retas com sua respectiva equação, onde o ponto 

de interseção destas retas na dependência linear infere o valor de CMC. Os pontos que 

compõem a primeira reta correspondem aos LIs se comportando apenas como moléculas livres 

e, após a interseção das retas, os LIs se comportam como moléculas agregadas devido a 
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formação de micelas a qual correspondem a segunda reta. Desta forma foi determinado o valor 

de CMC para os LIs [C16mim]Cl e [Ch][Tetrad]. 

Após determinar a CMC foi realizado o estudo de atividade da lipase utilizando 

diferentes famílias de LIs, em diferentes concentrações, com o intuito de verificar a atividade 

da enzima130. Como os LIs apresentam diferentes MM, as quais alteram o valor de CMC de 

cada solução, não foi possível realizar a comparação dos ensaios na mesma concentração. Desse 

modo, os resultados obtidos para os diferentes LIs, foram comparados pela determinação da 

atividade considerando número (n) vezes acima da concentração da CMC. Assim, embora cada 

LI apresente um valor de CMC diferente, é possível comparar quando se considera que a 

concentração pode ser multiplicada por algum número. Como exemplo, pode-se citar o 

[Ch][Tetrad], cuja CMC é 5,11 mM, tem n vezes acima da CMC, assim 2 vezes 5,11 

corresponde à concentração de 10,22 mM; se for 4 vezes 5,11 será 20,44 mM; se for 6 vezes 

será 30,66 mM, e assim sucessivamente. As concentrações avaliadas foram correspondentes a 

2, 4, 6, 10 e 20 (n vezes acima da CMC).  
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5. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

5.1 Fase 1: Caracterização da lipase comercial de A. niger  

5.1.1 Determinação da massa molecular da lipase comercial de A. niger pelo método 

de Eletroforese SDS-PAGE 

A eletroforese em gel de SDS-PAGE é um método de separação baseado no tamanho 

ou na MM de polipetídeos e proteínas através da matriz de gel de poliacrilamida180. Neste 

procedimento as proteínas são desnaturadas e suas ligações de dissulfeto são clivadas pelo calor 

na presença do SDS e do agente redutor β-mercaptoetanol.  

A Figura 8 mostra a imagem do gel de eletroforese SDS-PAGE da lipase comercial A. 

niger em diferentes concentrações. Nota-se que no gel de poliacrilamida, foram reveladas mais 

de uma banda relacionada a MM da enzima. Assim, pode-se definir que a enzima não está pura, 

contrário ao que se esperava, devido ser uma enzima comercial "pura" de acordo com o 

fabricante. A banda mais pronunciada em todas as concentrações foi a equivalente de 55 kDa, 

a qual corresponderá à suposta MM da lipase comercial de A. niger.  

 

 
Figura 8. Imagem do gel de eletroforese SDS-PAGE realizada com a lipase comercial de A. 

niger. Da esquerda para a direita: o padrão e a enzima nas concentrações de (mg. mL-1): 5, 10, 

12, 15, 17 e 20. 
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Como descrito anteriormente, a MM das lipases pode variar entre 20 a 75 kDa2. Dentro 

da mesma especíe também podem ocorrer variações da MM de lipases: Aspergillus niger, 35 

kDa181; Aspergillus niger, 43 kDa182; Aspergillus niger, 65 kDa182; Aspergillus niger NCIM 

1207 , 32 kDa183; Aspergillus niger MYA 135, 68 kDa184; Aspergillus niger, 38 kDa185. Embora 

as lipases sejam provenientes da mesma espécie, pequenas variações em sua estrutura, i.e., a 

quantidade total dos resíduos de aminoácidos que compõem sua estrutura primária, pode 

influenciar diretamente em sua massa molecular, justificando as diferenças obtidas. A MM de 

55 kDa obtida neste trabalho para lipase comercial de A. niger se encontra dentro da faixa 

reportada na literatura. 

 

5.1.2 Avaliação da Influência do pH e da Temperatura 

As enzimas são constituídas de aminoácidos, e desse modo, a alteração do pH do seu 

ambiente envolvente pode resultar em alteração na carga e na estrutura da proteína35. O pH 

ótimo da enzima é aquele em que a formação do complexo enzima-substrato é favorecida e o 

valor máximo de atividade enzimática é alcançado166. A atividade enzimática também depende 

da concentração do substrato e da temperatura de reação33.  

A temperatura também apresenta um valor ótimo em que a taxa de reação enzimática 

pode ser favorecida pelo aumento da energia cinética das moléculas. No entanto, temperaturas 

mais altas podem causar a desnaturação proteica, uma vez que esta pode acarretar em 

modificações na estrutura terciária da enzima, bem como na estabilidade do complexo enzima- 

substrato35.  

O pH ótimo da lipase comercial A. niger determinado a 25°C foi de 5,5, conforme 

apresentado na Figura 9A. Para condições no pH ótimo (5,5), conforme apresentado na Figura 

9B, a lipase apresentou atividades superiores a 60%, na faixa de temperatura de 20-50°C, 

exibindo uma temperatura ótima a 50°C. Contudo, é importante notar, que a lipase perdeu mais 

de 70% de atividade nas temperaturas acima de 50°C (provável desnaturação).   
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Figura 9. Estudo do pH ótimo da lipase comercial de A. niger a 25°C [A], onde o valor de 

atividade da lipase 5.602,45 U.g-1 no pH 5,5 foi considerado 100%. Estudo da temperatura 

ótima no pH 5,5 [B], onde o valor de atividade da lipase 6.098,08 U.g-1 a 40°C foi considerado 

100%. As barras de erro (menores que os símbolos) representam 95% do intervalo de confiança 

para as medições. 

 

Segundo a literatura, várias lipases produzidas por especíes de Aspergillus exibem um 

pH ótimo entre 5 e 69,17,186,187,181,188. No entanto existem algumas exceções, como por exemplo 

a lipase produzida por A. carneus, a qual apresentou um pH ótimo de 9, e alta estabilidade sob 

condições alcalinas (pH entre 8-1016). A maior atividade catalítica da lipase observada 

preferencialmente em pH ácidos é frequentemente associada pela similaridade na sequência de 

aminoácidos na estrutura primária e sua organização no sítio ativo da proteína35.  

A estabilidade de enzimas está relacionada com a tendência de manter a conformação 

nativa da proteína (estrutura secundária e/ou terciária). Vários estudos de estabilidade tem vindo 

a avaliar a atividade da enzima durante um determinado período a fim de verificar o tempo 

máximo35 que a mesma mantém sua atividade catalítica. Além da determinação dos valores 
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ótimos, também é importante determinar se a lipase mantém suas atividades biocatalíticas após 

a exposição ao longo do tempo em diferentes valores de pH e temperaturas. Assim, foi então 

avaliada a estabilidade da lipase, monitorando suas atividades enzimáticas no período de 24 h 

de incubação em diferentes valores de pH (2,5-8,5) e temperaturas (20-50°C), apresentadas nas 

Figuras 10 e 11, respectivamente. Os valores de atividade absoluta nas diferentes condições de 

pH e temperatura estão detalhados na Tabela 20 do Apêndice I. 

   

 
Figura 10. Estabilidade da lipase comercial de A. niger durante 24 h frente a diferentes valores 

de pH: [2,5 (Δ), 3,5 (●), 4,5 (■), 5,5 (▲), 6,5 (ӿ), pH 7,5 ( ) e pH 8,5 (○)] a 25°C. O valor de 

atividade da lipase 6.848,02 U.g-1 no pH 5,5, no tempo zero (0 h) foi considerado 100% para 

todos os ensaios. As barras de erro representam 95% do intervalo de confiança para as 

medições. 

 

Como pode ser observado na Figura 10, a enzima manteve-se estável em valores de pH 

ácidos (pH 6,5). Quando a lipase comercial foi exposta a condições alcalinas e próximos da 

neutralidade, especificamente, a um pH de 7,5 e 8,5, a atividade enzimática diminuiu 

aproximadamente 90% em comparação com sua atividade hidrolítica a pH 5,5. Por outro lado, 

sob condições ácidas (de 2,5 a 6,5), a enzima permaneceu estável durante todo o período de 

exposição (24 h), exibindo os maiores valores de atividade relativa em pH 5,5 e 6,5 (equivalente 

a 113% da atividade inicial). Considerando que o ambiente ácido promoveu uma reação 

favorável entre a enzima e o substrato, a lipase comercial de A. niger pode ser definida como 

uma enzima ácida. 
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Figura 11. Estabilidade da lipase comercial de A. niger durante 24 h em diferentes temperaturas 

[20°C (○), 30°C (∆), 40°C (●) e 50°C (▲)] em pH 5,5. O valor de atividade da lipase 4.840,87 

U.g-1 na temperatura de 40°C, no tempo zero (0 h) foi considerado 100% para todos os ensaios. 

As barras de erro representam 95% do intervalo de confiança para as medições. 

 

Na Figura 11, nota-se que independente da temperatura avaliada (20, 30, 40 e 50°C), a 

lipase não apresentou diferenças nos valores de atividade enzimática nas primeiras 3 h. Esta 

evidência sugere que a enzima necessita de um tempo de adaptação ao meio envolvente, visto 

que apenas após 3 h, a lipase incubada nas temperaturas entre 40 e 50°C exibiu um aumento da 

atividade hidrolítica, apresentando uma atividade relativa acima de 150%. Nessas temperaturas, 

possivelmente, houve alguma mudança conformacional da lipase, a qual melhorou a exposição 

do sítio ativo, favorecendo o complexo enzima-substrato, e consequentemente, a atividade 

catalítica. No entanto, considerando que a estabilidade da lipase em função da temperatura foi 

determinada em uma faixa restrita, de 20 a 50ºC, não foi possível obter evidências adicionais 

sob a desnaturação desta.  

Em geral, os resultados obtidos aqui estão de acordo com os relatados anteriormente por 

Mhetras et al. (2009)183, em que a lipase de A. niger apresentou a mesma temperatura ótima 

(50°C) e uma perda de atividade hidrolítica de 95% a 70°C183. No entanto, considerando que a 

lipase estudada por Mhetras et al. (2009)183 só manteve sua atividade a 40°C durante as 

primeiras 3 h de incubação, é evidente que a lipase do presente estudo é termicamente mais 

estável. 
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5.2 Fase 2: Avaliação da atividade e estabilidade da lipase comercial de A. niger 

Influência dos distintos agentes formadores dos SDFA na atividade e estabilidade da lipase 

comercial de A. niger 

 

5.2.1 Efeito do Triton X-114 

Os tensoativos podem afetar o ambiente ao redor da enzima compromentendo tanto a 

atividade como a estabilidade catalítica17. Os tensoativos de caráter não iônico, apresentam 

principalmente, interações hidrofóbicas, enquanto que os tensoativos aniônicos, catiônicos e 

zwitteriônicos promovem, principalmente, interações eletrostáticas com as regiões carregadas 

na superfície da proteína189. Independente dos tensoativos utilizados, sua interação com a 

enzima pode gerar modificações na estrutura da proteína e, consequentemente, na interação 

proteína-proteína e atividade biológica190. 

O estudo de atividade e estabilidade da lipase comercial de A. niger na presença do 

tensoativo não iônico191, Triton X-114, foi realizado em soluções aquosas (pH ≈ 5) com 

concentrações entre 1 e 20% (m/v), conforme apresentado na Figura 12. Os ensaios foram 

realizados a 35°C, utilizando como controle um ensaio na ausência do tensoativo. Todos os 

valores de atividade absoluta estão descritos na Tabela 21 do Apêndice I.  

 

 
Figura 12. Estabilidade da lipase comercial de A. niger na presença de soluções aquosas do 

tensoativo Triton X-114 em diferentes concentrações (% m/v): {1 [■], 3 [▲], 5 [●], 7 [♦], 9 [-
], 11 [ ], 13 [∆], 15 [○] e 20 [◊]} a 35°C durante 24 h. O ensaio controle considerado como 

100% foi realizado na ausência de tensoativo [♦], cuja atividade enzimática foi de 7.317,24 U.g-

1. As barras de erro representam 95% do intervalo de confiança para as medições. 
 

De maneira geral, na presença das soluções aquosas do tensoativo não iônico, a lipase 

se mostrou ativa e estável durante um período total de 24 h para todas as concentrações 
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estudadas (Figura 13). Destaca-se pela comparação do ensaio controle (apresentando em azul) 

com os ensaios com tensoativo (a preto), que logo após uma hora de exposição ocorre um 

incremento na atividade hidrolítica da lipase na presença do tensoativo, sendo esse aumento 

acentuado para maiores concentrações de Triton X-114. Após 6 h de incubação, com exceção 

da concentração de 1% (m/v), a qual a atividade enzimática relativa foi inferior a 140%, a lipase 

apresentou uma atividade relativa entre 145-170%, não revelando diferenças significativas nas 

demais concentrações estudadas, o que possivelmente indica que a concentração de tensoativo 

favoreceu a modificação espacial da enzima em sua conformação aberta.  

O período correspondente a 24 h mostrou que com 20% (m/v) de tensoativo, a atividade 

relativa foi próxima a 200% demonstrando que o Triton X-114 teve um efeito positivo sobre a 

atividade da lipase. Esses resultados corroboram com a literatura, a qual relata que os 

tensoativos não iônicos promovem um aumento na atividade da lipase devido à exposição do 

sítio ativo após a abertura da tampa192,193.  

Os efeitos de agentes tensoativos sobre as lipases são altamente variáveis e, dependem 

fortemente da escolha de ambos190. Em água, geralmente a enzima se encontra em sua 

conformação fechada, sendo necessário que a superfície hidrofóbica da enzima esteja ativa para 

que ocorra a interação com o substrato. A ativação enzimática pode ocorrer na interface lipídeo-

água pelo próprio substrato, bem como por agentes tensoativos194 que podem induzir a 

conformação aberta, expondo o sítio ativo da enzima.  

Prazeres et al. (2006)193 mostraram que ambos os tensoativos Triton X-100 e Triton X-

114, na concentração de 10% (m/v) apresentam um efeito de ativação catalítica para a lipase 

produzida por Fusarium oxysporum. Os autores observaram ainda que o Triton X-114 

apresentou uma atividade cerca de 30% superior ao Triton X-100. O Triton X-100 

[(C14H21(CH2CH2O)10OH] apresenta maior hidrofobicidade comparada ao Triton X-114 

[(C14H21(CH2CH2O)8OH, devido ao maior número de carbonos na sua cauda apolar195.  

No entanto, efeito oposto foi observado por Liu et al. (2015)17, pois o Triton X-100 

suprimiu a atividade enzimática da lipase de Aspergillus niger AN0512. Tensoativos de cadeia 

alquílica muito longa, como o Triton X-100, podem interagir com o sítio ativo da lipase através 

de sua cauda hidrofóbica, e nesse caso, o comportamento do tensoativo passa a ser de um 

inibidor competitivo196,197, o que não favorece a atividade enzimática. Pelo contrário, o Triton 

X-114 promoveu a abertura da tampa, além de auxiliar no direcionamento da enzima ao 

substrato196.  

As evidências supracitadas demonstram que dependendo da sua estrutura, os tensoativos 

podem apresentar efeitos positivos ou negativos sobre a atividade enzimática da lipase. No 
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entanto, de acordo com os resultados reportados neste trabalho, considera-se que o Triton X-

114 pode ser empregado como agente formador de fase para SMDFA, pois ele não 

desestabilizou a enzima-alvo. Considerando um sistema integrado, a migração da enzima para 

a fase micelar pode acarretar em aumento de atividade, que seria de interesse para indústria 

caso não seja necessário remover esse tensoativo antes da aplicação da enzima. 

 

5.2.2 Efeito de diferentes Polímeros 

Para analisar a estabilidade da lipase comercial na presença de diferentes soluções 

poliméricas, a enzima foi exposta diante dos polímeros não-iônicos PEG 600, PPG 725 e PPG 

425 nas concentrações de 20 a 50% (m/v) e do polímero iônico NaPA 8.000 nas concentrações 

de 5 a 15% (m/v). Estes polímeros foram selecionados uma vez que já foram utilizados na 

composição de diferentes SDFA e na extração eficiente de várias biomoléculas, tendo, 

inclusive, os respectivos diagramas de fases já reportados na literatura138,149,126,198,199. Todos os 

ensaios foram realizados a 25°C, tendo sido comparados com um ensaio na ausência dos 

polímeros (controle). Os ensaios com PEG 600 foram realizados em solução aquosa, enquanto, 

que nos estudos com PPG 725 e NaPA 8.000 empregou-se tanto solução aquosa quanto tampão 

Mcllvaine pH 5,5. Nos ensaios com PPG 425 foram preparadas solução somente em tampão 

Mcllvaine pH 5,5.  

Os valores referentes a atividade absoluta da lipase na presença das soluções aquosas 

do polímero PEG 600 estão descritos na Tabela 22 (Apêndice I). Na Figura 13 pode-se observar 

a estabilidade da lipase na presença das soluções aquosas do PEG 600. 

 
Figura 13. Estabilidade da lipase comercial de A. niger na presença de soluções aquosas de 

PEG 600 nas concentrações (% m/v) de 20 [●], 30 [■], 40 [◊] e 50 [○] a 25°C durante 24 h. O 

ensaio controle considerado como 100% foi realizado na ausência do polímero [♦], cuja 

atividade enzimática foi de 7.317,24 U.g-1. As barras de erro representam 95% do intervalo de 

confiança para as medições. 
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O PEG é um polímero sintético200, não carregado110, de cadeia linear de unidades de 

oxietileno que apresenta alta solubilidade em água, baixa pressão de vapor, não é inflamável, 

não corrosivo e nem tóxico, além de ser aprovado pela FDA para uso em fármacos e 

alimentos139,201.  

Os resultados experimentais apresentados na Figura 13 indicam que a adição do PEG 

600 em solução aquosa (pH 5 ≈ 6) favoreceu a atividade e a estabilidade da lipase em 

comparação com a solução controle (enzima na ausência do polímero). A presença do PEG 600 

propiciou um aumento da atividade enzimática em todas as concentrações estudadas. 

No entanto, como previamente reportado202, o PEG 600 pode modificar a conformação 

nativa, tornando a cadeia de peptídeos mais flexível e a tampa do sítio ativo na sua conformação 

aberta. Essa modificação da estrutura da proteína pode ser a justificativa para o aumento da 

atividade hidrolítica, uma vez que favoreceu a interação do complexo enzima-substrato na 

presença do polímero.  

Dependendo da conformação e estrutura da proteína, o PEG pode interagir com as 

proteínas por interações hidrofóbicas ou por ligações de hidrogênio203. Bekale et al. (2015)203 

estudaram como as proteínas albumina sérica humana (HSA) e BSA se comportavam na 

presença de PEG, e relataram que as modificações na estrutura da enzima estariam relacionadas 

a diminuição da exposição da α-hélice e um aumento na folha β.  

Similarmente, foram depois realizados estudos de estabilidade da lipase na presença de 

soluções aquosas com PPG, conforme apresentado nas Figuras 14 e 15.  

Na Figura 14, pode-se observar que, independente de sua concentração, as soluções 

aquosas de PPG 725 (pH 7 ≈ 8) não favoreceram a atividade da lipase e, consequentemente a 

estabilidade enzimática. Contrariamente aos resultados apresentados para o PEG, o PPG 725 

teve um efeito negativo sobre a atividade hidrolítica da enzima. A atividade da lipase, 

imediatamente após a exposição às soluções aquosas de PPG, foi inferior a 15%, cerca de 

1.800,00 U.g-1, (Tabela 22, Apêndice I).  
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Figura 14. Estabilidade da lipase comercial de A. niger na presença das soluções aquosas de 

PPG 725 nas concentrações (% m/v) de 20 [●], 30 [■], 40 [○] e 50 [ ], a 25°C durante 24 h. O 

ensaio controle considerado como 100% foi realizado na ausência do polímero [♦], cuja 

atividade enzimática foi de 7.317,24 U.g-1. As barras de erro representam 95% do intervalo de 

confiança para as medições. 

 

A fim de verificar a interferência do pH na atividade da lipase na presença das soluções 

aquosas de PPG 725, foi realizado um novo ensaio em tampão Mcllvaine pH 5,5 (Figura 15), 

após 15 min de incubação nas mesmas concentrações descritas acima. 

 
Figura 15. Atividade da lipase comercial de A. niger em solução aquosa [■] 7.317,24 U.g-1 e, 

em tampão Mcllvaine pH 5,5 [■] 8.444,00 U.g-1, após 15 min de incubação, em diferentes 

concentrações de PPG 725 a 25°C. O ensaio na ausência de polímero, concentração [0% (m/v)] 

foi considerado o controle. As barras de erro representam 95% do intervalo de confiança para 

as medições. 

 

Pode-se observar que a enzima apresenta uma atividade absoluta maior em pH 5,5 do 

que em solução aquosa. No entanto, é evidente que em ambos os casos, a presença do PPG 
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suprimiu a atividade de maneira significativa, próximo de 75%. A perda de atividade foi 

independente da concentração estudada e mais acentuada em solução aquosa do que em tampão.  

Comparando os dois polímeros, PEG 600 e PPG 725, o PPG possui um grupo metil 

adicional por monômero e, portanto, exibe uma característica mais hidrofóbica. Bassani et al. 

(2010)204 avaliaram o efeito do polímero PEG de diferentes MM, tendo relatado que a interação 

entre a lipase é maior à medida que a MM do polímero diminui. Assim, pode- se inferir que a 

hidrofobicidade do PPG contribuiu para a diminuição da atividade da lipase reduzindo o contato 

entre o sítio ativo da enzima e o substrato. 

O aumento da hidrofobicidade do polímero forma uma estrutura compacta estabilizada 

por interações hidrofóbicas intermoleculares205, e assim, interações entre as cadeias alquílicas 

do polímero e os domínios não polares da enzima, acarreta na formação de domínios alifáticos 

causando uma barreira ao redor do sítio ativo204, provocando uma obstrução total ou parcial do 

sítio ativo da lipase de modo a dificultar sua interação com o substrato.  

Para avaliar se a MM do PPG, e sua respectiva hidrofobicidade apresenta uma influência 

de modo significativo na estabilidade da lipase, foram realizados uma série de novos 

experimentos de estabilidade em soluções aquosas de PPG com uma MM inferior, 

nomeadamente, 425 g.mol-1. Uma vez que na presença de soluções aquosas de PPG 725 em 

tampão Mcllvaine pH 5,5 a lipase apresentou atividades enzimáticas superiores às soluções 

poliméricas em água, os ensaios de atividade da lipase comercial de A. niger para as soluções 

aquosas de PPG 425 foram realizadas em tampão Mcllvaine pH 5,5 nas mesmas condições 

descritas anteriormente. Os respectivos resultados estão apresentados na Figura 16, sendo os 

valores referentes a atividade absoluta das soluções aquosas do PPG 425 em Tampão Mcllvaine 

pH 5,5 descritos na Tabela 22 do (Apêndice I).   
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Figura 16. Estabilidade da lipase comercial de A. niger em tampão Mcllvaine pH 5,5, na 

presença das soluções aquosas de PPG 425 nas concentrações (% m/v) de 20 [●], 30 [■], 40 [○] 

e 50 [ ], a 25°C durante 24 h. O ensaio controle considerado como 100% foi realizado na 

ausência do polímero [♦], cuja atividade enzimática foi de 7.317,24 U.g-1. As barras de erro 

representam 95% do intervalo de confiança para as medições. 

 

Como apresentado na Figura 16, a atividade hidrolítica da lipase na presença das 

soluções aquosas de PPG 425 manteve-se estável e similar à condição controle (sem o 

polímero). Nota- se que não houve diferenças significativas quanto a atividade da lipase nas 

diferentes concentrações estudadas frente ao PPG 425. Os resultados de estabilidade da lipase 

frente ao polímero PPG 425 corroboram com a literatura204,206, mostrando que a diminuição do 

tamanho do polímero, e consequente menor hidrofobicidade relativa, teve uma influência 

positiva na manutenção atividade catalítica da lipase. Assim, estes resultados confirmam que a 

perda de atividade da lipase está relacionada com a hidrofobicidade do PPG 725. 

Com o objetivo de avaliar se o efeito do aumento da MM de PPG é predominante na 

atividade da lipase, na Figura 17 é apresentada a comparação da atividade absoluta após 15 min 

incubação na presença de PPG 425 e 725 em tampão Mcllvaine pH 5,5 a 25ºC.  
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Figura 17. Atividade da lipase comercial de A. niger na presença de soluções aquosas dos 

polímeros de PPG 425 g.mol-1 [■] e PPG 725 g.mol-1 [■] em tampão Mcllvaine pH 5,5 a 25°C 

após 15 min de incubação. O ensaio na ausência dos polímeros [0% (m/v)] foi realizado em 

tampão Mcllvaine pH 5,5 [■], cuja atividade enzimática foi de 8.089,33 U.g-1.  As barras de 

erro representam 95% do intervalo de confiança para as medições. 

 

Conforme apresentado na Figura 17, é evidente que PPG 725 se comporta como um 

inibidor enzimático da lipase, independente da concentração aplicada. Conforme reportado 

acima, o aumento da MM do PPG pode causar uma obstrução do sítio ativo da lipase devido 

interações hidrofóbicas, justificando a diminuição na atividade catalítica, uma vez que dificulta 

a formação do complexo enzima-substrato.  

Após os estudos dos polímeros não iônicos, foi então avaliado qual seria o efeito da 

adição de um polímero iônico, muito utilizado na formação de SPDFA, na estabilidade da 

lipase, nomeadamente, o Poliacrilato de Sódio (NaPA) com MM de 8.000 g.mol-1. O NaPA 

8.000 é um polímero carregado negativamente110, possui uma longa cadeia, e sua carga 

superficial pode apresentar uma função importante na manutenção da estabilidade eletrostática. 

De acordo com a literatura, o NaPA 8.000 pode prevenir a aglomeração de partículas além de 

reduzir a viscosidade207. Este polímero tem sido estudado devido suas propriedades para 

suspensões208, como agente dispersante207, para a extração de lipases pela formação de 

complexos insolúveis209 e na partição de biomoléculas quando utilizado como componente de 

SDFA25,126.   

Os resultados de estabilidade da lipase em soluções aquosas com NaPA 8.000 a 25°C 

em função do tempo de exposição (h) estão apresentados na Figura 18. Os valores referentes a 

atividade absoluta da lipase na presença do polímero NaPA 8.000 em solução aquosa e em 

tampão Mcllvaine pH 5,5 estão descritos na Tabela 23, Apêndice I.  
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Figura 18. Estabilidade da lipase comercial de A. niger na presença de soluções aquosas de 

NaPA 8.000 (pH 8 ≈ 9) nas concentrações (% m/m) de 5 [■], 10 [♦] e 15 [●] e, de soluções de 

NaPA 8.000 em tampão Mcllvaine pH 5,5 nas concentrações (% m/v) de {5 [ ], 10 [◊] e 15 

[○]. O ensaio controle considerado como 100% foi realizado na ausência do polímero [♦], cuja 

atividade enzimática foi de 7.317,24 U.g-1. As barras de erro representam 95% do intervalo de 

confiança para as medições. 

 

Os resultados dos ensaios de estabilidade da lipase em soluções aquosas de NaPA, pH 

8 ≈ 9, demonstraram que em todas as concentrações estudadas [5, 10 e 15% (m/v)], a adição do 

polímero causou uma diminuição significativa na atividade da enzima, independente do tempo 

de incubação. Em água, a atividade da lipase foi de 7.317,24 U.g-1, enquanto, que na presença 

do NaPA 8.000, independente da concentração ou do tempo de exposição, a atividade 

enzimática não foi superior a 500 U.g-1.  

A fim de verificar se foi a variação do pH que influenciou de modo negativo a atividade 

enzimática, foi realizado um estudo de estabilidade em tampão Mcllvaine pH 5,5 nas mesmas 

condições. Porém, na presença do NaPA 8.000, o tampão Mcllvaine pH 5,5 não foi capaz de 

manter a faixa de tamponamento próximo a 5,5, e o pH ficou próximo a 8,0. Assim, infere-se 

que a perda de atividade foi relacionada com o pH do meio proporcionado pela presença do 

polímero NaPA.  

Ademais, o ambiente iônico proporcionado pelo NaPA pode acarretar maior rigidez da 

enzima, devido a possíveis interações eletrostáticas, já que a enzima precisa romper essa 

barreira cinética para uma maior flexibilidade, de forma a modificar sua conformação estrutural 

quando comparada a um ambiente não iônico210. Contudo, este efeito não fica evidente devido 

aos valores de pH alcalinos das soluções aquosas de NaPA. 

A viscosidade das soluções aquosas dos polímeros PEG 600, PPG 425, PPG 725 e NaPA 

8.000 foram determinadas a fim de verificar a influência desta propriedade na atividade 

0

20

40

60

80

100

120

0 3 6 9 12 15 18 21 24

A
ti

v
id

a
d

e
 r

e
la

ti
v

a
 (
%

)

Tempo (h)



58 

Resultados e Discussão 

 

hidrolítica da lipase. A viscosidade está associada a resistência ao fluxo211, assim, a viscosidade 

de líquidos é caracterizada pela resistência de um fluído ao escoamento, ou pela força requerida 

para o deslocamento desse líquido contra um gradiente212. A Figura 19 mostra a viscosidade 

das soluções aquosas destes polímeros. 

 

 
Figura 19. Viscosidade (mPa.s) a 25°C da solução aquosa do polímero PEG 600 e, dos 

polímeros PPG 425 e PPG 725 em tampão Mcllvaine a pH 5,5 nas seguintes concentrações 

(m/v): 20; 30; 40; 50% [A]. Viscosidade (mPa.s) a 25°C do polímero NaPA 8.000 em tampão 

Mcllvaine a pH 5,5 nas seguintes concentrações (m/v): 5; 10; 15% [B]. No eixo primário 

expresso em colunas tem-se a representação da viscosidade das soluções aquosas para os 

polímeros e no eixo secundário expressos em linha tem-se a atividade absoluta da lipase. 

 

Analisando comparativamente a viscosidade das soluções aquosas dos polímeros PEG 

600, PPG 425, PPG 725 (Figura 19A) e NaPA 8.000 (Figura 19B), nota-se apenas uma relação 

0

2000

4000

6000

8000

10000

0

5

10

15

20 30 40 50

A
tiv

id
a
d

e
 a

b
s
o

lu
ta

 (U
.g

-1)V
is

c
o

s
id

a
d

e
 (

m
P

a
.s

)

Polímeros (% m/v)

PEG 600 PPG 425 PPG 725

PEG 600 PPG 425 PPG 725

0

200

400

600

800

1000

0

5

10

15

5 10 15

A
tiv

id
a
d

e
 a

b
s
o

lu
ta

 (U
.g

-1)

V
is

c
o

s
id

a
d

e
 (

m
P

a
.s

)

NaPA 8.000 (% m/v)

Viscosidade Atividade absoluta

Barras – Viscosidade

Linhas - Atividade absoluta  



59 

Resultados e Discussão 

 

entre viscosidade e atividade da lipase nas soluções aquosas do polímero NaPA 8.000, as quais 

aparentam demonstrar uma relação linear oposta à atividade da enzima. Embora, os ensaios 

com o NaPA 8.000 não tenham apresentado um efeito positivo sobre a atividade enzimática 

devido ao pH, a atividade absoluta diminuiu cerca de 63% com o aumento da concentração de 

5% para 15% (m/v). Maiores concentrações de polímero NaPA acarretam um incremento da 

viscosidade na solução aquosa. No entanto, a causa principal da inatividade enzimática se deve 

possivelmente ao pH alcalino mesmo em solução tamponada, e fica muito difícil inferir que 

essa variação de viscosidade possa ser suficiente para causar uma redução significativa da 

atividade catalítica.  

A partir dos resultados obtidos, somente o PEG 600 e o PPG 425 não desestabilizaram 

a enzima e podem ser usados como agentes formadores das fases em SDFA. Ambos os 

polímeros PPG 725 e NaPA 8.000 apresentaram características indesejáveis para extrações de 

lipases.  

Sabe-se que as interações entre polímeros e distintas enzimas diferem, porém, a 

aplicação do PPG 725 pode ser interessante quanto ao seu efeito enzimático inibidor em 

diferentes reações biológicas. O uso de inibidores enzimáticos é requerido na área alimentícia 

para a inativação de enzimas da classe das oxidases como, peroxidase e polifenoloxidase213. Na 

área farmacêutica para o desenvolvimento de novos fármacos214, na inativação de lipases 

inibindo a absorção de gordura e, consequentemente reduzindo os fatores de risco para doenças 

relacionadas à obesidade como diabetes, aterosclerose e doenças cardiovasculares190.  

Atualmente o fármaco Orlistat190,215, disponível no mercado, promove a inibição da 

lipase gástrica e pancreática. Orlistat atua sobre a Ser ativa através de uma ligação covalente215. 

Além disso, a maioria dos inibidores de lipase testados são insolúveis em água190. Desse modo, 

o PPG 725 e o NaPA 8.000 devido à suas grandes solubilidades em água surgem como 

potenciais agentes inibidores para as lipases ácidas, podendo ser de grande interesse para a 

indústria farmacêutica.  

Posteriormente a esses estudos, se fez necessário o estudo de estabilidade frente ao PPG 

400. Esse estudo foi requerido devido ao estágio de doutorado sanduíche no âmbito do projeto 

PDSE – Edital n° 19/2016 (Número do Processo: 88881.133279/2016-01), a qual foram 

realizados experimentos de extração da enzima fazendo uso deste polímero. Para analisar a 

estabilidade da lipase, a enzima foi incubada diante de soluções aquosas do polímero não-iônico 

PPG 400 nas concentrações de 30 a 60% (m/v). Todos os ensaios foram realizados a 25°C e, 

um ensaio na ausência do polímero foi considerado o controle. Na Figura 20 pode-se observar 



60 

Resultados e Discussão 

 

a estabilidade da lipase na presença de diferentes soluções aquosas de PPG 400, estando os 

valores referentes a atividade absoluta detalhados na Tabela 24, Apêndice I.  

  

 

 
Figura 20. Estabilidade da lipase comercial de A. niger em soluções aquosas de PPG 400 nas 

concentrações (% m/v) de 30 [●], 40 [○], 50 [■] e 60 [ ], a 25°C durante 24 h. O ensaio controle 

considerado como 100% foi realizado na ausência do polímero [♦], cuja atividade enzimática 

foi de 7.317,24 U.g-1.  As barras de erro representam 95% do intervalo de confiança para as 

medições. 

 

Nota-se na Figura 20 que a estabilidade da lipase frente as soluções aquosas do PPG 

400 apresentaram resultados similares aos reportados com o polímero PPG 425 em tampão 

Mcllvaine (pH 5,5). As soluções aquosas do PPG 400 favoreceram a interação da lipase com o 

substrato, ademais, não houve diferenças significativas quanto as diferentes concentrações 

estudadas. 

 

5.2.3 Efeito de diferentes Carboidratos  

Esse estudo foi requerido devido ao estágio de doutorado sanduíche realizado na 

Universidade de Aveiro, Portugal no âmbito do projeto PDSE – Edital n° 19/2016 (Número do 

Processo: 88881.133279/2016-01).  

O estudo de estabilidade da lipase comercial de A. niger na presença de diferentes 

carboidratos, precisamente, D- Frutose, D- Manose, D- Sacarose e D- Xilose foi realizado em 

solução aquosa nas concentrações de 20 e 50% (m/v), Figura 21. Os ensaios foram realizados 

a 25°C num período de incubação de 3 h. O ensaio na ausência dos carboidratos foi realizado 

como controle. No Apêndice I estão descritos os valores referentes a atividade absoluta de todos 

os carboidratos (Tabela 25). 

0

50

100

150

0 3 6 9 12 15 18 21 24

A
ti

v
id

a
d

e
 r

e
la

ti
v

a
 (
%

)

Tempo (h)

30% 40% 50% 60% Controle



61 

Resultados e Discussão 

 

 
Figura 21. Estabilidade da lipase comercial de A. niger durante 3 h a 25°C na presença das 

soluções aquosas de: D-Xilose [■], D-Sacarose [■], D-Manose [■] e D-Frutose [■], nas 

seguintes concentrações (m/v): 20% [A] e 50% [B]. O ensaio controle considerado como 100% 

foi realizado na ausência dos carboidratos [♦], cuja atividade enzimática foi de 7.317,24 U.g-1. 

As barras de erro representam 95% do intervalo de confiança para as medições. 

 

Na Figura 21 pode-se observar que, independentemente do carboidrato estudado, a 

lipase manteve sua atividade hidrolítica durante o período de incubação de 3 h. Não houve 

diferenças significativas quanto as concentrações estudadas, ademais, os resultados foram 

similares a estabilidade enzimática na ausência de carboidratos. As interações dominantes entre 

o carboidrato e a enzima são formadas pelos grupos hidroxilas do carboidrato que podem atuar 

como doadores de ligação de hidrogênio e/ou aceptores estabelecendo uma estrutura bem 

organizada167. Assim, o complexo pode ser estabilizado por interações de van der Waals entre 

os grupos aromáticos de aminoácidos das proteínas e a rede de carbono dos carboidratos167.  
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Os solventes hidrofílicos levam ao desdobramento da enzima com exposição dos 

resíduos hidrofóbicos internos216, no entanto, a presença dos carboidratos promoveu a mudança 

conformacional  da lipase com exposição do sítio ativo favorecendo a interação enzima-

substrato, a qual manteve sua estabilidade enzimática.   

Considerando que todos os carboidratos, mesmo em alta concentração 50% (m/v), 

mantiveram a atividade catalítica da lipase, estes apresentam um grande potencial para serem 

utilizados como agente formador de fases em SDFA. Seu uso pode ser explorado em sistemas 

micelares, sistemas poliméricos e sistemas baseados em LIs. Adicionalmente, importa destacar 

que a produção de lipases em meio contendo carboidratos pode favorecer o processo de extração 

e a viabilidade econômica do processo.  

Sabe-se que os substratos para as lipases são os triacilgliceróis, no entanto, os 

carboidratos já foram utilizados como fonte de carbono por microorganismos produtores de 

lipases. Lin e Ko (2005)217 reportaram que a produção da lipase por Basidiomiceto Antrodia 

cinnamomeas aumentou consideravelmente quando no meio por cultura submersa foi 

adicionado glicose. Nutan et al. (2002)218 também relataram que a adição de glicose no meio 

fermentado por fermentação submersa foi benéfica para a produção de lipase devido a rápida 

metabolização do carboidrato como fonte de carbono pelo microorganismo A. niger NCIM 

1207 em comparação aos lipídeos. Assim, pode se considerar um sistema integrado, onde o 

carboidrato presente no meio fermentado será posteriormente utilizado para composição do 

SDFA.  

 

5.2.4 Efeito de diferentes Líquidos Iônicos na atividade da lipase comercial de A. niger 

A estabilidade da lipase comercial foi estudada frente a duas famílias de LIs, 

nomeadamente, a dos cloretos de imidazólio ([Cnmim]Cl) e das colinas ([Ch]X), tendo sido 

avaliado o efeito do aumento da cadeia alquílica sobre a atividade enzimática. 

 

A. Efeito dos LIs baseados em Imidazólios ([Cnmim]Cl)   

A estrutura dos imidazólios estudada consiste no cátion n-alquil-3-metilimidazólio 

([Cnmim]+) combinado com o ânion Cl-, variando o número de carbonos da cadeia alquílica 

lateral catiônica. Sabe-se que os LIs [Cnmim]Cl apresentam características de tensoativos 

quando sua cadeia alquílica é superior a 8 carbonos130,219,220 com capacidade de autoagregação. 

De modo a estudar a influência do comprimento da cadeia alquílica catiônica (C4 a C12), foram 

preparadas diferentes soluções aquosas de [Cnmim]Cl em concentrações abaixo de sua CMC, 

conforme detalhado na Tabela 10. 
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Tabela 10. Concentrações das soluções aquosas de LIs em mM. 

LIs  mM 

 CMC* 0,1 0,3 0,5 

[C8mim]Cl 195,00221 0,044 0,133 0,221 

[C10mim]Cl 55,00179 0,039 0,118 0,197 

[C12mim]Cl 15,00179 0,035 0,107 0,178 

           *valores da Concetração Micelar Crítica dos LIs reportados na literatura. 

 

Assim, para melhor compreensão do aumento da cadeia alquílica catiônica sobre a 

atividade/estabilidade e estrutura conformacional da lipase, o ânion Cl- foi selecionado para o 

estudo, uma vez que é geralmente considerado um ânion limítrofe de acordo com a série de 

Hofmeister222 e, teoricamente, exibiria um comportamento neutro (nem salting-out nem salting-

in). A Figura 22 mostra a estabilidade da lipase na presença de diferentes soluções aquosas dos 

LIs, [C4mim]Cl, [C6mim]Cl, [C8mim]Cl, [C10mim]Cl e [C12mim]Cl, nas concentrações (% v/v) 

de: 0,1, 0,3 e 0,5. O ensaio na ausência de LIs foi considerado o controle e a temperatura adotada 

para os ensaios foi de 35°C. No Apêndice I estão descritos os valores referentes à atividade 

absoluta dos LIs da família dos imidazólios (Tabela 26). 
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Figura 22. Estabilidade da lipase comercial de A. niger durante 24 h a 35°C na presença de 

diferentes concentrações de soluções aquosas de [Cnmim]Cl (% v/v) de 0,1 (A), 0,3 (B) e 0,5 

(C). O ensaio controle considerado como 100% foi realizado na ausência de LIs [■], cuja 

atividade enzimática foi de 7.317,24 U.g-1. As barras de erro representam 95% do intervalo de 

confiança para as medições. 

 

Na Figura 22, pode ser visto que independentemente das concentrações dos LIs, foi 

observado um aumento (aproximadamente 25%) da atividade relativa da lipase quando a 

enzima foi exposta às soluções aquosas de LIs com cadeia alquílica catiônica com menos de 10 
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átomos de carbono. Ambas as soluções aquosas [C4mim]Cl e [C6mim]Cl mantiveram a 

atividade enzimática durante as 24 h de incubação. Contudo, após 9 h de exposição na presença 

de soluções aquosas de [C8mim]Cl, particularmente 0,3 e 0,5% (v/v), a atividade catalítica foi 

reduzida em cerca de 25%. Um efeito negativo significativo na atividade da lipase foi observado 

na presença de ambas soluções aquosas de [C10mim]Cl e [C12mim]Cl. Após 1 h de incubação, 

ambos os LIs, [C10mim]Cl e [C12mim]Cl, independentemente das concentrações, fizeram com 

que a lipase apresentasse uma atividade relativa inferior a 10%. Nestas condições, a perda de 

atividade foi observada imediatamente após o contato da enzima com as soluções aquosas de 

LIs, i.e., no tempo 1 h.  

A partir destes resultados, é evidente que o aumento no comprimento da cadeia alquílica 

induziu a um efeito negativo no comportamento catalítico da lipase. A estrutura química da 

enzima não foi significativamente afetada com a exposição às soluções aquosas de [Cnmim]Cl 

de cadeia mais curta, visto que a atividade relativa da lipase foi mantida ou mesmo aumentada. 

Parece que na presença de LIs com comprimento de cadeia alquílica longa, as porções 

hidrofóbicas dos LIs podem interagir com o sítio ativo da enzima dificultando a interação entre 

a enzima e o substrato, reduzindo o desempenho catalítico. Os resultados obtidos estão de 

acordo com estudos anteriores mostrando que o longo comprimento de cadeia alquílica dos íons 

de LIs, mesmo abaixo da CMC, podem nanoagregar-se, criando um ambiente desfavorável para 

a lipase, reduzindo seu comportamento catalítico206,223. Assim, na presença de LIs com 

comprimento de cadeia alquílica longa, a tensão superficial da solução é reduzida, a qual 

diminui os rendimentos catalíticos da lipase. 

Alguns autores têm destacado que LIs moderadamente hidrofóbicos podem interagir 

com os domínios não polares do sítio ativo da lipase e, consequentemente, prejudicar sua 

atividade hidrolítica172,224,225. A obstrução do sítio ativo não polar dificulta a ligação enzima-

substrato172 ou até mesmo diminui a difusividade do substrato e a transferência de massa206, 

causando um efeito negativo na atividade enzimática a qual desestabiliza a estrutura 

proteica226,227. Assim, o efeito inibitório dos LIs é acentuado com o aumento da hidrofobicidade 

do LI, como exemplo, aumentando o comprimento da cadeia alquílica de seus íons172,226,228–230. 

Portanto, quanto maior o comprimento da cadeia alquílica (maior a hidrofobicidade dos LIs) 

mais acentuada serão as interações do tipo hidrofóbico devido a ligação da cadeia alquílica com 

o sítio ativo não polar da enzima172,226.  

Anteriormente, Na et al. (2013)223 relataram efeitos similares usando LIs baseados em 

[Cnmim]+ com diferentes ânions (Br- e [BF4]
-); (n= 2, 4, 6, 8, 10, 12), demonstrando que a 

atividade da lipase de Candida rugosa foi inibida com o aumento do comprimento da cadeia 
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alquílica catiônica. Ventura e colaboradores (2012)206 também concluíram que o aumento do 

comprimento da cadeia alquílica do [Cnmim]+ diminuiu a atividade da lipase Candida 

antarctica. O efeito negativo do aumento do comprimento da cadeia alquílica dos cátions foi 

largamente demonstrado para outras enzimas. A atividade da adenosina desaminase foi 

reduzida com o aumento do comprimento da cadeia alquílica dos LIs (e hidrofobicidade 

relativa), devido à mudanças na estrutura terciária da enzima228. Geng et al. (2010)231 avaliaram 

o efeito do brometo de 1-tetradecil-3-metilimidazólio ([C14mim]Br) na BSA, e a presença do 

LI induziu a desnaturação da proteína. Lange e colaboradores (2005)230 relataram que altas 

concentrações de [C6mim]Cl suprimiram de modo significativo a atividade da lisozima. 

Como mostrado, o comprimento da cadeia alquílica exerce forte influência na atividade 

da lipase, e assim, para avaliar se este efeito é dependente da concentração de LI, foram 

realizados experimentos adicionais de atividade enzimática variando as concentrações de 

[Cnmim]Cl (% v/v): 0,025; 0,05; 0,15, conforme apresentado na Figura 23. 

 

 
Figura 23. Atividade da lipase comercial de A. niger na presença de soluções aquosas de 

[C4mim]Cl [■], [C6mim]Cl [■], [C8mim]Cl [■], [C10mim]Cl [■] e [C12mim]Cl [■], nas 

seguintes concentrações (% v/v): 0,025, 0,05, 0,1, 0,15, 0,3 e 0,5 após 15 min de incubação a 

35°C. As barras de erro representam 95% do intervalo de confiança para as medições. 

 

Analisando os resultados da Figura 23, observa-se que o efeito inibitório sobre a 

atividade da lipase não é apenas dependente do comprimento da cadeia alquílica do cátion, mas 

também está relacionado com a concentração dos LIs. Similarmente, aos resultados da Figura 

22, independente das concentrações de LIs, todas as soluções aquosas contendo [C4mim]Cl, 

[C6mim]Cl e [C8mim]Cl aumentaram a atividade relativa da lipase (valores superiores a 100%).  
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Sabe-se que, a estabilidade de proteínas em soluções aquosas de LIs é um resultado de 

um equilíbrio de interações competitivas entre a água, a superfície da proteína e os íons dos LIs 

(cátion, ânion ou o próprio par iônico)232. Dependendo de seu caráter 

hidrofóbico/hidrofílico/anfifílico, os íons do LI e a água podem interagir com as porções 

polares/apolares e a área carregada da superfície da proteína, causando efeitos favoráveis e 

desfavoráveis de acordo com a especificidade e predominância de cada uma destas 

interações216,233–235. Os resultados obtidos neste trabalho mostram que alguns LIs promoveram 

um aumento nos valores de atividade relativa superior a 100% ([C4mim]Cl, [C6mim]Cl e 

[C8mim]Cl), em comparação com a água (ensaio controle), provavelmente devido as interações 

eletrostáticas favoráveis entre os íons de LI e a lipase. Estas interações entre LIs-enzima 

permitiram uma mudança na estrutura conformacional para uma estrutura mais ativa, 

favorecendo a formação do complexo enzima-substrato, i.e., aprimorando seu comportamento 

catalítico.   

Previamente, já foi demonstrado, que [Cnmim]Cl de cadeia curta em menores 

concentrações, abaixo da CMC, os íons imidazólio e cloreto interagem seletivamente com a 

superfície da proteína através de interações eletrostáticas, formando complexos LI-proteína234. 

No entanto, com o aumento do comprimento da cadeia alquílica catiônica, (caráter mais 

hidrofóbico), interações dispersivas não específicas entre a cadeia alquílica aumentam e 

reduzem o grau de ionização236. Portanto, devido a formação de estruturas nanoagregadas de 

LIs, as interações eletrostáticas positivas dos íons de LIs e a lipase foram reduzidas, e à aptidão 

catalítica diminuiu. Os menores valores de condutividade elétrica para as soluções aquosas com 

maior comprimento da cadeia alquílica dos [Cnmim]Cl ([C12mim]Cl < [C10mim]Cl < 

[C8mim]Cl < [C6mim]Cl ≈ [C4mim]Cl), apresentados na Figura 24, confirmam a diminuição 

do número da carga devido a formação de íons não-neutros agregados. As soluções aquosas de 

LIs com os maiores valores de condutividade, i.e., [Cnmim]Cl de cadeia mais curta em altas 

concentrações, correspondem aos sistemas com as maiores atividades enzimáticas da lipase. 
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Figura 24. Condutividade (mS/cm) das soluções aquosas de [C4mim]Cl [■], [C6mim]Cl [■], 

[C8mim]Cl [■], [C10mim]Cl [■] e [C12mim]Cl [■] nas seguintes concentrações (% v/v): 0,1; 

0,3; 0,5. As barras de erro representam um limite de confiança de 95% para a média de três 

medições independentes a 25°C. 

 

Curiosamente, quando a lipase foi exposta a soluções aquosas de [C10mim]Cl, dois 

efeitos opostos foram observados: i) um aumento da atividade catalítica até 0,1% (v/v) de LI; 

ii) um efeito inibitório acima de 0,1% (v/v), diminuindo proporcionalmente a atividade 

hidrolítica da enzima com o aumento da concentração de LI (com 0,3% (v/v) restando apenas  

10% da atividade da lipase), Figura 23. Soluções aquosas de [C12mim]Cl induziram aos maiores 

efeitos inibitórios sobre a atividade hidrolítica da lipase, pois a atividade catalítica foi 

completamente inibida em concentrações de 0,3% (v/v). É importante notar que mesmo em 

concentrações muito baixas de [C12mim]Cl (0,025- 0,10% (v/v)), apenas 25% das lipases 

permaneceram ativas.  

Os resultados são consistentes com a literatura, sugerindo que a estabilidade da proteína 

é dependente da concentração dos LIs229,237 e que nem todos os LIs baseados em imidazólios 

exercem um efeito negativo sobre a atividade biocatalítica das enzimas229,238. Assim, os efeitos 

positivos ou negativos de LIs são dependentes de uma combinação de vários parâmetros, como 

a natureza e o tipo do ânion dos LIs, a hidrofobicidade e o comprimento da cadeia alquílica do 

cátion de LIs, bem como a sua concentração238. Além disso, é importante destacar que o tipo 

de enzima, substrato e especificidade da reação catalítica também podem alterar o efeito de um 

LI sobre a ligação enzima-substrato.  

Os resultados apresentados mostraram que ambas as soluções aquosas de [C10mim]Cl e 

[C12mim]Cl reduziram significativamente a atividade hidrolítica da lipase, o que parece indicar 
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que o caráter tensoativo dos LIs nem sempre é favorável ao comportamento catalítico da lipase. 

Pelo contrário, estas descobertas mostram que o aumento do comprimento da cadeia alquílica 

dos [Cnmim]Cl afetou negativamente a funcionalidade da enzima. Embora as concentrações 

dos LIs estudados estivessem abaixo dos valores de CMC (reportados na literatura - detalhados 

na Tabela 10), a dinâmica de nano-agregação das moléculas de LIs podem ocorrer na presença 

de moléculas de tensoativos239. Assim, parece que a autoagregação de LIs afetou em certa 

extensão a mobilidade da enzima e/ou modificou sua estrutura terciária, prejudicando a aptidão 

catalítica da lipase. 

A literatura descreve que a autoagregação de [C10mim]Cl e [C12mim]Cl ocorre 

facilmente em soluções aquosas, devido à sua alta afinidade na superfície e tensões superficiais 

muito baixas240. Além disso, o aumento das concentrações de [Cnmim]Cl em solução aquosa 

pode também fortalecer simultaneamente a formação de micelas, devido ao aumento das 

interações do tipo hidrofóbicas241. Para a agregação das moléculas de LIs, primeiramente, a 

interação da cadeia alquílica do cátion com a água é energeticamente desfavorável, sendo a 

água substituída. Essa substituição ocorre devido à baixa energia de solvatação do grupo da 

cabeça dos imidazólios, bem como pelo forte caráter polar da porção anexada (“cauda”). Assim, 

as interações de van der Waals das caudas hidrofóbicas contribuem para a dispersão da carga e 

reduzem a força de ligação de hidrogênio220.  

O processo de micelização é um resultado da entropia de um sistema termodinâmico, 

que é iniciado com a estruturação altamente ordenada da água ao redor do domínio hidrofóbico 

dos LIs220. Em um sistema micelar termodinâmico baseado em LIs, quando a concentração de 

LIs permanece abaixo da CMC, existe uma grande contribuição entálpica resultante do calor 

do processo de demicelização por diluição micelar e diluição de monômeros no solvente242, 

contra-íons e suas interações mútuas243. No presente trabalho, como as concentrações dos LIs 

foram menores que às suas respectivas CMC, a contribuição entálpica provavelmente 

desempenhou o papel principal na estabilidade da lipase. 

Sabe-se que as interações entre a superfície da proteína e os íons dos LIs são 

determinadas, não somente pelo tipo, tamanho e estrutura da proteína, mas também pelo 

tamanho e magnitude  da carga superficial iônica227. Assim, o efeito do ânion na atividade e 

estabilidade da lipase não pode ser simplesmente ignorado. Pelo contrário, a escolha do ânion 

geralmente é considerada como a chave para a estabilização de proteínas. A estabilização 

enzimática em soluções aquosas de sais (incluindo LIs) está associada a aptidão salting-out dos 

ânions e salting-in dos cátions; enquanto que a desestabilização está correlacionada com 

salting-in do ânion e salting-out do cátion244.  
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De acordo com a ordem de basicidade do ânion na série de Hofmeister, o íon Cl- é um 

íon limítrofe, como demonstrado na tendência seguinte: PO4
3- > SO4

2- > [CH3COO- ] > Cl- >  

Br- > I- > [BF4]
- > [PF6]

- 222. Previamente, foi inclusive demonstrado que a hidratação ao redor 

dos LIs da família dos cloretos de imidazólio é significativamente diferente da água, a qual não 

interfere agressivamente na camada de solvatação da proteína216. Por outro lado, o uso de 

soluções aquosas de LIs contendo um ânion com forte efeito salting-out, como exemplo     

[BF4]
-, poderia afetar fortemente a estrutura conformacional da enzima, suprimindo a sua 

atividade catalítica245,246.  

Anteriormente Na et al. (2013)223 compararam o efeito de soluções aquosas de LIs 

baseados nos imidazólios com diferentes ânions (Cl-, Br- and [BF4]
-) na atividade da lipase de  

Candida rugosa, mostrando um efeito positivo na seguinte ordem: Br- > Cl- > [BF4]
- > [PF6]

-. 

Contrariamente, Lau et al. (2004)247 descreveram que a lipase de Candida antarctica B manteve 

sua atividade na presença do [C4mim][BF4]. Contudo, o efeito estabilizante/desestabilizante do 

ânion dos LIs varia de proteína para proteína, e é importante destacar, que em soluções aquosas, 

o uso de certos ânions de LIs não é recomendado. Por exemplo, os LIs com os ânions [BF4]
- ou 

[PF6]
- podem sofrer hidrólise e formar o ácido hidrofluorídrico (um composto bastante 

tóxico)248, e portanto, é assim preferível a escolha de ânions mais biocompatíveis, como os 

ânions derivados de carboxilatos249 (derivados da desprotonação dos grupos carboxila)250.  

Outro fator a considerar é a taxa de reação biocatalítica, que depende da concentração 

da enzima e do substrato. Contudo, acima de certa concentração do biocatalisador, seu sítio 

ativo encontra-se saturado com o substrato e, então, a taxa de reação tende a permanecer 

constante251. Além disso, altas concentrações de enzima, pode ocorrer a formação de 

aglomerados, diminuindo sua eficiência catalítica252. É evidente, que esses comportamentos 

negativos podem ser intensificados na presença de LIs, uma vez que alguns íons favorecem a 

agregação enzimática pelo efeito salting-out ou pelas forças dispersivas.  

No entanto, se a concentração da enzima for aumentada até uma concentração ideal, 

antes da agregação da proteína ou da inibição do substrato, a reação catalítica será mais rápida. 

De qualquer forma, para a lipase de Aspergillus, deve-se ter especial atenção com os efeitos 

opostos causados pela presença de diferentes LIs baseados [Cnmim]Cl, i.e.: i) efeito positivo na 

presença de soluções aquosas de [Cnmim]Cl de cadeia curta como resultado de interações 

elestrostáticas favoráveis entre os íons de LIs e a proteína; ii) efeito negativo ou efeito 

insignificante na presença de soluções aquosas de [Cnmim]Cl com comprimento de cadeia 

longa como resultado de alterações conformacionais desfavoráveis na estrutura da enzima.  
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Para obter mais informações sobre os principais mecanismos que regem o 

comportamento catalítico da lipase na presença de LIs baseados em [Cnmim]Cl, o pH e a 

estrutura conformacional da enzima (avaliada por análise de fluorescência e espectroscopia de 

dicroísmo circular) foram determinados. Os valores de pH das soluções aquosas de LIs nas 

diferentes concentrações estão apresentados na Tabela 11. 

 

Tabela 11. Valores de pH das soluções aquosas de [Cnmim]Cl. 

LIs  pH* 

 0,1 0,3 0,5 

[C4mim]Cl 5,74 5,87 5,77 

[C6mim]Cl 6,00 6,32 6,22 

[C8mim]Cl 5,60 4,88 4,49 

[C10mim]Cl 5,74 5,77 5,76 

[C12mim]Cl 4,85 4,26 4,07 

*(pH) = ±0.01; pH em água ultrapura Mili-Q = 6,01 a 25°C 

 

Como já descrito anteriormente, o pH desempenha um papel fundamental na atividade 

e estabilidade das enzimas, pois este pode favorecer o complexo enzima-substrato, aumentando 

ou diminuindo a atividade catalítica ou mesmo causando a inativação e desnaturação da 

proteína. Aqui, como todas as soluções aquosas de LIs foram preparadas em água ultrapura e 

não em tampão como a maioria dos estudos relatados na literatura130,206,223,231, foram então 

determinados os respectivos valores de pH para todas as soluções. No entanto, não foram 

observadas alterações significativas na faixa de pH ótimo (5,5), e assim, assume-se que o pH 

de cada solução aquosa de [Cnmim]Cl não influenciou na atividade da lipase, nem causou a 

desnaturação da enzima. 

A espectroscopia de fluorescência é uma técnica que permite avaliar a estrutura 

conformacional de proteínas253. Particularmente, é possível medir a fluorescência intrínseca a 

280 nm, revelando mudanças no ambiente dos resíduos de triptofano (Trp) e tirosina (Tyr)254 

da estrutura proteica na presença de diferentes soluções. O processo de desnaturação das 

proteínas pode ser determinado pela avaliação das alterações na intensidade máxima de 

fluorescência (Imax) e no comprimento de onda máximo de emissão (Emax)
253,255.  

Pequenas diferenças no perfil de Imax e Emax indicam variações importantes na estrutura 

terciária das proteínas. Desta maneira, no próximo conjunto de experimento foram obtidos 

espectros de emissão de fluorescência da lipase, na ausência e presença das soluções aquosas 

de LIs, após 9 h de incubação (Figura 25).  
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Figura 25. Espectros de emissão de fluorescência (expressos em intensidade fluorescente, Imax) 

da lipase comercial de A. niger em solução aquosa de [C4mim]Cl [círculo verde escuro]; 

[C6mim]Cl [círculo claro verde]; [C8mim]Cl [círculo roxo]; [C10mim]Cl [círculo rosa]; 

[C12mim]Cl [círculo vermelho] nas seguintes concentrações (% v/v) de 0,1 (A), 0,3 (B) e 0,5 

(C) após 9 h de incubação a 35°C. O ensaio na ausência de LIs [quadrado escuro em linha 

contínua] foi considerado como controle. 
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Os resultados da Figura 25 mostram diferenças significativas da lipase na ausência e na 

presença de soluções aquosas de LIs. As soluções aquosas de [Cnmim]Cl alteraram o ambiente 

ao redor da enzima, expondo os resíduos dos aminoácidos Trp, Tyr, o qual afetou 

significativamente a atividade catalítica da lipase. Essas mudanças no ambiente resultaram no 

deslocamento no comprimento de onda, que inicialmente, na ausência de LI era em 350 nm, 

mas na presença de soluções aquosas de [Cnmim]Cl, o Emax se deslocou para 360 nm.  

Além disso, quando a lipase foi exposta a soluções aquosas de [C4mim]Cl, [C6mim]Cl 

e [C8mim]Cl, a Imax aumentou em comparação com o sinal da enzima na ausência de LI. 

Comparando a atividade enzimática relativa com o espectro de flurescência, por exemplo, a 

lipase exposta a soluções aquosas com 0,1% (v/v) de [C10mim]Cl, foi observado 100% de 

atividade relativa correspondente a um aumento da Imax. No entanto, aumentando a concentração 

de [C10mim]Cl, a Imax foi reduzida, como esperado, uma diminuição na atividade relativa foi 

observada.  Por outro lado, ambos os sinais Imax e Emax foram significativamente alterados 

quando a lipase foi exposta a solução aquosa de [C12mim]Cl  na concentração de 0,5% (v/v), 

indicando mudanças irreversíveis na estrutura secundária da proteína, e consequentemente, o 

desdobramento.   

Previamente, Attri e Venkatesu (2013)253 descreveram que o resíduo de Trp possui forte 

deslocamento de Stokes dependendo do ambiente. O deslocamento de Stokes é o deslocamento 

no potencial de superfície entre a absorção (estado fundamental) e a emissão (estado excitado) 

de um fluoróforo e perda de energia vibracional nos estados excitados256. Assim, o Emax é 

dependente do ambiente do co-solvente, devido a mudanças no Emax do resíduo de Trp.  

Os resultados obtidos no presente trabalho estão de acordo com a literatura253, uma vez 

que as soluções aquosas de [Cnmim]Cl alteraram o ambiente ao redor dos resíduos de 

aminoácidos, como Trp e Try, modificando o Emax da lipase para 360nm. É provável que a 

maior Imax ocorre quando a lipase é exposta a um ambiente hidrofóbico, o que favorece a 

conformação aberta da enzima pela remoção da tampa do sítio ativo e, consequentemente, 

promove um aumento da atividade enzimática, quando exposta a soluções de [C4mim]Cl, 

[C6mim]Cl e [C8mim]Cl.  

A solução aquosa de [C12mim]Cl a 0,5% (v/v), causou mudanças irreversíveis na 

estrutura secundária da proteína, e consequentemente, acarretou em seu desdobramento. 

Provavelmente, o caráter mais anfifílico do [C12mim]Cl modificou o microambiente 

circundante da proteína, devido a possível autoagregação e a formação de micelas que 

favoreceram as interações do tipo hidrofóbicas. Consequentemente, os resíduos de Try e Trp 
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foram expostos a um ambiente hidrofílico, sugerido pelo baixo rendimento quântico do espectro 

de fluorescência da proteína227,231.  

No ambiente hidrofóbico (encontrado no núcleo da proteína), os resíduos de Trp 

possuem maior rendimento quântico e uma alta Imax, enquanto que no ambiente hidrofílico 

(exposto ao solvente) seu rendimento quântico diminui, devido a uma menor Imax
253. Fan et al. 

(2012)257 compararam o [C4mim]Cl e [C8mim]Cl e observaram uma forte supressão de 

fluorescência entre [C8mim]Cl e papaína, o que pode ter afetado negativamente a atividade 

catalítica da enzima.  

Posteriormente, para obter mais informações sobre a efetiva concentração de cada 

[Cnmim]Cl sobre a atividade enzimática da lipase, os espectros de emissão de fluorescência das 

soluções aquosas de [C8mim]Cl, [C10mim]Cl e [C12mim]Cl (0,025; 0,05; 0,15 (% v/v)), foram 

adquiridos após 15 min de incubação (atividade pontual), Figura 26.  
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Figura 26. Espectros de emissão de fluorescência (expressos em intensidade fluorescente, Imax) 

da lipase comercial de A. niger em solução aquosa de [C8mim]Cl [círculo roxo]; [C10mim]Cl 

[círculo rosa]; [C12mim]Cl [circulo vermelho] nas seguintes concentrações (% v/v) de 0,025 

(A), 0,05 (B) e 0,15 (C) após 15 min de incubação a 35°C. O ensaio na ausência de LIs 

[quadrado preto] foi considerado o controle. 
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Os resultados mostraram que apenas [C12mim]Cl a 0,15% (v/v) alterou o Emax e Imax. 

Particularmente, os valores da Imax de [C12mim]Cl diminuiram, o que está de acordo com a 

baixa atividade relativa da lipase nesta concentração (aprox. 16%). Comportamento similar foi 

obtido com [C10mim]Cl até 0,10% (v/v), mas com [C12mim]Cl mesmo em menores 

concentrações (< 0,025% (%v/v) ocorreu uma inibição na atividade da lipase.   

Por fim, como última etapa do trabalho, realizou-se experimentos de espectroscopia de 

dicroísmo circular (DC) para demonstrar as mudanças que cada [Cnmim]Cl causou na estrutura 

sencundária da lipase. DC é uma técnica que fornece informações sobre a conformação de 

proteínas em solução baseada na relação da atividade óptica na cadeia peptídica, com pouca 

interferência da cadeia lateral (exceto por aminoácidos aromáticos)258,259. Os espectros de DC 

da lipase de A. niger foram adquiridos após 15 min de incubação, como mostra a Figura 27. 
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Figura 27. Espectros de dicroísmo circular da lipase comercial de A. niger em solução aquosa 

de [C4mim]Cl [círculo verde escuro]; [C6mim]Cl [círculo verde claro]; [C8mim]Cl [círculo 

roxo]; [C10mim]Cl [círculo rosa]; [C12mim]Cl [circulo vermelho] nas concentrações (% v/v) de 

0,1 (A) e 0,3 (B) após 15 min de incubação a 35°C. O ensaio na ausência do LI [quadrado preto] 

foi considerado o controle. 

  

Os espectros de DC mostram que a elipicidade das estruturas α-hélice e β-pregueada da 

lipase foram semelhantes na ausência de LIs e com soluções aquosas de [C4mim]Cl, 

[C6mim]Cl, [C8mim]Cl e [C10mim]Cl a 0,1% (v/v), i.e., exibindo o mesmo perfil. Um 

comportamento similar foi observado com [C4mim]Cl,  [C6mim]Cl e [C8mim]Cl a 0,3% (v/v). 

Contudo, a exposição da lipase em soluções aquosas de [C10mim]Cl a 0,3% induziu algumas 

mudanças na estrutura secundária da lipase. Este comportamento é mais notório quando a lipase 
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foi exposta a soluções aquosas de [C12mim]Cl que, independente da concentração de LI, 

demonstraram uma perda da elipcidade na estrutura secundária da enzima. Estudos similares 

foram reportados por Adak et al. (2015)260 que avaliaram a atividade da lipase de Rhizopus 

oryzae na presença de [C16mim]Br. Os autores mostraram que este LI induziu mudanças na 

estrutura secundária da enzima, inibindo o comportamento catalítico com alta concentração de 

LI260. 

Embora a literatura tenha reportado o aumento da atividade enzimática na presença de 

[Cnmim]Cl, os resultados obtidos evidenciam que esse fenômeno é dependente da estrutura e 

concentração. Assim, estudar a influência dos LIs na atividade da lipase antes de sua aplicação 

é de suma importância.  

 

B. Efeito dos LIs baseados nas Colinas ([Ch]X)   

A estrutura das colinas estudada consiste no cátion colina combinado com os diferentes 

ânions: Cl-, [Ac]-, [Prop]-, [But]-, [Pent]- e [Hex]-. Assim, buscou-se compreender o efeito do 

aumento do comprimento da cadeia alquílica aniônica (C2-C6) dos LIs da família das colinas 

([Ch]X) sobre a atividade e estabilidade da lipase. Para tanto, soluções aquosas dos LIs foram 

preparadas nas seguintes concentrações (M): 0,05, 0,10, 0,50 e 1,00. O ensaio na ausência dos 

LIs foi considerado o controle e todos os experimentos foram realizados a 35°C. Os valores de 

pH para as soluções permaneceram na faixa de estabilidade da enzima, entre 4,79 e 6,22, 

apresentados na Tabela 28, e os valores referentes à atividade absoluta de todas as soluções 

aquosas de [Ch]X estão na Tabela 27, ambos no Apêndice I. 

Inicialmente, para se compreender qual o efeito do cátion na atividade da lipase, foi 

determinada a atividade da enzima na presença de diferentes concentrações de [Ch]Cl, 

conforme apresentado na Figura 28.  
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Figura 28. Estabilidade da lipase comercial de A. niger em solução aquosa de [Ch]Cl nas 

seguintes concentrações (M): {0,05 [◊], 0,10 [ ], 0,50 [∆] e 1,00 [○]}. O ensaio na ausência de 

LI [♦] foi considerado o controle. As barras de erro representam 95% do intervalo de confiança 

para as medições. 
 

O ânion Cl- apresenta uma característica hidrofílica o que confere ao sal de quartenário 

de amônio261, [Ch]Cl, um caráter hidrofílico, contrário ao [Cnmim]Cl que possui um caráter 

mais hidrofóbico devido a cadeia alquílica do cátion imidazólio. O [Ch]Cl após 9 h de 

incubação manteve a atividade catalítica da lipase em menores concentrações, no entanto, em 

altas concentrações um efeito inibitório significativo foi obtido, mostrando uma diminuição da 

atividade enzimática em torno de 47% com 1,00 M de LI (em comparação com o sistema 

controle, sem LI), Figura 28.  

A estabilidade da proteína em soluções aquosas de LIs resulta de um equilíbrio de 

interações competitivas entre a água, a superfície proteica e os íons de LI (cátion, ânion ou o 

par iônico)232. Em geral, LIs hidrofílicos são constituídos de pequenos ânions, como o Cl-, a 

qual estabelecem uma forte rede de ligação de hidrogênio ânion-água262,263. Aqui, parece que a 

forte rede de ligação de hidrogênio entre o  Cl- e a água reduziu, não somente, a força da rede 

cátion-ânion, mas também as interações favoráveis entre a lipase e o LI264. Portanto, a 

diminuição destas interações afetaram a atividade e estabilidade da lipase, bem como sua 

mobilidade e estrutura conformacional244,263, prejudicando a interação do complexo enzima-

substrato. Anteriormente, Deive et al. (2015)265 mostraram que o uso de soluções aquosas de 

[Ch]Cl a 2,00 M levou a uma diminuição de 50% na atividade lipolítica da lipase de 

Thermomyces lanuginous. Os autores265 relacionaram a diminuição da aptidão catalítica com 

uma menor perturbação estrutural provocada pelo [Ch]Cl, uma vez que a perturbação é 

fundamental para que a enzima se encontre em sua conformação ativa.  
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Assim, para uma melhor compreensão da atividade catalítica da lipase em soluções 

aquosas de [Ch]X é necessário não apenas entender o comportamento da enzima, mas também 

relacioná-las com as características dos íons correspondentes. Após o estudo do efeito do cátion, 

e considerando que a diminuição das interações entre cátion-ânion e LI-proteína, podem ou não 

favorecer a atividade da lipase, foi então avaliado, qual seria o impacto do aumento da cadeia 

alquílica do ânion dos LIs baseados em colina na estabilidade da enzima. A atividade catalítica 

a 35°C ao longo do tempo foi determinada em diferentes soluções aquosas dos LIs, [Ch][Ac], 

[Ch][Prop], [Ch][But], [Ch][Pent] e [Ch][Hex], conforme apresentado na Figura 29.  

 

 
Figura 29. Estabilidade da lipase comercial de A. niger na presença das soluções aquosas dos 

LIs: [A] [Ch][Ac], [B] [Ch][Prop], [C] [Ch][But], [D] [Ch][Pent] e [E] [Ch][Hex]. As soluções 

aquosas foram preparadas nas seguintes concentrações (M), {0,05 [◊], 0,10 [ ], 0,50 [∆] e 1,00 

[○]}. O ensaio na ausência de LI [♦] foi considerado o controle. As barras de erro representam 

95% do intervalo de confiança para as medições. 
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Todos os estudos de estabilidade usando [Ch][Ac] mostraram que a lipase requer um 

tempo de adaptação do meio, independentemente da concentração de LI, uma vez que suas 

atividades hidrolíticas mudam com o tempo de exposição, a saber:  um pequeno aumento na 

atividade relativa (3 e 9 h) e, uma diminuição (6 h); somente após 9 h de exposição, a atividade 

catalítica da lipase foi estabilizada. Estes resultados confirmam a necessidade de um tempo de 

exposição para estabilizar a estrutura conformacional da lipase. 

Tendências similares foram obtidas para todos os LIs estudados (Figura 29). Este 

fenômeno pode ser justificado pela presença do cátion colina, um íon hidroxilado que mimetiza 

as moléculas de água e a funcionalidade das ligações de hidrogênio para ajudar a enzima a 

retornar à sua conformação flexível e ativa58. Como a maioria das lipases possui uma tampa em 

sua superfície e sua atividade é predominantemente controlada pelo domínio da tampa43 e 

depende do ambiente (solvente), o cátion colina pode ser o responsável por este 

comportamento.  

O [Ch][Ac] promoveu um aumento na atividade enzimática independente das 

concentrações de LI em comparação ao controle (solução enzimática sem LI). Anteriormente, 

Xue et al. (2013)57 avaliaram o efeito desse LI sobre a atividade da lipase de Candida rogusa, 

demonstrando que os átomos de oxigênio do cátion colina e do ânion acetato podem interagir 

com moléculas de água ao redor da lipase para formar ligações de hidrogênio, o que melhora a 

nucleofilicidade da água e, consequentemente, aumenta a eficiência catalítica da enzima. Além 

disso, os autores também avaliaram o efeito de ativação do cátion colina separado do ânion 

acetato, concluindo que o cátion promove um efeito de ativação mais pronunciado que o ânion.  

A estabilidade da proteína em soluções aquosas iônicas geralmente está relacionada às 

características dos íons que as cercam, os quais podem ser classificados de acordo com a série 

de Hofmeister266. Os íons de Hofmeister promovem alterações nas propriedades de ligação de 

hidrogênio da água266 e esses efeitos influenciam indiretamente na estabilidade da proteína. A 

interação entre a proteína e os íons é determinada pelo tamanho e pela magnitude da carga na 

superfície do íon216. Diversos LIs como [Ch][Ac], são formados por um ânion kosmotrópico e 

um cátion caotrópico57 e, essa combinação pode ser um meio promissor para estabilização de 

proteínas267, além de aumentar a atividade hidrolítica da lipase57.  

Estudos anteriores mostraram que o [Ch][Ac] estimilou a ativação da lipase de Candida 

rugosa na hidrólise de p- nitrofenil butirato (p-NPB)57, sendo esse associado às mudanças na 

conformação da lipase e ao aumento da nucleofilicidade da água. Embora, o substrato e a 

espécie da lipase sejam diferentes, devido à similaridade dos resultados utilizando soluções 
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aquosas de [Ch][Ac], o aumento da atividade da lipase resultou da modificação da estrutura 

conformacional na presença desse LI.  

Em geral, a estabilização ou desestabilização de proteínas na presença de diferentes íons 

é classificada de acordo com a série de Hofmesiter, precisamente, a aptidão dos íons no efeito 

salting-out (alta densidade de carga) e salting-in (baixa densidade de carga)262. O efeito salting-

out tendem a formar complexos de hidratação longe da superfície hidrofóbica da proteína, 

enquanto que os íons salting-in favorecem a hidratação na superfície da proteína268,233. No 

entanto, como observado por Marcus Y. (2010)269: “Apesar da semelhança parcial da série de 

Hofmesiter com os efeitos observados para os íons na estrutura da água, não existe uma 

correlação bem estabelecida entre a estabilidade da proteína e esses efeitos na estrutura da 

água.” (tradução de nossa autoria).  

Considerando que o ânion Cl- é um ânion limítrofe, entre os efeitos estabilizantes e 

desestabilizantes de proteínas216, e a não correlação entre a estabilidade proteica e os efeitos 

estruturais das moléculas da água, o efeito do [Ch]Cl deve ser considerado como par iônico e 

não somente a influência do Cl-. Aqui, o efeito desfavorável do [Ch]Cl sob a estabilidade da 

lipase parece estar relacionado, como destacado acima, à formação de uma forte rede de ligação 

de hidrogênio íon-água, o que diminuiu as interações favoráveis do complexo proteína-LI 

(menor alteração estrutural da lipase na presença do [CH]Cl). O efeito negativo dos LIs 

baseados em Cl- já foi demonstrado para outras proteínas232,206, como por exemplo, um estudo 

que avaliou o efeito do ânion usando diferentes LIs baseados em imidazólios na estabilidade da 

lipase de Candida antarctica B206. Similarmente, a atividade enzimática sobre a lipase também 

foi obtida para o Cl-, seguindo a ordem: Cl- >> Br- > [CH3COO]- ≈ [CH3SO3]
-  >> [HSO4]

-  > 

[CF3SO3]
-.  

De acordo com a literatura, os solventes hidrofílicos levam ao desdobramento das 

lipases com exposição dos resíduos hidrofóbicos internos, enquanto os solventes hidrofóbicos 

mantém a enzima em sua conformação flexível e ativa216. No entanto, aqui o efeito favorável 

dos LIs mais hidrofóbicos não foram observados, uma vez que os LIs com comprimento de 

cadeia alquílica aniônica longa apresentaram um efeito inibitório mais acentuado sobre a 

atividade da lipase.  

O efeito de diferentes LIs na atividade hidrolítica da enzima foi muito similar em 

concentrações abaixo de 0,10 M, onde a enzima permaneceu ativa e estável por 24 h. Porém, o 

aumento da concentração dos LIs (0,50 e 1,00 M) reduziu a atividade catalítica com soluções 

aquosas de [Ch][Prop] e [Ch][But], e levou à completa inibição do comportamento biocatalítico 

com soluções concentradas de [Ch][Pent] e [Ch][Hex].  
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Para avaliar o efeito de cada [Ch]X, a Figura 30 mostra os valores de atividade relativa 

da lipase (U.g-1) após 9 h de incubação a 35°C, variando as concentrações de LIs. Nota-se que 

a atividade da lipase foi superior nas menores concentrações de LIs. 

 

 
Figura 30. Influência da concentração de [Ch]X na atividade da lipase comercial de A. niger 

na presença das soluções aquosas de:{[Ch]Cl [■], [Ch][Ac] [■], [Ch][Prop] [■], [Ch][But] [■], 

[Ch][Pent] [■] e [Ch][Hex] [■], nas seguintes concentrações (M), [0,05, 0,10, 0,50 e 1,00] após 

9 h de incubação a 35°C. As barras de erro representam 95% do intervalo de confiança para as 

medições. 

 

Embora as atividades da lipase após 9 h de incubação em soluções aquosas de 

[Ch][Prop] e [Ch][But] (0,05, 0,10 e 0,50 M) mantiveram, aproximadamente, 90% e 100% da 

atividade da lipase, o aumento da concentração dos LIs para 1,00 M causou uma redução das 

atividades relativas para valores em torno de 35%. Este efeito inibitório foi ainda mais 

acentuado na presença de soluções aquosas concentradas de [Ch][Pent] e [Ch][Hex], onde 0,50 

e 1,00 M de ambos LIs causaram quase a completa inibição da atividade biocatalítica da lipase. 

Portanto, estes LIs podem ser considerados para uso como inibidores de lipase. 

Os efeitos do solvente podem: i) modificar a conformação e/ou flexibilidade da enzima; 

ii) modificar a solubilidade e dessolvatação de substratos e produtos; iii) atuar como inibidores 

competitivos do substrato270. Neste contexto, deve-se considerar que a lipase é capaz de 

hidrolisar ácidos graxos de cadeia curta, média e longa. A presença de aditivos no sistema pode 

mimetizar as moléculas do substrato e pode se comportar como inibidor competitivo. O pNPP 

usado nesse trabalho é um ácido graxo de cadeia longa com 16 átomos de carbono. Por outro 

lado, considerando que o comprimento da cadeia alquílica das [Ch]X aumentou de C2-C6 
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(semelhante aos ácidos graxos pequenos e médios), traz- se a questão: O [Ch][Pent] e 

[Ch][Hex] atuariam como inibidores competitivos para o substrato da lipase? 

A literatura descreve que o n-propanol atuou como um inibidor para a lipase de Candida 

antarctica, cuja ligação inibiu sua capacidade de participar da reação de esterificação271. Hari 

et al.(2001)272 também reportaram uma inibição competitiva pelo ácido butírico, pois a ligação 

do ácido butírico à enzima formou um complexo improdutivo. Ademais, altas concentrações 

contribuíram à inativação da enzima. Enquanto que Fan et al. (2016)172 demostraram que o 

comportamento catalítico da lipase pode ser comprometido pelos domínios não polares da 

cadeia alquílica do cátion de LIs que podem ser formados na entrada do sítio ativo da enzima 

através de  interações de van der Waals, o que implica na formação do complexo enzima-

substrato, acarretando na diminuição da atividade biocatalítica. Além disso, este efeito 

inibitório dos LIs na atividade da lipase foi intensificado com o aumento da hidrofobicidade 

dos LIs172. Supõe-se que um efeito similar pode ter ocorrido entre a cadeia alquílica do ânion 

dos LIs e sítio ativo da enzima.  

Com estes resultados não é possível responder à questão. Embora, seja evidente que 

usando baixas concentrações de [Ch]X o comportamento catalítico da lipase não foi afetado, 

um efeito oposto foi observado em altas concentrações de LIs, i.e., uma diminuição da atividade 

hidrolítica para [Ch][Prop] e [Ch][But] e uma inativação na atividade enzimática com 

[Ch][Pent] e [Ch][Hex], podendo gerar algumas dúvidas sobre uma inibição competitiva com 

o substrato. Infelizmente, estes resultados não são suficientes para confirmar o motivo da 

inibição e inativação da lipase, uma vez que três possibilidades podem ocorrer; i) modificação 

da estrutura conformacional da lipase através de interações hidrofóbicas entre a enzima-ânion, 

intensificadas com o aumento das concentrações de LI; ii) competição com o substrato pelo 

sítio ativo da lipase; iii) obstrução do sítio ativo da lipase causada pelo comprimento da cadeia 

alquílica aniônica, dificultando a formação do complexo enzima-substrato.   

Na saúde humana, as lipases são importantes para a digestão, transporte e no 

processamento dos lipídeos da dieta273. Contudo, lipases específicas podem ser desreguladas ou 

geneticamente ligadas a diversas patologias humanas274. Como exemplo, as lipases de 

Estafilococos são produzidas por membros patogênicos do gênero Estafilococos (E.), como E. 

aureus e E. epidermidis275. Quando as lipases são produzidas por E. aureus em pacientes 

infectados, elas interferem na fagocitose das células indicando um envolvimento direto das 

lipases na patogênese275. Além disso, é possível que as lipases possam influenciar a persistência 

dessas espécies nas secreções gordurosas da pele de mamíferos e, assim, influenciar 

indiretamente em seu potencial patogênico275. Nessas situações, a inibição farmacológica de 
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lipases têm sido investigada, com o intuito de desenvolver novos compostos com essas 

características276. Portanto, a aplicação de [Ch]X como inibidores é promissora. 

Considerando que a hidrofobicidade dos LIs desempenham um papel importante no 

efeito inibitório na atividade da lipase172, a supressão da atividade enzimática na presença das 

[Ch]X de carácter mais hidrofóbico, i.e., [Ch][Pent] e [Ch][Hex], enfatizou a importância desse 

parâmetro.  

Para obter informações sobre a estrutura da lipase e seu comportamento na presença de 

diferentes soluções aquosas de [Ch]X, os correspondentes valores de PZ da lipase foram 

determinados como apresentado na Figura 31.  

 

 

Figura 31. Potencial zeta da lipase comercial de A. niger em diferentes valores de pH (tampão 

Mcllvaine pH 1,0-8,0 e tampão Sörensen pH 9,0).  

 

O potencial zeta fornece informações sobre as forças eletrostáticas repulsivas277, 

particularmente, permite inferir como mudanças no pH, força iônica e concentração de 

compostos iônicos influenciam o PZ da proteína277. Em soluções aquosas o pH é um parâmetro 

importante que pode influenciar no PZ devido a um pH mais ácido ou alcalino, tornando o PZ 

mais positivo ou negativo, respectivamente277. O ponto isoelétrico (PIE) da lipase, ponto de 

carga zero, foi próximo ao pH 2 e, portanto, no valor de pH ótimo (5,5), a enzima está 

negativamente carregada, exibindo potencial de -5,0 mV. Adicionalmente, o potencial zeta 

também fornece informações sobre a natureza da cadeia lateral ionizável35, como exemplo, PIE 

próximo de 2 indica a presença de pelo menos dois grupos ionizáveis com carga negativa. 

Acima do pH 3, os valores do potencial zeta diminuíram, alcançando um platô em torno de -14 

mV para os valores de pH ≥ 9, destacando a predominância de carga negativa sobre a positiva 

na estrutura da lipase, como resultado da dissociação de aminoácidos dos grupos carboxílicos. 
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Considerando que o sítio ativo da lipase é formado pelos resíduos de aminoácidos Ser, His, 

Glut ou Asp55, interações elestrostáticas favoráveis ou desfavoráveis entre os resíduos de 

aminoácidos na superfície da lipase e os íons dos LIs podem ocorrer, aumentando ou 

diminuindo a atividade lipolítica, respectivamente.  

Considerando que os cátions e ânions de LIs podem apresentar diferentes energias de 

ligação livre com a proteína, afetando diretamente sua atividade enzimática e estabilidade232, o 

efeito dos LIs sem qualquer tampão foi determinado. Este ensaio permite uma análise precisa 

da enzima na presença das soluções aquosas de [Ch]X. Não foram observadas alterações 

significativas nos valores de pH ótimo  (valores entre 4,79 e 6,22), confirmando que o pH de 

cada solução aquosa de LI não afetou a migração da lipase para o ânodo, ou seja, a enzima 

manteve uma carga global negativa. Assim, foi mostrado que o [Ch]Cl, [Ch][Ac], [Ch][Prop], 

[Ch][But], [Ch][Pent] e [Ch][Hex] não afetaram o PZ, e mostrou que o pH não influenciou a 

atividade hidrolítica da lipase, nem acarretou em sua desnaturação.  

 

C. Estudo de atividade da lipase comercial de A. niger em diferentes LIs 

Esse estudo foi realizado na Universidade de Aveiro, Portugal no âmbito do projeto 

PDSE – Edital n° 19/2016 (Número do Processo: 88881.133279/2016-01).  

A CMC, como descrito anteriormente, corresponde à concentração limítrofe de 

tensoativo necessária para a formação de agregados, conhecidos como micelas, na qual as 

caudas hidrofóbicas migram para o interior enquanto que as cabeças hidrofílicas permanecem 

na superfície exterior, de modo a minimizar e maximizar o seu contato com a água, 

respectivamente134,135. As moléculas de tensoativos iniciam a autoagregação em micelas na 

concentração crítica à qual corresponde ao ponto de intersecção entre as curvas, assim, o valor 

de CMC do sistema pode ser calculado de acordo com o ajuste das equações da curva241. Nesta 

fase do trabalho, foram então determinadas os valores da CMC para os LIs [C16mim]Cl e 

[Ch][Tetrad]. No Apêndice II são apresentadas a intersecção das retas (Figuras 39 e 40, 

respectivamente), que permitiram a determinação dos respectivos valores de CMC: 0,84 e 5,11 

mM para ambos os LIs. 

Posteriormente, foram então realizados os ensaios de atividade enzimática da lipase de 

A. niger com os LIs, [Ch][Tetrad], [C14mim]Cl, [C16mim]Cl, [C16py]Cl, [N1,1,1,14]Br, 

[N1,1,1,16]Br e [C14Im-6-ImC14]Br2, a fim de verificar se algum destes proporcionariam um efeito 

de superatividade, já que na literatura foi previamente reportado superatividade de lipases em 

concentrações superiores a CMC130. As concentrações de LIs estudadas na atividade da lipase, 
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bem como a MM e os valores de CMC estão descritas na Tabela 12. O ensaio em tampão 

Mcllvaine pH 5,5 foi utilizado como controle. 
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Tabela 12. Concentrações dos LIs utilizados no estudo de atividade da lipase comercial de A. niger realizados de acordo com a concentração 

micelar crítica*. 

 Descrição das concentrações de líquidos iônicos 

LIs Massa Molecular (g.mol-1) CMC (mM) (n) X acima da CMC Concentrações de LIs 

(mM)  

[Ch][Tetrad] 331,54 

 2 10,22 

 4 20,44 

5,11* 6 30,66 

 10 51,10 

 20 102,20 

[C14mim]Cl 314,91 

 2 8,00 

 4 16,00 

4,00 6 24,00 

 10 40,00 

 20 80,00 

[C16mim]Cl 343,00 

 2 1,68 

 4 3,36 

0,84* 6 5,04 

 10 8,40 

 20 16,80 

[C16py]Cl 358,00 

 2 1,92 

 4 3,84 

0,96 6 5,76 

 10 9,60 

 20 19,20 
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[N1,1,1,14]Br 336,39 

 2 7,60 

 4 15,20 

3,80 6 22,80 

 10 38,00 

 20 76,00 

[N1,1,1,16]Br 364,45 

 2 1,92 

 4 3,84 

0,92 6 5,76 

 10 9,60 

 20 19,20 

[C14mim-6-

mimC14]Br2 
612,76 

 2 0,54 

 4 1,08 

0,27 6 1,62 

 10 2,70 

 20 5,40 

*Os valores correspondes a CMC foram determinados na Universidade de Aveiro, Portugal, e os demais LIs foram consultados na literatura179. 
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A superatividade da lipase poderia ser induzida utilizando LI de cadeia alquílica longa, 

pois a autoagregação da cadeia alquílica do LI241 formaria microemulsões de modo a favorecer 

o contato do substrato com o sítio ativo da enzima130. Ventura e colaboradores (2012)130 

mostraram que foi possível obter superatividade da lipase de Candida antartica utilizando o 

[C10mim]Cl, visto que o LI não compete com o substrato devido a formação de micelas. No 

entanto, conforme destacado pelos autores, esse fenômeno só ocorre quando as concentrações 

de LI estão acima da CMC. A Figura 32 mostra a atividade da lipase na presença dos diferentes 

LIs. 

 

 
Figura 32. Estudo de atividade da lipase comercial de A. niger na presença de diferentes LIs 

{[C14Im-6-ImC14]Br2 [■], [N1,1,1,16]Br [■], [N1,1,1,14]Br [■], [C16py]Cl [■], [C16mim]Cl [■], 

[C14mim]Cl [■] e [Ch][Tetrad] [■]}, considerando as concentrações nX (números de vezes) 

acima da CMC. O ensaio realizado em tampão Mcllvaine pH 5,5 na ausência de LI [■] foi 

considerado o controle.  

 

Na Figura 32 observa-se que nenhum dos LIs estudados apresentou um efeito de 

superatividade em relação à atividade catalítica da lipase na presença de tampão Mcllvaine pH 

5,5 (controle). O aumento das concentrações de LIs acima da CMC não favoreceu a atividade 

hidrolítica da enzima, ao contrário, acarretou em perda de atividade, corroborando com os 

resultados de estabilidade descritos na seção anterior. O [C14Im-6-ImC14]Br2 na concentração 

de 2x acima da CMC (0,54 mM) apresentou uma atividade semelhante ao controle, a qual 

favoreceu o comportamento catalítico da lipase, mas o efeito de superatividade não foi 

observado. O [Ch][Tetrad] apresentou-se como um inibidor para a lipase em todas as 

concentrações estudadas.  
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As soluções aquosas de LIs foram preparadas em tampão Mcllvaine pH 5,5, visto que a 

referência da atividade enzimática foi nesse tampão. Deste modo, poderia-se manter o pH da 

solução e favorecer a atividade enzimática, no entanto, alguns LIs mesmo preparados em 

tampão, conseguiram romper a faixa de tamponamento alterando o pH da solução. Os valores 

de pH das soluções aquosas dos LIs estão descritos na Tabela 13. Nota-se que o [Ch][Tetrad] 

foi o LI que provocou maior perturbação no sistema alterando de modo abrupto o pH da solução, 

próximo de 9,0. O valor elevado de pH pode ser a possível causa da desnaturação da proteína, 

visto que o pH ótimo da lipase foi de 5,5, justificando assim a inatividade da lipase em todas as 

concentrações avaliadas. As demais soluções aquosas de LIs não apresentaram alterações 

significativas com relação ao pH, de modo que não interferiram na atividade hidrolítica da 

enzima.  

Os resultados aqui reportados diferem dos obtidos por Ventura et al. (2012)130, mas estão 

de acordo com os resultados de estabilidade descritos na secção 5.2.5, que demonstraram que 

um aumento da cadeia alquílica interfere na atividade da lipase. Assim, tanto a hidrofobicidade 

quanto a presença de agregados micelares promovidos pelos LIs de cadeia alquílica longa não 

favorecem a atividade catalítica da lipase de A. niger. Contudo, estes ensaios diferem dos 

ensaios de estabilidade em relação as condições avaliadas, pois aqui relacionam-se as atividades 

obtidas com a CMC de cada LI avaliado. 
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Tabela 13. Valores de pH das soluções aquosas dos LIs preparados em tampão Mcllvaine pH 5,5 para 

o estudo de superatividade da lipase comercial de A. niger. 

Descrição dos valores de pH das soluções aquosas dos LIs em Tampão Mcllvaine pH 5,5 

LIs CMC (mM) nX Acima da CMC* pH 

[Ch][Tetrad] 5,11 

2 9,1 

4 9,1 

6 8,9 

10 8,9 

20 9,1 

  2 5,2 

  4 5,4 

[C14mim]Cl 4,00 6 5,4 

  10 5,2 

  20 4,0 

  2 4,7 

  4 4,7 

[C16mim]Cl 0,84 6 4,7 

  10 4,9 

  20 4,9 

  2 4,7 

  4 4,7 

[C16pm]Cl 0,96 6 4,8 

  10 4,9 

  20 5,0 

  2 4,9 

  4 5,0 

[N1,1,1,14]Br 3,80 6 5,0 

  10 5,1 

  20 5,1 

  2 4,8 

  4 4,9 

[N1,1,1,16]Br 0,92 6 4,9 

  10 5,0 

  20 4,9 

  2 4,8 

  4 4,8 

[C14Im-6-ImC14]Br2 0,27 6 4,4 

  10 4,4 

  20 4,0 

*nX = números de vezes acima da CMC. 
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5.3 Fase 3: Extração de lipases empregando SDFA 

 

5.3.1 Extração da lipase comercial de A. niger e Aspergillus sp. produzida em meio fermentado 

empregando SMDFA 

 

A. SMDFA - Triton X-114 com [Ch]X como adjuvantes 

Para determinar as condições de separação das fases para o SMDFA na presença de 

[Ch]X, a primeira etapa do trabalho foi a determinação da Temperatura de Cloud Point (TCP) 

para os referidos sistemas a partir da construção da curva binodal. A curva binodal representa 

o limítrofe entre a região monofásica e bifásica (com duas fases parcialmente imiscíveis) e pode 

ser construída pela relação da concentração do tensoativo versus a TCP. Assim, inicialmente 

foram construídas as curvas binodais para os sistemas Triton X-114/[Ch]X/H2O, as quais estão 

apresentadas na Figura 33. 

 
Figura 33. Curvas binodais para SMDFA compostos por Triton X-114 e os LIs, [Ch]Cl [■], 

[Ch][Ac] [♦], [Ch][Prop] [●] e [Ch][But] [▲], em diferentes concentrações: (linha contínua e 

forma geométrica cheia- 0,05 M; linha pontilhada e forma geométrica vazia 0,1 M; linha 

tracejada e forma geométrica cheia 0,5 M). O ensaio na ausência de LI [*]. As barras de erro 

representam 95% do intervalo de confiança para as medições. 

 

Conforme apresentado na Figura 33, a adição de pequenas concentrações de LIs (0,05 

M) não influenciou significativamente a curva binodal, tendo sido obtida uma TCP próxima a 

do sistema sem LI (somente tensoativo e água ultrapura). No entanto, com o aumento das 
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concentrações de LIs, particularmente com 0,50 M, nas soluções aquosas de Triton X-114 (com 

concentrações superiores a 7% (m/m)) influenciaram bastante na TCP, provocando uma 

diminuição na temperatura necessária para a separação de fases.  

O aumento da concentração acarretou na diminuição da TCP de modo proporcional ao 

aumento da cadeia carbônica das [Ch]X. O [Ch]Cl na concentração de 0,5 M apresentou uma 

diminuição na TCP, porém menor que os demais LIs. Nesse sistema, obteve-se uma TCP de 

21,8°C para a concentração com 1% (m/m) de Triton X-114. Os sistemas com o [Ch][Prop] e 

[Ch][But] apresentaram temperaturas próximas de 21,6 e 21,0°C, respectivamente, mas em uma 

concentração menor de LI (0,05 M) e com 1% (m/m) de Triton X-114, quando na concentração 

de 0,50 M as temperaturas foram de 18,0 e 12,3°C, respectivamente. Uma justificativa para essa 

diferença se deve principalmente a interação entre as micelas do tensoativo Triton X-114 e a  

porção hidrofóbica dos LIs através de interações hidrofóbicas, pois o aumento dos carbonos na 

cadeia alquílica, aumenta a hidrofobicidade dos LIs, e  quanto mais hidrofóbico, mais forte é 

sua interação com as micelas278, de modo a facilitar a agregação micelar.  

Aqui, os LIs relativamente mais hidrofóbicos ([Ch][Prop] e [Ch][But]) interagiram 

melhor com as micelas, justificando as diferenças nas TCP. Com o aumento da concentração 

para 0,50 M, as [Ch]X diminuíram abruptamente a TCP, sendo mais acentuada para o [Ch][But]. 

Uma explicação para este fato é que os LIs podem ter penetrado no interior das micelas e com 

a formação de micelas mistas promoveram sua desidratação, devido a expulsão das moléculas 

de água do núcleo micelar. Desse modo, foi favorecida a interação hidrofóbica entre a cadeia 

alquílica do LI e a cadeia carbonada do Triton X-114.  

Dentre as [Ch]X, o [Ch][But] apresenta maior número de carbonos na cadeia alquílica, 

a qual pode alinhar-se mais facilmente com as micelas diminuindo as ligações de hidrogênio, 

enquanto aumenta as interações hidrófobicas279. As interações entre [Ch][But] e as micelas do 

Triton X-114 apresentaram uma diferença proporcional quando comparado aos demais, pois se 

fez necessário menor energia para a quebra das ligações de hidrogênio e, consequentemente, 

revelou uma menor TCP. Enquanto que os LIs, [Ch]Cl e [Ch][Ac] devido fomentar o efeito 

salting-out, os quais podem realizar ligações de hidrogênio com as moléculas da água, fazem 

com que as moléculas de tensoativos necessitem de maior energia para a quebra dessas ligações 

e assim, consigam nanoagregar-se formando as micelas.  

Os LIs podem alterar não só o comportamento de agregação das micelas, mas o tamanho 

e a forma micelar, o número de agregação e a dipolaridade da fase pseudo-micelar155. Estas 

interações podem ser interações eletrostáticas, ligações de hidrogênio, dipolo- dipolo e/ ou 

interações hidrofóbicas279,278. Assim, é muito importante conhecer o comportamento da TCP na 
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presença de LIs. A força predominante entre as micelas são forças de van der Waals contrárias 

às forças presentes nas ligações de hidrogênio, que são forças de dipolo-induzido somadas às 

forças de van der Waals. Desta maneira, é necessário uma maior energia para a quebra destas 

ligações e, de modo mais lento proporcione a formação do agregado micelar280.  

Como o núcleo micelar é hidrofóbico e a cauda do tensoativo interage com a cauda de 

outro tensoativo de forma a minimizar seu contato com a água. Os aditivos podem aumentar ou 

reduzir a TCP de acordo com a sua interação, principalmente com a água. A separação de fases 

ocorre devido à autoagregação de micelas de tensoativos não iônicos. A presença de LIs pode 

acarretar em uma perturbação do equilíbrio do sistema fazendo com que ocorra uma 

modificação na TCP e, consequentemente, em um deslocamento da curva binodal.  

A temperatura pode ter uma forte influência no processo de formação de micelas e, 

consequentemente, na separação de fases. Quanto mais energia existe no sistema, maior é a 

movimento das partículas promovendo a interação entre as porções hidrofóbicas do tensoativo. 

Qualquer composto presente no sistema pode acarretar em modificação no equilíbrio, alterando 

a temperatura de autoagregação das micelas. O comportamento de diminuição da TCP em função 

do aditivo nesses sistemas seguiu a tendência: [Ch]Cl < [Ch][Ac] < [Ch][Prop] << [Ch][But].  

Parmar et al. (2012)279 utilizaram a técnia de dispersão de luz dinâmica, do inglês (DLS 

- Dynamic Light Scattering), para demonstrar que o agregado micelar é alterado não somente 

pela concentração do aditivo, mas também pela sua hidrofobicidade, a qual influencia 

diretamente na TCP. A presença do LI, tetrafluoroborato de 1-alquil-3-metilimidazólio 

([Cnmim][BF4]), modificou a forma e o tamanho tensoativo Pluronic P103, promovendo a 

formação de micelas mistas279.   

A partir das curvas binodais estabelecidas, foram então determinadas as temperaturas 

empregadas para cada condição experimental nos SMDFA-LIs (Tabela 14), enquanto os valores 

descritos para a Razão Volumétrica (RV) estão apresentados na Tabela 15. Os resultados de 

estabilidade mostraram que o aumento do comprimento da cadeia alquílica do ânion, 

particularmente com mais de 4 carbonos, influenciou negativamente a atividade da lipase. 

Assim, para os estudos de particionamento foram apenas avaliados os LIs, [Ch]Cl, [Ch][Ac], 

[Ch][Prop] e [Ch][But]. Os sistemas foram preparados variando as concentrações de Triton X-

114 de 3-13% (m/m) e as concentrações de [Ch]X (M) de 0,05, 0,10 e 0,50.  
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Tabela 14. Temperatura de partição adotada para a formação dos SMDFA-LIs formados com 

Triton X-114/ [Ch]X/ H2O.  

Temperatura de Partição dos SMDFA- LIs 

LIs 

(M) 

Sistemas Triton X-114 (% m/m) 

  3 5 7 9 11 13 

0 Triton X-114 28 30 35 35 40 40 

0,05 

[Ch]Cl 27,5 30 35 35 40 40 

[Ch][Ac] 27,5 30 35 35 40 40 

[Ch][Prop] 26 30 32,5 35 35 40 

[Ch][But] 27,5 30 35 35 37,5 40 

0,10 

[Ch]Cl 27,5 30 35 35 40 40 

[Ch][Ac] 27,5 30 30 35 40 40 

[Ch][Prop] 27,5 27,5 32,5 35 35 40 

[Ch][But] 26 30 30 32,5 35 40 

0,50 

[Ch]Cl 22,5 25 30 30 35 35 

[Ch][Ac] 20 25 25 28 30 30 

[Ch][Prop] 18 20 23 23 26 30 

[Ch][But] 18 20 26 26 30 35 
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Tabela 15. Valores obtidos para a Razão Volumétrica (RV) das fases dos SMDFA-LIs baseados 

em Triton X-114/ [Ch]X/ H2O. 

Razão Volumétrica das fases 

LIs 

(M) 

Sistemas Triton X-114 (% m/m) 

  3 5 7 9 11 13 

0 Triton X-114 0,8 ± 0,4 1,4 ± 0,0 1,0 ± 0,4 1,8 ± 0,2 1,4 ± 0,0 2,0 ± 0,0 

0,05 

[Ch]Cl 0,5 ± 0,0 0,9 ± 0,0 1,0 ± 0,0 1,8 ± 0,2 1,0 ± 0,0 1,3 ± 0,1 

[Ch][Ac] 0,9 ± 0,4 0,5 ± 0,2 0,9 ± 0,0  1,4 ± 0,0 1,4 ± 0,4 1,6 ± 0,1 

[Ch][Prop] 1,7 ± 0,0 1,2 ± 0,1 1,2 ± 0,0  1,6 ± 0,2 2,5 ± 0,4 1,7 ± 0,0 

[Ch][But] 0,4 ± 0,0 1,2 ± 0,1 1,1 ± 0,1 1,8 ± 0,2 1,9 ± 0,0 1,8 ± 0,3 

0,10 

[Ch]Cl 0,5 ± 0,0 1,2 ± 0,0 0,9 ± 0,0  1,6 ± 0,3 1,1 ± 0,2 1,9 ± 0,0 

[Ch][Ac] 0,5 ± 0,2 0,8 ± 0,0  1,6 ± 0,0 1,3 ± 0,4 1,2 ± 0,0 1,4 ± 0,0 

[Ch][Prop] 0,6 ± 0,0 1,4 ± 0,2 1,1 ± 0,1 0,9 ± 0,4 2,1 ± 0,0 1,4 ± 0,2  

[Ch][But] 0,7 ± 0,0  1,1 ± 0,0 2,2 ± 0,4 1,9 ± 0,0 2,7 ± 0,4 1,7 ± 0,0 

0,50 

[Ch]Cl 0,5 ± 0,2 0,9 ± 0,0 1,4 ± 0,0  2,2 ± 0,0 0,8 ± 0,3 2,4 ± 0,2 

[Ch][Ac] 0,3 ± 0,0  0,5 ± 0,0 0,7 ± 0,0 0,8 ± 0,0 1,0 ± 0,0 1,4 ± 0,1 

[Ch][Prop] 0,4 ± 0,0 1,4 ± 0,2  0,8 ± 0,0 1,2 ± 0,0 1,6 ± 0,2  1,0 ± 0,1 

[Ch][But] 0,5 ± 0,0  0,7 ± 0,0 1,1 ± 0,1 1,8 ± 0,2 1,0 ± 0,0 1,6 ± 0,0 

*Valores médios ± DP com intervalo de confiança de 95%. 

 

Os SDFA permitem a integração entre a etapa de recuperação e purificação de proteínas, 

além de apresentarem melhor capacidade e seletividade quando comparadas às técnicas de 

extração líquido-líquido convencional281, utilizando solventes orgânicos. O particionamento de 

biomoléculas entre as duas fases em SDFA é um fenômeno complexo, pois envolve várias 

interações no momento da partição entre o soluto e os agentes formadores de fases282. Assim, 

diferentes interações entre a proteína e as moléculas circundades no sistema podem ocorrer 

como, interações eletrostáticas, interações hidrofóbicas, ligações de hidrogênio e forças 

dispersivas282. A predominância de uma destas interações ou mesmo um equilíbrio entre elas 

será o fator determinante no particionamento da biomolécula.  

O KE mostra a partição preferencial da biomolécula de interesse por uma das fases em 

equilíbrio, permitindo compreender os mecanismos que governa a partição de solutos no 

sistema. O uso de [Ch]X em concentrações (M) de 0,05, 0,10 e 0,50 apresentou pequena 

influência na partição da lipase, i.e., em geral o KE foi superior a 1, demonstrando que a lipase 
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foi particionada preferencialmente para a fase inferior (rica em micelas). Porém, o 

particionamento da lipase foi bem variável a depender da condição estudada.  

A exceção dos resultados acima foram os sistemas compostos de 3, 5 e 13% (m/m) de 

Triton X-114 e 0,50 M de [Ch][But], e os SMDFA compostos de 13% (m/m) de Triton X-114 

juntamente com [Ch]Cl nas diferentes concentrações, em que o KE foi um pouco menor que 

1,0, demonstrando uma partição similar da lipase em ambas as fases. A Figura 34 ilustra os 

valores dos coeficientes de partição para os diferentes sistemas.  

 

 
Figura 34. Coeficiente de partição (KE) da lipase comercial de A. niger nos SMDFA compostos 

por Triton X-114 [3 a 13 % (m/m)] e A) [Ch]Cl; B) [Ch][Ac]; C) [Ch][Prop]; D) [Ch][But], 

nas seguintes concentrações (M): 0,00 [■];  0,05 [■]; 0,10 [■]; 0,50 [■]. As barras de erro 

representam 95% do intervalo de confiança para as medições. 

 

Ao observar a Figura 34, pode-se destacar alguns sistemas que apresentaram maiores 

KE, por exemplo, [Ch]Cl 0,50 M e 7% (m/m) de Triton, [Ch][Ac] nas mesmas condições. 

Interessante, que quando se aumentou a cadeia alquílica do ânion na condição com 7% (m/m) 

Triton X-114 e 0,50M de LI, o KE reduziu, tem-se: [Ch]Cl e [Ch][Ac] – 2,5; [Ch][Prop] – 1,8 e 

[Ch][But] – 1,0. Curiosamente o mesmo ocorreu para os sistemas com 9 %(m/m) de Triton X-

114 e 0,50M de LI; [Ch]Cl e [Ch][Ac] com KE de 1,9; [Ch][Prop] KE de 1,4 e [Ch][But] KE de 

1,2.  
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As lipases migraram preferencialmente para a fase mais concentrada em micelas173 

devido à interação hidrofóbica126. Nesse caso, o particionamento resultou da interação entre o 

núcleo hidrofóbico das micelas de Triton X-114 e a superfície hidrofóbica da lipase126. Os 

sistemas formados apenas com o tensoativo Triton X-114/H2O apresentaram EE superiores a 

60%, com exceção do sistema composto de 3% (m/m) de Triton.  

A adição de [Ch]X nos sistemas não somente influenciam na solubidade e na formação 

das micelas de Triton X-114, mas na solubilidade da lipase nos sistemas. Assim, a presença de 

LIs nos sistemas poderia promover os efeitos salting-in ou salting-out influindo diretamente no 

equilíbrio das fases e na propensão da lipase por uma das fases. Contudo, esses efeitos não 

foram observados, de modo que as interações hidrofóbicas foram predominantes entre a lipase 

e as micelas do tensoativo, a qual determinou a preferência da enzima para a fase inferior mais 

hidrofóbica, rica em Triton X-114.  

O aumento das concentrações de [Ch]X para 0,50 M influenciou em alguns sistemas, 

acarretando na diminuição dos valores de KE, como destacado acima. Nestes sistemas, 

possivelmente houve um equilíbrio entre as interações hidrofóbicas na superfície da lipase, na 

fase inferior com as micelas de Triton X-114 e na fase superior com a cadeia alquílica das 

[Ch]X, acarretando em uma partição similar. Infelizmente, não foi possível observar o efeito 

dos sistemas com maiores concentrações de [Ch]X devido a supressão da atividade catalítica 

da lipase provocada pelo aumento da concentração destes LIs. 

Outra observação importante, o aumento da concentração de tensoativo também 

influenciou na partição da enzima. Quanto maior a concentração de Triton X-114 no sistema 

maior o valor do coeficiente de partição, entretanto, acima de determinada concentração de 

tensoativo o KE diminui. No sistema formado com 7% (m/m) Triton X-114/H2O e com 7% 

(m/m) Triton X-114 e 0,50 M [Ch]Cl e [Ch][Ac] nas mesmas condições, essa aptidão ocorre 

precisamente acima de 7% (m/m) tensoativo. Resultado similar ocorreu nos sitemas com 9% 

(m/m) Triton X-114 e 0,1 M [Ch]Cl e [Ch][But] nas mesmas condições. Uma justificativa para 

a diminuição do KE nos sistemas com maiores concentrações de tensoativo é que possivelmente 

o aumento do agregado micelar diminuiu a área interfacial disponível para a enzima-alvo90, 

efeito relacionado ao volume de exclusão. O volume de exclusão283 resulta de interações 

hidrofóbicas predominates entre as micelas de tensoativos devido a formação de uma rede 

micelar284, o que acarretou na expulsão das lipases para a fase oposta.  

A diferença entre os ambientes físico-químicos nas fases micelares são cruciais para 

uma separação efetiva, promovendo a concentração e possível purificação de biomoléculas126. 

Embora o uso de [Ch]X no SMDFA tenha apresentado pequena influência na partição da lipase, 
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foi possível alcançar uma EE superior a 80% em alguns sistemas. Na Tabela 16 estão descritos 

os valores referentes a EE (%) para a lipase comercial de A. niger. Os valores destacados em 

negrito correspondem aos sistemas onde houve inversão dos valores do KE, quando a lipase 

migrou para a fase superior (pobre em micelas) e, os valores destacados em vermelho 

correspondem aos sistemas selecionados para o estudo com a lipase de Aspergillus sp produzida 

em meio fermentado.  

 

Tabela 16. Eficiência de Extração (EE %) da lipase comercial A. niger utilizando SMDFA 

baseados em Triton X-114/ [Ch]X/ H2O.  

EE (%) 

LIs 

(M) 

Sistemas Triton X-114 (% m/m) 

  3 5 7 9 11 13 

0 Triton X-114 52 ± 2,8 72 ± 4,3 69 ± 4,2 78 ± 2,01 64 ± 1,4 71 ± 5,2 

0,05 

[Ch]Cl 43 ± 3,4 62 ± 1,3 60 ± 3,0 76 ± 4,5 59 ± 1,6 40 ± 4,92 

[Ch][Ac] 41 ± 8,4 38 ± 3,5 61 ± 8,2 70 ± 3,4 60 ± 4,7 65 ± 9,2 

[Ch][Prop] 66 ± 2,8 68 ± 4,0 72 ± 5,1 74 ± 4,8 84 ± 6,0 66 ± 0,8 

[Ch][But] 34 ± 2,4 65 ± 4,8 69 ± 6,2 79 ± 3,0 79 ± 2,4 61 ± 2,7 

0,10 

[Ch]Cl 41 ± 0,3 66 ± 5,1 57 ± 2,4 78 ± 5,4 48 ± 8,8 52 ± 4,6 

[Ch][Ac] 39 ± 5,8 59 ± 2,9 66 ± 4,4 74 ± 5,0 63 ± 1,7 67 ± 3,0 

[Ch][Prop] 51 ± 2,1 73 ± 5,1 76 ± 5,9 61 ± 1,8 81 ± 4,1 55 ± 1,8 

[Ch][But] 42 ± 6,5 68 ± 1,7 82 ± 2,0 83 ± 2,2 81 ± 6,7 58 ± 2,0 

0,50 

[Ch]Cl 38 ± 1,7 64 ± 3,3 78 ± 5,3 80 ± 2,3 50 ± 6,4 65 ± 3,5 

[Ch][Ac] 38 ± 3,8 47 ± 2,1 65 ± 1,8 61 ± 1,2 53 ± 6,6 62 ± 4,3 

[Ch][Prop] 35 ± 2,7 67 ± 0,8 57 ± 6,2 63 ± 4,3 71 ± 5,2 54 ± 3,7 

[Ch][But] 30 ± 3,9 39 ± 2,4 52 ± 3,9 67 ± 2,5 53 ± 5,1 58 ± 4,1  

*Valores médios ± DP com intervalo de confiança de 95%. Fcal = valor de F calculado; Fcri = valor de F tabelado; 

df = graus de liberdade. Não houve diferenças significativas entre os valores médios de cada grupo. Em todos os 

casos, o Fcal < Fcri; Probabilidade de 5%; df = 51. [Ch]Cl = 0,75 < 3,40; [Ch][Ac] = 0,99 < 3,40; [Ch][Prop] = 

0,88 < 3,40; [Ch][But] = 1,90 < 3,40.  
1Valores em negrito correspondem aos sistemas onde houve inversão dos valores do KE, quando a lipase migrou 

para a fase superior (pobre em micelas); 
2Valores em vermelho correspondem aos sistemas selecionados para o estudo com a lipase de Aspergillus sp. 

 

A extração e concentração da enzima em uma das fases não significa que a lipase 

apresentará uma maior atividade catalítica ou que não apresente atividade na fase oposta. 

Embora o rendimento final da enzima seja uma medição indireta, uma vez que os compostos 

formadores de fases podem manter ou incrementar a atividade catalítica da lipase, esse 
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parâmetro foi avaliado e os valores referentes ao rendimento final (ƞ) da lipase comercial de A. 

niger estão apresentados na Tabela 17.  

 

Tabela 17. Rendimento final (ƞ) da lipase comercial A. niger utilizando SMDFA baseados em 

Triton X-114/ [Ch]X/ H2O.  

Ƞ 

LIs 

(M) 

Sistemas Triton X-114 (% m/m) 

  3 5 7 9 11 13 

0 Triton X-114 2298,43 2164,81 1407,59 1435,56 978,70 996,30 

0,05 

[Ch]Cl 2186,47 2037,78 1211,76 1379,17 1211,76 650,65 

[Ch][Ac] 1964,51 895,09 1477,78 1497,22 1147,13 1212,31 

[Ch][Prop] 2489,58 2190,14 1390,28 1055,00 1328,06 1243,06 

[Ch][But] 1596,53 2029,86 1369,72 1672,50 1635,83 900,56 

0,10 

[Ch]Cl 2466,67 2439,41 1218,82 1464,81 1218,82 603,05 

[Ch][Ac] 1245,93 1995,00 1603,33 1436,02 880,00 1477,79 

[Ch][Prop] 1260,42 1525,14 1197,50 726,81 790,83 522,50 

[Ch][But] 2104,44 1887,08 1972,50 1885,00 1291,48 690,97 

0,50 

[Ch]Cl 1471,37 1954,51 1759,72 1491,94 1759,71 483,33 

[Ch][Ac] 791,67 720,09 819,31 995,00 572,22 655,19 

[Ch][Prop] 455,28 264,58 517,50 556,11 632,92 553,75 

[Ch][But] 649,44 736,67 785,14 884,86 544,44 558,89 

 

 

Outro parâmetro que também pode influenciar no particionamento através de interações 

eletrostáticas com os grupos da cadeia lateral ionizável da enzima é o pH do sistema, a qual 

pode modificar a carga global da enzima. Em todos os sistemas estudados, Triton X-114/[Ch]X/ 

H2O, não foram observadas alterações significativas nos valores de pH (5,0 e 6,0), confirmando 

que o pH de cada sistema não influenciou no particionamento da lipase.  

De acordo com as observações descritas e os resultados obtidos, optou-se em 

correlacionar os melhores KE e sua respectiva EE (%) para cada sistema e assim, foram 

selecionados dois sistemas de cada [Ch]X com Triton X-114 (9 e 11% m/m) para avaliar a 

partição da lipase de Aspergillus sp. produzida em meio fermentado168 pelo nosso grupo de 

pesquisa. Para uniformizar os ensaios foi utilizada uma temperatura fixa de 35°C e, posterior 

determinação da concentração de proteínas totais para calcular o respectivo fator de purificação 

(FP).  
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Os sistemas selecionados estão destacados em vermelho na Tabela 16, sendo eles: 9% 

(m/m) Triton X-114/ H2O; 9% (m/m) Triton X-114 e 0,05M de [Ch][Ac]; 11% (m/m)  Triton 

X-114 e 0,05M [Ch][Prop]; 9% (m/m) Triton X-114 e 0,10M de [Ch]Cl, e [Ch][Ac] e [Ch][But] 

nas mesmas condições; 11% (m/m) Triton X-114 e 0,10M [Ch][Prop], e [Ch][But] nas mesmas 

condições; 9% (m/m) Triton X-114 e 0,50M [Ch]Cl; 11% (m/m) Triton X-114 e 0,50M 

[Ch][But].  

Primeiramente, foi avaliado o sistema micelar sem LI, Triton X-114/H2O e, um 

comportamento de partição diferente foi observado entre a lipase produzida pela especíe 

Aspergillus sp.168 e a lipase comercial de A. niger. A lipase de Aspergillus sp. migrou para a 

fase superior (pobre em micelas), apresentando um KE de 0,4, EE de 25% e FP de 4,34. Na 

Tabela 18 estão descritos os valores da RV, do KE, da EE (%) e o FP obtidos para lipase de 

Aspergillus sp. 

 

Tabela 18. Resultados experimentais da lipase de Aspergillus sp. produzida em meio 

fermentado usando SMDFA baseado em Triton X-114/[Ch]X/H2O. 

  RV KE EE (%) FP 

LIs (M) Sistemas 9 11 9 11 9 11 9 11 

0 TX-114 0,8 - 0,4 - 25 - 4,34 - 

0,05 

[Ch]Cl - - - - - - - - 

[Ch][Ac] 1,1 - 1,1 - 55 - 7,18 - 

[Ch][Prop] - 2,0 - 0,9 - 64 - 8,33 

[Ch][But] - - - - - - - - 

0,10 

[Ch]Cl 1,0 - 0,7 - 41 - 4,00 - 

[Ch][Ac] 1,0 - 1,2 - 54 - 6,58 - 

[Ch][Prop] - 1,7 - 0,9 - 59 - 5,44 

[Ch][But] 1,0 1,7 0,8 0,7 46 53 5,56 7,25 

0,50 

[Ch]Cl 0,7 - 1,0 - 40 - 2,64 - 

[Ch][Ac] - - - - - - - - 

[Ch][Prop] - - - - - - - - 

[Ch][But] - 1,1 - 0,6 - 38 - 4,71 

 

Deve-se considerar que as lipases, comercial e a produzida pelo Aspergillus sp.168, 

diferem em pH e temperatura ótimas, bem como na respectiva massa molecular. Embora a 

tríade catalítica das lipases seja formada pelos mesmos resíduos de aminoácidos e possam 

apresentar similaridade na sequência de aminoácidos na estrutura primária35, sua organização 
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no sítio ativo da proteína podem se enovelar de modo distintos influenciando no comportamento 

enzimático, bem como nas possíveis interações com o ambiente à qual enzima foi exposta 

(solvente). Por outro lado, deve-se também ter em consideração que os contaminantes presentes 

no meio fermentado (outras proteínas, ácidos nucléicos, lipídeos, dentre outros) também podem 

afetar o comportamento de partição da lipase. Possivelmente, a lipase de Aspergillus sp. na 

presença dos contaminantes, não conseguiu interagir com as micelas do tensoativo e por 

consequência foi excluída para a fase superior (pobre em micelas). A presença de impurezas 

pode modificar as forças elestrostáticas e a combinação das fases, podendo alterar o KE e 

consequentemente influenciar  na afinidade preferencial da lipase por uma das fases em 

equilíbrio285, neste caso, a interação com as micelas do tensoativo (fase inferior). 

Assim como nos sistemas com a lipase comercial, a adição de [Ch]X nos sistemas 

apresentou pouca influência na partição da lipase de Aspergillus sp. Nos sistemas formados 

com 9% (m/m)  de Triton e [Ch][Ac], nas concentrações de 0,05 e 0,10 M, a lipase de 

Aspergillus sp. apresentou uma inversão nos valores do KE, superiores a 1, correspondendo a 

partição da lipase preferencialmente para a fase inferior rica em micelas, com uma EE (%) cerca 

de 55% e um FP de 7,18 e 6,58 para as concentrações 0,05 e 0,10M, respectivamente. Os demais 

sistemas apresentaram um KE próximos a 1, demonstrando uma partição similar da lipase em 

ambas as fases. Contudo, foi possível obter uma EE de 64% e um FP de 8,33 no sistema formado 

com 11% (m/m) de Triton X-114 e 0,05M de [Ch][Prop], na qual a lipase particionou 

preferencialmente para a fase superior (pobre em micelas), Tabela 18.  

Ao comparar estes resultados com os dados da literatura em sistemas micelares, pode- 

se considerar que a partição da lipase com uma EE (%) superior a 60% foi apenas satisfatória. 

Por exemplo, o grupo de Duarte et al. (2015)126 utilizaram o 10,38% (m/m) de Triton X-114 e 

tampão Mcllvaine pH 5,1 para a extração da lipase de Leucosporidium scottii L117, tendo 

obtido excelente EE (%), na ordem dos 94%. No entanto, destacamos que os autores tiveram 

um baixo FP (1,2), inferior ao obtido neste trabalho (FP de 8,33). Embora os autores tenham 

ainda otimizado a temperatura e o pH dos sistemas, não conseguiram melhorar o FP.  

Ooi et at. (2011)173 utilizaram o SMDFA formado com 24% (m/m) de Pluronic (L81), 

adicionando 0,5% (m/m) de cloreto de potássio, e alcançaram uma purificação de 7,2x e uma 

EE (%) de 89% para a lipase de Burkholderia sp. ST8. Os autores173 relataram que a adição de 

sal melhorou a solubilização das proteínas na fase micelar, pois foi possível promover a 

desidratarção das enzimas pela remoção da tampa da lipase.  

Como destacado anteriormente, o melhor sistema para a lipase de Aspergillus sp. foi 

alcançado com 11% de Triton X-114 e 0,05M de [Ch][Prop], com uma EE (%) de 64% e um 
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FP de 8,33. No entanto, experimentos adicionais podem incrementar os resultados obtidos, visto 

que SMDFA são pouco explorados. Como sugestão pode-se variar a temperatura e fazer a 

adição de sal, pois espécies carregadas24 podem influenciar no comportamento de partição em 

decorrência do efeito salting-in/salting-out. Altas concentrações de sais podem afetar as 

interações hidrofóbicas, pois os íons desidratam as proteínas e reagem com os grupos de carga 

oposta125. Assim, diferenças entre a hidrofobicidade relativa das fases em equilíbrio podem 

favorecer a partição da lipase140.  

Apesar dos resultados obtidos com a lipase produzida mostrar um comportamento 

diferente da lipase comercial, principalmente pela presença dos contaminantes, o estudo prévio 

com a enzima comercial facilita a compreensão da organização das moléculas no sistema e as 

interações predominantes.   

Os resultados mostraram que a adição de diferentes [Ch]X não influenciou o 

comportamento de partição de ambas lipases.  No entanto, ainda assim foi possível alcançar 

resultados de purificação mais expressivos do que os reportados na literatura. Os SMDFA 

baseados em [Ch]X representam uma alternativa para extração e parcial purificação de lipases. 

A otimização desses sistemas pode melhorar a eficiência e viabilidade econômica de sua futura 

aplicação, principalmente visando o incremento da partição e extração da lipase.  

 

B. SMDFA - Triton X-114 com [Cnmim]Cl como adjuvantes  

Nesses sistemas foram avaliadas somente a extração e partição da lipase comercial.  

De acordo com os estudos de estabilidade para a formação dos SMDFA-LIs da família 

dos cloretos de imidazólios, o [C8mim]Cl não acarretou em perda de atividade para lipase e 

esse foi empregado nos ensaios de extração em SMDFA-LIs. As condições de extração foram 

definidas a partir de curvas binodais previamente construídas112 pelo nosso grupo de pesquisa.  

Desta forma, prosseguiu-se os estudos de extração da enzima utilizando o SMDFA-LIs 

formado pelo Triton X-114 variando as concentrações de 5-11% (m/m), [C8mim]Cl nas 

concentrações de 0,1 e 0,5% (m/m) e tampão Mcllvaine pH 6,5. A temperatura empregada nos 

experimentos, os resultados de EE (%) e RV estão apresentados na Tabela 19, enquanto que os 

resultados de KE são apresentados na Figura 35. Destaca-se que não foi possível analisar os 

resultados dos sistemas formados com [C8mim]Cl 0,5% (m/m), pois o LI apresentou 

significativa interferência no método de quantificação de atividade enzimática adotado e o 

sistema controle neste caso específico não minimizou o erro obtido. 
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Tabela 19. Valores obtidos para a eficiência de extração (EE%), razão volumétrica (RV) dos 

SMDFA-LIs formados com Triton X-114/ 0,1% (m/m) de [C8mim]Cl/ tampão Mcllvaine pH 

6,5 e as respectivas temperaturas de partição.   

Triton X-114 

(% m/m) 

Eficiência de Extração 

(%)* 

Razão volumétrica 

(Rv)* 

Temperatura 

(°C) 

5 70 ± 2,1 1,0 ± 0,0 35  

7 46 ± 3,2 0,8 ± 0,0 40  

9 59 ± 3,8 1,4 ± 0,0  40  

11 67 ± 11,7 2,0 ± 0,0 40  

*Valores médios ± DP com intervalo de confiança de 95%. 

 

 

Figura 35. Coeficiente de partição dos SMDFA-LIs composto por concentrações de 5 a 11 % 

(m/m) de Triton X- 114 e 0,1% (m/m) de [C8mim]Cl. As barras de erro representam 95% do 

intervalo de confiança para as medições. 
 

O sistema formado com 0,1% (m/m) de [C8mim]Cl e 5% (m/m) de Triton X-114 

apresentou um KE de 2,4, indicando que a enzima particionou para a fase rica em micelas (fase 

inferior) com  uma EE de 70%. Similar aos SMDFA empregando as [Ch]X, a lipase particionou 

preferencialmente para a fase rica em micelas, devido a afinidade hidrofóbica onde o núcleo 

hidrofóbico da micela interage com a superfície da tampa hidrofóbica da lipase126.  

No entanto, para os demais sistemas com 0,1% (m/m) de [C8mim]Cl e 7, 9 e 11% (m/m) 

de Triton X-114 o KE diminuiu próximo de 1, mostrando que a enzima particionou de modo 

similar para ambas as fases. Sabe-se que a diferença entre os ambientes físico-químicos nas 

fases micelares são cruciais para uma separação efetiva126 e, aqui, a hidrofobifidade nos 

sistemas aumentou comparado aos SMDFA empregando as [Ch]X devido o caráter mais 

hidrofóbico do cátion imidazólio presente no [C8mim]Cl. Como a diminuição do KE está 
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relacionado com o aumento da concentração de tensoativo e não com a concentração de LI, 

acredita-se que o tensoativo, em maiores concentrações, diminuiu a área interfacial disponível 

para a enzima-alvo90, acarretando na partição similar da lipase em ambas as fases. Desta forma, 

talvez não tenha sido uma particição preferencial da lipase em ambas as fases e sim um efeito 

relacionado ao volume de exclusão. 

Os LIs da família dos cloretos de imidazólios com menor cadeia alquílica, 

especificamente [C4mim]Cl e [C6mim]Cl,  não foram explorados porque as curvas binodais 

com estes LIs ainda não estão reportadas na literatura e os estudos com as colinas apresentaram 

resultados similares aos obtidos com o [C8mim]Cl.  

 

5.3.2 Extração da lipase comercial de A. niger em SPDFA com carboidrato  

Parte desse estudo foi realizado em parceria com Universidade de Aveiro, Portugal no 

âmbito do projeto PDSE – Edital n° 19/2016 (Número do Processo: 88881.133279/2016-01). 

Do mesmo modo, nesses sistemas foram avaliadas somente a extração e partição da lipase 

comercial.  

 As condições de extração foram definidas a partir de curvas binodais descritas na 

literatura113. Para os ensaios de partição utilizando SPDFA com carboidrato foi utilizado o PPG 

400 a 40% (m/m) e os carboidratos, D-Frutose, D-Manose, D-Sacarose e D-Xilose, a 20% 

(m/m).  

A lipase, nos quatro sistemas, particionou preferencialmente para a fase inferior, rica 

em carboidratos, não sendo possível calcular o KE pois os valores de atividade hidrolítica na 

fase superior se encontravam abaixo do limite de detecção do método empregado. A EE (%) na 

fase inferior dos sistemas foram de 100% para todos os carboidratos estudados como pode ser 

observado na Figura 36.  

 
Figura 36. Eficiência de extração (EE%) dos SPDFA baseados em PPG 400 (40% m/m) com 

carboidrato (20% m/m).  
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A análise da Figura 36 mostra que foi possível concentrar a enzima na fase inferior (rica 

em carboidrato), possivelmente devido a interações favoráveis entre o complexo carboidrato-

proteína167. Estas interações dominantes entre o carboidrato e a enzima são formadas pelos 

grupos hidroxilas do carboidrato que podem atuar como doadores de ligação de hidrogênio e/ou 

aceptores estabelecendo uma estrutura bem organizada167. Assim, o complexo pode ser 

estabilizado por interações de van der Waals entre os grupos aromáticos de aminoácidos das 

proteínas e a rede de carbono dos carboidratos167.  

Como descrito anteriormente, solventes hidrofílicos podem levar ao desdobramento da 

enzima com exposição dos resíduos hidrofóbicos internos, enquanto que solventes hidrofóbicos 

podem manter a lipase em sua conformação flexível e ativa216. No entanto, os carboidratos 

altamente hidrofílicos não acarretaram na perda de atividade enzimática nas condições 

estudadas no presente trabalho, devido as possíveis ligações de hidrogênio, efeito sugaring-out. 

Além disso, contribuiram para a concentração total da enzima em apenas uma etapa do processo 

downstream. Isso ocorreu provavelmente devido a rede de carbono dos carboidratos e os grupos 

aromáticos de aminoácidos da lipase, simultaneamente com as interações promovidas pelo 

efeito sugaring-out com as moléculas da água presente no sistema. Pode-se destacar ainda, que 

a adição de carboidratos como agente formador de fases em SDFA são mais benéficos 

comparados aos sais inorgânicos, pois não alteram o pH do ambiente286 devido as interações 

eletrostáticas provocadas pela alta força iônica dos sais. 

Infelizmente, não foi possível a quantificação de proteínas totais nos sistemas, devido a 

presença dos carboidratos, o que inviabiliza a determinação de atividade especifíca e, 

consequentemente, a determinação do FP. Como alternativa aos métodos tradicionais, BCA176, 

Bradford177,178 e Lowry176, foi proposto o uso da Cromatografia Líquida de Alta Eficiência 

(CLAE) para determinar proteínas totais utilizando um padrão conhecido, o BSA. Além do 

BSA, também foram utilizadas as proteínas: GFP e L-Asparaginase. O resultado positivo foi a 

confirmação que os sistemas formados com PPG 400 e carboidrato foram capazes de concentrar 

a lipase na fase inferior com algum grau de purificação não definido (Figura 37).  
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Figura 37. (A) Cromatograma da lipase microbiana de A. niger 10 mg.mL-1 (linha preta) e das 

fases do SPDA + carboidrato: fase inferior (linha azul) e fase superior (linha amarela). (B) 

Cromatogramas das proteínas (10 mg.mL-1): Lipase (linha preta), BSA (linha vermelha), GFP 

(linha verde) e L-Asparaginase (linha roxa). CLAE – Coluna Vydac 218TP54 (C18,5 µm, 

4.6mm i.d x 250 mm). Fase móvel: acetonitrila:água; Condição: eluição gradiente de 2 a 15% 

(v/v) em 15 min e, 15 a 50% (v/v) em 10 min; fluxo de 1,0 mL.min-1 em temperatura ambiente.  
 

Os SPDFA com carboidrato representam uma alternativa para recuperação e extração 

de lipases em apenas uma etapa do processo downstream, não apresentando perdas da atividade  

enzimática durante o processo. Adicionalmente uma reextração da enzima para remoção dos 

carboidratos permitiria a determinação de proteínas totais possibilitando não somente a 

quantificação do grau de pureza obtido no processo bem como sua aplicação nos diversos 

segmentos biotecnológicos.   
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6.CONCLUSÕES  

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

compreender as interações que podem influenciar no comportamento catalítico de qualquer 

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

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

incremento em sua atividade catalítica frente aos diferentes compostos.   

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

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

downstream. 

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

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

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

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

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

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

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

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

relativamente econômico. 
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SUGESTÕES PARA TRABALHOS FUTUROS  

 

Explorar métodos espectrofotométricos usando a fluorescência e o dicroísmo circular, 

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

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

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

como inibidores;  

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

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

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

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

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

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

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

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

carboidrato também podem ser aplicados nos seguimentos alimentícios, cosméticos e 

farmacêuticos;  

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

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

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

que tem sido tema de investigação no âmbito acadêmico.  
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APÊNDICE I 

 

Tabela 20. Atividade absoluta da lipase comercial de A. niger em diferentes condições 

de pH e temperatura. 

Atividade Absoluta (U.g-1) 

pH 

Tempo (h) 3,5 4,5 5,5 6,5 7,5 8,5 

0 6407,15 6250,83 6848,02 7095,96 862,32 728,99 

1 6280,97 6195,15 7026,82 7574,97 894,00 703,45 

3 8062,84 7446,96 8569,46 8601,15 892,98 663,60 

6 6362,07 6953,26 8191,79 8632,95 926,98 729,50 

9 7224,54 6725,42 8493,92 8875,86 1031,93 678,93 

24 5117,24 7392,08 9302,30 9660,28 1347,64 601,79 

 Temperatura (°C)   

Tempo (h) 20 30 40 50   

0 4134,87 4405,11 4840,87 5378,80   

1 5755,81 5707,79 6098,08 6376,50   

3 6691,70 6312,64 6585,44 6789,66   

6 6161,43 6507,28 7370,88 7785,44   

9 6475,10 7201,15 8237,55 7806,39   

24 4147,13 5804,60 7582,76 8057,47   

 

 

 

 

 

 

 

 



133 

Apêndice 
 

 

 

Tabela 21.  Atividade absoluta da lipase comercial de A. niger na presença das soluções aquosas do tensoativo Triton X-114 ao longo do 

tempo. 

Atividade Absoluta (U.g-1) 

Tempo 

(h) 
Controle* 

Triton X-114 (% m/v) 

1 3 5 7 9 11 13 15 20 

0 7317,24 4255,43 4275,86 4880,20 5619,92 4268,20 4409,20 4798,47 5347,64 3383,91 

1 7305,75 6107,06 5934,61 5886,59 6466,67 6536,78 6144,06 6633,17 7009,45 4276,88 

3 7537,68 6095,89 6024,54 6571,65 7177,01 6341,76 6400,00 6787,74 7306,90 5114,48 

6 8104,60 5487,61 6111,26 7073,56 7814,56 6530,05 6604,60 7383,91 7817,11 4946,62 

9 7591,83 5802,30 6685,06 7740,49 8548,28 6416,86 6358,62 8145,59 8201,79 5791,95 

24 7116,22 5249,04 69997,70 8517,57 8868,97 5909,89 5328,74 7050,90 8877,01 6855,17 

*Atividade da lipase na ausência de triton X-114. 
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Tabela 22. Atividade absoluta da lipase comercial A. niger na presença das soluções aquosas 

dos polímeros PEG 600 e PPG 725 e do polímero PPG 425 em tampão Mcllvaine pH 5,5 ao 

longo do tempo. 

Atividade absoluta (U.g-1) 

20 (% m/v) 

Tempo (h) Controle* PEG 600  PPG 725  PPG 425  

0 7317,24 8598,72 587,48 7761,94 

1 7305,75 9520,82 955,81 7469,22 

3 7537,68 9168,84 333,59 7745,59 

6 8104,60 9483,91 621,71 7501,15 

9 7591,83 9964,53 - 8771,26 

24 7116,22 9523,37 621,71 8783,58 

30 (% m/v) 

Tempo (h) Controle* PEG 600  PPG 725  PPG 425  

0 7317,24 8495,02 754,53 8169,09 

1 7305,75 8764,75 409,20 7416,09 

3 7537,68 8773,07 761,17 7192,34 

6 8104,60 8967,05 889,40 7719,54 

9 7591,83 9767,56 - 8498,60 

24 7116,22 9461,15 358,62 8148,15 

40 (% m/v) 

Tempo (h) Controle* PEG 600  PPG 725  PPG 425  

0 7317,24 8651,09 483,27 8234,48 

1 7305,75 8401,97 0,00 8486,44 

3 7537,68 8677,01 1071,78 8041,91 

6 8104,60 8386,86 724,14 7871,26 

9 7591,83 9545,98 - 8495,02 

24 7116,22 8359,28 0,00 9255,17 

50 (% m/v) 

Tempo (h) Controle* PEG 600  PPG 725  PPG 425  

0 7317,24 7379,31 1792,34 8307,54 

1 7305,75 8145,59 965,52 8244,19 

3 7537,68 7819,38 0,00 7598,98 

6 8104,60 7845,72 0,00 8651,34 

9 7591,83 8345,48 - 8867,43 

24 7116,22 7988,51 0,00 8454,15 

*Atividade da lipase na ausência dos Polímeros. 
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Tabela 23. Atividade absoluta da lipase comercial de A. niger na presença do polímero NaPA 

8.000 em tampão Mcllvaine pH 5,5 e solução aquosa ao longo do tempo. 

Atividade absoluta (U.g-1) 

NaPA 8.000 em tampão Mcllvaine pH 5,5 (% m/v) 

Tempo (h) Controle* 5 10 15 

0 7317,24 567,05 455,68 362,20 

1 7305,75 533,33 517,50 508,81 

3 7537,68 478,67 452,62 486,33 

6 8104,60 398,98 451,60 455,94 

9 7591,83 411,24 502,68 413,79 

24 7116,22 397,96 433,21 485,06 

NaPA 8.000 em solução aquosa (% m/v) 

Tempo (h) Controle* 5 10 15 

0 7317,24 342,78 433,72 449,04 

1 7305,75 361,69 383,14 452,62 

3 7537,68 394,89 478,16 485,31 

6 8104,60 459,77 400,51 498,08 

9 7591,83 441,89 395,40 476,63 

24 7116,22 357,09 380,59 438,83 

*Atividade da lipase na ausência de NaPA. 

 

Tabela 24. Atividade absoluta da lipase comercial de A. niger na presença das soluções 

aquosas do polímero PPG 400 ao longo do tempo. 

Atividade absoluta (U.g-1) 

 PPG 400 (% m/v) 

Tempo (h) Controle* 30  40  50  60 

0 7317,24 8643,68 8813,79 8282,76 7992,34 

1 7305,75 8657,47 9127,97 8466,67 8844,44 

3 7537,68 8866,09 9001,15 8759,20 8590,04 

6 8104,60 9354,79 8762,07 9259,20 9418,97 

9 7591,83 8248,28 908,99 8101,15 8614,56 

24 7116,22 8248,28 9080,46 8928,74 8139,46 

*Atividade da lipase na ausência de PPG 400. 
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Tabela 25. Atividade absoluta da lipase comercial de A. niger na presença das soluções 

aquosas dos carboidratos ao longo do tempo. 

Atividade absoluta (U.g-1) 

20 (% m/v) 

Tempo (h) Controle* D-Frutose  D-Manose  D-Sacarose  D-Xilose 

1 7305,75 8010,73 8052,11 8552,87 8606,90 

3 7537,68 7382,38 7577,01 7506,90 7970,88 

50 (% m/v) 

Tempo (h) Controle* D-Frutose  D-Manose  D-Sacarose  D-Xilose 

1 7305,75 7884,29 8076,63 7664,37 8373,95 

3 7537,68 6804,60 7449,81 7230,65 7514,18 

*Atividade da lipase na ausência dos Carboidratos. 
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Tabela 26. Atividade absoluta da lipase comercial de A. niger na presença das 

soluções aquosas de [Cnmim]Cl ao longo do tempo. 

 Atividade absoluta (U.g-1) 

0,1 (% v/v) 

Tempo 

(h) 
Controle* [C4mim]Cl [C6mim]Cl [C8mim]Cl [C10min]Cl [C12mim]Cl 

0 7317,24 8759,93 8186,97 8320,31 7801,15 753,00 

1 7305,75 8423,91 8422,11 9057,47 1193,87 701,40 

3 7537,68 8556,32 7996,93 8645,21 632,44 716,73 

6 8104,60 8671,62 8657,47 9014,05 622,73 692,72 

9 7591,83 8096,55 8073,56 8859,77 421,46 609,45 

24 7116,22 8366,91 8076,63 7468,97 526,18 671,78 

0,3 (% v/v) 

Tempo 

(h) 
Controle* [C4mim]Cl [C6mim]Cl [C8mim]Cl [C10min]Cl [C12mim]Cl 

0 7317,24 8660,54 8068,97 8377,01 717,75 0,00 

1 7305,75 8041,38 8156,32 9023,32 659,00 0,00 

3 7537,68 8260,54 8199,23 8712,64 681,99 546,62 

6 8104,60 8249,59 8432,18 8880,72 563,47 778,54 

9 7591,83 7960,15 7543,30 8447,51 525,16 1447,77 

24 7116,22 8550,19 8274,33 5475,86 486,85 1376,76 

0,5 (% v/v) 

Tempo 

(h) 
Controle* [C4mim]Cl [C6mim]Cl [C8mim]Cl [C10min]Cl [C12mim]Cl 

0 7317,24 8090,42 7881,99 7878,62 873,56 0,00 

1 7305,75 8041,38 7900,16 8323,37 499,62 0,00 

3 7537,68 8213,03 8389,27 8049,55 744,83 0,00 

6 8104,60 8050,57 8389,49 8400,00 397,37 348,91 

9 7591,83 7886,67 7014,56 8129,25 406,64 889,66 

24 7116,22 8444,44 7127,97 5992,34 280,46 0,60 

*Atividade da lipase na ausência de [Cnmim]Cl. 
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Tabela 27. Atividade absoluta da lipase comercial de A. niger na presença das soluções 

aquosas das [Ch]X ao longo do tempo. 

Atividade Absoluta (U.g-1) 

0,05 M 

Tempo 

(h) 
Controle* [Ch]Cl [Ch][Ac] [Ch][Prop] [Ch][But] [Ch][Pent] [Ch][Hex] 

0 7317,24 7935,63 9264,88 6864,60 7347,67 9042,15 8102,84 

1 7305,75 6242,15 9032,95 6689,18 6962,86 8824,52 7299,48 

3 7537,68 6190,34 9434,48 6720,02 7689,35 8667,32 7375,84 

6 7977,01 6042,91 8727,97 6559,14 8154,08 8798,85 8115,06 

9 7591,83 7149,43 8398,16 7083,52 6994,93 8839,46 7321,88 

24 7170,11 7077,70 9691,95 6922,64 8387,11 7916,09 7411,48 

0,10 M 

Tempo 

(h) 
Controle* [Ch]Cl [Ch][Ac] [Ch][Prop] [Ch][But] [Ch][Pent] [Ch][Hex] 

0 7317,24 7013,03 8903,70 7159,16 7444,22 8868,05 7127,40 

1 7305,75 6452,11 8569,60 6549,60 8044,44 8672,29 6785,29 

3 7537,68 6530,78 8881,23 6776,02 7417,49 8424,52 6583,68 

6 7977,01 6864,37 7472,80 7194,50 8414,40 8740,74 6482,88 

9 7591,83 7052,36 9093,10 6836,10 7544,76 8911,49 6314,88 

24 7170,11 6835,25 8180,84 7191,07 8292,12 7914,94 5497,26 

0,50 M 

Tempo 

(h) 
Controle* [Ch]Cl [Ch][Ac] [Ch][Prop] [Ch][But] [Ch][Pent] [Ch][Hex] 

0 7317,24 4700,38 8377,01 6098,28 6933,84 562,96 536,59 

1 7305,75 4251,34 8420,95 5653,84 7280,41 715,20 19,35 

3 7537,68 3924,39 8605,36 6632,46 7022,43 566,03 13,75 

6 7977,01 4084,29 7688,89 7077,66 7634,36 697,32 0,00 

9 7591,83 4501,66 8865,90 6100,95 7348,25 657,98 0,00 

24 7170,11 4254,92 7673,56 6331,07 7043,81 563,22 0,00 

1,00 M 

Tempo 

(h) 
Controle* [Ch]Cl [Ch][Ac] [Ch][Prop] [Ch][But] [Ch][Pent] [Ch][Hex] 

0 7317,24 3778,29 7563,22 5002,32 5947,21 669,73 280,00 

1 7305,75 3375,73 7675,61 4843,99 5070,79 713,15 36,94 

3 7537,68 3578,54 8148,28 5183,05 4941,22 710,60 0,00 

6 7977,01 3624,01 7252,11 4277,79 4866,90 686,08 0,00 

9 7591,83 3592,34 8249,81 4385,14 4806,82 696,81 0,00 

24 7170,11 3373,69 8761,38 4508,49 4587,91 729,50 0,00 

*Atividade da lipase na ausência de [Ch]X. 
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Tabela 28. Valores de pH das soluções aquosas de [Ch]X. 

LIs pH* 

0,05 M 0,10 M 0,50 M 1,00 M 

[Ch]Cl 5,65 5,80 5,84 6,01 

[Ch][Ac] 5,65 5,71 5,76 5,89 

[Ch][Prop] 5,83 5,78 5,83 5,98 

[Ch][But] 5,54 5,51 5,58 5,71 

[Ch][Pent] 6,22 6,00 6,10 5,98 

[Ch][Hex] 4,79 4,82 5,33 5,83 
*(pH) = ±0.01; pH da água ultrapura “Milli-Q” = 6,01 a 25,0°C 
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APÊNDICE II 

 

 

  
Figura 38. Os gráficos apresentam a intersecção das retas de modo a determinar a CMC do LI 

[C16mim]Cl que foi de 0,84 mM corresponde à média das duplicatas. 

 

 

 

  
Figura 39. Os gráficos apresentam a intersecção das retas de modo a determinar a CMC do LI 

[Ch][Tetrad] que foi de 5,11mM corresponde à média das triplicatas. 
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APÊNDICE III 

 

 

       Figura 40. Espectro de RMN da amostra sintetizada de [Ch][Ac]. 

 

 

 

 

Figura 41. Espectro de RMN da amostra sintetizada de [Ch][Prop]. 
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Figura 42. Espectro de RMN da amostra sintetizada de [Ch][But]. 
 

 

 

Figura 43. Espectro de RMN da amostra sintetizada de [Ch][Pent]. 
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Figura 44. Espectro de RMN da amostra sintetizada de [Ch][Dec]. 

 

 

 

Figura 45. Espectro de RMN da amostra sintetizada de [Ch][Tetrad]. 
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Apêndice IV  

 

Varredura do substrato p-Nitrofenol  

 

 
Figura 46. Varredura espectral referente ao p-Nitrofenol, realizada em leitor de placas 

espectrofotômetro modelo Multimode Plate Reader (Perkim Elmer, EUA.) 

 

 

 
Figura 47. Varredura espectral na faixa entre 300 a 460 nm do p-Nitrofenol. 
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Curva Analítica  

 

 
Figura 48. Curva analítica do p-Nitrofenol. As barras de erro representam 95% do intervalo 

de confiança.  

 

 

 

 
Figura 49. Curva analítica da proteína padrão BSA. As barras de erro representam 95% do 

intervalo de confiança. 
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