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livre e 13 U/mg prot. para a enzima imobilizada. Legenda: C2 acetato, C4
butirato, C8 caproato, C10 decanoato, CI12 laurato, C14 miristato, C16

palmitado, C18 estearato.

Figura 8. Cinética enzimatica das lipases livre (A) e imobilizada (B) de C. 199
viswanathii em p-nitrofenil palmitato. A atividade foi determinada em tamp@o

Mcllvaine pH 4,0 a 45 °C.
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P+O: oleo de palma e azeite de oliva

Px: produtividade de biomassa (g/h);

qu: razdo especifica da producao de lipase (U/g of biomass/h)
S: substrato (g/L);

STR: reator com tanque agitado

U: unidade enzimatica

Y x/s0: rendimento biomassa sobre substrato ndo consumido (g/g);
Yss0: rendimento lipase sobre substrato ndo consumido (U/g);
Yxs: rendimento biomassa sobre substrato consumido (g/g);
Yuss: rendimento lipase sobre substrato consumido (U/g);
TAG: triacilglicerol

T\: meia vida

Ts0: meia vida

Vmax: velocidade maxima

X: biomassa (g/L);
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RESUMO

Lipases sdo enzimas amplamente distribuidas nos seres vivos e apresentam a funcao
biologica de hidrolisar ligagdes éEsteres de triacilglicerdis, liberando diacilglicerois,
monoacilglicerdis, acidos graxos e glicerol. Dependendo da atividade de agua estas enzimas
catalisam outras reagdes como esterificacdo, transesterificagdo, aminolise e lactonizagao,
importantes em diversas aplicagdes biotecnoldgicas dessas enzimas. Neste trabalho, uma
linhagem de Candida viswanathii foi selecionada, entre outras noventa linhagens de fungos
filamentosos e leveduras, como produtora de lipase e suas condi¢cdes de cultivo foram
estudadas em cultivos submersos e em substratos sélido, visando o aumento da producdo da
enzima. Outro objetivo deste trabalho também foi purificar, imobilizar e caracterizar a lipase
produzida nas condicdes estabelecidas em cultivos submersos. Os resultados obtidos nos
cultivos submersos indicaram que, entre as substancias puras testadas, trioleina e acido oléico
foram os melhores indutores da atividade lipase. Contudo, as melhores condi¢des de cultivo e
producdo de lipase foram alcangadas utilizando azeite de oliva 1,5% (m/v), extrato de
levedura 0,2% (m/v), agitacdo de 210 rpm, pH 6,0, temperatura de 27,5 °C, apds 72 h de
cultivo (biomassa 19,0 g/L; atividade 100 U). A adi¢do de 0,1% (m/v) de lecitina de soja
aumentou em 1,5 vezes a produgdo de lipase (147,5 U). A caracterizagdo bioquimica da lipase
do caldo fermentado revelou que se tratava de uma lipase acida com pH o6timo de 3,5,
propriedade descrita pela primeira vez para uma lipase do género Candida. A temperatura
otima foi de 40 °C. Esta enzima bruta mostrou-se altamente estavel na faixa de pH 4,0 a 5,0 e
na temperatura de 40 °C apos 24 h (100%). Nos cultivos solidos usando residuos
agroindustriais como substrato, a maior producdo de lipase foi obtida em meio contendo
farelo de trigo e bagaco de cevada (1:1), gordura de frango 40% (m/m), extrato de levedura

3,5% (m/m), temperatura de 30 °C e umidade de 40%, apds 5 dias de cultivo (153 U/gss).
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Nestas condi¢des, a lipase apresentou atividade 6tima em pH 5,0 e a 50 °C, e manteve a
atividade na faixa de pH de 3,0 a 8,0, ¢ na temperatura de 45 °C, apos 24 h de incubagdo
(100%). A enzima produzida em cultivo submerso foi purificada em duas etapas, envolvendo
dialise e cromatografia de intera¢do hidrofébica em coluna de octil agarose, uma estratégia
pratica, rapida e relativamente barata, com rendimento final de 70% e fator de purificagdo
19,5. O perfil da enzima em SDS-PAGE mostrou a presenca de uma banda de massa
molecular de 69 kDa. Tentativas de determinagdo da massa molecular por filtragdo em gel
indicou a formagdo de agregados de elevada massa molecular. A lipase produzida em cultivo
submerso também foi imobilizada em octil Sepharose. As propriedades bioquimicas da lipase
imobilizada foram comparadas com as da lipase livre purificada. As condigdes otimas de
atividade para ambas as formas da enzima foram pH 4,0 e temperatura de 45 °C. A lipase
imobilizada apresentou aparente ativacdo na faixa de pH de 2,0 a 7,0 e maior estabilidade
térmica, sendo observada atividade residual de 70% apds 150 min. de incubagdo a 45 °C e T,
de 175 min. a 50 °C. Ambas as formas foram ativadas por sulfato de manganés a 2 mM, DTT
e P-mercaptoetanol a 10 mM. A lipase livre mostrou-se estavel na maioria dos solventes
organicos testados (10%, 1h a 10 °C), enquanto que a lipase imobilizada apresentou atividade
superior a 100% nos solventes glicerol, dimetilsulféxido, propilenoglicol, acetonitrila, 2-
propanol, 1-propanol, xilol, n-hexano e iso-octano, ndo sendo observada correlagdo entre a
estabilidade da enzima com a hidrofobicidade dos solventes. O perfil de hidrdlise de p-
nitrofenil ésteres indicou a preferéncia da lipase pelos ésteres de acidos graxos de cadeia
longa, sendo a maior atividade observada com p-nitrofenil palmitato. Os pardmetros cinéticos
das lipases livres e imobilizada foram: K;, 0,016 ¢ 0,08 mM e V. 889,6 e 900,1
pmol.min™.mg™ prot., respectivamente, indicando que a imobilizagio favoreceu a catalise. A
producdo de lipase em substratos agroindustriais ¢ com gordura de frango foi considerada
uma alternativa viavel e barata sendo que a producdo desta enzima com propriedades distintas
daquela produzida por fermentagdo submersa pode favorecer sua aplicacdo no tratamento
deste tipo de residuo. Além disso, a purificagdo e imobiliza¢do da lipase conferiram a esta
enzima importantes condigdes operacionais garantindo amplas possibilidades de aplicag¢des

industriais.

Palavras-chave: lipase, triacilglicerol acil hidrolase, Candida viswanathii, produgdo de

enzimas, purificagdo de enzima, imobiliza¢do de enzima, caracteriza¢do de enzima.
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ABSTRACT

Lipases are widely distributed enzymes in animals, plants, bacteria, yeasts and fungi,
which hydrolyses ester bonds of triacylglycerols and fatty acids. In addition, these enzymes
also catalyse other reactions as esterification, transesterification, aminolysis and lactonization,
depending their water activity. The ability of lipases to perform very specific chemical
transformation and their enantioselective properties has made them increasingly popular in
many biotechnological applications. In this work, Candida viswanathii was selected among
ninety filamentous fungi and yeast strains, due to as its lipase activity and culture conditions
were studied aiming to increase the enzyme production. Furthermore, this study aimed to
purify, immobilize and characterize the lipase produced in submerged cultures. The results
showed that triolein and oleic acid are the best inducers of lipase activity. However, the
highest lipase production was obtained from 1.5% (w/v) olive oil and 0.2% (w/v) yeast extract
in rotary shaker experiments at 27.5 °C, pH 6.0 and 210 rpm, after 72 h (19.0 g/L biomass;
100 U lipase activity). The addition of 0.1% (w/v) soy lecithin increased 1.5-fold the lipase
production (147.5 U). Biochemical characterization of the crude enzyme revealed an acid
lipase with optimum pH of 3.5, a property first described in Candida genus. Optimum
temperature activity was 40 °C. Crude lipase was highly stable at pH 4.0 to 5.0 and at
temperature 40 °C during 24 h (100%). Solid substrates cultures from industrial byproducts,
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the highest lipase production was obtained in wheat bran and barley spent grain (1:1), 40%
(w/w) chicken fat, 3.5% (w/w) yeast extract, humidity 40% after 5 days, at 30°C (153 U/gds).
Under these culture conditions, the lipase showed optimum activity at pH 5.0 and 50 °C, and
thermal enzyme stability at pH range 3.0-8.0 at 45 °C during 24 h (100%). The enzyme
produced from submerged cultures was purified in two-steps involving dialysis and
hydrophobic interaction chromotography on an octyl agarose column, a practical, fast and
relatively inexpensive strategy, with a yield of 70% and a purification factor of 19.5. The
SDS-PAGE enzyme profile showed a molecular mass of 69 kDa. Attempts to determine the
molecular weight by gel filtration exhibit aggregates of high molecular weight. The lipase
produced was also immobilized on octyl Sepharose. Biochemical properties of the
immobilized lipase were compared to purified free enzyme and optimal activity for both were
achieved at pH 4.0 and 45 °C. The immobilized lipase showed apparent activation at pH 2.0 to
7.0 and higher thermal stability, which was observed a residual activity of 70% after 150 min.
at 45 °C and T;, of 175 min. at 50 °C. The free and immobilized lipases were activated at
manganese sulfate 2 mM and B-mercaptoethanol 10 mM. Free lipase was stable in most
organic solvent tested (10%, 1h at 10 °C), while the immobilized lipase showed higher
activity in the solvents glycerol, dimethylsulfoxide, propylene glycol, acetonitrile, isopropyl
and n-propyl alcohol, xylol, hexane and isooctane, with no correlation between the enzyme
stability and solvent hydrophobicity. The lipase hydrolysis profile on p-nitrophenyl esters
displays its preference for long chain fatty acids, with greatest activity on p-nitrophenyl
palmitate. Kinetic constants for the free and immobilized lipase were: K, 0.16 and 0.08 mM
and Via, 889.6 and 900.1 pumol.min™.mg prot™, respectively. Lipase production on agro
industrial substrates and poultry fat was considered to be a viable and inexpensive, which its
production may favor their application in treating of this waste. Furthermore, the purification
and immobilization of the lipase gave to this enzyme important operational condition ensuring

wide possibilities of industrial applications.

Keywords: lipase, Candida viswanathii, enzymes production, purification, immobilization,

enzyme characterization



Pagina |21

1. INTRODUCAO

As enzimas catalisam reacdes quimicas com grande especificidade e alta velocidade.
Essas reacdes sdo a base do metabolismo de todos os organismos vivos e fornecem enormes
oportunidades para as industrias realizarem conversdes biocataliticas com elegancia,
eficiéncia e economia (VAN BEILEN e LI, 2002). A tecnologia de enzimas ¢ um campo
interdisciplinar reconhecido como componente importante para o desenvolvimento industrial

sustentavel (OECD, 2001).

De acordo com a Global Industry Analysts (2012), o mercado de enzimas industriais
entre os paises desenvolvidos teve um crescimento moderado entre os anos de 2008 e 2009
devido a crise econdmica mundial. A demanda de enzimas industriais para os préximos anos,
entretanto, devera crescer gradualmente, atingindo a marca dos US$ 3,74 bilhdes até o ano de
2015. Esse crescimento se deve ao aumento da demanda dessas enzimas, como as proteases €
carboidrases, entre os paises emergentes. Essas sdo responsaveis pelos maiores segmentos de
produtos no mercado mundial de enzimas industriais. As lipases representam outro segmento
de produto importante no mercado mundial com elevado potencial de crescimento devido as

suas aplicagdes no setor de alimentos humano e animal, detergentes e biocombustiveis.

As lipases (triacilglicerol acil hidrolases, E.C. 3.1.1.3) s3o enzimas ubiquas de
consideravel significancia fisioldgica e potencial industrial. Essas enzimas, em condicdes
naturais, catalisam a hidrolise de triacilglicerdis a glicerol e acidos graxos livres. Em
concentragdes reduzidas de agua, as lipases catalisam reagdes de sintese de triacilglicerdis e

outras como transesterificagdo, aminolise e lactonizagdo, importantes para obtengdo de
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produtos de alto valor agregado nos setores da industria alimenticia, farmacéutica, cosmética

e quimica fina (REETZ, 2002; HOUDE et al., 2004; FICKERS et al., 2011).

As lipases microbianas apresentam maior interesse em aplicagdes industriais por
serem mais estaveis, ndo requererem cofatores, apresentarem ampla especificidade a
substratos e alta enantioseletividade (CONTESINI et al., 2010; GRIEBELER et al., 2011).
Muitos micro-organismos s3o conhecidos como produtores de lipases extracelulares,
incluindo bactérias, fungos filamentosos e leveduras (TREICHEL et al., 2010). A producdo de
lipase por fungos filamentosos é frequentemente realizada em substratos sdlidos de origem
agroindustrial (SINGHANIA et al., 2009; SANTIS-NAVARRO et al., 2011); enquanto que a
producdo de lipase por bactérias e leveduras € realizada em cultivos submersos com substratos

de varias origens (TREICHEL et al., 2010).

A busca por novas fontes de lipases ¢ justificada pela variedade de aplicagdes atuais e
futuras que requerem a capacidade de se manterem estdveis e ativas em condi¢des drasticas,
incluindo a presenca de solventes, ampla varia¢do de pH e temperaturas. Assim, a selecdo de
novas linhagens produtoras de lipases ¢ um dos procedimentos chave para se isolar novas
lipases. O presente trabalho relata a producéo, purificagdo, imobilizag@o e caracterizacdo da
lipase de uma linhagem isolada de uma lagoa de estagdo de tratamento de efluente de

petroleo, da Refinaria do Planalto Paulista, REPLAN, Paulinia, SP.
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2. OBJETIVOS

O objetivo deste trabalho foi estudar a producdo de lipase de uma linhagem

selecionada a partir de ambientes naturais ou industriais, bem como purificar, imobilizar e

caracterizar bioquimicamente esta enzima para avaliacdo de sua adequacdo a futuras

aplicagdes industriais.

Objetivos especificos:

Selecionar micro-organismos isolados de ambientes naturais e industriais e
caracteriza-los quanto a producdo de lipase;

Caracterizar fungos filamentosos isolados de solo de Mata Atlantica, Caatinga
e de ambiente de Cerrado quanto a produgdo de lipase;

Avaliar os efeitos de diferentes fatores nutricionais e ambientais sobre a
producdo de lipase pela linhagem selecionada em cultivos submersos e
determinar as caracteristicas bioquimicas da enzima bruta;

Avaliar os fatores nutricionais e ambientais sobre a producdo de lipase em
cultivos em substratos solidos;

Purificar a lipase produzida nas condi¢des estabelecidas em cultivo submerso e
determinar suas principais propriedades bioquimicas;

Imobilizar a lipase produzida nas condigdes estabelecidas em cultivo submerso
e determinar suas principais propriedades bioquimicas, comparando-as com as

da enzima livre.



Capitulo 1

REVISAO DA LITERATURA
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1. Lipases: definicio e mecanismos de aciao

As lipases (triacilglicerol acil hidrolases — E.C. 3.1.1.3) constituem um grupo especial
de enzimas cuja funcdo bioldgica € catalisar a hidrdlise de ligagdes ésteres de acidos
carboxilicos. A fun¢@o natural das lipases em um meio aquoso ¢ hidrolisar totalmente ou
parcialmente trigliceridios fornecendo digliceridios, monogliceridios, acidos graxos livres e

glicerol (HOUDE et al., 2004; GUTIERREZ-AYESTA et al., 2007) (Figura 1).
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Figura 1. Hidrdlise sequencial de um triacilglicerol tipico por uma triacilglicerol acil hidrolases

(CASTRO et al., 2004).
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Em condig¢des limitantes de d4gua no meio reacional, as lipases sdo capazes de reverter
as reagOes de hidrolise para o sentido de esterificacdo, e catalisar outras reacdes como
transesterificacdo (interesterificacdo, alcodlise, e aciddlise), aminodlises (sintese de aminas) e

lactonizagdo (CARVALHO et al., 2003; PAQUES e MACEDO, 2006) (Figura 2).
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Figura 2. Reagoes catalisadas por triacilglicerol acil hidrolases (PAQUES e MACEDO,
2006).
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As lipases s3o serino-hidrolases pertencentes a familia estrutural das o/B-hidrolases
cuja atividade depende principalmente da triade catalitica geralmente formada por residuos de
serina, histidina e aspartato/glutamato (OLLIS et al., 1992; HOLMQUIST, 2000) (Figura 3).
Essa triade catalitica ¢ também observada em serino proteases, e, portanto, a catalise por
lipases ocorre de modo similar a das serino proteases. O residuo de serina geralmente aparece
inserido no pentapeptidio conservado Gly—X—Ser—X—Gly (onde X representa um aminoacido
acido), formando uma dobra B-a caracteristica, a dobra nucleofilica (JAEGER et al., 1999;
FICKERS et al., 2011). A hidrolise do substrato ¢ realizada através da formacdo de um
intermediario tetraédrico, que € estabilizado por interagdes com os aminodcidos que
constituem uma cavidade no sitio ativo, chamada cavidade do oxidnion (JAEGER et al., 1999;

FICKERS et al., 2011).

Figura 3. Estrutura completa de uma cadeia polipeptidica da lipase A de Candida antarctica (CalA),
pertencente a familia o/B-hidrolase. a-Hélices estdo indicadas por retingulos e folhas B estdo indicadas
por setas, comecando com azul na extremidade N-terminal (N) e finalizando com vermelho na
extremidade C-terminal (C). Os residuos do sitio ativo Ser184, Asp334 e His366 sdo representados
com estrelas pretas em B, ¢ uma molécula de polietilenoglicol esta representada por um modelo de

preenchimento de espago em A (ERICSSON et al., 2008)



Pagina | 28

O mecanismo de agdo de lipases se inicia com um ataque do atomo de oxigénio do
grupo —OH do residuo de Ser nucleofilico ao carbono carbonilico ativado do éster lipidico,

ligado ao sitio ativo da enzima (Figura 4).
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Figura 4. Mecanismo de reagdo de lipases (JAEGER et al., 1999). (1) Ligacdo do lipideo, ativagdo do

residuo de serina pela histidina vizinha e ataque nucleofilico ao atomo de carbono carbonilico do
substrato pelo O da Ser. (2) Intermediério tetraédrico transitdrio, com O estabilizado por ligacdes de

hidrogénio com dois grupos -NH peptidicos. A histidina doa um proéton para o componente alcool que
sai do substrato. (3) O intermediario covalente (acil enzima), no qual o componente acido do substrato
¢ esterificado ao residuo serina da enzima. A entrada da molécula de dgua ¢ ativada pelo residuo de
histidina vizinho, e a hidroxila resultante realiza um ataque nucleofilico ao carbono carbonilico do
intermediario covalente. (4) O residuo de histidina doa um préton ao atomo de oxigénio do residuo de
serina ativo, a ligagdo éster entre a serina e o componente acil é quebrada, e o produto acil ¢ liberado

como acido carboxilico.
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Um intermediario tetraédrico transitorio se forma, o qual ¢ caracterizado pela carga
negativa do oxigénio carbonilico da ligacdo éster a ser clivada e pelos quatro a&tomos ligados
ao C carbonilico dispostos de forma tetraédrica. O intermedidrio € estabilizado pelas ligagcdes
hidrogénio entre o 4&tomo de oxigénio carbonilico negativamente carregado (oxianion) e entre
pelo menos dois grupos -NH peptidicos da cavidade do oxidnion. A nucleofilicidade da Ser
que ataca ¢ aumentada pela His do sito catalitico, para a qual ¢ transferido um préton do
grupo -OH da Ser. A transferéncia desse proton ¢ facilitada pela presenca do acido catalitico,
o qual orienta precisamente o anel imidazol da His e, parcialmente, neutraliza a sua carga.
Subsequentemente, o proton ¢ doado ao oxigénio da ligagdo éster, que é entdo clivada. Neste
estagio, o componente acido do substrato € esterificado a Ser nucleofilica (intermediario
covalente), enquanto que o componente alcool se difunde no meio. Em seguida, ocorre a etapa

de desacilagdo, na qual uma molécula de dgua hidrolisa o intermediario covalente. A His do
sitio ativo ativa essa molécula de agua pela ligacio a um de seus prétons. O ion OH

resultante ataca o C carbonilico do grupo acil covalentemente ligado a Ser. Novamente se
forma um intermediario tetraédrico transitdrio negativamente carregado, o qual ¢ estabilizado
por interagdes com a cavidade oxidnion. A His doa um proton ao oxigénio da Ser ativa,
liberando o componente acil como acido carboxilico, € a enzima que pode iniciar a catalise de
outra molécula de substrato (JAEGER et al., 1999).

Além das lipases, outras enzimas, como as esterases (E.C. 3.1.1.1) e cutinases
(3.1.1.74) apresentam atividade catalitica sobre ligagdes ésteres de triacilglicerdis (JAEGER
et al., 1999; CHAHINIAN et al., 2002; PIO et al. 2008). Para melhor definir e classificar uma
lipase verdadeira foram estabelecidos dois critérios. Primeiro, a enzima deve ser ativada em
uma interface lipideo-dgua, devendo a atividade aumentar significativamente quando o
substrato (triacilglicerol) formar uma emulsdo. Segundo, a enzima deve conter uma ou duas
tampas (lid ou flap) que cobre o sitio ativo da enzima, movendo-a quando em contato com
uma interface (CAJAL et al., 2000; CHERUKUVADA et al., 2005; JAMES et al., 2007; WANG
etal., 2010). Assim, as lipases verdadeiras sdo capazes de identificar um substrato insolivel ou
agregado, sendo sua atividade diretamente relacionada com a 4rea total do substrato e ndo
com a concentracdo do substrato (Figura 5); enquanto que as esterases preferencialmente
hidrolisam ligacdes ésteres de acidos graxos de cadeia curta soluveis em agua (FOJAN et al.,
2000). As cutinases s@o enzimas que também podem apresentar uma tampa e pertencentes a
familia das serino hidrolases capazes de hidrolisar ligagdes ésteres de um biopoliéster

conhecido como cutina (presente na cuticula de folhas de plantas), liberando seus mondmeros.
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Este poliéster ¢ composto de glicerol e dos seguintes acidos graxos: m-hidréxiacidos, acido
diidroxidroxipalmitico, acidos 18-hidroxi-9,10-epoxi 18:0 e 18:1 (A'?), 4cidos 9,10,18-
triidroxi (18:0) e 18:1 (A'?) (PIO et al., 2008).

Lipase

Substrato

Solavel | Insoldavel

Atividade

Concentragiio Substrate (O M)

Figura 5. Atividade catalitica de lipase em funcdo da concentragdo de substrato (modificado de
SARDA e DESNUELE, 1958). A atividade lipase ¢ quase nula quando o substrato estd solivel em
baixa concentragdo, ocorrendo um aumento da atividade quando a concentragdo micelar critica (CMC)

¢ ultrapassada.

A presenca da tampa que recobre o sitio ativo das lipases confere a este grupo de
enzimas um mecanismo peculiar de ativagdo interfacial descrito originalmente por Sarda e
Desnuelle (1958). Em meio aquoso elas existem em duas conformacdes: fechada e inativa,
onde o sitio ativo esta completamente isolado do meio reacional, e na conformacio aberta e
ativa, quando a tampa estd deslocada e estabilizada por interagcdes ionicas ou ligacdes de
hidrogénio com uma parte da superficie da lipase, permitindo o acesso do substrato ao sitio
ativo (SARDA e DESNUELLE, 1958; NOBLE et al., 1993; PALOMO et al., 2004). Cajal et
al. (2000) estudaram o mecanismo de ativag@o interfacial de uma lipase de Thermomyces
lanuginosa na presenca de diferentes concentragdes de triacilglicerol, mostrando que a enzima
ligou-se a esta interface na conformagdo aberta (ativa), promovendo um deslocamento da

tampa helicoidal para longe do sitio ativo. Esta conformacao aberta foi estabilizada por uma
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combinagdo de interagdes eletrostaticas e hidrofobicas entre a face de ligagdo da enzima aos
lipideos e a interface. (Figura 6).

Cherukuvada et al. (2005) usando simulagdes dindmicas moleculares demonstraram
que a lipase de Pseudomonas aeruginosa apresenta, além da primeira tampa, uma segunda
que desencadeia o movimento da primeira (Figura 7). Esses autores relataram pela primeira
vez o movimento de uma tampa dupla, bem como o jogo de interagdes hidrofobicas na

dinamica desse processo.

Figura 6. Modelo para a ligacdo interfacial e ativagdo da lipase de Thermomyces lanuginosa. (A)
lipase em solugdo estd na forma fechada (inativa), com a tampa (preto) cobrindo o sitio ativo; (B)
ligacdo da lipase a pequenas vesiculas unilamelares de lipideos anidnicos, promovendo deslocamento
da tampa e expondo uma grande cavidade hidrofdobica em torno do sitio ativo que interage com a
interface lipidica, estabilizando a forma aberta (ativa); (C) o substrato particionado (mostrado em

cinza) pode entdo acessar a triade catalitica (CAJAL et al., 2000).

Muitos estudos foram desenvolvidos na tentativa de compreender 0s processos
envolvidos na ativagdo interfacial dessas enzimas. O fendmeno de ativagdo interfacial poderia
ser considerado como uma resposta evoluciondria ao requerimento de hidrolisar substratos
insoluveis. Essa propriedade distinguiria uma lipase verdadeira das esterases, que catalisam a

hidrolise de ésteres soluveis, sendo o mecanismo de ativacdo interfacial uma propriedade



Pagina |32

unica das lipases (PETERS e BYWATER, 2001). Contudo, sabe-se que nem todas as lipases
apresentam a estrutura de tampa recobrindo o sitio ativo, como as de Candida cylindracea, e
outras que apresentam essa estrutura ndo sdo ativadas por uma interface, como ¢ o caso das
lipases de Candida antarctica (JAEGER e REETZ, 1998). Assim, a auséncia da ativagdo de
uma enzima na presenca de uma interface lipideo-agua nido ¢ um requisito confidvel para
classificagdo como esterase ou lipase, sendo que a principal caracteristica que diferencia uma

lipase de uma esterase ¢ a hidrolilse de ésteres insoluveis constituidos de acidos graxos de

cadeia longa (PAIVA et al., 2000).

Figura 7. Simulag¢do do movimento da tampa da lipase de Pseudomonas aeruginosa. A) conformagio
aberta mostrando residuos da cavidade do sitio ativo em amarelo, e residuos das tampas em vermelho
(tampa 1) e azul (tampa 2). B) conformac¢io fechada mostrando as tampas sobre o sitio ativo da

enzima (CHERUKUVADA et al., 2005).

As lipases sdo classificadas com base na especificidade de hidrolise dos substratos
triglicerideos. De acordo com Davranov e Khalameizer (1997) e Paques ¢ Macedo (2006),
conforme a agdo dessas enzimas, elas podem ser classificadas como:

1) Regiosseletivas, que sdo subdivididas em:

- Lipases ndo-especificas: hidrolisam ésteres de acidos graxos primarios ou

secundarios, liberando acidos graxos na posi¢ao 1(3) ou 2 (Figura 8);
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- Lipases 1,3-especificas: hidrolisam apenas ésteres de acidos graxos primarios,
isto €, na posi¢do 1 ou 3 (Figura 8).
2) Tipo-seletivas com relagdo ao tamanho da cadeia carbdnica e/ou ao numero de
insaturag@o do grupo acila.

3) Enantiosseletivas.
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Figura 8. Reagdes catalisadas por lipases do tipo nfo especifica e 1,3-especifica (PAQUES e
MACEDO, 2006).

O fato das lipases serem capazes de distinguir alguns fatores estruturais das cadeias
acila, como tamanho da cadeia, nimero, posicdo ou configuragdo das duplas ligacdes
(ANTCZAK et al., 2009), permite que algumas lipases sejam altamente especificas. Por
exemplo, a lipase produzida por Geotrichium candidum hidrolisa preferencialmente acidos
graxos com insaturagdo na posi¢io A® (DAVRANOV ¢ KHALAMEIZER, 1997). Contudo,
lipases que hidrolisam acidos graxos na posi¢do 2 do triglicerideo sdo raramente encontradas

na natureza (CONTESINI et al., 2010).
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2. Métodos para selecio de novas fontes de lipase

A demanda industrial e a percepcdo da variedade de futuras aplicacdes de lipases
justificam o interesse por fontes microbianas de lipase com capacidade de se manterem
estdveis e ativas em condicdes extremas (ROMDHANE et al., 2010). Os métodos utilizados
para selecdo de micro-organismos sio dependentes de varios fatores que incluem o
crescimento microbiano, a produgdo e liberagdo da enzima, a atividade e especificidade do
substrato ¢ a sensibilidade de deteccdo da atividade lipolitica (SHELLEY et al., 1987,
BEISSON et al., 2000). Esses métodos s@o divididos em duas categorias: aqueles no qual um
corante indicador é usado como mecanismo de detec¢do de lipdlise ou por meio de mudangas
na aparéncia do substrato (métodos indiretos ou qualitativos), e aqueles que envolvem a

hidrolise de um substrato lipidico sintético ou natural (métodos diretos ou quantitativos).

Nos métodos indiretos ou qualitativos, a lipolise € observada diretamente através da
mudanga da aparéncia do substrato em placa contendo agar, com a formagdo de um halo de
degradac¢@o do substrato emulsificado (trioleina ou tributirina) em torno da coldnia, em varios
meios de crescimento (ERTUGRUL et al., 2007). O halo formado pode ser de precipitagdo de
sais em meios de cultivo contendo Tween 20 ou Tween 80 (HANKIN e ANAGNOSTAKIS,
1975; SAMAD et al., 1989; KO et al., 2005). Os corantes indicadores victoria blue, spirit
blue, azul do Nilo e rodamina B também sao utilizados com esse proposito, sendo o resultado
observado através da mudanca de coloracdo dos indicadores, causada pela alteragcdo do pH do
meio de cultivo devido a liberag@o dos acidos graxos (SHELLEY et al., 1987, SAMAD et al.,
1989; MESSIAS et al., 2009; HASAN et al., 2009; SRIMHAN et al., 2010).

Essas técnicas s3o muito convenientes para uma selecdo rapida de micro-organismos
lipoliticos, contudo, podem resultar alguns falso-positivos, porque a acidificacio do meio
pode ocorrer devido a geragdo de outros metabdlitos acidos, que ndo os acidos graxos livres
liberados pelas lipases microbianas. Além disso, essa pratica deve ser utilizada com cautela,
uma vez que a difusdo de uma proteina através do gel ¢ uma fungdo da concentracdo da
proteina e o didmetro das zonas de hidrdlise produzidas pela difusdo da enzima pode ser uma

funcdo de sua concentracdo e ndo da sua atividade (SHELLEY et al., 1987).

Os métodos diretos ou quantitativos podem utilizar um triglicerideo como substrato
para lipases que pode ser sintético (tributirina ou trioleina) ou natural (6leos vegetais ou

animais). A atividade enzimatica ¢ determinada empregando-se a titulacdo dos acidos graxos
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liberados com hidréxido de sédio (GUPTA et al., 2003). Esse método € relativamente simples
de ser executado e de baixo custo, além de ser uma técnica conveniente para caracterizar a
atividade lipolitica, bem como o fendmeno de ativagdo interfacial (HASAN et al., 2009). O
azeite de oliva é o substrato mais usado para quantificar a atividade de lipase para muitas
espécies de micro-organismos (KASHMIRI et al., 2006; HASAN et al., 2009). O método ¢
muito sensivel e pode quantificar até 1 umol de acidos graxos liberados por minuto, mas ndo

¢ confidvel para valores abaixo de 0,1 pmol (FERRATO et al., 1997).

Os métodos espectrofotométricos sdo muito utilizados para a quantificacdo de lipase.
Esses métodos utilizam um substrato cromogénico onde o grupo cromdforo liberado gera um
produto colorido sendo analisado espectrofotometricamente em determinado comprimento de
onda (HASAN et al., 2009). O método mais utilizado para investigar as atividades lipase e
esterase emprega ésteres de p-nitrofenol com cadeias acil alifaticas cujo produto ¢ analisado
entre 400 — 410 nm (GILHAM e LEHNER, 2005) (Figura 9). Outros substratos como ¢steres
de B- ou a-naftol ou resorufina incorporada a um andlogo de triacilglicerol também foram
utilizados para determinar a atividade lipase (BOTHNER et al., 2000; GUPTA et al., 2003).
Esses substratos estdo disponiveis comercialmente com cadeias acila de varios comprimentos,
0 que permite determinar a especificidade da enzima sobre diversos acidos graxos (GILHAM
e LEHNER, 2005; HASAN et al., 2009). Muitos destes substratos, entretanto, sdo caros ¢
podem ser hidrolisados tanto por lipases como por esterases (SINGH et al., 2006). Em alguns
trabalhos, foram utilizados ésteres de resorufina, altamente especificos para lipases, contudo,
existe um namero muito limitado de lipases que pode agir sobre esses substratos

(CHEMNITIUS et al., 1992; BEISSON et al. 1999; ABOUSALHAM e VERGER 2000).

07 (CHa)14CHs o) OH
Lipase + /@/
+ HQO # CHg(CHg)ﬂ;CHg)J\OH OsN
- 2
NO;
p-Nitrofenil palmitato acido palmitico p-Nitrofenol

Figura 9. Reacdo de hidrdlise do p-nitrofenil palmitato catalisada por lipases.
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Além dos métodos anteriormente descritos, outros métodos quantitativos podem ser
utilizados para andlise da atividade lipase, tais como fluorescéncia (WILTON, 1990;
WILTON, 1991), cromatograficos (GUPTA et al., 2003; HASAN et al., 2009) e imunologicos
(CHRISTENSSON et al., 1985; HASAN et al., 2009).

A escolha do método a ser utilizado na determinagdo da atividade enzimatica deve
ser criteriosamente analisada para atender os objetivos do trabalho, uma vez que esses
métodos podem fornecer informagdes adicionais como ativagdo interfacial e especificidade da

enzima (GUPTA et al., 2003; HASAN et al., 2009).

3. Producio de lipases microbianas

Na literatura, comumente encontram-se relatos de micro-organismos que produzem
multiplas formas de lipase em um meio de cultura, com diferentes propriedades fisico-

quimicas (SHARMA et al., 2001; VAKHLU e KOUR, 2006; CAI et al., 2009).

3. 1. Fermentacdo submersa

Independente de suas vantagens e desvantagens, aproximadamente 90% de todos os
biocatalisadores industriais sdo produzidos por algum tipo de processo de fermentagdo
submersa em meios de cultivo otimizados e micro-organismos geneticamente modificados
(HOLKER et al., 2004; CONTESINI et al., 2010). O escalonamento do processo de produgio
de lipase requer a escolha de micro-organismo e substratos para a producdo, manipulacdo das
variaveis que afetam a producdo em escala de laboratorio, a escolha da configuracdo do
biorreator e o desenvolvimento e validacdo de modelos matematicos como ferramenta para
escalonamento, controle do processo e otimizagdo (TREICHEL et al., 2010). A produgéo de
lipase ¢ fortemente influenciada pelo tipo e concentracdo das fontes de carbono e nitrogénio,
pH de cultivo, temperatura e aeracao/agitacdo (ELIBOL e OZER, 2001; SHARMA et al.,
2001). A influéncia de fontes de carbono e nitrogénio individuais, bem como estudos
fisioldgicos da secrecdo, inducdo ou repressdo de lipases sdo facilmente conduzidas em escala
de laboratdrio com métodos paramétricos (DALMAU et al., 2000; LOTTI et al., 2001; LIMA
et al., 2003; MONTESINOS et al., 2003; BAPIRAJU et al., 2005; GULATI et al., 2005; LIN
et al., 2006b; MESSIAS et al., 2009; KIM et al., 2010; COLIN et al., 2010).
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Os modelos matematicos empregados na otimizagdo da producdo de lipases sdo
muito uteis para suprir as desvantagens da otimizacdo passo a passo que ndo inclui os efeitos
de interacdes entre a composi¢do do meio de cultivo e fatores ambientais sobre a atividade da
enzima (KUMAR e GUPTA, 2008; TENG e XU, 2008; ACIKEL et al., 2010). O modelo
Plackett-Burmen utiliza dois niveis e requer poucos experimentos, comparado ao modelo
fracionado. Esse modelo foi utilizado para identificar e selecionar as varidveis mais
importantes para a produgao de lipase e, posteriormente, otimizados em modelos de superficie
de resposta (HE e TAN, 2006; GUPTA et al., 2007; KUMAR e GUPTA, 2008). Rajendran et
al. (2008) relataram que o modelo Luedeking-Piret e suas modificacdes foram considerados
eficientes para predizer a massa celular, producdo de lipase e consumo de glicose,
respectivamente, com alto coeficiente de correlagdo. A utilizacdo de modelo fatorial composto
central (CCD) (CHENNUPATTI et al., 2009), modelo fatorial de composto central completo
(CCCD) (ELIBOL e OZER, 2002; WOLSKI et al., 2008), modelo fatorial Box-Behnken
(ACIKEL et al., 2010), entre outros, possibilitaram a otimizagdo das condi¢des de cultivo e
analise das interacdes entre os parametros utilizados com um numero reduzido de

experimentos.

Os processos fermentativos em escala piloto permitem a avaliagdo de outros fatores
envolvidos durante a producdo de lipases dada as caracteristicas do processo (TREICHEL et
al., 2010). Kar et al. (2008) investigou a influéncia de fatores extracelulares em sistema de
batelada utilizando reatores tipo STR (stirred tank reactor) em diferentes escalas. Esse
sistema permitiu reproduzir o fendmeno hidrodindmico encontrado em larga escala quanto aos
trés fatores analisados: o crescimento celular, a producdo de lipase extracelular e a indugao do
gene LIP2, que codifica a principal lipase de Yarrowia lipolytica. O processo de fermentagio
em batelada alimentada foi utilizado para minimizar os efeitos do metabolismo celular e,
principalmente, para evitar a inibi¢do pelos produtos da reagdo (KIM e HOU, 2006;
SURRIBAS et al., 2007; ZHAO et al., 2008; ARNAU et al., 2010).

3. 2. Fermentacdo em substrato solido

A fermentac¢do em substrato solido tornou-se uma atraente alternativa a fermentagao

submersa para aplicagdes especificas devido aos avangos no controle do processo, com o uso

de novos modelos de reatores e de novos substratos para essas fermentagdes e baixo custo do
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substrato (BELLON-MAUREL et al., 2003; COUTO ¢ SANROMAN, 2006; SUN et al.,
2009; RIGO et al., 2010; SANTIS-NAVARRO et al., 2011). A fermentacdo em substrato
solido ¢ definida como um processo no qual o substrato insoluvel € utilizado como suporte ou
como fonte de carbono e energia na auséncia de dgua livre (PANDEY et al., 2000; COUTO e
SANROMAN et al., 2006). Esse tipo de fermentagdo reproduz as condi¢des dos processos
microbioldgicos naturais como a compostagem e ensilagem (COUTO e SANROMAN et al.,

2006).

A producido de lipases microbianas por meio de fermentagdo em estado soélido por
fungos utilizando substratos como farelo de trigo (GARLAPATI e BANERIJEE, 2010) e em
residuos agroindustriais de baixo custo como bagago de cana-de-agticar (RODRIGUEZ et al.,
2006), torta da extracdo do 6leo de oliva (CORDOVA et al., 1998; MOFTAH et al., 2012),
torta de coco de babacu (GOMBERT et al., 1999; CAVALCANTI et al., 2005), torta de
gergelim (KAMINI et al., 1998), torta de mamona (MAHANTA et al., 2008), torta de soja
(DI LUCCIO et al., 2004), torta de amendoim (JOSEPH et al., 2011). Esses substratos contem
nutrientes residuais que podem servir tanto como fontes de carbono como de nitrogénio
(SALIHU et al., 2012), e foram relatados como bons substratos para a produgdo de enzimas
microbianas (RAMACHANDRAN et al., 2007). Além disso, os processos utilizando
substratos solidos sdo economicamente importantes para paises, como o Brasil, que possuem
abundante biomassa e residuos agro-industriais podendo ser utilizados como material de baixo
custo (DAMASO et al., 2008). A maioria dos estudos, portanto, foi realizada utilizando-se
poucas gramas de substrato, temperaturas mesofilicas e culturas puras bem conhecidas (SUN
e XU, 2008; GUTARRA et al., 2009; GARLAPATI e BANERJEE, 2010; RIGO et al., 2010;
IFTIKHAR et al., 2011). Poucos estudos foram conduzidos em escalas piloto ou industrial

(MALA etal., 2007; EDWINOLIVER et al., 2010).

Os biorreatores utilizados para o escalonamento de processos desenvolvidos para
fermentacdo em substrato sélido sdo divididos em quatro tipos baseados no sistema de
aeracdo e agitacdo empregado: bandeja, leito fixo, tambor horizontal e leito fluidizado
(COUTO e SANROMAN, 2006; SINGHANIA et al., 2009). A producdo de lipase, porém,
estd limitada aos fermentadores de bandeja e leito fixo; ndo sendo encontrados na literatura
estudos que envolvem a producdo de lipase em reatores de tambor horizontal ou leito
fluidizado (TREICHEL et al.,, 2010). Para a produ¢do de lipase por Aspergillus niger,
Edwinoliver et al. (2010) determinaram como melhor substrato uma mistura contendo farelo

de trigo, torta da extracdo do 6leo de coco e trigo em grio. Esse substrato foi transferido para
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escalas piloto de 100 g e 3 kg em bandejas de fermentagdo. Os rendimentos da produgdo
nessas condi¢des foram de 96 e 83%, respectivamente, sendo o decréscimo da produgdo apos
72 h de cultivo atribuido ao aumento da temperatura de 30 °C para 38 °C, na bandeja contendo
3 kg de substrato. Cavalcanti et al. (2005) estudaram a produg@o de lipase por Penicillium
simplicissimum em reatores de leito fixo, em escala de bancada, contendo torta de babagu e
bagaco de cana-de-agucar. A producdo de lipase foi de 26,4 U/g de substrato a temperatura de

27 °C e fluxo de ar de 0.8 L/min., utilizando-se modelo estatistico empirico.

3. 3. Fatores nutricionais

As lipases microbianas sd3o enzimas exclusivamente extracelulares e a producdo ¢
fortemente influenciada pelas condi¢des nutricionais e fatores fisico-quimicos, tais como pH,
temperatura e agitacdo (SARKAR et al., 1998; RODRIGUEZ et al., 2006; COLIN et al.,
2010). O fator mais importante para a expressdo dessas enzimas ¢ a fonte de carbono, uma
vez que a maioria das lipases sdo indutiveis (GUPTA et al., 2004; TREICHEL et al., 2010).
Nesse caso, as fontes de carbono atuam tanto como fonte de energia como também indutor
(FICKERS et al., 2004). Essas sdo de origem vegetal ou animal, constituida de triacilglicerois,
4cidos graxos e ésteres hidrolisaveis entre outras fontes menos convencionais (DOMINGUEZ

et al., 2003; PAPANIKOLAOU et al., 2007).

A escolha de oleos vegetais para a produgdo de lipase depende de alguns fatores
importantes como a alta porcentagem de ésteres de acidos graxos de cadeia longa,
disponibilidade e custo (LAKSHMI et al., 1999). Muitos pesquisadores utilizaram o azeite de
oliva, 6leo de soja, 6leo de girassol, 6leo de palma, 6leo de milho para produgido de lipases
por varios micro-organismos (CIHANGIR e SARIKAYA, 2004; TAN et al., 2004; TENG et
al., 2009). Esses 0leos apresentam o acido oleico como um dos principais componentes dos

triacilglicerois (OBRADORS et al., 1993; SHARMA et al., 2001).

As fontes de nitrogénio organicas e inorganicas também apresentam importante
funcdo na sintese de enzimas, sendo utilizadas pelas células para sintese de muitos fatores de
crescimento celular e aminoacidos necessarios para o metabolismo celular e sintese de
enzimas (TAN et al. 2004). Freire et al. (1997) relataram que a linhagem de Penicillium
restrictum foi incapaz de crescer em fontes de nitrogénio inorgéanicas. Esta linhagem, contudo,

apresentou alta taxa de crescimento e producdo de lipase em fontes de nitrogénio orgéanica
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(peptona de carne, peptona de soja e caseina). O alto rendimento na produ¢do de lipase no
meio de cultivo com peptona de carne foi atribuido ao conteudo em aminodcidos e/ou

cofatores requeridos pela fisiologia do micro-organismo compativel a sintese de lipase.

4. Purificacio de lipases microbianas

Muitas aplicagdes industriais de lipases ndo requerem preparagdes homogéneas da
enzima, uma vez que, certo grau de pureza ¢é suficiente para o seu uso (SAXENA et al,,
2003b). A purificagdo da enzima, entretanto, ¢ indispensavel para caracterizagdo da enzima
quanto as suas propriedades fisico-quimicas, bem como para analisar sua estrutura primaria de
aminoacidos e estrutura tridimensional (SAXENA et al., 2003b; GUPTA et al., 2004; LI ¢
ZONG, 2010). Os estudos de raios-X de lipases puras possibilitam esclarecer a relagdo
estrutura-fungdo e contribuem para melhor entendimento dos mecanismos cinéticos da agdo
hidrolitica, de sintese e mudanca de grupos de ésteres (TAIPA et al., 1992; SAXENA et al.,
2003b). Além disso, preparacdes de lipases purificadas sdo requeridas em processos
industriais que empregam enzimas para a producdo biocatalitica de produtos quimicos,
farmacéuticos ¢ cosméticos (FENG et al., 2004; KOBAYASHI, 2010; SHARMA et al.,,
2011).

Uma variedade de métodos foi usada para a purificagdo de lipases de diferentes
fontes microbianas, sendo que as estratégias mais utilizadas incluem técnicas ndo-especificas
como precipitagdio com sulfato de amonia, cromatografia de interagdo hidrofdbica,
cromatografia de exclusdo molecular e cromatografia de troca id6nica. Em alguns casos,
cromatografia de afinidade também tem sido utilizada (SHARMA et al., 2001). A Tabela 1
resume as técnicas utilizadas e os principais resultados obtidos na purificagdo de lipases

microbianas varias fontes.

Um método que utiliza a separagdo de fases, um fendmeno que ocorre quando duas
solucdes de polimeros soliveis em agua sdo misturadas, foi usado para purificacdo de lipase.
Neste procedimento, um polimero e uma solu¢do de sal também podem ser usados para
formar um sistema de duas fases em meio aquoso. Os polimeros mais comumente
empregados sdo polietileno glicol e dextrana (SAXENA et al., 2003b). Gupta et al. (2005)
utilizou uma matriz de polipropileno para desenvolver um procedimento simples de

purificagdo da lipase produzida por Burkholderia multivorans. Apés a matriz ter sido tratada
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com metanol, uma amostra de lipase foi adicionada, agitada por 2 horas e ligada a matriz.
Entre outros detergentes testados, somente Triton X-100 foi capaz de eluir a enzima do
suporte. Esse procedimento permitiu uma purificacdo de 3,0 vezes e um rendimento de 66%

foi obtido apds precipitagdo com 50% (v/v) acetona.

Bastida et al. (1998), Palomo et al. (2004) e Volpato et al. (2010) utilizaram a
capacidade de ativagdo interfacial das lipases como ferramenta para purificar diferentes
lipases microbianas. Esse procedimento usou a imobilizacdo de uma lipase em um suporte
altamente hidrofobico com o sitio ativo exposto para o meio aquoso, que permitiu a adsor¢do

de outras lipases via um mecanismo semelhante a forma¢do de agregados bimoleculares

(Figura 10).

Lipase
Imobilizada

Baixaforcaiénica (8 > ‘9 . Esterase

Por ex.: tampiio Smh
o Outras proteinas
Adsorcio especifica

@: —  Lipase purificada
% Detergente

Figura 10. Representacdo da adsor¢@o especifica de lipases sobre uma matriz contendo lipase

imobilizada (Adaptado de VOLPATO et al., 2010).
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Recentemente, novos materiais para purificacdo de lipases em escalas piloto foram
desenvolvidos. Yao et al. (2011) ativaram a resina Sepharose 4B com grupos ciclohexamina
ou acido mraminofenilborico para desenvolver um sistema de purificagdo de lipase por
afinidade. A lipase CALB expressa em Pichia pastoris foi aplicada em uma pequena coluna
contendo particulas do gel com os ligantes acoplados e as proteinas foram eluidas com uma
solucdo de 4cido acético e etanol. A lipase purificada por esse procedimento apresentou um
rendimento de 73%.

Procedimentos baseados em imuno-afinidade sdo mais seletivos para purificacdo de
proteinas, alcangando altos niveis de purificagdo em um unico passo (SAXENA et al., 2003a).
Embora os custos desta técnica tenham sido reduzidos com a producdo de anticorpos
monoclonais em reatores, ela continua sendo uma das técnicas de afinidade mais caras
(GUPTA et al., 2004). Esta técnica tem sido utilizada para estudos fisioldgicos de inducdo e
repressao da lipase em bactérias e leveduras (KOK et al., 1996; LOTTI et al., 1998; REIS et
al., 2005). Lotti et al. (1998) utilizaram um procedimento de imuno-afinidade (Western Blots)
para estudar o controle fisioldgico da produgao de lipase por Candida rugosa na presenga de
duas fontes de carbono (dcido oleico e glicose). Esta técnica possibilitou identificar uma
lipase expressada constitutivamente na presenca de glicose e outra induzida por acidos graxos

e inibida durante a transcri¢@o pela adi¢do de glicose ao meio de cultivo.

5. Imobiliza¢do de lipases microbianas

A imobilizacdo de enzimas pode ser um meio eficaz de reutilizar a enzima e
melhorar sua atividade e estabilidade. O tipo de suporte, bem como o método de imobilizagdo
influencia na atividade e estabilidade operacional de lipases imobilizadas. Assim sendo, a
escolha apropriada do processo de imobilizagdo pode reduzir significativamente os custos
operacionais de processos industriais que envolvem lipases (HUNG et al., 2003). Além disso,
esta estratégia ¢ muitas vezes utilizada para superar problemas de armazenamento,
estabilidade térmica e conformacionais, e ainda melhorar a qualidade dos produtos, evitando
subprodutos indesejados ou intermedidrios e melhora a cinética em reagdes organicas (TAHIR
et al., 2009).

Muitos métodos para a obtencdo de lipases imobilizadas estdo disponiveis, sendo

que cada método apresenta um grau diferente de complexidade e eficiéncia. Os métodos mais
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usados para a imobilizacdo de lipases sdo: aprisionamento, encapsulacdo, ligacdo e auto-
imobilizagdo (MURTY et al., 2002; KNEZEVIC et al., 2004) (Figura 11).

O método de aprisonamento consiste em separar o biocatalisador do meio
reacional por um envoltério semipermeavel (SHELDON, 2007). Este tipo de imobilizagdo
protege a enzima do contato direto com o ambiente, minimizando o efeito do contato com
bolhas de gases, acdo mecanica e contato com solventes organicos, mas tem o incoveniente
das limita¢des da transferéncia de massas e baixa carga enzimatica (BRADY ¢ JORDAAN,
2009). Um método comum de aprisionamento de lipases consiste no uso de matrizes de silica
sol-gel formadas por polimeriza¢do. Uma lipase de C. rugosa foi imobilizada em polimero de
alcool polivinilico - 4cido bdrico para esterificacdo de acido n-butirico a etil-butirato em
solventes organicos (DAVE e MADAMWAR, 2006). A enzima manteve 100% de atividade
apods 8 ciclos de reuso e 6tima estabilidade de armazenamento, pois apds 10 meses, a 10 °C,
ndo apresentou perda significante na geracdo do produto analisado. Pirozzi et al. (2009)
imobilizaram uma lipase de Rhizopus oryzae em uma matriz de sol-gel a base de zirconia em
um unico passo, de modo que, quando a gelificagdo ocorreu a enzima permaneceu aprisionada
e uniformemente dispersa no gel. Neste procedimento, a atividade da enzima imobilizada
aumentou em 3,8% em relagdo a enzima livre, ocorrendo perda de 30% da atividade a 50 °C,

apos 5 dias de incubacdo.
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Figura 11. Estratégias de imobilizacdo de enzimas: (A) aprisionamento, (B) encapsulagdo, (C)

ligacdo, (D) auto-imobilizagdo (Adaptado de Brady e Jordan, 2009).

O método de encapsulagéo é semelhante a0 método de aprisionamento. Neste

sistema, cria-se uma cela artificial delimitada por uma membrana porosa em que moléculas
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grandes, tais como enzimas, ndo sdo capazes de difundir através desta membrana, enquanto
que moléculas pequenas, como substratos e produtos, se difundem (DALLA-VECHIA et al.,
2004). Diversos polimeros naturais, tais como alginato e k—carragena, gelificam em certas
condigdes e servem para aprisionar biocatalisadores em geral. Neste procedimento, além da
desvantagem difusional, deve-se garantir a inexisténcia de agentes quelantes, como fosfato e
EDTA, nos meios de reagdo, pois na presenca deles o gel vai se desarranjando e o
biocatalisador acaba por se desprender e se solubilizar (FRASER e BICKERSTAFF, 1997).
Yadav e Jadhav (2005) desenvolveram um procedimento de imobilizacdo da lipase B de C.
antarctica, no qual a enzima foi pré-imobilizada em silica meso-porosa e encapsulada em
alginato de célcio, com rendimento de 26% e atividade recuperada 62%. Neste procedimento,
a imobilizagdo favoreceu o reuso da enzima sem perda de atividade apds o quarto ciclo, e
evitou um cisalhamento das pérolas de alginato de calcio no interior de um reator agitado.
Uma lipase de C. rugosa foi encapsulada em matriz quimicamente inerte sol-gel na presenca
de calix(aza)crowns como novo aditivo. A enzima encapsulada apresentou maior rendimento
que a enzima livre na hidrélise enantioseletiva do composto éster metilico naproxeno, retendo
18% de sua atividade de reag@o enantioseletiva, apos o sexto reuso (UYANIK et al., 2011).

Os métodos que envolvem a ligac8o da enzima em um suporte sdo divididos em
dois grupos: ligacdo covalente e adsorcdo. A ligacdo covalente é baseada na formagdo de
ligacdes entre um suporte e alguns grupos funcionais de residuos de aminodcidos na
superficie da enzima. Neste procedimento, o suporte ¢ primeiro ativado por um reagente
especifico para tornar os seus grupos funcionais fortemente eletrofilicos, os quais reagem
fortemente com grupos nucleofilicos da enzima (MURTY et al., 2002). A vantagem deste
método € a resisténcia da ligagdo, estabilidade da enzima imobilizada, ndo ocorrendo perda da
enzima para a solu¢do mesmo na presenca de solugdes de alta forca ionica (BRADY e
JORDAAN, 2009). Além disso, a enzima imobilizada apresenta maior especificidade e
seletividade, bem como reducdo na inibi¢do (BLANCO et al., 2007). As desvantagens deste
processo sdo o alto custo e baixo rendimento, uma vez que a conformagdo da enzima e a
atividade sdo fortemente influenciadas pela ligagdo covalente. A lipase de C. rugosa
covalentemente ligada em uma membrana fibrosa de poli(acrilonitrila—co-2-hidroxietil
metacrilato) reteve, aproximadamente, 40% da atividade inicial (HUANG et al., 2008). Neste
procedimento, a atividade da enzima caiu constantemente com o reuso, devido a desnaturacio
durante o processo, sendo que a atividade residual da enzima foi de 60% apds 30 dias de

armazenamento a 4 °C.
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A imobilizagdo por adsor¢do ocorre por meio de interacdes ionicas ou hidrofobicas.
Virios materiais podem ser utilizados com este propdsito e a escolha de um deles depende de
suas propriedades, como forga mecanica, estabilidade fisica e quimica, carater
hidrofobico/hidrofilico, capacidade de adsor¢do e custo (DALLA-VECHIA et al., 2004). A
imobilizacdo de lipases em suportes hidrofobicos foi estudada utilizando octil agarose,
octadecil-Sgpabeads, silicatos ¢ vidros hidrofobicamente revestidos, hidrofobinas, etc
(PALOMO et al., 2003). Este método ¢ relativamente simples e barato, pode ser utilizado com
baixa for¢a i6nica (5-25 mM tampdo fosfato) e ndo modifica quimicamente a enzima, mas
apresentam algumas limitagdes como a lixiviagdo da enzima em solventes aquosos e
imobilizagdo pelo sitio ativo com perda da atividade (FERNANDEZ-LAFUENTE et al.,
1998; MATEO et al., 2007; BRADY e JORDAAN, 2009). Adsorc¢do hidrofébica de lipases
em suportes em que o involucro ¢ coberto por uma camada espessa de compostos
hidrofobicos permite que a enzima reconhega esses suportes como uma interface lipideo-agua,
ocorrendo o fendmeno de ativacdo interfacial durante a imobilizacdo, podendo ser observado,
muitas vezes, uma hiperativagdo da enzima como consequéncia deste processo de
imobiliza¢do, que promove estabilizacdo da forma ativa da enzima (PALOMO et al., 2002;
CUNHA et al., 2008).

A imobilizagdo por adsor¢do i6nica em DEAE-celulose de uma lipase produzida por
Scytalidium thermophilum apresentou boa estabilidade a estocagem, atividade em uma ampla
faixa de pH, entre 4,5 ¢ 9,0, foi praticamente insensivel a temperatura de reacdo entre 35 ¢ 50
°C, sendo sua atividade estimulada cerca de 3 vezes em presenga de n-hexano na concentragdo
de 80% (v/v) (LAZARI, 2010).

No método de auto-imobilizagdo a enzima é imobilizada sem suporte, usando
ligantes bifuncionais capazes de fazer ligacdes cruzadas, como o glutaraldeido, onde os
ligantes unem covalentemente as moléculas de enzima uma as outras. Este método possibilita
obter alta atividade especifica e volumétrica (BRADY e JORDAAN, 2009). As desvantagens
do método sdo rendimentos muito baixos de imobilizag¢do, baixa reprodutibilidade, baixa
reten¢do da atividade, auséncia de propriedades mecanicas e fraca estabilidade (MURTY et
al., 2002; SHELDON et al., 2007). Utilizando este método, uma lipase de C. rugosa foi
imobilizada em membranas hidrofilicas e hidrofobicas, utilizando glutaraldeido como agente
ligante (HILAL et al., 2004). A atividade variou significativamente dependendo da membrana
e da concentracdo do ligante, o qual serviu tanto como agente de precipitagdo da lipase como

agente de ligacdo cruzada. Gupta et al. (2009) sintetizaram um agregado de enzima por
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ligacdo cruzada de uma lipase de Thermomyces lanuginosa também utilizando glutaraldeido
como agente ligante. Esta preparacdo foi muito estavel e pode ser utilizada por 10 ciclos com
perda minima de atividade.

Assim, a imobilizacdo de lipases oferece solugdes favoraveis para muitas aplicacdes
biotecnoldgicas, como a estabilizacdo da estrutura da enzima, permitindo que suas aplicacdes
em condi¢des adversas de pH, temperatura e solventes organicos sejam possiveis em ambiente

industrial (KNEZEVIC et al., 2004).

6. Caracterizacio de lipases microbianas

A caracterizag¢@o bioquimica das lipases microbianas tem sido amplamente relatada,
especialmente as propriedades importantes para as aplicagdes industriais. As propriedades
gerais das lipases microbianas, incluindo peso molecular, ponto isoelétrico (pl), pH e
temperatura 6timos e estabilidade estdo resumidas na Tabela 2. Os efeitos de varios fatores
sobre a atividade, estabilidade e especificidade dessas enzimas, como substrato,
especificidade posicional, efeitos de ions metalicos, surfactantes e inibidores, atividade e
estabilidade em solventes organicos podem determinar sua adequagdo para o uso em

diferentes ambientes e industrias (CONTESINI et al., 2010; LI e ZHONG et al., 2010).

6. 1. Agregacio de lipases

A agregacdo das lipases ¢ uma dificuldade frequentemente relatada nos estudos de
purificacdo destas enzimas (LIMA, 2004) e pode ocorrer devido a presenga de uma superficie
hidrofobica composta por seus respectivos aminoacidos (SUGIMURA et al., 2000) ou devido
a presenca de materiais hidrofébicos, tais como lipidios, no meio de cultivo (STUER et al.,
1986). Fernandez-Lorente et al. (2003) e Wilson et al. (2006) relataram que as lipases podem
formar agregados bimoleculares pela adsor¢do entre lipases na forma aberta, devido a grande
cavidade hidrofobica formada ao redor do sitio ativo. Estes agregados geralmente apresentam
propriedades cataliticas completamente diferentes, quando comparados as moléculas de

lipases individuais (VAKHLU et al., 2006).
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O comportamento de agregacdo da lipase de C. rugosa foi estudado com o auxilio
de cromatografia de exclusdo molecular, eletroforese denaturante, técnica de fluorescéncia e
espectroscopia de dicroismo circular (LIOU et al., 1998). O perfil da atividade lipase eluida
de uma coluna de Sephadex G200 mostrou quatro picos com atividade lipase de massa
molecular aparente de 440, 240, 130 e 60 kDa. A analise em gel de eletroforese desnaturante
(SDS-PAGE) indicou a presenca de uma tUnica banda de 60 kDa para os quatro picos
anteriormente identificados. Dessa forma, foi comprovada a agregacdo da lipase de C. rugosa,
sendo demonstrado também que a agregacdo influencia fortemente a ligacdo interfacial e o
comportamento catalitico, uma vez que, o pico 1 (polimero) apresentou atividade especifica
de 3,14 U/mg proteina, o pico 2 (tetramero) apresentou atividade de 1,72 U/mg, o pico 3
(dimero), atividade de 1,11 U/mg, enquanto que e o pico 4 (mondmero), apresentou atividade

especifica de 0,86 U/mg.

6. 2 Propriedades bioquimicas de lipases microbianas

As lipases microbianas sdo enzimas cujas formas monoméricas apresentam massas
moleculares que variam de 20 kDa a 94 kDa (Tabela 2). A lipase de Yarrowia lipolytica
apresentou massa molecular de 20 kDa por eletroforese desnaturante (SDS-PAGE).
Inicialmente, essa enzima apresentou massa molecular aparente de 400 kDa por filtragdo em
gel, indicando que houve formacdo de um agregado de 20 unidades (SATHISH YADAYV et
al., 2011).

C. antarctica produziu duas lipases com massas moleculares distintas: lipase A (CalA)
de 45 kDa (DIMITRIJEVIC et al. 2012) e lipase B (CalB) de aproximadamente 33 kDa (YAO
et al., 2011). As lipases A e B produzidas por C. cylindracea apresentaram, respectivamente,
massas moleculares de 64 kDa e 62 kDa (RUA et al., 1993). As lipases Lip 2 ¢ Lip 3
produzidas por C. rugosa apresentaram massas moleculares de 58 kDa e 62 kDa,
respectivamente, quando analisadas por SDS-PAGE. Essas mesmas lipases, contudo,
apresentaram massas moleculares de 34 kDa e 38 kDa, respectivamente, quando analisadas
por filtragdo em gel (PERNAS et al., 2000). Massas moleculares anormais estimadas por
cromatografia de filtracdo em gel sdo comuns também para glicoproteinas (DUBIN et al.,

1993).
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Muitas lipases microbianas apresentam atividades 6timas em pH neutro ou alcalino
e em temperaturas moderadas (Tabela 2). Lipases com atividade 6tima em pH écido e nos
extremos de temperaturas, oriundas de psicrofilos ou termdfilos, tem sido relatadas. Entre
essas, algumas estio sendo utilizadas em importantes aplica¢des industriais (FUCINOS et al.,
2005; MHETRAS et al., 2009). Benjamin e Pandey (2001) isolaram trés isoformas de lipases
produzidas por C. rugosa DMS 2031. A isoforma Lip A apresentou atividade 6tima em pH
7,0, enquanto Lip B e Lip C mostraram atividades 6timas entre 7,0 e 8,0. As trés isoformas
dessa lipase apresentaram atividades otimas entre 35 — 40 °C, sendo que Lip B foi mais
termoestavel nas temperaturas de 45 — 50 °C, enquanto que as isoformas Lip A e Lip C
apresentaram melhores termoestabilidades entre 35 — 45 °C. A lipase produzida por Mucor sp.
foi ativa na faixa de pH 5,0 — 9,0, com atividade 6tima em pH 7,0. Essa enzima apresentou
87% de sua atividade na faixa de pH 5,0 — 7,0 ap6s 24 h, sendo que abaixo de 5,0 ou acima de
9,0 a atividade foi bruscamente reduzida, ndo sendo observada atividade nos pH 3,0 € 9,0
apos esse periodo de incubagdo. Essa enzima foi mais ativa na temperatura de 35 °C e estavel
entre as temperaturas de 30 — 45 °C, com atividade residual acima de 50% da atividade inicial

(ABBAS et al., 2002).

Lipases acidas foram caracterizadas em Aspergillus niger (MHETRAS et al., 2009),
Penicillium sp. (DHEEMAN et al., 2011), Pseudomonas gessardii (RAMANI et al., 2010) e
Yarrowia lipolytica (SATHISH YADAYV et al., 2011). A. niger produziu uma lipase com
atividade 6tima em pH 2.5, sendo que em pH 1,5 a atividade foi de 75%, enquanto que, em
pH 4,0 houve uma redugdo de 50% de sua atividade (MHETRAS et al., 2009). Essa enzima
foi extremamente estavel apos 5 dias de incubagdo na faixa de pH 8,0 — 11,0, retendo 100%
de sua atividade; porém, na faixa de pH 4cido foram observados apenas 10% de sua atividade.
A temperatura 6tima de atividade para a lipase de A. niger foi de 50 °C, sendo que a 70 °C
houve uma forte reducio de sua atividade com perda de quase 95% da sua atividade original.
A lipase foi estavel a 40 °C por 3 dias, enquanto que a 50 °C houve a reducdo de 52% da
atividade original apds 1 h de incubag¢do. Penicillium sp. DS 39 produziu uma lipase que
apresentou pH o6timo de 5,5, e estabilidade na faixa de pH 5,0 — 6,0 (acima de 95% de
atividade) apds 24 h de incubacdo (DHEEMAN et al., 2011). A atividade otima da lipase
produzida por Y. lipolytica foi observada em pH 5,5 e temperatura de 25 °C (SATHISH
YADAV et al., 2011). Essa enzima foi estavel na faixa de pH 4,0 - 6,0 ¢ na faixa de
temperatura de 10 °C — 30 °C, sendo que acima dessa temperatura a atividade da enzima foi

praticamente nula.



Ul
sode D, G — 0€ 9P 9PEPIALE BP 2,()S 9P BWIOR 9Ad}01

(200?7) 'Te 10 seqqy eunzuo v 'Y g sode L — ¢ Hd op exiey wo [oAg)sy 93 0°L 79 (47 ds Joon|\
(1102) "o 0€ — 01 9P XIE] BU [9AR)SH “our[eo[e Hd

Te 10 ABpE A USIIES WO OPEPI[IQIS BINO ‘9 — f Hd 9P EXIE] BU [0ARISH ST 0°s - 0T 6£9¢ IION eonkjodi| BIMOLTeA
Y ¢ sode D, 0S
9 (Of7 © 9pEPIATIR BNS 3P %G/ 9 986 AT BWIZUD Y

(T107) Te12 NPA  "3PEPI[IqEISd & dIqOS 011950 0onod 40} Hd op orderreA 09 0°L - 6¢ Y0NV SeINed SeUOWO BY

(S002) Te 30 ®mdnn - - - - 0¢ SUeJOA|NW B1ep joupIng

- - 08 865 179 ¢ dry
(0007) 'Te 10 seurod - - 08 6y 8¢ ¢ dr1esofniepipued
‘sosed] se vred ojueyowos . . q d
10§ D, O & BOIULID) OPEPIIEISA V0L O 0L Lv ] ¢ ErTE oR
(0007) Te 12 zodo] 9 0°s Hd op exTEJ BU SI0AR)SO WIo] sosedI] sy 0€ 0°L 8y - [ dr7 g osedi| esobn. epipued
SEIp ‘ ‘ d
G‘110d D, 0 ® 9 7°L HA ou [9ap)so 10] g osedr i 0L L4 (4 g osediT

"SeIp

(€661) Te 10 Y t 10d O, 0¢ € 2 7°L Hd ou [oAIsa T0f v/ asedr] - 0°L SIS 9 v osedrT eaoepul ko epipued

(1107) e 19 0B - - - ce~ g asedrT eanorejue epipued
"JUAUWIBALDASAL Y [0 2 H€°0 “bT T “0°¢ B [BnSI D,

(T107) Te 10 dmafinruiq 08 @ SL ‘0L ‘9 & epia IO Y  sode D, (09 B [9ARISH 09 - - St v asedr] eanoelue epipued

suIno ouno
1g 1o )
SEIUINY apepiqessdy (D)L Hd |d WIN OWISIUES.10-0.IIIA]

‘seuerqororw sasedi] op sre1dd seorwrnboiq sopeparidold g edqe L

TS| eursed



(0107) 'Te 10 TuewEey

(6007) "Te 32 SendyW

(1102) ‘I8 10 uRWAAYQ

(0007) 'T® 10 ueIUIYRYD

(8661) 'Te 30 quq[

(0007) Te 10 10119

(6007) Te 10 18D

SEIUQIYY

es| eursed

G‘6 — 01 Hd ap exie] vu [9ARISH

T ¢ 10d D, O © 19ABIST Y T sode (0°0T —
0°8) oured[e [d wd SpEPIALE BP %001 24239y

4 € sode D, 05 @ D, St W %06 2

%06 2 Y T sode 0°9-0°s Hd wo apepIane %6
0°L

— Gy Hd op exiej vu [9A®3S? (¢, Hd wd
Do 0F — 07 9p seanje1odwo) Seu [9ARISH

Do SY B UL O]
sode apepiane nopiad ¢, ¢¢ o g Hd wd

Y | p stodop [enpisal SPEPIALE P %06
"Do ST B [9ABISI 10] BUIZUD Y/

Y [ sode D, O & 9PEPIAIE BP %08 dA1Y
'0°8 Hd W opepIAne ep 9408 9421y

q 1 sode O, 0 & 9pepIane %001
0A0JY "6 — 9 HA op exIe] BU [0AR)SO SIBIA]

IpEpIIqeIsy

0S

Sy

014

Sv

Sl

0¢C

euimno

(@B

owmo

Hd

d

0'v6

(43

134

er-0v

6T
U
8'ce

‘1%
(@)

NI

Ip Jessal seuowopnesd

LOZT INIDN 61U sn||1bedsy

6€-SA "dswnij|piusd

11 @sedr T wnidojoAa winijjoiued

I asedr T wnido Ao wni|joiued

wnuaBosAIyd wnij|oiued

qdry

vdrT ¢-nm D9AS dswnyd1ai099

OWISIUE310-0.IITJA]

‘ogdenunuo)) ‘g Bqe],



Pagina |53

As lipases ativas em temperaturas baixas estdo despertando interesse devido as suas
aplicag¢des nas industrias farmacéuticas, de sintese de produtos de quimica fina, de alimentos,
de produtos domésticos e aplicagdes ambientais, porque suas baixas temperaturas otimas e
elevadas atividades em temperaturas baixas sdo caracteristicas favordveis para producdo de
substancias relativamente instaveis ou frageis (JOSEPH et al., 2007). Geotrichum sp. SYBC
WU-3 produziu duas lipases com atividades 6timas a 20 °C (LipA) e a 15 °C (LipB) e estaveis
por longo periodo a 25 °C (CAI et al., 2009). O pH 6timo das lipases foi de 9,5 e as suas
estabilidades foram de 60% (LipA) e 40% (LipB) em pH 8,0 apés 24 h de incubagdo.
Photobacterium lipolyticum sp. nov. produziu lipase com atividade 6tima a 25 °C, mas
também com alta atividade nas temperaturas de 5 °C a 15 °C. A energia de ativagdo dessa
enzima foi de 2,07 Kcal/mol entre as temperaturas de 5 °C a 25 °C, indicando que a enzima se
tratava de uma tipica lipase adaptada ao frio (RYU et al., 2006). O pH 6timo dessa enzima foi
9,0 em temperatura de 30 °C e permaneceu razoavelmente estavel de pH 5,0 a 11,0 apds 30

min. de incubagao.

As lipases microbianas termoestaveis sdo comercialmente significantes para uso
industrial em sintese organica e nas industrias de alimentos (LI e ZHANG et al., 2005). Entre
as lipases termoestaveis estudadas encontram-se as dos géneros Bacillus (SINCHAIKUL et
al., 2001; SHARMA et al., 2002; AHMAD et al., 2008), Geobacillus (LI e ZHANG, 2005;
TAYYAB et al., 2011), Thermus (DOMINGUEZ et al., 2007), Penicillium (GUTARRA et
al., 2009; LI e ZHONG, 2010) e Aspergillus (SAXENA et al., 2003a). Thermus thermophilus
HB27 produziu uma lipase com atividade 6tima e alta estabilidade térmica a 85 °C por varias
horas. O pH 6timo de atividade pareceu estar entre 6,0 e 7,0, mas continuou a aumentar em

regides mais alcalinas (FUCINOS et al., 2005).

7. Aplicacdes de lipases microbianas

Devido a versatilidade das lipases microbianas de promover grande numero de
reacdes em temperatura ambiente ou moderada e em pressdes moderadas, o uso dessas
enzimas em aplicagdes industriais como reagdes de hidrdlises, bioconversdes e sinteses
aumentou significativamente nos ultimos anos, sendo as principais aplicagdes nas industrias
de alimentos, detergentes e farmacéuticas (HOUDE et al., 2004; ARAVINDAN et al., 2007,
HASAN et al., 2010).
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Na industria de alimentos, as lipases sdo utilizadas para a formulag¢do de alimentos
mais nutritivos a partir da sintese de lipidios estruturados (HOUDE et al., 2004). Os lipidios
estruturados sdo dleos ou gorduras modificados para adquirir propriedades fisicas e
nutricionais melhoradas para a utilizagdo em alimentos como margarinas. Essas modificacdes
incluem mudangas na composi¢ao de acidos graxos, mudancgas nas posi¢oes dos acidos graxos
no triacilglicerol e mudancas no comprimento da cadeia dos acidos graxos, bem como no

numero e posi¢cdo das insaturagdes (CARVALHO et al., 2003, KAUSHIK et al., 2010).

O emprego de lipases durante o processo de fabricagdo de alimentos pode acentuar
seus sabores ou aromas devido a hidrélise de ésteres de acidos graxos presentes no processo.
Abbas e Comeau (2003) estudaram a sintese de ésteres de acidos graxos de cadeia curta a
partir de uma lipase imobilizada produzida por uma linhagem de Mucor sp. Hernandez et al.
(2005) avaliaram as modificagdes do aroma e sabor durante a fabricagdo artesanal de queijos
de cabra, por aplicacdo de lipases microbianas. Esses autores observaram que o uso de 8 U de
lipase para 50 L de leite resultou em aumento de 80% na liberacdo de acidos graxos de cadeia

curta, o que conferiu aos queijos tipo Idiabazal um aroma acre e intenso.

O uso de lipases na industria de detergentes representa a principal aplica¢do dessas
enzimas. As lipases destinadas a formulag@o de detergentes sdo especificamente selecionadas
com relacdo a baixa especificidade pelo substrato, alta atividade em baixas temperaturas,
estaveis em condi¢des alcalinas, na presenga de surfactantes e de outras enzimas, como
proteases, normalmente presentes em tais formulagdes (HASAN et al., 2010). Devido a
importancia das lipases nesse setor industrial, novos micro-organismos sao estudados visando
a producdo de lipases para esta aplicagdo, incluindo técnicas moleculares para o

melhoramento da produgdo das lipases (HORCHANI et al., 2009).

Prazeres et al. (2006) estudaram a aplicagdo de uma lipase alcalina produzida por
Fusarium oxysporum em detergentes comerciais. Essa lipase foi compativel com varios
surfactantes i0nicos e ndo-idnicos e detergentes comerciais. Além disso, essa enzima
apresentou ampla especificidade por substrato, estabilidade em pH alcalino e em alta
temperatura. Os efeitos da temperatura, pH e varios componentes de detergentes sobre a
atividade e estabilidade de uma lipase produzida por Fusarium solani N4-2 foram estudados
para uma avaliagdo preliminar a formula¢do de detergentes (LIU et al., 2009). Comparada

~ . . ® . . .
com a preparacdo comercial Lipolase™, essa enzima mostrou maior estabilidade em
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surfactantes i10nicos e ndo-iOnicos, detergentes comerciais, agentes oxidantes e maior

resisténcia a degradacdo por proteases.

A aplicagdo de lipases na industria farmacéutica apresenta varias vantagens sobre a
sintese quimica, como enantiosseletividade, regiosseletiviadade, condigdes moderadas de
reacdo que evita isomerizagdo, racemizagdo, epimerizagdo, reacdes de rearranjos, reutilizagdo
de biocatalizadores imobilizados, economia no processo ¢ mutagénese das enzimas para
fungdes especificas (HOUDE et al., 2004; KENNEDY et al., 2006). As lipases microbianas
também sdo utilizadas na industria farmacéutica para a obtengdo de acidos graxos poli-
insaturados livres e seus monogliceridios e diglicerideos, necessarios para a sintese normal

dos lipidios da membrana plasmatica e de prostaglandinas (ARAVINDAM et al., 2007).

Sakaki et al. (2001) utilizaram lipases de Candida rugosa imobilizadas em reatores
de membrana para resolucdo de ésteres metilicos de (R,S) naproxeno. Naproxeno, um
derivado do 4cido propidnico, ¢ um anti-inflamatério ndo esteroide, inibidor da
ciclooxigenases 1 e 2. A imobilizacdo da enzima e as condi¢gdes operacionais estabelecidas
nesse estudo possibilitou a obtengdo de um excesso do enantidmero S-naproxeno de 92%.
Kahveci e Xu (2011) avaliaram um processo repetitivo de hidrélise do o6leo de salmdo
empregando lipase de C. rugosa para o enriquecimento de acidos graxos poli-insaturados da
familia 6mega 3, como 4acido ecosapentaendico e acido docosaexaendico. Esses compostos
sdo amplamente empregados na elaboragdo de produtos nutracéuticos e farmacéuticos
utilizados na prevengdo de doengas cardiovasculares, hipertensdo, diabetes, artrites e

desordens inflamatoérias e autoimunes (RIEDIGER et al., 2009).

As aplicagdes industriais das lipases estdo contribuindo para um continuo aumento
do mercado mundial de enzimas, uma vez que as lipases estdo entre as enzimas mais
utilizadas em processos industriais (HOUDE et al., 2004). A producio de biodiesel catalisada
por lipases microbianas ¢ uma tendéncia para os proximos anos na tentativa de substituir as
vias quimicas de sintese, e reduzir os custos de producdo. Essa apresenta algumas vantagens
sobre a catdlise quimica como menor gasto de energia, permite féacil recuperacdo de glicerol e
da transesterificagdo de triglicerideos com elevados teores de acidos graxos livres. (BAJAJ et
al., 2010). Contudo, segundo Fjerbaek et al. (2009) os custos da enzima por quilograma de
¢ster produzido ainda permanece superior, quando comparado aos custos dos catalisadores

alcalinos.
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Biopolimeros como polifenois, polissacarideos e poliésteres estdo recebendo maior
atencdo das industrias devido ao consideravel grau de diversidade, complexidade e por serem
biodegradaveis e produzidos com recursos naturais renovaveis (JAEGER e EGGERT, 2002).
As lipases s@o utilizadas no processo de sintese de ésteres com grandes vantagens por serem
altamente seletivas em condi¢des moderadas de trabalho. Entre as limitagdes e problemas de
producdo estdo os custos e a disponibilidade das enzimas, pequena diversidade de substratos,
a quantidade de catalisador utilizado para o rendimento do processo, etc (KOBAYASHI,
2010).

A presenca de dleos e gorduras em dguas residudrias de induastrias de processamento
de alimentos como laticinios, abatedouros e cervejarias causam problemas em todas as etapas
do tratamento de seus efluentes (MENDES et al., 2005). A aplicacdo de lipases no tratamento
de efluentes apresenta algumas vantagens como simplicidade e facilidade no controle do
processo, ndo havendo necessidade de aclimatagdo da biomassa, nem efeitos por choque de
cargas de poluentes, operando em ampla faixa de pH, temperatura e salinidade (KARAM e

NICELL, 1997).

8. Fontes produtoras de lipases

Lipases ocorrem amplamente na natureza, mas aquelas de origem microbiana sao
comercialmente atrativas por causa do baixo custo de produgdo, alta estabilidade, maior
diversidade e disponibilidade (ARAVINDAN et al., 2007). Essas enzimas também se
destacam por serem extracelulares e apresentarem alta quimiosseletividade, regiosseletividade

e estereosseletividade (BEISSON et al., 2000).

Novos micro-organismos produtores de lipases ou lipases recombinantes de
linhagens de Candida rugosa, C. cylindracea, C. antartica, C. utilis, Pseudomonas sp. ou
Rhizopus spp. (SCHIMIDT-DANNERT et al., 1998; RUCHI et al., 2008; PUSKAS et al.,
2011) com caracteristicas bioquimicas melhoradas podem reduzir os custos de produgdo em
grandes quantidades ou promover a obten¢cdo de um produto mais puro para determinadas

aplica¢des industriais (SCHIMIDT-DANNERT, 1998).
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Novas lipases foram produzidas por micro-organismos extremofilos, incluindo
espécies termofilas e psicréfilas de amostras ambientais. Vdarias amostras microbianas
isoladas de solo foram analisadas por selecdo em meios solido e liquido para a produgido de
lipases, revelando que aproximadamente 20% foram produtoras de lipase (KO et al., 2005,
FREGOLENTE et al., 2009; GRIEBELER et al., 2011). A identificagdo taxondmica resultou
na descricdo de espécies microbianas desconhecidas produtoras de lipases, incluindo fungos
filamentosos, leveduras e bactérias (Tabela 3). Estas lipases foram extensivamente
caracterizadas com respeito a sua atividade hidrolitica e de sintese, bem como sua
enantiosseletividade para substratos artificiais, como acidos carboxilicos, alcodis, aminas e
resolucdo de racémicos (LIN et al., 2006a; MESSIAS et al., 2009; ROMDHANE et al., 2010;
BOUAZIZ et al., 2011).

Tabela 3. Novas linhagens de micro-organismos produtores de lipases.

Micro-organismos Fonte Propriedades / Aplicacio Referéncias

Talaromyces thermophilus Fungo Alcalina, termoativa Rondhane et al. (2010)

/detergentes de lavanderia

Botryosphaeriaribis Fungo Alcalina, alta estabilidade em Messias et al. (2009)

solventes organicos

Colletotrichum gloesporioides Fungo Alcalina / hidrdlise de 6leos Balaj e Ebenezer
vegetais (2008)

Pichia lynferdii Levedura Ativa em baixas temperaturas Kim et al. (2010)

Pseudozima hubeiensis Levedura Acida, termoestavel / aumento ~ Bussamara et al. (2010)

da atividade em detergentes e

compostos quelantes

Cryptococcus spp. Levedura Simetria-assimetria de Lin et al. (2006)

proquirais propanodiol

Saphylococcus xylosus Bactéria Alcalina, termorresistente Bouaziz et al. (2011)
Sphingobacterium multivorum Bactéria Transesterificagdo Lietal. (2010)
Fervidobacterium nodosum Bactéria Alcalina, termofila, resistentea  Yu et al. (2010)

solventes e ions metalicos
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9. Candida viswanathii: descricéo, fisiologia e aplicacdes biotecnologicas.

A linhagem Candida viswanathii foi primeiramente isolada e identificada do fluido
cerebrospinal de um caso fatal de meningite (VISWANATHAN ¢ RANDHAWA, 1959).
Posteriormente, a mesma espécie foi novamente isolada a partir de escarros durante
investigagdes micoldgicas de rotina em materiais clinicos (SANDHU e RANDHAWA, 1962).
Mais tarde, estudos em animais de laboratério indicaram que a patogenicidade de C.
viswanathii é variavel entre as cepas isoladas (SANDHU et al., 1965). Atualmente, casos
isolados de infecg¢do por C. viswanathii sdo relatados na literatura, sendo que esta espécie é

algumas vezes, associada a outros micro-organismos patogénicos (MARTINS et al., 2009).

As colonias de C. viswanathii cultivadas em agar glicose e peptona a 25 °C, ap0s trés
dias, apresentam-se com coloragdo creme, esféricas, sem brilho, lisas ou enrugadas, tornando-
se mais enrugadas com projecdes capilares em incuba¢do mais prolongada. As células
apresentaram-se arredondadas, ovais ou cilindricas com tamanhos que variaram de 1,4 — 6,0 x
2,0 — 10,8 p. As células podem ser unicas ou formando cadeias ramificadas de células

alongadas irregulares (Figura 12).

Figura 12. Células de Candida viswanathii (A) cultivadas por trés dias em extrato de malte a 27 °C e
(B) pseudomicélio desenvolvido em meio batata dextrose agar (SANDHU e RANDAWA, 1962).
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C. viswanathii ¢ capaz de assimilar as fontes de carbono D-glicose, maltose, D-
galactose, trealose, celobiose, D-salicina, arbutina, melezitose, sacarose, amido, glicerol,
ribitol, xilitol, D-glucitol, entre outras e fermentar glicose, galactose, maltose e muito
fracamente sacarose e lactose (BARNETT et al., 2000). Entre as fontes de nitrogénio
comumente utilizadas em meio de cultura, esta espécie ndo assimila nitrato de potassio e ureia
(SANDHU e RANDHAWA, 1962). Baseado nas anélises de sequéncias de genes D1/D2 LSU
do rRNA e reassociagdo do DNA nuclear, C. viswanathii apresenta as seguintes sinonimias:
Trichosporum lodderae, Fermentotrichon lodderae, Candida lodderae e Candida
aquaetextoris (KURZTMAN et al. (2011).

Os primeiros trabalhos envolvendo aplicagdo biotecnoldgica de C. viswanathii foram
realizados na India, onde um grupo de pesquisadores isolou uma linhagem de solo
enriquecido com acetofenona como unica fonte de carbono para a producdo de
oxidorredutases (SONI et al., 2005). Na ocasido, foi estudada a redugdo estereosseletiva de
heteroarilmetilcetonas para a sintese de (S)-a-(3-piridil)etanol e de S(-)-1-(1’-naftil)etanol,
importantes intermedidrios na sintese de alcaloides ativos de importancia farmacéutica (SONI
et al., 2005; KAMBLE et al., 2005). Estudos posteriores foram desenvolvidos para a
otimiza¢do da producdo de carbonil redutase de C. viswanathii ¢ a purificacdo desta enzima
(SONI et al., 2005; FATIMA et al., 2007; SONI et al., 2007a; SONI et al., 2007b). Mais
recentemente, foi desenvolvido um estudo visando o emprego da carbonil redutase de C.
viswanathii em um sistema aquoso-solvente orgdnico para aumentar seu potencial

biocatalitico (KANSAL et al., 2009).
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Capitulo 2

Influence of carbon and nitrogen sources on lipase production by

a newly isolated Candida viswanathii strain
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Abstract

Microorganisms can produce lipases with different biochemical characteristics making
necessary the screening of new lipase-producing strains for different industrial applications.
In this study, ninety microbial strains were screened as potential lipase producers using a
sensitive agar plate method with a suitable medium supplemented with Tween 80 and also a
liquid culture supplemented with olive oil. The highest cell growth and lipase production for
C. viswanathii were found in triolein and oleic acid when used as sole pure carbon sources.
Renewable low-cost triacylglycerols supported the best cell growth and olive oil was found to
be the best inducer for lipase production (19.50 g/L and 58.50 U). The selected conditions for
enzyme production were found with yeast extract as nitrogen source and 1.5% (w/v) olive oil
(85.70 U) that resulted in a good cell growth yield (Yxs = 1.046 g/g) and lipase productivity
(1.204 U/h) after 72h on shake-flask cultivation. C. viswanathii lipase presented high
hydrolytic activity on long-chain fatty acids and this strain can be considered an important

candidate for future applications in oleochemical industries.

Keywords: Candida viswanathii, triacylglycerol, lipase, lipolytic yeast, olive oil
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Introduction

Lipases (triacylglycerol acyhydrolases E.C. 3.1.1.3) are hydrolases that catalyze the
hydrolysis of triglycerides to glycerol and free fatty acids over an oil-water interface
(TREICHEL et al., 2010). The complex lipases mechanism of action includes a process of
interfacial activation, which comprises two different conformations: an open and active
conformation and a closed and inactive conformation (PALOMO et al., 2005). Due to their
ability to hydrolyze fats, lipases are commonly used as additives in industrial laundry and
household detergents; however, they can also be applied in the food, pulp and paper,
pharmaceutical and chemical industries, and for the resolution of racemic chemicals
(SHARMA et al, 2001; HOUDE et al., 2004). More recently this enzyme has been
investigated for biodiesel production (LI and YAN, 2010).

Microbial lipases have been receiving special industrial attention because of their
biochemical properties and broad substrate specificity. Extracellular yeasts lipases for
industrial applications can be produced by submerged and solid state fermentations, and also
by immobilized cell cultures (SHARMA et al.,, 2001; TREICHEL et al., 2010). Many
bacteria, yeasts and molds can produce lipases (WANG et al., 2007), and among terrestrial
yeasts, several Candida spp., Yarrowia lipolytica, Rhodotorula spp., Pichia spp. and
Trichosporum spp. are known aslipase producers (VAKHLU and KOUR, 2006; TREICHEL
et al., 2010). Molecular biology techniques have also been successfully utilized to increase
lipase production by microorganisms (CHANG et al., 2006; DARVISHI et al., 2011; SHENG
et al., 2011). Despite the large number of lipase producers, only few yeast strains, such as
Candida spp., Torulopsis spp., Yarrowia lipolytica, Trichosporum spp., Geotrichium sp. and
Pichia sp. can use hydrophobic substrates (PAPANIKOLAOU and AGGELIS, 2010). The
multiplicity and complexity of the genes involved in microorganisms’ catabolic pathways
significantly valorize hydrophobic substrates like vegetable oils, waste-cooking oil, waste
edible oil and tallow allowing the synthesis of high value metabolites such as bio-surfactants,
tailor-made single cell-oils, organic acids and biodiesel by these strains (ADAMCZAK et al.,
2009; BEOPOULOS et al., 2009; PAPANIKOLAOU and AGGELIS, 2010). Y. lipolytica is a
model-microorganism capable of breaking-down hydrophobic substrates such as n-alkanes,
fatty acids, fat and oils through specific metabolic pathways, for the production of single cell
protein, single cell oil, organic acids, and lipases (FICKERS et al., 2005; DARVISHI et al.,
2009; PAPANIKOLAOU and AGGELIS, 2010).
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Currently, research on lipases is focused mainly on the production and biochemical
characterization of crude or purified enzymes. An important new approach is the
incorporation of carbon (especially hydrophobic substrates) and nitrogen sources, into culture
media for a better understanding of the physiology of lipase-producing strains in submerged
fermentations and also in order to obtain higher enzyme production (LAKSHMI et al., 1999;
DALMAU et al., 2000; FICKERS et al., 2004; TAN et al., 2004; MESSIAS et al., 2009).
Some agro-industrial by-products have been evaluated as substrates for the production of fine
chemicals and some enzymes, including lipases (PAPANIKOLAOU et al., 2007; DARVISH
et al., 2009). In other cases, agro-industrial wastewaters were incorporated in culture media
for lipase production, consequently allowing the removal environmental pollutants from
contaminated water (VARGAS et al., 2008; MAFAKER et al., 2010). Organic and inorganic
nitrogen sources, play an important role in enzymes synthesis as inorganic sources can be
used quickly, while organic nitrogen sources can supply cells with growth factors and amino
acids required for cell metabolism and enzymes synthesis (TAN et al., 2004). In addition,
other parameters such as agitation, pH and temperature should also be considered.

Although some of the above-mentioned lipase producers have been extensively
investigated, screening programs have found some emerging lipase-producing yeasts and
novel biocatalysts that represents a promise for biotechnological innovation in many areas
(BUSSAMARRA et al., 2010). The Brazilian ecosystems biodiversity is a promising source
of new microorganisms that can produce a variety of biocatalysts with desirable properties for
industrial applications.

The aim of this work was to select the best lipase producing microbial strain isolated
from different Brazilian ecosystems or from industrial effluents and also to determine the

effect of various carbon and nitrogen sources on the lipase production by the selected strain.

Materials and Methods
Microorganisms. origin and maintenance
Filamentous fungi strains isolated from soil of Atlantic rainforest (RUEGGER and

TAUK-TORNISIELO, 2004) and Caatinga areas (SIMOES and TAUK-TORNISIELO, 2006)

were obtained from the Culture Collection of the Environmental Studies Center (CEA),
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UNESP, Rio Claro, Sdo Paulo, Brazil. Yeast strains isolated from Cerrado environment, were
provided by the Laboratory of Environmental and Biotechnological Microbiology, Federal
University of Tocantins, Palmas, Tocantins, Brazil. Other filamentous fungi strains were
isolated from poultry slaughterhouse effluent (Fricock, Rio Claro, Sdo Paulo, Brazil).
Candida viswanathii was isolated from wastewater of a Brazilian oil refinery
(Replan/Petrobras, Paulinia, Sdo Paulo, Brazil) (SOARES Jr. et al., 2008). These strains were
considered as from industrial environment. All strains were grown on MEA-slants for five

days at 28 °C and subsequently kept in a refrigerator.

Screening of lipolytic microorganisms

Preliminary lipolytic microorganisms screening was carried out in Petri dishes
containing the medium proposed by Hankin and Anagnostaki (1975) composed of (g/L):
peptone, 10; NaCl, 5; CaCl,.2H,0, 0.1, agar, 20, supplemented with 1% (w/v) Tween 20. The
final pH was adjusted to 7.4 and the medium was autoclaved at 121 °C, for 20 min. Cultures
were incubated at 28 °C and daily examined during 7 days. The enzymatic activity was
measured by an enzymatic index, i.e. the rate between the opaque halo diameter around the
colony and the diameter of the colony. The best periods of cultivation for measurements was
established and colonies showing an opaque area due to calcium salts precipitation were

selected for the subsequent screening in liquid medium.

Inoculum preparation and lipase production conditions

Liquid medium was prepared using a modified Vogel’s medium (VOGEL, 1956).
Trace elements solution (solution A) was prepared containing (g/L): citric acid.H,O, 50,
ZnS04.7H,0, 50, Fe(NH4)2(SO4)2.6H,0, 10; CuS04.5H,0, 2.5; MnSO4.H,0, 0.05; H;BO;,
0.05; Na,M004.2H,0, 0,05. Salt solution (solution B) was prepared containing (g/L): sodium
citrate.5H,0, 150; KH,POy4, 250; NH4NOs, 100; MgS04.7H,0, 10; CaCl,.2H,0, 5 and biotin
solution (0.1 mg/mL), 5 mL; solution A, 5 mL; 0.2 mL chloroform. The solutions were
maintained at 4 °C. Medium preparation consisted in 50-fold dilution of the solution B,

replacing glucose by other carbon sources and the final pH was adjusted to 6.0.



Pagina | 84

Cultures were performed in Erlenmeyer flasks (125 mL) containing 25 mL of culture
medium. Soluble pure carbon sources (glucose, galactose, lactose, mannitol, sorbitol,
glycerol, citric acid, lactic acid), hydrophobic pure sources (lauric acid, myristic acid, palmitic
acid, stearic acid, oleic acid, linoleic acid, tributyrin and triolein) and natural triacylglycerols
(canola, castor, corn, linseed, olive, palm, soybean, sunflower oils, chicken fat, lard and beef
tallow) were used initially at 2% (w/v) concentration. Hydrophobic substrates were
mechanically emulsified allowing the dispersion of fat particles into the aqueous phase.
Nitrogen sources (corn steep liquor, peptone, tryptone, yeast extract, urea, NH4Cl, (NH4)>SO4
and NH4NO;) were added to the culture media at a 0.2% (w/v) concentration. Different
concentrations of triacylglycerols (0.5, 1.0, 1.5, 2.0, 2.5, 3.0, 3.5, 4.0, 4.5, 5.0%, w/v) were
also evaluated with yeast extract or NH4Cl.

Time-course of lipase production using the best carbon source concentration (olive oil,
1.5% w/v) and nitrogen source (yeast extract) was carried out during 120 h. Samples were
collect each 12 h.

All media were autoclaved at 121 °C for 20 min. Inocula were prepared using 5-day
old cultures. Media were inoculated with 1 mL yeast cells or fungal suspension (1x10” spores
or cells per mL) and incubated at 28°C, 180 rpm for the same period of those used in solid
cultures. Biomass was separated from the fermentation broth by filtration (membrane
cellulose acetate 0,45 pm cut-off) and dried at 105 °C until constant weight. Cell-free broth

was used for lipase activity assays.

Lipase activity assays on synthetic substrate

Lipase activity was assayed with p-nitrophenyl-palmitate (pNPP) as substrate (YANG
et al., 2002). pNPP was firstly solubilized in 0.5 mL of dimethyl sulfoxide, then diluted to 50
mM with 50 mM sodium phosphate buffer pH 7.0, containing 0.5% Triton X-100. Lipase
activity was determined by following the hydrolysis of pNPP at 37°C. The reaction was
stopped at different intervals by heat shock (90°C, 1min), followed by the addition of 1 mL
saturated sodium tetraborate solution. The p-nitrofenolate formed was measured
spectrophotometrically at 405 nm. The molar extinction coefficient for p-nitrophenol (pNP) at

405 nm is 1.8 x 10* M' cm™. Controls were prepared without enzyme. One unit of enzyme
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activity was defined as the amount of enzyme that releases 1 pmol of pNP per min. Results

were presented as total units of enzymes.

Hydrolytic activity of lipase on triacylglycerols

Hydrolytic lipase activity was determined using a modified titration method (LEAL,
2000). The hydrolysis of tributyrin, triolein or olive oil was determined at 37 °C, following
the release of fatty acids by titration. Each 10% substrates (w/v) were individually emulsified
in 0.5 mM sodium phosphate buffer pH 7.0, containing 6% (w/v) Triton X-100. The reaction
was started by adding 1 mL samples to 5 mL of this emulsion, and then maintained in orbital
shaker at 300 rpm for 30 min. The reaction was stopped by adding 16 mL of an
acetone:ethanol solution (1:1, v/v). The released fatty acids were titrated to pH 11.0 with a 0.1
M NaOH solution. One unit of enzyme activity was defined as the amount of enzyme that
releases 1 pmol of fatty acid per mL per min. The results were expressed as percentage of

pNPP hydrolysis.

Determination of residual olive oil after cultivation

The culture supernatant was transferred to Erlenmeyer flasks (125 mL) and acidified
to pH 1.0 with concentrated sulfuric acid. Then, 10 mL of hexane were added to the samples,
which were vigorously agitated and maintained in a separating funnel until the separation of
organic and aqueous phases. The organic phase was oven dried at 40°C and the mass was

measured in analytical balance.

Protein analysis

The protein was determined by the Lowry method (LOWRY et al., 1951), using

bovine serum albumin as standard.
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Results and discussion

Selection of lipolytic microorganisms

Table 1 list the strains evaluated in the selection of lipolytic producers. In the first
step, 11 filamentous fungi and 8 yeast strains were selected as lipase-producers in solid
medium, representing 21% of the microorganisms (Table 2). The Aspergillus niger,
Aspergillus spp. F2, Lipomyces starkeyi 1 and II, Metharhizium anisopliae, Penicillium
simplicissimum, Rhodotorula graminis, Rhodotorula glutinis I and II, Yarrowia lipolytica I
and II, Rhizopus sp. L04 and Candida viswanathii strains showed the highest enzymatic index
reaching over 65%. Lower enzymatic index were observed for Aspergillus spp.,
Gliocephalotrichum simplex, Penicillium verruculosum, Penicillium janthinellum, Rhizopus
sp. LOS and Verticillium lecani strains (bellow 56%). These strains were cultured in liquid
medium with olive oil and 63% of them presented lipase activity as verified by pNPP
hydrolysis (Table 2).

No lipase activity was observed in liquid cultures with P. simplicissimum, G. simplex,
Y. lipolytica I, Y. lipolytica II, R. graminis, L. starkeyi I and L. starkeyi II. These results can
be attributed to the medium composition used for lipase production since the Y. lipolytica and
P. simplicissimum are known good lipase producers in submerged and solid state cultivations
(GUTARRA et al., 2007; PAPANIKOLAOU et al., 2007; WANG et al., 2007; VARGAS et
al., 2008; SHENG et al., 2011). Aspergillus spp., Aspergillus spp. F2, A. niger, P.
janthinellum, P. verruculosum, R. glutinis I, R. glutinis II, V. lecani, Rhizopus sp. L04 and
LOS5 strains produced only low levels of lipase activity. The greatest lipase activity was
verified with C. viswanathii that presented values of 52.50 U, significantly higher than that
from M. anisopliae (23.75 U). C. viswanathii is reported here for the first time as an
extracellular lipase producer and no information about the lipase produced and its properties
are known to date. A biotechnological application of C. viswanathii lipase is for the
production of carbonil reductase, which presents high enantioselectivity and high potential for
hydrocarbons and biodiesel degradation (SOARES JR et al., 2008; FATIMA et al., 2007).
Therefore, due to its biotechnological potential as well as due to the high lipase production, C.

viswanathii was selected for further optimization studies.
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Effect of pure carbon sources

C. viswanathii can use various carbon compounds for energy production and biomass
formation (KURTZMAN et al.,, 2011). When cultivated in medium supplemented with
glucose, galactose, mannitol, sorbitol or glycerol C. viswanathii growth is verified but no
lipase production was observed (Table 3). These results suggest this enzyme is inducible and
can be subjected to catabolic repression, as observed for the lipase production by Candida
rugosa (DALMAU et al., 2000). Cultures with lactose, lactic acid and citric acid showed low
cell growth (1.20, 1.52 and 2.33 g/L, respectively) and no lipase production. Among the fatty
acids and triacylglycerols, the highest C. viswanathii growth was observed with oleic acid and
triolein. C. viswanathii growth on hydrophobic substrates was critically influenced by
composition of the fatty acids in the medium. Cultivation with saturated fatty acids (lauric,
myristic, palmitic, stearic) provided low growth (values between 2.00 and 4.56 g/L,
respectively), and low lipase production (0.25U). One possible reason is that all these fatty
acids are solids, and cannot be dispersed completely in the broth. Similar results were also
observed for the lipase production by Rhizopus chinensis (TENG et al., 2009), and a possible
solution for this problem would be the addition of emulsifiers or ethanol into the culture
medium (SHIMADA et al., 1992). The highest C. viswanathii growth and lipase production
were observed with triolein (10.82 g/L and 10.25 U, respectively), followed by acid oleic acid
(9.06 g/L and 6.75 U, respectively) and the highest specific activities were also observed with
this triacylglycerol and fatty acid (3.43 U/mg and 2.88 U/mg, respectively). Usually, saturated
fatty acids supported microbial growth and lipase production by yeasts as observed in several
other studies (OBRADORS et al., 1993; DALMAU et al., 2000; SARAVANAN et al., 2007),
however, oleic acid has been considered the most important inducer for some microorganisms
(SHARMA et al., 2001; TREICHEL et al., 2010).

Microbial growth in cultures performed without carbon sources (control) and/or with
tributyrin showed that the C. viswanathii strain could not use this carbon source for growth or
for lipase production; however, the yeast could have produced some isozymes or an esterase
responsible for the hydrolysis of this triacylglycerol and cell maintenance. Differently from
other hydrophobic substrates, e.g. alkanes, triacylglycerols are firstly hydrolysed by lipolytic
enzymes into free fatty acids, which are then taken up directly into the cell (FICKERS et al.,
2005), and tributyrin, followed of other short- and medium-chain fatty acids, was found to be
a potent repressor of lipase production in Acinetobacter calcoaceticus (KOK et al., 1996).
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C. viswanathii growth was absent in medium with linoleic acid. This pure unsaturated
fatty acid can have caused the death of the inoculum, since this fatty acid may cause apoptosis
in yeast cells even at low concentrations (FERREIRA et al., 2011). Although, other reports
indicate that linoleic acid is not toxic to yeast cells, and lipases can be produced with this
carbon source by filamentous fungi (SHIMADA et al., 1992; OHNISHI et al., 1994; POGORI
et al., 2008; TENG et al., 2009). Thus, Ferreira et al. (2011) demonstrated with
Saccharomyces cerevisiae that cell growth decreased in cultures treated with 0.1 mM linoleic
acid, and the toxicity was dependent of the number of cells used in the experiment. This
finding could explain the results found in this study since this fatty acid was present at high

concentration in the culture medium.

Effects of natural triacylglycerols

Lipase production and C. viswanathii growth in different natural triacylglycerols, as
well as predominant fatty acids presence are shown in Table 4. The choice of inducers was
based on the presence of high percentage of long chain fatty acids, its availability and cost.
The cultures prepared with natural triacylglycerols were more effective for lipase production
and cell growth in comparison with pure fatty acids (Table 3). These findings would be
related to the intrinsic composition of the vegetable oils, and also to the presence of several
tocopherols and other liposoluble vitamins that are important for microbial growth.

The highest lipase activity (58.50 U) and cell growth (19.50 g/L) were achieved in
medium with olive oil. The lowest lipase activity was detected, respectively, in castor oil, beef
tallow and lard. The results found for lipase production with castor oil could be related to the
anti-nutritional effect of the ricinoleic acid (present in 90% of total composition), an
unsaturated omega-9 fatty acid that has in its structure an unusual hydroxyl linked to the 12-
carbon. Besides this fatty acid, castor oil is composed by 0.7% palmitic acid, 0.9% stearic
acid, 2.8% oleic acid, 4.4% linoleic acid and 0.2% linolenic acid (SALIMON et al., 2010).
These results were also found for the lipase produced by C. rugosa with coconut oil that
present the hydroxy substituted C-14 fatty acids (LAKSHMI et al. 1999). Moreover, beef
tallow and lard are solid in ambient temperature and mechanical emulsion could not promote
adequate dispersion of these substrates in the liquid medium, resulting in low lipase

production, and low biomass formation.
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Parameters analyzed for olive oil including Yxis (0.975 g/g), Px (0.270 g/h), Yis
(2.808 U/g), Pr. (0.812 U/h) and qr. (0.041 U/g/h), indicate that this carbon source is a suitable
hydrophobic substrate for lipase production. The highest specific activity was also found in
cultures with olive oil (10.63 U/mg of protein), followed by palm oil (10.54 U/mg of protein).
These results could be justified by the fact that C. viswanathii lipase was induced
preferentially with esters of monounsaturated (18:1 A’) fatty acids followed of this fatty acid,
as showed in Table 3. Olive oil is constituted by triacylglycerols that contains approximately
80% oleic acid and it i1s considered a good inducer for lipase synthesis by many
microorganisms (SHARMA et al.,, 2001; DARVISH et al., 2009; WANG et al., 2007;
MAFAKHER et al., 2010), what could be related with the fact of the lipases hydrolyze ester
bounds preferentially of fatty acids residues at positions 1 and 3 of the glycerides, and some
extracellular lipase requires oleic acid as stabilizer/activator (BARTH and GAILLARDIN,
1997).

Other triacylglycerols sources, i.e. maize, soybean, canola, linseed, sunflower, palm
oils and chicken fat, promoted cell growth but were not efficient to induce the secretion of
high levels of lipase into the fermentation medium. Combinatory effect of olive and palm oil
(0.75:0.25) was effective for lipase production (42.75 U) and biomass formation (18.36 g/L)
by C. viswanathii. Yield parameters analyzed for this combined carbon source presented good
growth (Yx/s = 0.918 g/g) and lipase production (Yr,s = 2.137 U/g, PL=0.593 U/h and qr, =
0.032 U/g/h), it would be important to turn the process more cost effective.

The incorporation of vegetable oil with different predominant C18:n fatty acids could
have influenced the lipase production and cell growth in flasks fermentation due to enzyme
specificity for some fatty acids. The results in Figure 1 indicated C. viswanathii lipase shows
the highest hydrolytic activity on triolein and olive oil suggesting this enzyme preferentially
hydrolyzes long chain fatty acids. A correlation among lipase activity and predominant C18:n
fatty acids was verified for the C. rugosa lipase in which it was observed that lipase
production increased as the total amount of C18:n fatty acids esters in the vegetables oils
increased (LAKSHMI et al. 1999). In this study, the composition of unsaturated C18:1 fatty
acids of the vegetable oils clearly enhanced the lipase production of C. viswanathii. This
finding was also reported for the lipase production by many microorganisms because oleic
acid is not the best carbon source for lipase production but it is an easily assimilable carbon

source (LAKSHMI et al., 1999; AZEREDO et al., 2007; TENG et al., 2009).
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Effect of nitrogen sources

Various mineral and organic nitrogen sources were evaluated in the lipase production
and C. viswanathii growth and the results are shown in the Table 5. Among mineral nitrogen
sources, ammonium chloride and ammonium sulfate supported good cell growth (14.06 g/L
and 14.56 g/L, respectively) but a deleterious effect on lipase production was observed.
Moreover, ammonium nitrate supported good cell growth (19.5 g/L), lipase production (58.50
U) and also resulted in high specific activity (10.63 U/mg of protein).

Organic nitrogen sources (peptone, tryptone and yeast extract) lightly increased lipase
and cell productivity, except for corn steep liquor. Yeast extract was the best nitrogen source
for lipase production (68.75 U) and cell growth (24.37 g/L). The highest specific activity
(10.57 U/mg) was also observed with this nitrogen source. For other parameters analyzed, C.
viswanathii presented high cell growth and lipase production with peptone (Yx;s = 1.049 g/g;
Yiis = 2.962 U/g), tryptone (Yxis = 1.042 g/g; Yis = 3.100 U/g) and yeast extract (Yx/s =
1.218 g/g; Yiis = 0.340 U/g). These organic nitrogen sources are usually used as they provide
additional nutritional factors such as amino acids, vitamins and cofactors to the cells (BARTH
and GAILLARDIN, 1997; TAN et al., 2004; DARVISH et al., 2009).

The high specific rate of lipase production (0.072 U/g/h) and biomass production (Yxs
= 0.539) with corn steep liquor indicates that this low-cost nitrogen source could be a strong
candidate for lipase production in large scale process, since in the literature it is suggested that
lower Yxis values around 0.5 - 0.7 g/g obtained from high-lipase producing are very
satisfactory for single-cell protein fermentation with fatty substrates (KAMZOLOVA et al.,
2005; PAPANIKOLAOU et al., 2007; DARVISH et al., 2009). Urea provided the lowest
growth (3.80 g/L) and lipase production (0.50 U). Although this nitrogen source was used for
lipase production in other studies (CORZO and REVAH, 1999; RODRIGUEZ et al., 2006),

during the test of assimilation the C. viswanathii strain weakly used urea for growth.

Effect of selected inducer concentrations

As discussed above, nitrogen sources may supply microorganisms with different

requirements during the growth and enzyme production. Thus, the effects of ammonium

nitrate and yeast extract on lipase production and C. viswanathii growth were evaluated using
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several concentrations of olive oil in the fermentation medium. These nitrogen sources were
chosen for these experiments because they presented very similar specific activity values (~10
U/g of protein) and they are readily available at low cost.

The maximal lipase production (86.50 U) and the highest specific activity (12.8 U/mg
of protein) were achieved in cultures supplemented with 1.5% (w/v) olive oil (86.50 U) and
yeast extract (Table 6). The highest lipase production (64.50 U) was in 3.0% (w/v) olive oil
cultures supplemented with ammonium nitrate. Above these concentrations lipase activity
decreased due to the inhibitory effect of the produced glycerol (LAKSHMI et al., 1999). In
similar studies, maximal lipase production was achieved in cultures with 0.75 — 2.5% (w/v)
vegetable oils (MAHADIK et al., 2002; TAN et al., 2004; GULATI et al., 2005).

C. viswanathii cultures with olive oil (at 0.5 — 1.5%, w/v) rendered excellent biomass
yield (Yxs >1.2 g/g) when supplemented with yeast extract. Above this olive oil
concentration it was observed a continuous decrease in biomass yield. Cell growth with
ammonium nitrate was lower when compared to cultures with yeast extract; however, these
results are interesting in the case of a strain that shows good growth on hydrophobic
substrates. This growth behavior on hydrophobic substrates is commonly found in oleaginous
microorganisms that are capable to consume fats and at the same time accumulate high
quantities of intracellular lipids (PAPANIKOLAOU and AGGELIS, 2011). Y. lipolytica
cultures in olive oil supplemented with ammonium sulfate presented 0.710 g/g biomass yield
(DARVISH et al., 2009), that is considered a good single-cell growth on hydrophobic

substrates.

Time-course of lipase production

The time-course of lipase production and olive oil consumption were assayed for 120
h in medium with 1.5% (w/v) olive oil and 0.2% (w/v) yeast extract. The highest enzyme
production and specific activity values were observed in 72 h cultures (85.70 U, 14.31 U/mg
of protein, respectively) (Figure 2a). Typical microbial growth and olive oil consumption
curves were observed (Figure 2b). After 24 h, the olive oil was exhausted from the
fermentation medium and after 60 h, growth reached the stationary phase with maximal cell
growth achieved after 48 h cultivation (16.00 g/L). Lipase production was cell growth

associated, and lipase production decreased from middle of stationary phase. These results are
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similar to those with Rhizopus arrhizius and C. rugosa in relation to cell growth and lipase
production (ELIBOL and OZER, 2000; TAKAC et al., 2010).

The data of this study are also compared in terms of maximum extracellular
productivity (Table 6). Therefore, these results found for biomass and lipase yield (Yxs =
1.245 g/g; Yis = 6.117 U/g), productivity (Px = 0.242 g/h; P = 1.204 U/h) and specific rate
of lipase production (qr = 0.066 U/g.h) were considered very satisfactory for biomass and

single-cell protein production.

Concluding remarks

C. viswanathii was selected as lipase-producer among ninety candidates for lipase
production. The lipase production in media with pure hydrophobic substrates indicated that
this is enzyme is meaningly induced by triolein and oleic acid. Renewable low-cost
substrates, e.g. vegetable oils as olive oil, were more effective for lipase production and could
support expressive cell growth. Due to these characteristics, C. viswanathii strain can be an
important candidate for hydrophobic substrates degradation and lipid accumulation. Our
results suggest that a more detailed study should be carried out to improve the lipase
production and to investigate the potential of this strain for lipid accumulation.

The high hydrolytic activity of C. viswanathii lipase on olive oil and triolein is
important for a future application of this enzyme in order to obtain unsaturated fatty acids.
Due to its biotechnological importance, further studies are underway aiming to optimize the
production of lipase and also to purify and biochemically characterize this enzyme. This way,
we expect a better exploitation of the potential of this microorganism and of the lipase

produced.

Abbreviations

X: biomass (g/L);
L: maximum lipase activity (U);
S: substrate (g/L);

Yxs0: biomass yield on substrate unconsumed (g/g);
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Ywsso: lipase yield on substrate unconsumed (U/g);
Yxs: biomass yield on substrate consumed (g/g);

Ys: lipase yield on substrate consumed (U/g);

Px: biomass productivity (g/h);

Py: lipase productivity (U/h);

qr: specific rate of lipase production (U/g of biomass/h)
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Table 1. Total microorganisms selected for screening of lipase producers.

Strains
Filamentous fungi Yeasts
Atlantic rainforest 33 -
Caatinga area 34 -
Cerrado environment - 7

Industrial environment 9 7
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Table 2. Evaluation of lipase production from selected filamentous fungi and yeasts.

Strain Origin Time of Solid cultures Liquid cultures

cultivation  Enzimatic index Lipase activity

(hy* (%) (%)
Penicillium simplicissimum 120 74.96 +4 .11 ND
Penicillium verruculosum 120 40.42 +4.38 0.75+£0.01
Penicillium janthinellum 120 38.64 + 6.86 9.50+0.12
Verticilliumlecani 120 26.76 £ 1.09 0.75+0.02

Atlantic
Metarhizium anisopliae 120 70.10 + 0.46 23.75+£2.25
rainforest
Gliocephal otrichum simplex 120 55.78 £ 6.14 ND
Aspergillus spp. 120 48.60 = 1.61 6.44 £0.83
Aspergillus niger Caatinga 120 80.53 £2.08 7.50+0.81
Yarrowia lipolytical 72 70.58 +4.88 ND
Y. lipolytica II 72 68.24 +£2.90 ND
Rhodotorula graminis 72 79.24 £2.97 ND
Rhodotorula glutinis1 Cerrado 72 74.51+1.52 2.25+0.75
R. glutinisII 72 72.24 +1.83 2.76 £0.50
Lipomyces starkeyi 1 72 77.76 £ 4.69 ND
Lipomyces starkeyi 11 72 73.30 £5.92 ND
Rhizopus sp. L04 120 68.48 + 8.05 0.75+0.00
Rhizopus sp. L05 . 120 26.40 £0.01 0.25+0.01
Industrial
Aspergillus spp. F2 . 120 71.33 +2.84 1.25 +0.09
environment

Candida. viswanathii 72 66.67 £2.15 52.50 +£5.50

* Time (h) represent the maximum lipolytic activity observed in agar plates cultures containing Tween
80. Liquid cultures were performed in liquid Vogel’s medium with 2% (w/v) olive oil, 180 rpm at

28°C.
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Table 3. Lipase production and Candida viswanathii growth in different pure carbon sources.

Carbon sources Lipase activity Specific activity Biomass
V) (U/mg) (g/L)
Carbohydrates
Glucose ND ND 11.85+0.07
Galactose ND ND 9.32 £0.68
Lactose ND ND 1.20+0.01
Alcools
Mannitol ND ND 13.63 £0.99
Sorbitol ND ND 8.83£0.52
Glycerol ND ND 15.47 £0.35
Organic acid
Citric acid ND ND 2.33+0.35
Lactic acid ND ND 1.52 +£0.39
Fatty acids
Lauric (12:0) 0.25+0.01 0.22+£0.02 4.56 £ 0.45
Mirystic (14:0) 0.25+0.01 0.15+0.01 3.25+0.04
Palmitic (16:0) 0.25+0.01 0.12+0.00 3.32+0.51
Estearic (18:0) 0.25+0.01 0.04 £0.00 2.06 £0.03
Oleic (18:1) 6.75+0.75 2.88+0.71 9.06+0.11
Linoleic (18:2) ND ND ND
Triacylglycerols
Tributyrin ND ND 2.88+0.05
Triolein 10.25+0.98 3.43+0.90 10.82 £ 0.08

Culture conditions: cultivations were performed in Vogel’s medium with 2% (w/v) carbon sources, pH

6.0, 72 h, 180 rpm at 28°C. ND: not detected.
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Figure 1. Hydrolytic activity of C. viswanathii lipase on different triacylglycerols and pNPP. Culture
conditions: cultivations were performed in Vogel’s medium with 2% (w/v) olive oil, pH 6.0, 72 h, 180

rpm at 28°C.
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Figure 1. Time-course of lipase production (A), growth and residual olive oil (B) by C. viswanathii.
Legend: (o) lipase activity, (m) specific lipase activity, (@) biomass, (©) olive oil residual. Culture
conditions: Vogel’s medium, 1.5% (w/v) olive oil and 0.2% (w/v) yeast extract, pH 6.0, 180 rpm at
28°C.
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Abstract

The influences of the different culture conditions (i.e., agitation speed, pH, temperature and
emulsifier) and the biochemical characterization of the crude Candida viswanathii lipase were
investigated in this study. Highest lipase activity was observed at 210 rpm, pH 6.0 and 27.5
°C (101.1 U). Soy lecithin increased lipase production 1.45-fold and decreased specific
activity to 2.3 U/mg protein. The C. viswanathii lipase presented optimum activity at pH 3.5
and at 40 °C. The enzyme was very stable at pH 4.0-5.0 and retained approximately 80% of
its activity at 3.5 and 5.5 — 8.0. After 24 h of incubation, the enzyme maintained over 80% of
its activity in a broad pH range, retaining 99.8% of its activity at 40 °C and 62.6% at 45 °C.
Crude lipase maintained above 80% activity in the presence of 1% organic solvents (DMSO,
methanol, acetonitrile, ethanol, acetone, 1-propanol, isopropanol and 2-propanol) and was
slightly activated with NaCl. The enzyme was strongly inhibited by SDS and Triton X-100,
but not by gum Arabic and EDTA. Crude lipase was active for a broad triacylglycerols
hydrolysis. The results show that this novel acid lipase of the Candida genus has potential

applications in oleochemical and food industries.

Keywords: C. viswanathii, acid lipase, biochemical properties, triacylglycerol hydrolyze,

production
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Introduction

Lipases (triacylglycerol acyl hydrolase, EC 3.1.1.3) are responsible for the hydrolysis
of triglyceride ester bonds into diglycerides, monoglycerides, fatty acids and glycerol in a
complex phenomenon of interfacial activation. These enzymes are capable not only of
hydrolyzing ester bonds but also of transesterifying triglycerides, enabling the resolution of
racemic mixtures and synthesis of esters bonds in non-aqueous media (HOUDE et al., 2004).
Consequently, the main industrial applications of lipases are in the production of detergents,
cosmetics, pharmaceuticals, food and biodiesel (HOUDE et al., 2004; LI and ZONG, 2010).

Lipases are ubiquitous and indispensable for bioconversion in nature. They occur in
plants, animals and microorganisms, and hence are accordingly classified as plant, animal and
microbial lipases (SHARMA et al., 2001). Most of the lipases produced commercially and
used with biotechnological purposes are isolated from fungi, yeast and bacteria (SALIHU et
al., 2012; CONTESINI et al., 2010; LI and ZONG, 2010). Microbial lipases show a broad
spectrum of industrial application due to their greater stability, broad substrate specificity and
low-cost production when compared to other sources (TREICHEL et al., 2010). Submerse
fermentation processes for the lipolytic enzymes production usually employ renewable low-
cost hydrophobic substrates such as vegetable oil, poultry fat, tallow, waste fats, soapstocks,
rapeseed oil, grease-containing waste water, etc (FIKERS et al., 2004). These substances used
as carbon sources for the synthesis of high-added value metabolites, e.g. single-cell protein,
microbial lipids, organic acids, biosurfactants and lipases, by Yarrowia lipolytica, Candida
rugosa and Rhizopus sp. are considered of great economical and ecological significance
(PAPANIKOLAOU et al., 2007).

Environmental factors such as oxygen, temperature, pH and agitation are important
parameters affecting extracellular lipase production and should be considered in submerged
process. Agitation and oxygenation of the fermentation culture are significant factors that
usually affect lipase production; thus, these parameters should be specifically studied in the
course of the scale up process (LIN et al., 2006; ELIBOL and OZER, 2000, SALIHU et al.,
2011). On the other hand, parameters such as temperature and pH can be determined in shake-
flasks fermentations (DUTTA and RAY, 2009).

Another important point considered in lipase studies is the biochemical
characterization of the crude lipases. This is an indirect way frequently used to explore the

catalytic properties of pure enzymes, since no large quantities of pure enzymes can be
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obtained after purification (DE LA CASA et al., 2006). Moreover, in lipase industrial
applications, homogenous preparations are not required. Crude microbial lipases were applied
for biodiesel production (GUPTA et al., 2011)

Among ninety fungal strains, Candida viswanathii was previously selected as the best
lipase producer. In the present study, the influence of environmental factors such as agitation,
pH and temperature and surfactant supplementation was investigated to improve the
fermentation process. Additionally, the lipase produced under optimized conditions was

biochemically characterized and the vegetable oils hydrolysis evaluated.

Materials and methods

Microorganisms and growth conditions

C. viswanathii strain is available in the Culture Collection of the Environmental
Studies Center — CEA/UNESP, Brazil. C. viswanathii was cultivated on malt extract agar
(MEA) for 3 days, at 28 °C, for inoculum preparation. Liquid cultures were prepared with
modified Vogel’s salts (VOGEL, 1956) containing 1.5% (w/v) olive oil and 0.2% (w/v) yeast
extract and the pH was adjusted for each experiment. Erlenmeyer flasks (125 mL) containing
25 mL of medium were inoculated with 1.0 mL of cells suspension (1.0 x 107 cells/mL) and
incubated at different conditions as indicated subsequently. All cultures were developed in
triplicate and the results are presented as mean values.

Biomass was separated from the fermentation broth by filtration (membrane 0,45um
cut-off). Cell-free broth was used for lipase activity quantification. Biomass was dried at

105°C until constant mass.

Effect of agitation on lipase production

The culture was carried out in an orbital shake at 150 rpm, 180 rpm and 210 rpm.

Initial pH was adjusted to 6.0 and the incubation temperature was 27.5 °C. Fermentation

parameters were monitored in different intervals for 96 h.
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Effect of initial pH and temperature on lipase production

The effect of initial pH on lipase production was analyzed from 3.0 to 10.0. The initial
medium pH was adjusted by the addition of NaOH 1M or HCI1 1M. Cultures were carried out
for 72 h, 210 rpm orbital shake, at 27.5 °C. The temperature influence on lipase production
was verified from 20 to 40 °C, with intervals of 2.5 °C. Cultures were carried out for 72 h, 210

rpm orbital shake and pH 6.0.

Effects of emulsifiers and surfactants on lipase production

The influence of different surfactants as Tween 20, Tween 80, Triton X-100 and
emulsifiers as Arabic gum, soybean lecithin and sodium deoxicholate on lipase secretion were
added to the production medium at 0.1% (w/v). Cultures were carried out for 72 h, 210 rpm

orbital shake, pH 6.0 at 27.5 °C.

Analytical methods

Lipase activity assay

Lipase activity was assayed with p-nitrophenyl-palmitate (pNPP) as substrate (YANG
et al., 2002). pNPP was first dissolved in 0.5 mL of dimethyl sulfoxide, then diluted to 50 mM
with 50 mM sodium phosphate buffer pH 7.0 containing 0.5% Triton X-100. The hydrolysis
of pNPP was determined discontinuously at 37°C by releasing of p-nitrofenol (pNP). After 5
min of pre-incubation of 0.9 mL of this substrate solution in water bath, the reaction was
started by adding the appropriately diluted sample to 1 mL final volume. The reaction was
stopped at different intervals by heat shock (90°C, 1 min), followed by the addition of 1 mL
sodium saturated sodium tetraborate solution. The absorbance was measured at 405 nm
(molar extinction coefficient for pNP: 1.8 x 10* M em™). Controls were prepared without
enzyme. One unit of enzyme activity was defined as the amount of enzyme that releases 1

pumol of the product pNP per mL per min.
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Protein analysis

The protein was determined by the Lowry method (LOWRY, 1951), using bovine

serum albumin as standard.

Enzyme characterization

Optimum pH and pH lipase stability

Enzyme activity was measured at 37 °C in different pH values using glycine-HCI 0.05
M buffer from 2.0 to 3.0 and Mcllvaine buffer from 3.0 to 8.0. Enzyme stability was carried
out in Mcllvaine buffer in a pH range from 3.0 to 8.0. Enzyme preparation was diluted in the

buffer (1:2, v/v) and incubated for 72 h at 10 °C.

Optimum temperature and lipase thermal stability

The optimum temperature was determined by the reaction mixture incubation from 25
to 60 °C, in the Mcllvaine buffer pH 4.0.Thermal stability was carried out at 40, 45, 50 and 60
°C. Enzyme preparation was incubated in Mcllvaine buffer pH 4.0 and the residual activity

was determined in Mcllvaine buffer pH 3.5 at optimum temperature for the enzyme.

Effect of surfactants and solvents on lipase activity

Triton X-100, Tween 20, Tween 80 and Arabic gum were added to the reaction
medium at 0 to 1.0% (w/v).

Methanol, ethanol, acetone, isopropanol, acetonitrile, 1-propanol, 2-propanol and
dimethylsulfoxide (DMSO) were added at 1% (v/v) and 10% (v/v) to the reaction medium.

The relative activities were expressed as a percentage of the control.
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Effect of substances on lipase stability

Crude enzyme was incubated at 40 °C for 1 h in the presence of substances: ZnSQy,
MgSO4, NaCl, Pb(COOs), BaCl,, CoCl,, NH4Cl, Pb(CH3COO),, CaCl, and EDTA, at final

concentration 10 mM and 20 mM.

Hydrolysis of triacylglycerols

The hydrolysis of pure (tributirin, triolein) or natural oils (canola, castor, lard, linseed,
maize, palm, poultry, olive, soybean and sunflower) was developed at 40 °C by following the
fatty acids released titration. The oils (10%, w/v) were emulsified in Mcllvaine buffer pH 4.0,
containing 5% (w/v) Triton X-100. The reaction was started by adding 1 mL of sample to 5
mL of this emulsion, and then maintained for 30 min at 300 rpm orbital agitation. The
reaction was interrupted by adding 16 mL of an acetone:ethanol solution (1:1, v/v) to the
mixture. The fatty acids released were titrated to pH 11 with a 0.05 M NaOH solution. One
unit of enzyme activity was defined as the amount of enzyme that releases 1 pmol of fatty

acid per mL per min. The results were expressed as percentage of triolein hydrolyzed.

Results and discussion

Effect of the agitation speed on lipase production

Preliminary studies demonstrated very low growth rate and no lipase production in
static cultures. The subsequent experiment evaluated the agitation effect on the C. viswanathii
growth and lipase production. At the three specified agitations speeds, lipase production was
found to be growth-associated with maximal lipase production at stationary phases after 72 h
cultivation (Figure 1). The maximal values of lipase production and biomass were obtained at
210 rpm with values of 99.45 U and 21.81 g/L, respectively. For cultures at 150 rpm and 180
rpm, the lipase production corresponded to 46.50 U and 95.00 U and the cell growth to 12.10
g/L and 17.45 g/L, respectively. Specific activity values followed the same tendency at the
three agitation speeds, with the highest value (14.31 U/mg protein) under 210 rpm agitation,
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after 86 h of cultivation. The decrease in the extracellular lipase activity observed after 72 h
cultivation can be attributed to the hydrolytic action of proteases (PUTHLI et al., 2006) or to
the decrease in cell growth or adsorption of the enzyme produced at the aqueous-organic
interface (TAKAC et al., 2010).

Other fermentation parameters were analyzed at 210 rpm after 72 h, including biomass
yield (Yxs =1.456 g/g), lipase yield (Yys = 6.638 U/g), biomass productivity (Px = 0.303
g/h), lipase productivity (P = 1.381 U/h) and specific rate of lipase production (q. = 0.062 U
of lipase/g of biomass.h) (Table 1). The biomass yield obtained was higher than those found
in the literature, which present values considered satisfactory for single-cell protein
fermentation from fatty acids, around 0.5 — 0.7 g/g (KAMZOLOVA et al., 2005;
PAPANIKOLAOQU et al., 2007; DARVISHI et al., 2009).

The results obtained in shake flasks are similar with those obtained using agitation
speeds in bioreactors (DOMINGUEZ et al., 2005; TAKAC et al.,, 2010; SALIHU et al.,
2011). Brozzoli et al. (2009) showed that lipase production by Candida cylindracea NRRL Y-
17506 in olive mill wastewater was significantly affected by stirring speed using fixed
aeration of 1.0 vvm. Elibol and Ozer (2000) reported that the variation in agitation speed for
the Rhyzopus arrhizius cultures resulted in a change in oxygen transfer rate, which in turn
affected the rate and extent of cell growth and lipase production. However, in this study, the
agitation speeds in the cultures did not successfully reduce time period for the production
process and increase lipase yield in shake flasks. These results could be achieved in batches
bioreactor which have considerable advantages over shake flasks cultivation in terms of lipase
production and yield (TAKAC et al., 2010). Gulati et al. (2000) reduced the time period for
lipase production of Aspergillus terreus from 96 h in shake flask to 54 h in a bioreactor with
controlled dissolved oxygen and agitation. Nevertheless, previous shake flask culture is an
important step for cell growth and lipase production comprehension and can play an important

role in the scale-up process.

Effect of pH and temperature on lipase production

The initial pH of the fermentation is one of the important physical parameters

affecting microbial growth and enzyme synthesis by Candida spp. strains (VALERO et al.,
1988; BROZZOLI et al., 2009; ALI et al., 2010). Cultivation with different initial media pH
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was used to evaluate the lipase production by C. viswanathii (Table 2). The lipase production
increased with the pH up to the pH 6.0, in which the lipase production was maximal (100 U).
The highest specific activity (13.82 U/mg protein) and biomass (19.1 g/L) were also verified
at this pH. A high production level was also observed at pH 5.0. Ali et al. (2010) reported
maximum lipase production by C. lipolytica at an initial pH 6.0. An initial pH of 4.5 was
reported as optimal for lipase production by Yarrowia lipolytica in continuous fermentation
(DEIVE et al.,, 2010). At neutral and alkaline culture conditions, the lipase production
decreased, whereas biomass levels remained constant (around 15 g/L). An optimal alkaline
initial medium pH for lipase production was found for the yeast Pichia lynferdii at pH up to
7.0 (KIM et al., 2010) and the bacteria Bacillus pumilus at pH 9.0 (SANGEETHA et al.,
2008).

The cultivation temperature ranging from 20 to 40°C and its effects in the cell growth
and lipase production were analyzed, maintaining the conditions previously established (72 h
cultures, agitation 210 rpm and pH 6.0). When the incubation temperature was increased,
lipase production, and cell growth also increased up to 27.5 °C (Figure 2). Maximum cell
growth was also reached at 27.5 °C (20.3 g/L), decreasing substantially up to 40 °C (10.9 g/L).
In this same temperature, the higher lipase production and specific activity was also achieved
(101.25 U and 13.9 U/mg) up to 27.5 °C, both lipase production and specific activity
remained in high levels until 32.5 °C. On the other hand, at 20.0 and 22.5 °C lipase activity
was 17.25 and 22.5 U, respectively.

These results are consistent with those from Lin et al. (2006) who demonstrated that
temperature control during submerged cultures is a critical factor that can greatly reduce the
productivity of the system even with relatively small variations. C. viswanathii was sensitive
to variations of 2.5 °C for enzyme production and growth. Although several microorganisms
have been investigated to produce lipase in cold or hot temperatures (DOMINGUEZ et al.,
2005; YU et al., 2009), most of them present optimum temperature for enzyme production

between 25 to 30 °C (BAPIRAJU et al., 2005; ALI et al., 2010; KUMAR et al., 2011).

Effect of surfactants and emulsifiers on lipase production

Surfactants and emulsifiers can enhance extracellular lipase production during the

fermentation process due to emulsify the substrate, increase the acessibility to substrates,
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change the permeability of the cell, surfactant effects on cell bound enzyme or they can be
still used as carbon sources. The influence of surfactants Tween 20, Tween 80, Triton X-100,
Arabic gum, soy lecithin and sodium deoxicholate on cell growth and lipase production is
presented in Table 3. Soy lecithin was the only one that increased lipase production (147.50
U), however the specific activity (2.3 U/mg) and cell growth decreased (18.0 g/L) in the
presence of this substance. Soy lecithin is composed by specific phospholipids, triglycerides
and other non-phospholipids compounds and can be considered a non-toxic surfactant, being
completely metabolized by organisms (SCHOLFIELD, 1981), which may have increased
lipase production by C. viswanathii. Tween 20, Tween 80, Triton X-100, gum Arabic and
sodium deoxicholate reduced lipase production and decreased the cell growth. The lowest
lipase production and cell growth values were observed with Triton X-100 (5.75 U and 5.6
g/L, respectively). Dominguez et al. (2003) reported that surfactants did not significantly
increase lipase production by Y. lipolytica, whereas the Rhizopus chinensis lipase production

decreased when surfactants were added to the culture medium (POGORI et al., 2008).

Biochemical properties of C. viswanathii lipase

Effect of pH on activity and stability

The effect of pH on lipase activity and pH stability are shown in Figure 3. The lipase
activity (100%) was maximal at pH 3.5 (Figure 3a). This enzyme slightly decreased at pH 5.0
(67.4%), showing 68 — 60% of its activity at pH 7.0 and rapidly reduced to 29% at pH 8.0. At
pH range 2.0 — 3.0, lipase activity maintained 45 to 53%, respectively. The enzyme was more
stable in the pH range from 4.0 to 5.0, retaining almost 100% of activity after 24 h. At pH
range from 5.5 to 8.0 the residual activity remained around 80% (Figure 3b). Residual
activity remained above 50% at pH 3.0 and at 8.5 — 9.0; however, at pH range from 2.0 — 2.5
and 10.0 the enzyme was completely inactivated.

The optimum acid pH of C. viswanathii lipase activity is different from other Candida
lipases that presented optimal pH range in alkaline conditions. Candida rugosa lipase had
optimal activity at pH 7.5 (KHOR et al., 1986). Lipase from Candida antartica showed the
highest activity at pH 8.0 and the enzyme was stable at pH range of 7.0 — 9.0 after 24 h
(ADAMCZACK, 2003). Candida cylindracea lipases A and B showed similar pH-profiles



Pagina | 118

using tributyrin as substrate, with optimum activity around pH 7.0. However, the decrease in
activity at pH 8.0 was more pronounced in lipase B, whereas lipase A was less active at pH
5.0 (Rua et al., 1993). An acid lipase with optimal activity at pH 2.5 was produced by
Aspergillus niger NCIM 1207 (MHETRAS et al., 2009). This lipase decreased significantly
when the pH was increased to 4.0 and its stability at alkaline pH range of 8.0-11.0 retained
100% of its original activity after incubation for 24 h. Maximal activity of Pseudomonas
gessardii lipase was observed at pH 5.0; however above pH 7.0, the activity rapidly
decreased, retaining 33% of its activity at pH 9.0 (RAMANI et al., 2010).

Effect of temperature on activity and thermal stability

The C. viswanathii lipase activity increased with temperature from 25 °C up to 40 °C
(Figure 4a). The highest activity was observed at 40 °C (10.9 U/mL, 100%), and elevated
activity was also found at 45 °C (96.3%) and 50 °C (87.2%). Lipase activity rapidly reduced
to 32.8% at 60 °C, and retained 56.9% of its activity at temperature of 25 °C. Mostly fungal
lipases present maximal activity at temperatures ranging from 30 to 60 °C. C. antartica lipase
showed optimum activity at 35 °C (ADAMCZACK, 2003). Mateos Diaz et al. (2006) showed
that the maximal activity of the lipase produced by Rhizopus homothallicus in submerged
fermentation or solid state fermentation differed between 30 and 40 °C. Fusarium oxysporum
produced an alkaline lipase with maximum activity at 50 °C (PRAZERES at al., 2006). The
highest lipolytic activity against pNPP of the Penicillium aurantiogriseum was observed at 60
°C (LIMA et al., 2004).

The crude lipase retained 99.8% of its activity after 24 h at 40 °C (Figure 4b),
showing 66.9% of its activity after 72 h (data not shown). At 45 °C, 62.6% of lipase activity
was recovered after 24 h, while at 50°C, 50% of residual activity was observed after 0.9 h.
The enzyme was not stable at temperature of 60 °C, and only 8.3% residual activity was
verified after 1h of incubation. Purified C. antartica lipase showed optimal activity at 35 °C
and maximal stability at 30 °C. This enzyme showed a rapid decrease in activity at 45 °C,
after 1 h of incubation (ADAMCZACK, 2003). Ramani et al. (2010) suggested that the
thermal stability at comparatively higher temperature may be due to the influence of factors

such as broad pH stability, metal ions and the rigidity in the lipase structure.
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Effects of surfactants and organic solvents on lipase activity

The influence of the surfactants on the lipase activity determination is shown in
Figure 5. Triton X-100 was the most effective surfactant for the measurement of the p-
nitrophenyl-palmitate hydrolysis. The highest activity was observed when the Triton X-100
concentration reached 0.5% (11.2 U/mL). Tween 20, Tween 80 and Arabic gum were not
effective for emulsifying the substrate and facilitate the hydrolysis of the p-nitrophenyl-
palmitate. Delorme et al. (2011) reported that the surfactants have significant effects on the
conformations of the lipases and they can also decisively influence lipases activities as well as
their inhibition. Mateos Diaz et al. (2007) suggested that Triton X-100 not only induces a
general increase in the specific activity of the Rhizopus homothallicus lipase produced in solid
stated fermentation, but also affects its chain length specificity.

Lipase stability in organic solvents is an essential prerequisite for lipase applications
in organic synthesis (DOUKYU and OGINO, 2010), hence the effects of organic solvents on
the lipase activity in the hydrolysis reactions are considered novel attributed in a lipase
(DHEEMAN et al., 2011). C. viswanathii lipase activity was determined after addition of
polar organic solvents in the reaction at final concentration of 1% (v/v) and 10% (v/v) (Table
4). At 1% (v/v) concentration, methanol, ethanol, 1-propanol and DMSO had no effect on
lipase activity. In the presence of acetonitrile, acetone, isopropanol and 2-propanol at 1%, C.
viswanathii lipase retained approximately 90% of its activity. At 10% (v/v), methanol and
DMSO weakly affected the lipase activity and ethanol had a moderate effect under this
condition. However, isopropanol, acetone, 2-propanol, 1-propanol and acetonitrile drastically
reduced the lipase activity. Ogino and Ishikawa (2001) reported that direct contact of a polar
organic solvent in monophasic systems with an enzyme can result in severe enzyme structure

distortion, rapid denaturation and even complete inactivation.

Effect of substances and surfactants on lipase stability

The effect of different metal ions and surfactants on the activity of the lipase is shown
in Table 5. Among the metal ions assayed, only Na™ increased the activity at 10 mM and 20
mM (110.4% and 117.4%, respectively), whereas Mg+2, Ba+2, NHy, Ca™ had no significant
effect on the activity. Usually, fungal lipases can be activated by adding Mg2+, Ca*", NHy and
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Ba’" ions to the reaction media (MATEOS DIAZ et al., 2006; SUPAKDAMRONGKUL et
al., 2010). However, the crude C. viswanathii lipase was not activated by these ions. ZnSO4
reduced the activity to 84.4% and to 60.0% at 10 mM and 20 mM, respectively, and CoCl,
reduced activity to 60.8% and 42.7%, respectively. ZnSO4 was previously reported as an
inhibitor of lipase from Penicillium sp. (DHEEMAN et al., 2011), whereas CoCl, inhibited
the lipase from Rhizopus homothallicus (MATEOS DIAZ et al., 2006). The addition of the
chelating agent EDTA did not affect enzyme activity, indicating that C. viswanathii lipase is
not a metalloenzyme as reported for other lipases such as those from Penicillium sp.
(DHEEMAN et al., 2011) and Aspergillus awamorii (XIA et al., 2011).

Lipase activity was not affected by gum Arabic. In the presence of Tween 80, the
highest inhibition was observed at 5% (60.5%). Tween 20 at 1% and 5% inhibited the activity
to 88.2% and 52.5%, respectively. SDS completely inactivated the enzyme and Triton X-100
was a strong lipase inhibitor, reducing the activity to 30.3% and 26.9% at both concentrations.
The lipase from A. awamorii lipase was also inhibited by non-ionic detergents (XIA et al.,
2011). The inhibition of the lipase by an ionic surfactant, such as SDS, can be due the
formation of complexes with protein in solution altering the conformational stability and the
hydrophobicity of the protein surface. Additionally, partial or complete unfolding of the
tertiary protein structure can be affected, due to additional hydrophobic interaction

(DELORME et al., 2011).

Hydrolytic activity on triacylglycerols

The hydrolytic activity of the lipase on pure and natural triacylglycerols is shown in
Figure 6. The highest hydrolytic activity was observed for triolein (100%), olive oil (85.7%),
palm oil (83.3%), soybean oil (78.6%), canola oil, castor oil (69.0%) and sunflower oil
(64.3%). Intermediary hydrolytic activity was observed for poultry fat (59.5%), lard (54.8%)
and maize oil (50.0%). Crude C. viswanathii lipase showed the lowest activity on tributyrin
(45.5%). These results suggest that this enzyme is more active on long chain fatty acids;
however enzyme. C. viswanathii lipase was able to hydrolyze a broad spectrum of fatty acid
chain-lengths. Similar results were found for lipases from Penicillium camembertii (TAN et
al. 2004), Colletotrichum gloesporioides (COLEN et al. 2006), and Pseudomonas gessardii
(RAMANI et al. 2010).
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Concluding remarks

The present study demonstrated the importance of controlling physico-chemical
parameters for lipase production by C. viswanathii. Agitation was essential for the lipase
production by this yeast. The culture temperature and pH strongly influenced the lipase
production, and minimal variations in these parameters negatively affected the synthesis of
this enzyme. In medium supplemented with soy lecithin, the lipase production increased 1.45-
fold. The biochemical characterization of the crude C. viswanathii lipase revealed that this is
an enzyme with different properties compared to those found for other Candida spp. lipases.
The optimal activity at acid pH can suggest a new lipolytic enzyme for the genus. Optimal
activity was observed at pH 3.5 and 40 °C. In addition, crude lipase presented high stability
in acid conditions and was highly stable at 40 and 45 °C. Crude lipase remained active in the
presence of organic solvents at low concentration and at high concentration of DMSO and
methanol. The enzyme was not activated by metal ions and the activity was strongly reduced
in the presence of SDS and Triton-X-100. C. viswanathii lipase presented a broad specificity
for triacylglycerols hydrolysis suggesting that this enzyme can be applied in lipid digestion

and biotransformation.
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Table 1. Analysis of the lipase production parameters by C. viswanathii after 72 h of cultivation.

Speed rotation X L Yxis Px Yus PL qu
(rpm)

150 12.50 46.60 0.834 0.173 3.108 0.647  0.051
180 17.45 80.20 1.164 0.242 5.350 1.114  0.064
210 21.81 99.45 1.456 0.303 6.638 1.381 0.062

Abbreviations: X, biomass (g/L); L, maximum lipase activity (U); S, substrate (g/L); Yxss, biomass
yield on substrate consumed (g/g); Yis, lipase yield on substrate consumed (U/g); Px, biomass

productivity (g/h); P, lipase productivity (U/h); qp, specific rate of lipase production (U/g of

biomass.h)
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Table 2. Effect of culture pH on growth and lipase production by C. viswanathii

Initial pH Final pH Lipase activity ~ Specific activity Biomass
U) (U/mg prot) (g/L)
3 5.76 £ 0.02 40.50 £ 4.25 5.10+0.78 11.4+0.1
4 6.46 £ 0.03 58.00 £4.50 6.86 + 0.63 16.4+0.2
5 6.60 +0.01 79.50 £5.00 8.90 + 0.88 16.2+£0.3
6 6.60+0.14 100.00 + 3.00 13.82 +£0.44 18.9 £ 0.1
7 7.05 + 0,04 33.00£2.25 3.83+0.38 14.8 +£0.9
8 7.63+£0.01 21.25+0.75 2.33+0.22 154 +0.1
9 7.93+£0.11 19.75 +2.75 247 +£0.37 150+ 04
10 8.14 +£0.02 22.00+1.75 2.47+0.26 147+0.5

Culture conditions: liquid cultures were carried out in Vogel’s medium with 1.5% (w/v) olive oil and

0.2% (w/v) yeast extract at 27.5 °C, agitated at 210 rpm, for 72 h.
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Table 3. Effect of the emulsifiers and surfactants on growth and lipase production by C. viswanathii.

Emulsifiers (0.1%, w/v) Lipase activity Specific activity =~ Biomass (g/L)
U) (U/mg prot)
Control 100.00 + 3.00 13.82 +£0.44 18.90 =0.92
Tween 20 77.50 +7.75 11.31+1.14 17.81+0.91
Tween 80 32.50 £2.75 5.07+0.45 16.60 + 0.85
Triton X-100 5.75+0.50 0.89 +0.08 5.55+0.62
Arabic gum 65.00 +5.25 1.53£0.16 16.83 +£0.30
Soy lecithin 147.50 £ 4.25 2.33+£0.74 17.97 £0.36
Sodium deoxicholate 52.50 £4.25 0.52 +0.04 14.11 £1.04

Culture conditions: liquid cultures were carried out in Vogel’s medium with 1.5% (w/v) olive oil and

0.2% (w/v) yeast extract at 27.5 °C, agitated at 210 rpm, pH 6.0, for 72 h (control).
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Table 4. Effect of organic solvents on lipase activity produced by C. viswanathii.

Organic solvents Log P values Relative activity (%)

1% 10%
Control 100 £ 4.5 100+ 5.6
DMSO -1.378 98.9+6.9 91.8+6.2
Methanol -0.764 102.6 +5.9 940+53
Acetonitrile -0.394 89.8£7.1 16.8+5.2
Ethanol -0.235 101.9+6.2 60.0+7.5
Acetone -0.208 88.0+5.4 31.8+49
1-Propanol 0.250 109.1 +£9.1 18.6 9.7
Isopropanol 0.074 91.1+6.3 324+54
2-Propanol 0.070 88.1+6.5 292495

Assay conditions: lipase activities were assayed on pPNPP hydrolysis using Mcllvaine buffer pH 3.5, at
40 °C. Log P: logarithm of the partition coefficient (P) at an octanol/water two-phase system indicates
the solvents hydrophobicity. DMSO: dimethylsulfoxide. Control: lipase was incubated in the same

conditions with water.



Table 5. Effect of substances on Candida viswanathii lipase stability
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Substances Relative activity (%)

10 mM 20 mM
Control 100 £4.8 100 £4.8
ZnS0Oy 84.4+3.6 60.0 £ 10.0
MgSO, 99.9+3.9 96.5+4.0
BaCl, 106.7 3.6 98.6 +3.7
CoCl, 60.8 + 7.4 427+£1.0
NaCl 1104+59 117.4+£6.8
NH,4C1 106.8 +4.2 104.4 +3.74
Pb(CH;COO0), 95.1+5.0 942+6.3
CaCl, 103.2+4.4 96.6 +4.9
EDTA 103.7+4.2 98.6 £ 6.1
Emulsifiers 1% 5%
SDS ND ND
Tween 20 88.2+9.5 525+49
Tween 80 93.8+8.6 60.5+5.8
Triton X-100 30.3+6.7 26.9 £ 8.7
Arabic gum 107.3 +£4.8 102.0+ 5.1

Assay conditions: lipase activities were assayed on pNPP hydrolysis after 1 h of incubation using

Mcllvaine buffer pH 3.5, at 40 °C. Control: lipase was incubated in the same conditions with water.
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Figure 1. Effect of the agitation speeds in orbital shake on lipase production (A), specific activity (B)

and Candida viswanathii growth (C). Culture conditions: liquid cultures were carried out in Vogel’s

medium with 1.5% (w/v) olive oil and 0.2% (w/v) yeast extract, at pH 6.0 and 28 °C. (m) 150 rpm; (e)

180 rpm; (A) 210 rpm.
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Figure 2. Effect of temperature on growth and lipase production by C. viswanathii. Culture
conditions: cultures were carried out in Vogel’s medium with 1.5% (w/v) olive oil, and 0.2% (w/v)

yeast extract, and agitated at 210 rpm, at pH 6.0. (m) Lipase activity, (0) Specific activity, () biomass.
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Figure 3. Optimal pH and pH stability of the crude C. viswanathii lipase. Assay conditions: 0.05 M
glycine-HCI buffer from 2.0 to 3.0 and Mcllvaine buffer from 3.0 to 8.0. Lipase activity assays were
carried out at 37 °C (a) and in Mcllvaine buffer pH 3.5, at 37 °C (b).
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Figure 4. Optimal temperature and thermal stability of the crude C. viswanathii lipase. Assay
conditions: Mcllvaine buffer pH 3.5 (a). The enzymatic preparation was incubated at (m) 40,

(o) 45 and (a) 50 °C, without substrate. The residual lipase activity was assayed with
Mcllvaine buffer, pH 3.5, at 40 °C (b)
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Figure 5. Effect of surfactants on lipase activity produced by C. viswanathii. (m) Triton X-100; (V)
Tween 20;(¢) Tween 80; (@) Arabic gum. Assay conditions: lipase activities were assayed on pNPP

hydrolysis using Mcllvaine buffer pH 3.5, at 40 °C.
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Figure 6. Hydrolysis of triacylglycerols by crude Candida viswanathii lipase. Assay conditions:
Triacylglycerols hydrolysis were carried out in Mcllvaine buffer pH 4.0 with 5% (w/v) Triton X-100

and hydrolysis activities were assayed by titration method.



Capitulo 4

Producio de lipase acida de Candida viswanathii por fermentacéo sélida em

subprodutos agroindustriais e propriedades da enzima
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RESUMO

A fermentag@o em estado sélido tem se tornado uma atraente alternativa para producio
de enzimas, como as lipases, especialmente devido as inimeras vantagens em relagdo aos
processos conduzidos em condigdo submersa. O objetivo deste trabalho foi selecionar um
substrato para a produgdo desta enzima por uma linhagem de C. viswanathii, bem como
avaliar outros fatores nutricionais e ambientais que influenciam a produgdo enzimatica. A
utilizagdo de uma mistura de farelo de trigo e bagaco de cevada (1:1) suplementado com
azeite de oliva promoveu um efeito sinérgico na produgdo de lipase. Além disso, gordura de
frango e extrato de levedura utilizados na suplementacdo do substrato apresentaram efeito
positivo neste processo. As concentragdes dos suplementos gordura de frango 40% (m/m),
extrato de levedura (3,5% (m/m), temperatura de 30 °C e umidade de 40% aumentaram 8,4
vezes a produ¢do da enzima. A lipase produzida apresentou elevada atividade em pH 5,0, a 50
°C e estabilidade em uma ampla faixa de pH e termoestabilidade nas temperaturas de 45 ¢ 50
°C ap0s 24 h. Outros estudos ainda devem ser realizados para melhor explorar esta técnica de
cultivo em escalas piloto, identificando e explorando o uso desta lipase em processos que

requerem condi¢des moderadas de aplicacio.

Palavras-chave: Candida viswanahitii, lipase, gordura de frango, farelo de trigo, bagago de

cevada, caracteriza¢do bioquimica
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INTRODUCAO

Lipases (triacilglicerol acil hidrolase, E.C. 3.1.1.3) pertencem ao grupo das serina
hidrolases cuja principal funcdo biologica € catalisar a hidrolise das ligagdes ésteres de oleos e
gorduras com subsequente liberacdo de 4cidos graxos livres, mono e diglicerideos e glicerol.
Estas enzimas s@o amplamente distribuidas em plantas, animais ¢ micro-organismos ¢ podem
ser obtidas a partir de tecidos animais e vegetais ou por meio de cultivos microbianos
(KAPOOR e GUPTA, 2012).

Recentemente, as lipases tem assumido um proeminente lugar no mercado mundial de
enzimas evidenciado pelo aumento de informagdes relatadas na literatura (RIGO et al., 2010).
Ap0s as proteases e amilases, as lipases sdo consideradas o terceiro maior grupo de enzimas,
que movimentam milhdes de ddlares anuais nesse mercado, devido, principalmente, a sua
gama de aplicagdes, o que as tornam bastante atrativas em aplicagdes industriais
(CONTESINI e CARVALHO, 2006; HASAN et al., 2010; RIGO et al., 2010).

O potencial de aplicagdo de lipases compreende as industrias de aditivos (modificacdo
de aromas), quimica fina (sintese de ésteres), detergentes (hidrélise de gorduras), tratamento
de aguas residuarias (decomposi¢do e remog¢do de substincias oleosas), farmacéutica e
também a area médica (BURKERT et al., 2004). As lipases com alta atividade e estabilidade
em pH abaixo da neutralidade, chamadas lipases acidas, apresentam importantes aplicagdes
industriais como na sintese de ésteres, como por exemplo, o acetato de isoamila (formados
em ambiente 4cido), utilizadas como auxiliar na digestdo gastrica, em substituicdo as lipases
pancreaticas (HASAN et al., 2010; RAMANI et al., 2010). Ainda em relacdo a estes aspectos,
estudos baseados na utilizagdo de diferentes micro-organismos, suplementos e substratos para
a produg¢do de lipases podem contribuir na descoberta de combinag¢des ideais para a obtenc¢do
destas enzimas utilizando substratos e condi¢des operacionais que facilitam a redu¢do dos
custos de operacdo em escala industrial (RIGO et al., 2010).

Neste sentido, a fermentagdo em substrato solido (FSS) € uma interessante alternativa
para a producdo de enzimas microbianas devido a possibilidade de usar residuos
agroindustriais e/ou subprodutos como fonte de nutrientes ou como suporte para o
crescimento microbiano. A sele¢do do substrato apropriado ¢ uma etapa chave para a FSS
(EDWINOLIVER et al., 2010) e, recentemente, farelo de trigo (DAMASO et al., 2008);
bagaco de cana-de-agticar (RODRIGUEZ et al., 2006; BABU e RAO, 2007); torta da extra¢do
de 6leos vegetais (RAMACHANDRAM et al., 2007) foram avaliados na composi¢do de



Pagina | 140

meios de cultivo para a produgdo de lipases. Substratos de origens agroindustriais atuam
como suporte fisico, fonte de nutrientes e, em alguns casos fornecem indutores para a
producdo de enzimas (EDWINOLIVER et al., 2010).

A baixa umidade utilizada no meio de cultivo permite que a fermentacdo seja realizada
por um numero limitado de micro-organismos, principalmente leveduras e fungos, embora
algumas bactérias também tenham sido utilizadas para este fim (PANDEY et al., 2000).
Ainda que este processo apresente algumas limitagcdes em relagdo ao controle de temperatura,
aerag¢do, pH e umidade (BELLON-MARUEL et al., 2003), a FSS possui vantagens sobre a
fermentagdo submersa como maior produtividade, menor requerimento de energia, maior
recuperacdo do produto, baixa quantidade de efluentes (COUTO ¢ SANROMAN, 2006;
IMANDI et al., 2010). Durante o processo de FSS, tem-se grande dificuldade em suprir todas
as necessidades nutricionais requeridas pelo micro-organismo, e isto poderia ser obtido
empregando-se uma combinagdo de diferentes substratos. Assim, Edwinoliver et al. (2010)
desenvolveram um substrato misto, preparado pela combinacdo de farelo de trigo, trigo bruto
e torta de 6leo de coco, aumentando o crescimento do micro-organismo e a producgdo de lipase
por Aspergillus niger.Neste capitulo, os objetivos foram selecionar um substrato apropriado
para a producgdo de lipase, bem como, selecionar passo-a-passo varios fatores nutricionais e
ambientais que influenciam a produgdo desta enzima por C. viswanathii. Além disso, a
enzima foi caracterizada quanto a sua atividade e estabilidade em diferentes pHs e

temperaturas.

MATERIAL E METODOS

Substratos, suplementos e reagentes

Farelo de trigo, farinha de soja, proteina de soja, sebo bovino e 6leos vegetais foram
adquiridos no mercado local. Bagaco de cevada foi obtido na Cervejaria Baumgartner,
Ipetina-SP. Gordura de frango foi fornecida pela Fricok Frigorifico S/A, Rio Claro-SP. Casca
de mandioca foi obtida na CornProducts Brasil, Conchal-SP. Agua de maceragdo de milho
(milhocina) foi adquirida da CornProducts Brasil, Mogi Guagu-SP. Bagag¢o de cana-de-

acucar, polpa citrica, proteina de algoddo, soro de leite, e banha suina foram adquiridos de
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agro-industria da regido de Rio Claro, SP. Os demais reagentes e suplementos utilizados nos

experimentos foram de grau analitico.

Preparo do Indculo

A linhagem de Candida viswanathii esta disponivel na colecdo de culturas do Centro
de Estudos Ambientais — CEA, UNESP, Rio Claro-SP. A linhagem foi cultivada em meio
agar extrato de malte por trés dias, a 28 °C para o preparo do indculo. O pré-indculo foi
preparado em frascos de Erlenmeyer (250 mL) contendo 50 mL de meio liquido de Vogel
modificado (VOGEL, 1956) suplementado com 1,5% (m/v) de azeite de oliva e 0,2% (m/v)
de extrato de levedura, pH 6,0. O meio de cultivo foi inoculado com 1 mL de uma suspensao
de células (107 células/mL) e mantido sob agitacdo de 210 rpm, a 28 °C por 24 horas. Cinco
mililitros deste pré-indculo foram inoculados nos substratos utilizados para a fermentagdo em

substrato solido.

Preparo dos substratos solidos

Os cultivos foram preparados em frascos de Erlenmeyer (250 mL) contendo 10 g dos
substratos: farelo de trigo, casca de mandioca, bagago de cevada, polpa citrica ou bagago de
cana-de-agucar com granulmetria de -2,0 e >1,0 mm. Bagag¢o de cevada e casca de arroz
foram adicionados ao farelo de trigo, em diferentes proporcdes, para promover melhor
aproveitamento do mesmo durante o crescimento microbiano. Aos substratos foram
adicionados 10 mL de uma solucdo de sais sem nitrogénio (VOGEL, 1956) para fornecer
umidade inicial de 50%. Em uma segunda etapa, cultivos contendo azeite de oliva (25%, m/v)
foram avaliados para a produgdo de lipase. Os meios de cultivo foram autoclavados a 121 °C,

por 20 min.
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Extracéo das enzimas

Apbs o cultivo, a enzima foi extraida adicionando-se 100 mL de 4dgua destilada gelada,
sob agitacdo orbital de 250 rpm, 4 °C, por 60 min. A separacdo dos solidos foi realizada por
filtracdo a vacuo e o sobrenadante foi centrifugado a 8000g por 20 min. O sobrenadante foi

utilizado para a determinagdo da atividade lipase e de proteinas.

Condicdes de cultivo

Apds as etapas de selecdo do substrato, adi¢do de outras fontes de carbono e de
nitrogénio, sele¢do da temperatura e umidade para a producgdo de lipase, as condi¢des foram
individualmente avaliadas por um processo de otimizagdo passo-a-passo. Todos os cultivos
foram realizados em triplicatas e os resultados apresentados com seus respectivos valores

médios.

Suplementacéo com fontes de carbono

Os substratos foram suplementados com diferentes triacilgliceréis (TAG) na
concentragdo inicial de 25% (m/m): azeite de oliva, 6leo de dendé, 6leo de soja, dleo de
milho, 6leo de canola, 6leo de girassol, 6leo de linhaga, 6leo de babagu, gordura de frango,
sebo bovino, banha suina e 6leo de fritura. Apds esta etapa de cultivo, a melhor fonte indutora

foi avaliada nas concentracdes de 5, 10, 15, 20, 25, 30, 35, 40, 45 ¢ 50% (m/m).

Suplementacéo com fontes de nitrogénio

Os substratos foram suplementados com a adi¢@o de diferentes fontes de nitrogénio na
concentragdo inicial de 5% (m/m): dgua de maceracdo de milho, extrato de levedura, proteina
de soja, soro de leite em pé, proteina de algoddo (Proflo®), nitrato de aménio e sulfato de
amonio. A fonte de nitrogénio selecionada foi avaliada nas concentragdes de 1,0 1,5, 2,0, 2,5,

3,0, 3,5, 4,0, 4,5 € 5% (m/m).
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Efeito da temperatura e umidade do substrato sobre a producéo de lipase

O efeito da temperatura de incubagdo sobre a produgdo de lipase foi verificado
realizando-se cultivos a 15, 20, 25, 30, 35 ¢ 40 °C. A umidade inicial do meio de cultivo foi
avaliada adicionando-se sais de Vogel (VOGEL, 1956) a fim de se estabelecer umidade
inicial de 20, 30, 40, 50, 60 ¢ 70% (v/m). Os cultivos foram realizados utilizando-se as

condigdes anteriormente estabelecidas.

Determinacio da atividade enzimatica

A atividade da lipase foi determinada com p-nitrofenil palmitato (pNPP) como
substrato. O pNPP foi primeiramente solubilizado em 0,5 mL de dimetil sulféxido (DMSO) e
entdo diluido a 0,5 mM com tampdo Mcllvaine pH 3,5 contendo 0,5% de Triton X-100. A
hidrélise do pNPP foi determinada descontinuamente a 40 °C pela liberagdo do p-nitrofenol.
Apos pré-incubagdo do substrato em banho-maria por 5 min., a reagdo foi iniciada pela adi¢ao
de 0,1 mL da amostra devidamente diluida. A reagdo foi interrompida em diferentes intervalos
com choque térmico (90 °C, 1 min), seguido da adicdo de 1 mL de solug¢do saturada de
tetraborato de sodio. A leitura da absorbancia foi realizada a 405 nm [coeficiente de extingao
molar para p-nitrofenol (pNP): 1,8 x 10’ M em™]. Controles foram preparados sem a adi¢do
de enzima. Uma unidade de atividade enzimatica foi definida como a quantidade de enzima

que libera 1 pmol de pNP por min por mL. Os ensaios foram realizados em duplicata.

Determinacio de proteinas

A andlise de proteinas totais foi determinada pelo método de Bradford modificado

(SEDMACK e GROSSBERG, 1977), utilizando-se albumina de soro bovino como padréo.
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Propriedades da enzima

Efeito do pH e da temperatura sobre a atividade

Para determinagdo do pH 6timo de atividade da enzima, os ensaios foram realizados
em tampao glicina-HCI 0,05 M para a faixa de pH 2,0 — 3,0, tampao Mcllvaine para os pH de
3,0 — 8,0 e tampdo Tris-HCI1 0,05 M 8,0 — 9,0. Os mesmos tampdes foram utilizados tanto para o
preparo do substrato enzimatico, quanto para a dilui¢do das amostras. A atividade foi
determinada a 40 °C, conforme descrito anteriormente.

A temperatura 6tima de atividade da enzima foi determinada nas temperaturas de 20 a
60 °C, com intervalos de 5 °C, em tampdo Mcllvaine pH 5,0. A enzima foi convenientemente

diluida no mesmo tampdo e a atividade determinada como anteriormente descrito.

Efeito do pH e da temperatura sobre a estabilidade da enzima

Para determinagdo da estabilidade em diferentes valores de pH, incubou-se aliquotas
da enzima em diferentes tampdes, na propor¢do 1:2 (v/v), que compuseram a faixa de pH de
2,0 a 10,0. O procedimento foi realizado a 10 °C, e, apds 24 h, determinou-se a atividade
enzimdtica residual. O controle das reagdes foi realizado determinando-se a atividade
enzimatica imediatamente apos a adi¢cdo da amostra aos respectivos tampdes. A dosagem da
atividade lipase foi realizada em tampao Mcllvaine pH 5,0 a 50 °C.

A estabilidade térmica da enzima foi avaliada pela incubagdo das amostras em
diferentes temperaturas na auséncia do substrato, sendo que a enzima incubada a 45, 50, 55 e
60 °C. Aliquotas foram retiradas em intervalos de tempo variados, transferidas para banho de
gelo, e entdo utilizadas para a determinacdo da atividade residual, que foi ensaiada nas

condig¢des anteriormente citadas. A partir dos resultados obtidos, estimou-se o valor de Tso.
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RESULTADOS E DISCUSSAO

Selecao de substratos para producéo de lipase

A linhagem de C. viswanathii foi anteriormente selecionada para a producdo de lipase
em cultivos submersos. A determinagdo de algumas propriedades bioquimicas da lipase
produzida por esta linhagem revelou que se tratava de uma nova lipase para o género
Candida, cuja atividade 6tima foi encontrada em condi¢des acidas (pH 3,5 — 4,5) (Capitulo
3). Uma alternativa viavel para a produgdo desta enzima seria a FSS, uma vez que os
substratos utilizados nestas fermentagdes sdo de baixo valor agregado ou comercial. Dessa
forma, cultivos em diferentes substratos como farelo de trigo (FT), casca de mandioca, bagaco
de cevada (BC), bagago de cana-de-agucar e polpa citrica foram inicialmente realizados sem
ou com a adi¢do de azeite de oliva (Tabela 1). A maior producdo de lipase foi observada em
farelo de trigo suplementado com azeite de oliva (5.79 + 0.87 U/gss). Bagaco de cevada,
bagaco de cana-de-agucar, casca de mandioca e polpa citrica ndo foram eficientes para a
producdo de lipase em ambos os substratos suplementados ou ndo com azeite de oliva. O
farelo de trigo ¢ um substrato eficiente na produ¢do de enzimas devido a sua concentracdo de
proteinas, dissipacdo de calor, melhor circulagdo de ar, penetracdo do micélio nas particulas
do substrato (JAVED et al., 2012).

A mistura de substratos soélidos, em geral, pode ser considerada uma pratica viavel e
pode promover um efeito sinérgico durante a fermentagdo em substratos so6lidos (BENJAMIN
e PANDEY, 1998; MALA et al., 2007). Assim sendo, o FT foi combinado com diferentes
propor¢des de BC ou casca de arroz (CA) (Tabela 1). A maior producdo de lipase (18,65
U/gss) e atividade especifica (8,85 U/mg de proteina) foi obtida com a combinacdo de FT+BC
(1:1), suplementados com 25% de azeite de oliva. O valor de atividade obtido foi 3,2 vezes
maior quando comparado com aquele obtido com farelo de trigo suplementado com azeite de
oliva. Quanto a adi¢do de casca de arroz ao farelo de trigo, a maior producdo de lipase foi
observada na combinagdo FT+CA (3:2), a qual apresentou atividade lipase de 14,32 U/gss e
atividade especifica de 6,35 U/mg de proteina. Os resultados também apontaram que em
outras combinagdes destes substratos houve aumento da produgdo da enzima quando
comparado aos resultados utilizando-se os substratos individualmente. O aumento da
producdo poderia estar relacionado com um aumento da superficie de contato e melhor

distribuicdo espacial durante a colonizag@o do substrato pela levedura.
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Tabela 1. Produgdo de lipase 4cida por C. viswanathii em substratos sélidos.

Substratos Sem azeite de oliva Com azeite de oliva
Atividade Atividade Atividade Atividade
Lipase Especifica Lipase Especifica
(U/gss) (U/mg prot) (U/gss) (U/mg prot)
Farelo de trigo 0.94+0.10 0.03+0.00 5.79+0.87 3.50+0.20
Bagaco de cevada 0.40+0.01 0.04+0.00 0.32+0.04 0.37+0.00
Casca mandioca ND ND 0.17+0.01 1.25+0.10
Bagaco cana 0.10+0.01 0.95+0.00 0.12+0.01 1.04+0.10
Polpa citrica 0.11£0.02 0.01+0.00 0.30+0.04 0.11£0.00
FT+BC (3:1) 0.67+0.03 0.20+0.00 15.82+1.17 6.72+0.70
FT+BC (3:2) 0.88+0.07 0.28+0.00 17.46+1.16 7.94+0.91
FT+BC (1:1) 0.62+0.02 0.33+0.00 18.65+1.77 8.85+0.83
FT+CA (3:1) 0.20+0.02 0.04+0.00 9.25+0.90 2.11£0.11
FT+CA (3:2) 0.45+0.03 0.17+0.00 14.32+0.78 6.35+0.52
FT+CA (1:1) 0.45+0.03 0.18+0.00 10.10+0.55 5.65+0.43

Cultivos foram realizados por 120 horas, a 28 °C. O indculo foi preparado em fermentac@o submersa
por 24 horas, 28 °C. Os substratos foram suplementados com 50% de solucdo de sais de Vogel sem
fonte de nitrogénio e 25% de azeite de oliva FT: farelo de trigo, BC: bagaco de cevada, CA casca de

arroz.

O aumento da producdo de lipases utilizando substratos mistos também foi verificado

por outros trabalhos. Benjamin e Pandey (1998) observaram que a linhagem Candida rugosa
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apresentou maior rendimento na produgdo de lipase utilizando-se uma mistura farelo de trigo
fino, farelo de trigo grosso e torta de coco. Os autores observaram que a produc¢do de lipase e
o crescimento microbiano foram fatores independentes e a maior produgdo de enzima foi
observada na fase estacionaria de crescimento. A produg@o de lipase por Aspergillus niger foi
aumentada em 36% usando como substrato farelo de trigo e torta de gergelim (MALA et al.,
2007). Edwinoliver et al. (2010) desenvolveram um substrato contendo farelo de trigo, farelo
de trigo cru e torta de gergelim para a produgdo de lipase por A. niger, resultando em aumento
no rendimento quando comparado com resultados dos ensaios que utilizaram substrato
individualmente. Os autores atribuiram a estes resultados um efeito sinérgico entre os trés
substratos, sendo que o farelo de trigo apresentou funcdo bastante importante para a produgao
de lipase.

A cinética de produg@o de lipase por C. viswanathii foi avaliada durante 10 dias
realizando-se em cultivos com FT ¢ BC (1:1) umidade inicial de 50%, suplementado com
25% de azeite de oliva (Figura 1). A producdo de lipase iniciou-se apds 24 h de cultivo
atingindo a produ¢do maxima de 18,36 U/gss apds 120 h, seguido entdo de um decréscimo da
producgdo. A maior atividade especifica (10,20 U/mg de proteina) foi observada apds 168 h de
cultivo. Embora o crescimento celular ndo tenha sido analisado durante o experimento, a
produc¢do de lipase de C. viswanathii esta associada ao crescimento microbiano, como
observado durante os cultivos submersos (Capitulos 1 e 2). Em outros trabalhos, produgao de
lipase associada ao crescimento microbiano também foi verificada em fermentagdo solida
utilizando fungos filamentosos (KAMINI et al., 1998; RODRIGUEZ et al., 2006;
EDWINOLIVER et al., 2010).
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Figura 1. Cinética da produg@o de lipase por Candida viswanathii em fermentagdo em substrato
sélido com farelo de trigo + bagago de cevada (1:1). (m) atividade lipase; (0) atividade especifica.
Os cultivos foram realizados por 10 dias, 28 °C. O indculo foi preparado em fermentagcdo submersa
por 24 horas, 28 °C, umidade inicial 50% com solugdo de sais de Vogel sem fonte de nitrogénio e 25%

de azeite de oliva.

Efeito de TAG sobre a producéo de lipase

TAG s3o importantes fontes renovaveis e de baixo custo comercial geralmente
utilizado para a indugdo de lipases em meios liquidos e sdlidos. Varios TAG como azeite de
oliva, azeite de dend€, 6leo bruto de babagu, 6leo bruto de linhaga, 6leo de canola, 6leo de
girassol, 6leo de milho, dleo de soja, gordura de frango, banha suina, sebo bovino e 6leo de
fritura foram utilizados para suplementar o substrato FT+BC (1:1). A linhagem C. viswanathii
produziu elevados niveis de lipase com todos os substratos avaliados (Figura 2), sendo que a
maior producdo (24,20 U/gss) foi observada com gordura de frango, seguida por 6leo de soja
(20,50 U/gss) e oleo de girassol (19,43 U/gss). A maior atividade especifica (26,00 U/mg de
proteina) foi verificada com o6leo de soja.

Alguns estudos desenvolvidos com fermentacdo submersa ajudam a compreender o
mecanismo de inducdo de lipase por micro-organismos quando cultivados com diferentes

acidos graxos puros ou TAG de origem vegetal, sendo esta induzida principalmente por
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acidos graxos monoinsaturados de cadeia longa, como o 4cido oleico (LAKSHMI et al., 1999;
SHARMA et al., 2001; GULATI et al., 2005; POGORI et al., 2008; TREICHEL et al., 2010).

A gordura de frango é um subproduto da industria frigorifica com pouco valor
agregado e utilizacdo industrial, ndo havendo competicdo com outras fontes destinadas a
nutricdo humana (CENTENARO et al., 2008). Além disso, ela apresenta alta quantidade de
acidos graxos insaturados em sua composi¢do, sendo que o acido oleico responde por
aproximadamente 50% dos é4cidos graxos presentes (LEE e FOGLIA, 2000; CHIU et al.,
2007). Sendo assim, a concentragdo desse acido graxo pode justificar a maior producdo de
lipase por C. viswanathii nos cultivos com este subproduto.

Outro fator importante observado ¢ o favorecimento da FSS com a utiliza¢do de
gordura de frango que pode ser empregada na produgdo de lipase em substitui¢do ao azeite de
oliva. Entretanto, a gordura de frango apresenta-se semi-sdlida em temperatura ambiente o
que pode causar problemas durante a fermentagdo submersa, como a formacdo de agregados
solidos, impedindo sua utilizagdo pelo micro-organismo e, por consequéncia, a produgdo de
lipase.

Niveis intermediarios de produgdo de lipase (13,10 — 17,00 U/gss) foram observados
com azeite de dendé, azeite de oliva, 6leo de canola, sebo bovino e 6leo bruto de babagu,
enquanto que os cultivos com dleo de milho, 6leo bruto de linhaca, 6leo de fritura e banha
suina, resultaram em menores producdes da enzima (10,55 — 13,68 U/gss). Estes resultados
sugerem, entretanto, que estas fontes de carbono poderiam ser utilizadas por C. viswanathii
em outros processos fermentativos como fontes alternativas e de baixo custo para a produgio

de lipase.
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Figura 2. Efeito de diferentes triacilglicerois utilizados para a produgio de lipase por C. viswanathii.
(w) atividade lipase; (O) atividade especifica. Os cultivos foram realizados com farelo de trigo +
bagaco de cevada (1:1) por 5 dias, a 28 °C. Os substratos foram suplementados com 50% (m/v) de

solugdo de sais Vogel sem fonte de nitrogénio e 25% de diferentes triacilglicerdis.

Mabhadik et al. (2002) observaram maior produgdo de lipase por A. niger NCIM 1207
utilizando 6leo de sésamo seguido de azeite de oliva. Rodriguez et al. (2006) observaram que
0 uso de 6leo milho, 6leo de améndoa, 6leo de amendoim, 6leo de semente de uva, 6leo de
girassol e azeite de oliva para suplementar o bagago de cana-de-actcar induziram a produgdo
de altas taxas de lipase por Rhizopus homothallicus. Papanikolaou et al. (2007) utilizaram um
derivado industrial de sebo bovino para a producdo de lipidio microbiano, proteina unicelular
e lipase por Yarrowia lipolytica. A produgdo de lipase por Pseudomonas gessardii foi
otimzada com o uso de sebo de cabra (RAMANI et al., 2010).

Na Figura 3 sdo apresentados os resultados da producdo de lipase utilizando-se
diferentes concentracdes de gordura de frango. Ao contrario do que se esperava com relagdo a
concentra¢do de TAG no substrato, a maior producéo de lipase (31,43 U/gss) foi observada na
concentragdo de 40% (m/m) de gordura de frango, enquanto que acima desta concentragio,
ocorreu um decréscimo na produgdo enzimatica. Em outros trabalhos, também foi verificada

que a utilizagdo de altas concentragdes de TAG presentes em meios de cultivo liquidos ou
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solidos causou redugdo na producdo de lipases devido a um possivel efeito toéxico aos micro-
organismos acarretado pela libera¢do dos acidos graxos e glicerol (BURKERT et al., 2004;
GULATI et al.,, 2005, GUTARRA ¢t al., 2005; TENG et al., 2009). Assim, a alta
concentragdo inicial de indutor utilizada para a produ¢do de lipase por C. viswanathii,
entretanto, pode estar relacionada a uma maior superficie de contato entre o substrato e as

células microbianas.
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Figura 3. Efeito das concentragdes de gordura de frango na producio de lipase por C. viswanathii. (m)
atividade lipase; (O) atividade especifica. Os cultivos foram realizados com farelo de trigo + bagaco de
cevada (1:1) por 5 dias, a 28 °C. Os substratos foram suplementados com 50% (m/v) de solugdo de

sais Vogel sem fonte de nitrogénio.

Efeito de fontes de nitrogénio sobre a producéo de lipase

Fontes de nitrogénio, organica ou inorganica, desempenham importante func¢do sobre o

metabolismo dos organismos e, consequentemente, na producdo de enzimas (TAN et al.,
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2004). Diversas fontes de nitrogénio, organica ou inorganica, foram avaliadas na producdo de
lipase por C. viswanathii. Os resultados apresentados na Tabela 2 indicam que dentre as
fontes de nitrogénio inorgénicas houve inibicdo da producdo de lipase, sendo que o nitrato de
amonio o Unico capaz de induzir uma pequena producdo de lipase. Em relacdo as fontes
organicas, todas promoveram o aumento da produ¢do de enzima acima do encontrado sem a
adicdo das mesmas. Especialmente, a suplementacdo com 5% (m/m) de extrato de levedura
resultou em maior aumento na producdo (119,91 U/gss), contribuindo para o aumento de 3,8

vezes na producdo da enzima, quando comparado ao cultivo sem a adi¢do da mesma.

Tabela 2. Fontes de nitrogénio utilizadas para a produg¢éo de lipase por C. viswanathii.

Fontes de nitrogénio Atividade lipase Atividade Especifica
(5,0%, m/m) (U/gss) (U/mg prot.)
Controle 31,43 £491 11,64 +1,81
Extrato de levedura 119,91 £ 11,68 65,50 £ 6,38
Milhocina 57,96 +£ 5,20 49,32 +£5,35
Soro de leite 61,00 4,20 93,53 + 6,44
Farinha de soja 40,65 + 4,80 24,12 £ 4,03
Proteina de soja 84,60 + 4,41 76,22 + 7,62
Proteina de algoddo 57,95+ 2,83 66,84 + 3,72
NH,NO; 4,80 £ 0,64 7,44 £ 1,00
(NH,4),SO4 N.D. N.D.

Cultivos foram realizados em meio farelo de trigo + bagaco de cevada (1:1), 40% (m/m) de gordura de
frango, por 5 dias, a 28 °C. N.D. nenhuma atividade lipase foi observada nas condi¢des de analise.

Controle: cultivos realizados sem a adi¢do de fontes de nitrogénio.
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O emprego da proteina de soja resultou na segunda maior producdo de lipase (84,60
Ul/gss), seguida por soro de leite, milhocina, proteina de algodao e farinha de soja. A maior
atividade especifica (93,53 U/mg de proteina) foi verificada com soro de leite, seguido por
proteina de soja (76,22 U/mg de proteina). O emprego de extrato de levedura também
aumentou a producdo de lipase por muitos outros micro-organismos (GUPTA et al., 2007;
KUMAR e GUPTA, 2008; RUCHI et al., 2008). O uso de fontes de nitrogénio como peptona
(MAHANTA et al., 2008), milhocina (EDWINOLIVER et al., 2009) e ureia (RODRIGUEZ
et al., 2006) também mostraram-se efetivas para a produgdo de lipase extracelular em outros

Pprocessos.

Na Figura 4 sdo apresentados os resultados do efeito da adicdo de diferentes
concentragdes de extrato de levedura sobre a produg@o de lipase por C. viswanathii. A
producdo de lipase aumentou com o aumenta da concentragdo desta fonte de nitrogénio,
atingindo a maior atividade (143,60 U/gss) com 3,5% (m/m) de extrato de levedura, cuja
atividade especifica foi de 52,85 U/mg de proteina. Em outras concentragdes desta fonte de
nitrogénio ocorreram decréscimos na producdo de lipase. Na literatura tem sido observada que
a alta concentragdo de fontes de nitrogénio no meio de cultivo ¢é efetiva para aumentar a
producdo de lipase por micro-organismos (OHNISHI et al., 1994; MAHANTA et al., 2008;
SUN e XU, 2008). A produ¢dao maxima de lipase por C. rugosa (BENJAMIN ¢ PANDEY,
1997) e Y. lipolytica (IMANDI et al., 2010; HOSSEINPOUR et al., 2011) foi obtida

utilizando-se 1,0 — 2,0% (m/m) de ureia nos cultivos com torta de extracdo de oleos vegetais.
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Figura 4. Efeito da concentracdo de extrato de levedura sobre a producdo de lipase e atividade
especifica por C. viswanathii. (m) atividade lipase; (0) atividade especifica. Cultivos foram realizados
em meio farelo de trigo + bagago de cevada (1:1), 40% (m/m) de gordura de frango, umidade 50%,

por 5 dias, a 28 °C.

Efeito da temperatura sobre a producao de lipase

A produgdo de lipase ¢ criticamente influenciada pela temperatura de cultivo. Na
Tabela 3 estdo apresentados os resultados obtidos para a producdo de lipase e atividade
especifica nos cultivos realizados entre 15 e 40 °C. O aumento da temperatura favoreceu a
producdo de lipase por este micro-organismo sendo a maior producdo (143,36 U/gss) bem
como a maior atividade especifica (65,76 U/mg de proteina) observadas a 30 °C. O aumento
da temperatura de 15 para 30 °C promoveu um acréscimo na producdo de lipase de
aproximadamente 5,5 vezes. Acima desta temperatura houve uma redu¢do da produgdo de
enzima, sendo observado valores de 129,11 U/gss a 35 °C, e a 40 °C a atividade lipolitica

reduziu para 25,80 U/gss.
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Tabela 3. Efeito da temperatura sobre a producéo de lipase e atividade especifica de C. viswanathii.

Temperatura Atividade lipase Atividade especifica
(°C) (U/gss) (U/mg proteina)
15 26,10 + 4,42 13,31 £1,92

20 56,05 + 6,07 22,97 +2.43

25 77,71 £3,36 28,59 +2,71

30 143,36 £ 9,65 65,76 £3,18

35 129,11 + 8,15 43,19 +2.98

40 25,80+ 6,17 10,05 +1,56

Cultivos foram realizados em meio farelo de trigo + bagaco de cevada (1:1), 40% (m/m) de gordura de

frango, 3,5% (m/m) de extrato de levedura, umidade 50%, por 5 dias.

Os resultados encontrados neste estudo foram semelhantes aos observados para a
produgio de lipase por C. viswanathii em fermenta¢do submersa, sendo que a maior produgio
da enzima foi observada entre 27,5 e 30,0 °C (Capitulo 2). O monitoramento do controle de
temperatura em FSS ainda apresenta uma série de dificuldades em um contexto industrial
(BELLON-MAUREL et al., 2003). Estes efeitos, entretanto, podem ndo ser visiveis em
cultivos realizados em frascos contendo poucas gramas de substrato. A mistura de substratos
como o bagaco de cevada, além de apresentar um efeito sinérgico na producdo de lipase,
poderia ainda ter evitado a formag¢do de uma massa compactada o que ajudaria na respiragao
microbiana e na dissipacdo do calor gerado durante o crescimento microbiano (PANDEY et
al., 2000; RAHARDIJO et al., 2005). Em outros trabalhos, a adi¢do de bagaco de cevada a
outros substratos de origem agroindustrial ajudou na remog¢do do calor gerado durante o
cultivo o que pode ter influenciado no aumento da acumulacdo do produto ao substrato

fermentado (CERTIK et al., 2006).
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Efeito da umidade do meio de cultivo sobre a producéo de lipase

A umidade do meio de cultivo também apresenta extrema importincia para o
crescimento microbiano e produgdo de enzimas em FSS (SALIHU et al., 2012). Para avaliar a
influéncia da umidade do substrato sobre a produg¢do de lipase por C. viswanathii, o substrato
FT+BC (1:1) foi umedecido com solugdo de sais de Vogel (VOGEL, 1956) com o objetivo de
alcangar 20, 30, 40, 50, 60 e 70% de umidade inicial. Os resultados apresentados na Figura 5
mostram que 40% de umidade inicial no meio de cultivo foi ideal para a producdo de lipase
(157,33 U/gss), na qual também foi observada a maior atividade especifica (136,20 U/mg de
proteina). Cultivos com umidades de 30% ou 50% resultaram em produ¢do de lipase de
147,55 e 143,36 U/gss, respectivamente. Um aumento ou decréscimo na umidade inicial do

meio além destas, resultaram em decréscimo na producdo da enzima.

O nivel de umidade em FSS tem um grande impacto sobre as propriedades fisicas do
substrato. Um aumento no teor de umidade pode provocar diminui¢do na porosidade do
substrato, diminuindo assim a troca gasosa. Um teor de umidade baixo conduz a um baixo
crescimento microbiano e menor grau de expansdo do substrato que também diminui a
producdo de enzima (MAHADIK et al., 2002; PANDEY, 2003; MAHANTA et al., 2008).
Benjamin ¢ Pandey (1997) avaliaram a produgdo de lipase por Candida rugosa em FSS
utilizando 70% de umidade inicial. Outras linhagens de levedura (IMANDI et al., 2010) e
fungos filamentosos (GUTARRA et al., 2005; SUN e XU, et al., 2008) também apresentaram
maior producdo de lipase com 70% de umidade inicial dos substratos. Kempka et al. (2008)
obtiveram maior producdo lipase por Penicillium verrucosum utilizando 55% de umidade

inicial no meio de cultivo.
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Figura 5. Efeito da umidade do meio de cultivo sobre a producdo de lipase e atividade especifica de
C. viswanathii. Cultivos foram realizados em meio farelo de trigo + bagago de cevada (1:1), 40%
(m/m) de gordura de frango, 3,5% (m/m) de extrato de levedura, umidade 50%, por 5 dias, a 30 °C.

Caracterizacdo bioquimica da lipase produzida

Efeito do pH e da temperatura sobre a atividade da lipase

O efeito do pH sobre a atividade da lipase foi determinada dosando-se a atividade na
faixa de pH entre 2,0 ¢ 9,0 na temperatura de 40 °C (Figura 6A). A lipase apresentou
atividade elevada na faixa de pH entre 4,5 e 6,0, sendo que a atividade 6tima foi verificada
nos pH 5,0 e 5,5. Entre pH 2,0 e 3,5, bem como entre 6,0 ¢ 9,0 a atividade diminuiu para
niveis inferiores, apresentando apenas 17,6% da atividade em pH 9,0.

Quanto ao efeito da temperatura sobre a atividade da lipase, os melhores resultados
foram observados entre 45 e 55 °C, sendo a atividade 6tima observada a 50 °C. Abaixo de 35
°C, como também acima de 60 °C, a atividade diminuiu para niveis inferiores a 50%, sendo

que a 70 °C a atividade foi apenas 4,8% da maxima observada.
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Figura 6. Efeito do pH (A) e da temperatura (B) sobre a atividade da lipase acida produzida por
C. viswanathii em fermentagdo em substrato sélido. Condi¢bes de ensaio: em (A), atividade
enzimatica realizada nos tampdes: pH 2,0 — 3,0 tampao glicina HCI 0,05 M, pH 3,0 — 8,0 tampao
Mcllvaine, pH 8,0 — 9,0 tampao Tris-HCI 0,05 M, a 40 °C; em (B), as atividades foram realizadas em
tampdo Mcllvaine pH 5,0.
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Para critério de discussdo, a lipase produzida por fermentacdo submersa, apresentou
atividade 6tima em pH 3,5 e a 40 °C (Capitulo 2). Da mesma maneira que a lipase de C.
viswanathii, a lipase de Rhizopus homothallicus produzida por FSS apresentou temperatura
otima de atividade maior que a produzida por fermentagcdo submersa (MATEOS DIAZ et al.,
2006). Os autores atribuiram a esses resultados o fato de que alguns compostos ndo protéicos
do meio poderiam estar ndo-covalentemente associados com uma ou ambas as formas da

lipase produzida, afetando assim suas propriedades fisico-quimicas.

Efeito do pH e datemperatura sobre a estabilidade da lipase

Para verificacdo da estabilidade ao pH, incubou-se a enzima em tampdes de diferentes
pH, por um periodo de 24 h, a 10 °C. De acordo com os resultados apresentados na Figura
7A, a lipase manteve aproximadamente 100% de sua atividade em uma ampla faixa de pH
entre 3,0 e 8,0 e reteve acima de 60% nos pH 2,0 e 2,5, bem como em 8,5 ¢ 9,0. Entretanto,
no pH 9,5 a atividade residual foi de 32,0% e, em pH 10,0, a enzima perdeu completamente
sua atividade. Os resultados obtidos sdo semelhantes aqueles observados por Mahadik et al.
(2002) que relataram que a lipase produzida por A. niger NCIM 1207 reteve
aproximadamente 70,0% da atividade em pH 2,0 ¢ 50,0% em pH 9,0 ap6s 24 h de incubagao
em temperatura ambiente.

A estabilidade térmica das lipases ¢ um aspecto muito importante nos processos
enzimaticos, uma vez que sua instabilidade, em processos industriais, impossibilita sua
aplicagdo por problemas de inativacdo térmica. Muitas lipases produzidas por fungos
mesofilicos apresentaram baixa estabilidade térmica apds 1 h de incubacdo, sendo instaveis
em temperaturas acima de 40 °C (GUTARRA et al.,, 2009). Para a avaliacdo da
termoestabilidade da lipase, a enzima foi incubada na auséncia de substrato em meio
tamponado em diferentes temperaturas. O aumento da temperatura levou a diminuicdo do
tempo necessario para que ocorresse desnaturagdo e consequente perda de atividade. Em
contraste, a lipase reteve 97,0% da atividade apos 24 h a 45 °C. Os valores estimados de meia-

vida a 50, 55 e 60 °C foram, respectivamente, 23,5, 1,66 ¢ 0,25 h (Figura 7B).
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Figura 7. Efeito do pH (A) e da temperatura (B) sobre a estabilidade da lipase acida produzida por
C. viswanathii em fermentagdo em substrato solido. Condig¢bes de ensaio: em (A), pH 2,0 — 2,5
tampdo glicina HC1 0,05 M, pH 3,0 — 8,0 tampdo Mcllvaine, pH 8,5 - 9,0 tampao Tris-HC1 0,05 M, pH
9,5 — 10 tampao glicina-NaOH 0,05 M; em (B), a enzima foi diluida em tampao Mcilvaine pH 5,0. As

atividades foram realizadas em tampao Mcllvaine pH 5,0, a 50 °C.
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Cabe ainda ressaltar que, quando comparado a estabilidade enzimatica da enzima
produzida por fermentacdo submersa (FSm), a lipase produzida por FSS foi mais estdvel, uma
vez que o valor de Ty, a 50 °C para a enzima produzida por FSm foi apenas de 0,9 h
(Capitulo 2). Assim como também observado por Mateos Dias et al. (2006), a lipase
produzida por FSm mostrou inativagdo térmica mais rapida que a enzima produzida por FSS,
uma vez que a meia-vida a 50 °C foram 0,44 ¢ 0,72 h, respectivamente. Gutarra et al. (2009)
relataram que a lipase produzida por Penicillium simplicissmum em FSS apresentou
estabilidade térmica 20 vezes maior, a 50 °C, que outra lipase produzida por FSm por outra
linhagem da mesma espécie de fungo. Estas propriedades enzimaticas da lipase produzida por
FSS indicam uma possivel aplicagcdo nos processos que requerem temperaturas moderadas, ou
moderadamente elevadas como em industrias de alimentos, de detergentes e oleoquimica

(ARAVINDAM et al., 2007; CONTESINI et al., 2010).

CONSIDERACOES FINAIS

O desenvolvimento deste trabalho avaliando a fermenta¢do em substrato sélido para
produgdo de lipase por C. viswanahtii mostrou que este processo apresenta vantagens para a
producdo desta enzima, a qual apresentou propriedades promissoras. A utilizagdo de farelo de
trigo e bagaco de cevada (1:1) promoveu um efeito sinérgico para a produ¢do de lipase,
considerando que todos os parametros analisados foram importantes para aumentar a
producdo da enzima. A maior producdo de lipase foi alcancada utilizando-se elevada
concentragdo de gordura de frango (40%, m/m), 3,5% (m/m) de extrato de levedura,
temperatura de 30 °C e umidade de 40% durante 5 dias de cultivo (157,33 U/gss). Outros
estudos, portanto, ainda devem ser realizados tanto para melhor explorar esta técnica em
maior escala, como para investigar a utilizacdo do substrato fermentado como biocatalisador.

A caracterizacdo bioquimica da lipase produzida indicou que esta enzima apresenta
atividade otima em pH 5,0 e a 50 °C. Maior estabilidade em uma ampla faixa de pH e maior
estabilidade térmica foi verificada, quando comparada a enzima produzida por esta linhagem
em fermentagdo submersa. Assim, pesquisas adicionais devem identificar e explorar a

aplicacdo desta lipase em processos que requeiram condi¢des moderadas de aplicacao.
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Purificacio, imobilizacio e caracterizacao bioquimica de uma

lipase acida de Candida viswanathii
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RESUMO

Este estudo teve por objetivo purificar, imobilizar e caracterizar a lipase produzida por
Candida viswanathii, nas melhores condigdes de produgdo da enzima anteriormente
estabelecidas. A enzima foi purificada utilizando didlise e cromatografia de interagdo
hidrofobica em octil agarose equilibrada com tampao acetato de amoénio 0,05 M pH 6,9, sendo
eluida com 0,8% de Triton X-100. O rendimento do processo foi de 70,8%, a atividade
especifica final de 721,0 U/mg de proteina e o fator de purificagdo de 19,5. A amostra
apresentou homogeneidade eletroforética, sendo a massa molecular da enzima estimada em
69 kDa por SDS-PAGE. A enzima foi imobilizada em octil Sepharose, apresentando
rendimento de 59,6% e atividade especifica de 428,60 U/mg de proteina. O derivado da
imobilizacdo apresentou 100% de atividade apos 3 ciclos de reuso. A lipase livre foi estavel
em uma ampla faixa de pH, de 4cido a levemente alcalino, e em solventes organicos polares e
apolares; a lipase imobilizada apresentou aparente ativacdo na regido de pH 2,5 a 7,0 e em
varios dos solventes organicos testados. A imobilizagdo aumentou muito a termoestabilidade
da enzima, sendo o T;/; da enzima livre a 45 °C de 4 min, enquanto que a enzima imobilizada
apresentou mais de 70% de atividade apds 180 min nessa mesma temperatura e meia-vida de
175 min a 50 °C. As atividades da enzima livre e da imobilizada foram pouco alteradas na
presenca de ions metalicos e ativadas na presenca de DTT e B-mercaptoetanol. A enzima
tanto na forma livre, quanto na imobilizada apresentou maior atividade sobre ésteres de cadeia
longa. As constantes cinéticas para a enzima livre e imobilizada foram: K, 0,16 mM e 0,08
mM, Vi 889,6 € 900,1 pmol. min'l.mg'1 de proteina, respectivamente. A constante K, da

enzima livre apresentou o valor de 868 s e eficiéncia catalitica (Keat/Kip) de 5,4 x 10°mtst,

Palavras-chave: lipase, triacilglicerol hidrolase, Candida viswanathii, purifica¢do de enzima,

imobilizacdo de emzima, caracterizagdo enzimatica.
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INTRODUCAO

As lipases (triacilglicerol hidrolases, E.C. 3.1.1.3) catalisam a hidrolise de ligagdes
ésteres de triacilglicerois de cadeia longa em um sistema de interface organico-aquoso, por
um mecanismo peculiar de ativagdo interfacial (SARDA e DESNUELLE, 1958; VERGER,
1997, VILLENEUVE et al.,, 2000; VAKHLU e KOUR, 2006). Seu papel fisiolégico ¢
catalisar a hidrolise e sintese seqiiencial de triacilglicerois, fornecendo diacilglicerois,
monoacilglicerois, glicerol e acidos graxos livres (SNELLMAN e COLWELL, 2004). O
deslocamento do equilibrio no sentido da hidrélise ou sintese € controlado pela quantidade de
agua presente no meio reacional; em presenca de agua a hidrolise de ésteres € a reagdo
principal, contudo em solventes organicos pode ocorrer a esterificagdo (PANDEY et al.,
1999). Além disso, as lipases podem catalisar outras reagdes como transesterificacio,
aminolises e lactonizagdo, dependendo da atividade de 4gua (PAQUES e MACEDO, 2006).

Lipases microbianas s3o excelentes biocatalisadores industriais apresentando
importantes propriedades quanto a especificidade e seletividade, além de catalisar reagdes sob
condigdes ambientais favoraveis (RAMANI et al., 2012). Estas enzimas sdo utilizadas em
inimeras aplicagdes praticas, incluindo formulagdo de detergentes, degradacdo de dleos e
gorduras, sinteses de farmacos e de ésteres responsaveis por aroma e sabor, bem como na
producao de cosméticos (REETZ, 2002; HASAN et al., 2006). Em processos industriais como
na produ¢do de biodiesel, na hidrdlise de 6leos e gorduras para tratamento de efluentes e na
producdo de detergentes, as lipases podem ser empregadas como misturas heterogéneas ou
parcialmente purificadas (WU et al., 1996; VALLADAO et al., 2007; SHARMA e
RATHORE, 2010). Em outros setores como nas industrias alimenticias, farmacéuticas e
cosméticas, estas enzimas sdo usadas como preparagdes purificadas (GOTOR-FERNANDEZ
et al., 2006), embora um elevado fator de purificacdo torne o processo mais caro e reduza a
recuperagdo da enzima.

Muitas lipases foram extensivamente purificadas e caracterizadas, sendo que os
métodos mais utilizados para purificagdo foram a precipitacio com sulfato de amonio, a
cromatografia de troca idnica, filtragdo em gel e cromatografia de interagdo hidrofébica
(SHARMA et al., 2001). Ja4 em outros estudos, as lipases foram purificadas e cristalizadas
(KORDEL et al., 1991; ERICSSON et al., 2008; ANGKAWIDJAJA et al., 2010).

As lipases purificadas foram caracterizadas quanto a atividade e estabilidade em

diferentes pH, temperatura e solventes. O efeito de ions metéalicos e de agentes redutores
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também foi avaliado (SHARMA et al., 2002; YU et al., 2007; LIU et al., 2008; RAMANI et
al., 2010; DHEEMAN et al., 2011).

Em alguns casos, a purificagdo de lipases permitiu o isolamento de isoformas que
apresentaram propriedades distintas com relagdo a massa molecular, atividade e estabilidade
em diferentes pH e temperaturas e também sequéncias primarias. Rua et al. (1993) relataram a
separa¢do de duas isoformas da lipase produzida por Candida cylindracea com massa
molecular de 64 kDa (lipase A) e 62 kDa (lipase B) e ponto isoelétrico de 5,5 e 4,9,
respectivamente. Ibrik et al. (1998) isolaram uma lipase de Penicillium cyclopodium com
massa molecular de 29 kDa, pH 6timo entre 8 e 10 e estabilidade a 35 °C; enquanto que uma
segunda lipase deste fungo apresentou massa molecular entre 40-43 kDa, pH 6timo de 7,0 e
temperatura 6tima de 40 °C (CHAHINIAN et al., 2000).

Técnicas de imobilizagdo t€m sido cada vez mais utilizadas industrialmente a fim de
facilitar tanto a separacdo entre os biocatalisadores ¢ os efluentes, quanto a recuperacio e
purificagdo dos produtos (ARICA et al., 2010). Varios métodos de imobilizagdo de lipases
tém sido relatados como a adsorcdo (KURTOVIC et al., 2011) e a ligacdo covalente em
suporte insoluvel (MONIER et al., 2010). Imobilizagdo de lipases em suportes hidrofébicos
tem sido muito empregada como uma alternativa rapida e barata para obten¢do de amostras
homogéneas em etapas simples, que apresentam alto rendimento e, em alguns casos, resulta
em ativacdo da enzima imobilizada nesses suportes (BASTIDA et al., 1998; PALOMO et al.,
2004).

Os objetivos desta etapa do trabalho foram purificar e imobilizar uma lipase acida
produzida por C. viswanathii em condigdes de cultivo previamente determinadas em
fermentacdo submersa e, em seguida, caracterizar bioquimicamente a lipase livre e na forma

imobilizada.

MATERIAL E METODOS

Linhagem, cultivo e manutencio

A linhagem de Candida viswanathii foi isolada de uma lagoa de estabilizagdo do

tratamento de 4agua residudria da Refinaria do Planalto Paulista (REPLAN/Petrobras),
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Paulinia, SP. A linhagem esta disponivel no Centro de Estudos Ambientais — CEA/UNESP. A
referida levedura foi mantida em meio Agar extrato de malte. Repiques das culturas foram
realizados periodicamente, sendo estas entdo incubadas por trés dias a 28 °C. Apos esse

periodo, a linhagem foi utilizada para os cultivos ou armazenada a 4 °C.

Condicdes de cultivo e obtencido do extrato proteico extracelular

O meio liquido de Vogel (VOGEL, 1956) foi preparado com as seguintes
modificacdes: 1,5% (m/v) de azeite de oliva, em substituicdo a glicose, e 0,2% (m/v) de
extrato de levedura, em substitui¢do ao nitrato de amonio; pH inicial 6,0. Os cultivos foram
realizados em Erlenmeyer de 125 mL, contendo 25 mL de meio de cultivo, previamente
autoclavados a 121 °C, por 20 min. Os meios de cultivo foram entdo inoculados com 1 mL de
uma suspensdo contendo 107 células/mL e mantidos por 72 horas, sob agita¢do orbital de 210
rpm, a 28 °C. Apds o crescimento, as células foram separadas do meio por centrifugagio
(850090, 30 min, 4 °C) e o sobrenadante foi utilizado como preparagio de proteinas e enzimas

extracelulares.

Determinacio da atividade enzimatica

A atividade lipase foi determinada com p-nitrofenil palmitato (pNPP) como substrato.
Este foi primeiramente solubilizado em 0,5 mL de dimetil sulféxido (DMSO) e entdo diluido
a 0,5 mM com tampdo Mcllvaine pH 3,5 contendo 0,5% de Triton X-100. A hidrdlise do
pNPP foi determinada descontinuamente a 40 °C pela liberagdo do p-nitrofenolato. Apos pré-
incubagdo do substrato em banho-maria por 5 min., a reagdo foi iniciada pela adi¢ao de 0,1
mL da amostra devidamente diluida. A reacdo foi interrompida em diferentes intervalos com
choque térmico (90 °C, 1 min), seguido da adi¢do de 1 mL de solu¢do saturada de tetraborato
de sédio. A leitura da absorbancia foi realizada a 405 nm [coeficiente de extingdo molar do p-

-1 -1
cm]. Controles foram preparados sem

nitrofenol (pNP) nessas condi¢des 1,8 x 10" M
adicdo de enzima. Uma unidade de atividade enzimatica foi definida como a quantidade de
enzima que libera 1 pmol de pNP por mL por min. Os ensaios foram realizados em

duplicatas.
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Determinacio de proteinas

Neste trabalho, a determinacdo quantitativa de proteinas foi realizada utilizando o
método BCA proposto por Smith et al. (1985), tendo soroalbumina bovina como padrdo. Nas
fragdes das etapas cromatograficas, os niveis de proteinas foram estimados pelas medidas das

absorbancias a 280 nm.

Purificaciio da lipase produzida por C. viswanathii

O sobrenadante da centrifugacdo do caldo de cultura foi dialisado contra tampdo
acetato de amoénio 0,05 M pH 6,9 por 6 h., sendo realizadas trocas deste tampéao a cada 2 h.
Apos a didlise, a amostra foi entdo aplicada na coluna (2,0 x 20,0 cm) pré-empacotada com
octil agarose (Hiprep'™ 16/10 Octyl Sepharose FF fast flow, GE Healthcare), previamente
equilibrada em tampao acetato de amonio 0,05 M pH 6,9, sendo coletadas fracdes de 3,0 mL,
usando um fluxo de 2,0 mL/min. Apo6s a lavagem da coluna com este mesmo tampao, as
proteinas adsorvidas foram eluidas com 100 mL de um gradiente linear crescente de 0 — 1%
(v/v) de Triton X-100 no mesmo tampao. Apos determinagdo da atividade lipase, as fragdes
com elevada atividade foram reunidas. Todas as etapas de purifica¢do foram realizadas a 4 °C,
e, ao final de cada uma delas procedeu-se a determinag¢do de proteinas e da atividade
enzimatica da amostra resultante, sendo que aliquotas das mesmas foram reservadas para

caracteriza¢do bioquimica e eletroforética.

Imobiliza¢do da atividade lipase de C. viswanathii

Apos didlise do sobrenadante de cultivo realizada como citado no item anterior, a
enzima foi imobilizada em coluna de vidro de 12 x 1,5 cm, contendo a resina octil Sepharose,
equilibrada com tampao acetato de amonio 0,05 M pH 6,9. A amostra foi aplicada usando um
fluxo de 2 mL/min e, apos a lavagem da coluna com o mesmo tampao, a resina contendo as
proteinas foi coletada e mantida no referido tampao, a 10 °C.

Amostras da enzima assim imobilizadas foram utilizadas para caracterizacio

bioquimica, sendo uma aliquota reservada para caracterizagdo eletroforética.
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Remocéo do Triton X-100

Para caracterizacdo eletroforética da amostra purificada foi necessario remover o
detergente Triton X-100, devido a sua interferéncia nesse procedimento. Essa remocao foi
realizada empregando-se a resina Calbiosorb™™ Adsorbent (Calbiochem®, San Diego, E.U.A).
A resina foi equilibrada em tampao acetato de amonio 0,05 M pH 6,9 e aplicada diretamente
na amostra de enzima purificada contendo o detergente. A suspensdo obtida foi incubada a 10
°C por 45 min sob agitacdo lenta, e, posteriormente, mantida em repouso. O sobrenadante
contendo a solugdo de proteinas livre de detergente foi entdo separado por centrifugacio e

submetido a analise eletroforética.

Eletroforese em gel de poliacrilamida com dodecil sulfato de sédio - SDS-PAGE

Eletroforese em gel de poliacrilamida em condi¢do desnaturante (SDS-PAGE) foi
realizada conforme descrito por Laemmli (1970), adicionando-se ureia 5 M aos géis de
corrida (10%) e empilhamento (5%) e 8 M de ureia a amostra, conforme descrito por Lesuisse
et al. (1993). Esta metodologia foi utilizada para a verificacdo do estado de pureza da enzima
livre e da enzima imobilizada, bem como para a determinacdo da massa molecular da enzima
livre.

As amostras foram preparadas na propor¢do de 1:1 em tampao de amostra (glicerol
17,5%, SDS 4%, azul de bromofenol 0,1% e Tris 0,12 M, pH 6,8) na presen¢a de 10% de -
mercaptoetanol, aquecidas por 5 min em agua fervente e resfriadas a temperatura ambiente
antes da adi¢do da ureia. No caso da enzima imobilizada, a resina foi fervida por 15 min com
SDS e B-mercaptoetanol. Apds resfriamento, foi adicionada uréia para se obter concentracdo
final de 8 M, sendo a mistura mantida a temperatura ambiente por 24 h. A seguir, a resina foi
removida por centrifugacdo e ao sobrenadante foi adicionado o tampao de amostra como
anteriormente descrito, sendo entdo submetido a eletroforese.

As eletroforeses foram realizadas com tampao Tris-glicina (0,025 M: 0,192 M) pH 8,3
com SDS 0,1% (m/v), durante aproximadamente 3 h., sob corrente de 100 V. Apds a corrida,
procedeu-se a coloragdo das proteinas com coomassie brilliant blue R-250 0,1% (m/v) em

metanol/acido acético/agua (4/1/5, v/v/v), por um periodo de 2 h. Posteriormente, o gel foi
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descorado com solu¢do metanol/acido acético/agua (3/1/6, v/v/v) até a visualizacdo das

bandas de proteinas.

Caracterizaciio da lipase de C. viswanathii livre e imobilizada

Excetuando-se as amostras de enzima livre utilizadas para a determinagdo da massa
molecular por SDS-PAGE, as demais amostras utilizadas para a caracterizacdo da enzima

livre continham 0,8% de Triton X-100.

Determinacdo da massa molecular por SDS-PAGE

A massa molecular da enzima purificada foi estimada a partir do grafico do logaritmo
da massa molecular das proteinas padrdo contra suas respectivas mobilidades relativas em
relacdo ao azul de bromofenol. Os padrdes a-lactoalbumina (14,2 kDa), inibidor de tripsina
(20 kDa), anidrase carbonica (29 kDa), ovoalbumina (45 kDa), albumina de soro bovino (66
kDa) e fosforilase b (97 kDa) foram utilizados também com a adi¢cdo de ureia na concentragdo

final de 8 M.

Reuso da lipase imobilizada

O reuso da enzima imobilizada foi realizado em tubos de ensaios contendo 50 mg do
derivado da imobiliza¢do no meio reacional com 0,5 mM p-nitrofenil palmitato anteriormente
descrito. Decorrido o tempo de reagdo, o meio foi removido e o derivado da imobilizagdo
lavado duas vezes com tampao acetato de amonio 0,05 M pH 6,9, sendo que, em cada etapa
de lavagem, a resina foi centrifugada por 2 min., a 4 °C e o sobrenadante descartado. Em
seguida, um novo ciclo de reagcdo foi iniciado adicionando-se novo meio reacional com

substrato. Os experimentos foram realizados em triplicatas.
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Determinacdo do pH e temperatura 6timos de atividade

Para determinagdo do pH 6timo de atividade da enzima livre e imobilizada, os ensaios
foram realizados em tampao glicina-HCI 0,05 M para a faixa de pH 2,0 — 3,0 e tampao
Mcllvaine para os pH de 3,0 — 8,0. Os mesmos tampdes foram utilizados tanto para o preparo
do substrato enzimatico, quanto para a diluicdo das amostras. A atividade foi determinada a
40 °C, conforme descrito anteriormente.

A temperatura 6tima de atividade da enzima livre e imobilizada foi determinada nas
temperaturas de 20 a 60 °C, com intervalos de 5 °C, em tampdo Mcllvaine pH 4,0. A enzima
foi convenientemente diluida no mesmo tampdo e a atividade determinada como

anteriormente descrito.

Estabilidade térmica e em diferentes pH

A estabilidade térmica da enzima livre e imobilizada foi avaliada pela incubagdo das
amostras em diferentes temperaturas na auséncia do substrato, sendo que a enzima livre foi
incubada a 30, 40 e 45 °C e a enzima imobilizada a 40, 45, 50 ¢ 60 °C. Aliquotas foram
retiradas em intervalos de tempo variados, transferidas para banho de gelo, e entdo utilizadas
para a determinagdo da atividade residual, que foi ensaiada nas condigdes anteriormente
citadas. A partir dos resultados obtidos, estimou-se o valor de Tsy.

Para determinagdo da estabilidade em diferentes valores de pH, incubou-se aliquotas
da enzima livre e imobilizada em diferentes tampdes, na propor¢do 1:2 (v/v), que
compuseram a faixa de pH de 2,0 a 8,0. O procedimento foi realizado a 10 °C, e, apés 24 h,
determinou-se a atividade enzimatica residual. O controle das reagdes foi realizado
determinando-se a atividade enzimatica imediatamente apds a adigdo da amostra aos
respectivos tampdes. A dosagem da atividade lipase foi realizada em tampao Mcllvaine pH

4,0 a 45 °C.
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Efeito de substancias e ions metalicos

O efeito de substancias sobre a atividade da enzima livre e imobilizada foi avaliado
pela adicdo das mesmas as misturas de reacdo, realizando-se o calculo das atividades em
relacdo ao controle que ndo continha nenhuma dessas substancias.

Foram avaliados os efeitos das seguintes substancias: cloreto de mercurio II, cloreto de
cobre II, cloreto de magnésio, cloreto de cobalto II, cloreto de célcio, cloreto de bario, cloreto
de amonia, cloreto de sddio, sulfato de zinco, sulfato de manganés II, acetato de chumbo,
sulfato de magnésio, dodecil sulfato de sédio (SDS), acido etilenodiaminotetracético (EDTA),
fluoreto de fenilmetilsulfonil (PMSF), 1,4-ditiotreitol (DTT), B-mercaptoetanol, Tween 20,
Tween 80, deoxicolato de sddio e ureia, nas concentracdes de 2 e 10 mM. A dosagem da

atividade de lipase foi realizada em tampao Mcllvaine pH 4,0 a 45 °C.

Estabilidade em solventes organicos

A estabilidade da enzima livre e imobilizada em solventes organicos foi avaliada apds
a incubacdo a 10 °C, por 1 h, sob agitacdo orbital de 150 rpm em frascos hermeticamente
fechados. Foram avaliados os solventes glicerol, dimetilsulfoxido (DMSO), propilenoglicol,
metanol, acetonitrila, etanol, acetona, 1-propanol, 2-propanol, n-butanol, tolueno, xilol, n-
hexano e iso-octano, todos na concentracdo de 10%. A dosagem da atividade lipase foi

realizada em tampao Mcllvaine pH 4,0 a 45 °C.

Especificidade por substratos

Especificidade da enzima livre ou imobilizada foi avaliada a partir da dosagem da
atividade utilizando-se os substratos sintéticos p-nitrofenil acetato, p-nitrofenil butirato, p-
nitrofenil octanoato, p-nitrofenil decanoato, p-nitrofenil laurato, p-nitrofenil miristato, p-
nitrofenil palmitato e p-nitrofenil estearato, os quais foram avaliados na concentragio final de

0,05 M em tampao Mcllvaine pH 4,0 a 45 °C.
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Cinética enzimatica

As constantes cinéticas Ky, € Viax foram determinadas conforme representacdo grafica
proposta por Lineweaver-Burk (LINEWEAVER e BURK, 1934). A dosagem da atividade
lipase foi realizada utilizando-se diferentes concentragdes do substrato pNPP em tampao

Mcllvaine pH 4,0 a 45 °C.

RESULTADOS

Purificacio da lipase de Candida viswanathii

Inicialmente, varias tentativas de purifica¢do de lipase extracelular de C. viswanathii
foram realizadas empregando-se técnicas classicas de purificacdo de proteinas, como
fracionamento com sulfato de amodnio, cromatografia de troca idnica e filtracdo em gel. Na
etapa de fracionamento com sulfato de amdnio verificou-se que 5,0% da atividade precipitava
na faixa de 0-30% de saturacdo, 23,3% na faixa de 30-60%, 10,9% na faixa de 60-90%,
enquanto que a maior propor¢do da enzima (60,5%) permanecia no sobrenadante de 90% de
saturacdo. Apds dialise, este sobrenadante foi usado para realizagdo de testes em tubo
contendo resinas de troca idnica, tanto DEAE Sephadex A-50 quanto CM Sephadex C-50,
equilibradas em tampdes de diferentes pH, observando-se baixa adsor¢do da atividade lipase
em todas as condicdes avaliadas. Tal fato sugere que a lipase em estudo ndo deve apresentar
quantidade significativa de aminoacidos carregados em sua superficie, resultando em pequena
interacdo da enzima com os grupos trocadores das resinas. Em uma cromatografia de exclusao
molecular com Sephadex G-100, a atividade foi eluida no volume morto da coluna
(cromatograma ndo apresentado), indicando massa molecular acima de 150 kDa, limite de
exclusdo desta coluna. Uma cromatografia de interagdo hidrofébica em coluna de octil
agarose equilibrada com tampao acetato de amoénio 0,05 M pH 6,9, contendo sulfato de
amonio 1 M, indicou que parte da atividade lipase se ligava a essa resina, mas ndo era eluida
nem mesmo com a retirada total do sal. Uma estratégia de purificagdo desta lipase de C.
viswanathii foi entdo planejada usando cromatografia de interacdo hidrofobica, nessas

mesmas condi¢des, sem a adi¢do de sulfato de amonio.
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A purificacdo da lipase de C. viswanathii foi realizada utilizando-se o sobrenadante de
cultura centrifugado, o qual foi dialisado contra tampao acetato de amonio 0,05 M pH 6,9 a 4
°C. Esta amostra foi entdo submetida a cromatografia de interagdo hidrofébica em coluna octil
agarose equilibrada com tampao acetato de amonio 0,05 M pH 6,9, sem a adi¢do de sal. Apds
eluicdo da amostra, a coluna foi lavada com o mesmo tampao e, posteriormente, as proteinas
ligadas foram eluidas com um gradiente crescente de Triton X-100, de 0 a 1,0% (Figura 1).
Nessas condicdes, toda a atividade lipase se ligou a resina, sendo eluida somente com 0,8% de
Triton X-100. Apds dosagem das atividades nas fragdes coletadas, aquelas que apresentaram
atividade lipase foram reunidas constituindo entdo a amostra de enzima purificada, pois esta
preparagdo se mostrou homogénea em SDS-PAGE, apresentando uma banda de massa
molecular correspondente a 69,0 kDa (Figura 2).

Lipases isoladas de outras espécies de Candida, como C. rugosa, C. cylindracea e C.
antarctica, apresentaram massas moleculares que variaram de 33 a 64 kDa (PERNAS et al.,
2000; RUA et al., 1993; YAO et al., 2011; DIMITRIJEVIC et al., 2012).

Tentativas de determina¢do da massa molecular da lipase purificada por cromatografia
de exclusdo molecular em Sephadex G-100 e G-200, mesmo em presen¢a de uréia ou
detergente como Triton-X100 a 1,0%, ndo foram bem sucedidas, pois a enzima era sempre
eluida no volume morto, indicando massa molecular superior a 600 kDa. Esses dados
sugerem que a concentragdo da enzima, bem como a adi¢cdo de sal anteriormente relatada, que
originou uma frag@o de lipase que ndo se ligou a octil agarose, deve favorecer a formagédo de
agregados, como observado para outras lipases microbianas como relatado por Palomo et al.
(2003) para as de C. rugosa, Humicola lanuginosa e Mucor miehel; Fernandez-Lorente et al.
(2003) para as de Pseudomonas fluorescens e por Wilson et al. (2006) para a lipase de
Alcaligenes sp., entre outros. O comportamento de agregacdo da lipase de C.rugosa foi
claramente demonstrado por filtragdo em gel e SDS-PAGE por Liou et al. (1998), que
obtiveram 4 picos com os pesos moleculares > 440, 240, 130 e 60 kDa em Sephadex G-200 e
apenas um de 60 kDa por SDS-PAGE.

A lipase foi entdo purificada por um procedimento pratico, rapido e relativamente
barato, envolvendo apenas duas etapas, o que é muito interessante para ampliagdo de escala.
Na primeira etapa, o teor de proteinas totais foi reduzido em mais de 50%, o que levou a um
fator de purificagdo de 2,13 vezes. Essa diminuicdo da concentragdo de proteinas durante a
dialise pode ser atribuida a presenca de peptideos provindos do meio de cultura que continha

extrato de levedura, bem como possiveis proteases ativas nessas condi¢des, que originariam
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oligopeptideos permedveis aos poros da membrana usada. Apds o segundo passo, o fator de
purificacdo obtido foi de 19,54 vezes, a atividade especifica de 721,0 U/ mg de proteina e
rendimento final de 70,8% (Tabela 1). Essa recuperagdo pode ser considerada muito boa para
purificacdo de enzimas em geral, e até¢ mesmo excelente quando comparada com os valores de
rendimento de purificagdo de outras lipases, como mostra a Tabela 1 do Capitulo 1 (Revisdo
da literatura). Isso também ¢ muito importante do ponto de vista aplicado, pois elevadas

recuperacdes em purificagdo de enzimas representam menores custos para produgdo

industrial.
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Figura 1. Perfil cromatografico de elui¢do da lipase de C. viswanathii em cromatografia de interacdo
hidrofébica com octil agarose equilibrada em tampao acetato de amonio 0,05 M pH 6,9. (m) Axg; (0)

atividade lipase (U/mL); (=) gradiente de Triton X-100; flechas indicam as fra¢des reunidas.
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4~ 69 kDa

Figura 2. Perfil eletroforético em SDS-PAGE (10%) da lipase de C. viswanathii. Da esquerda para a

direita: coluna 1 contém a-lactoalbumina (14,2 kDa), inibidor

de tripsina (20 kDa), anidrase

carbonica (29 kDa), ovoalbumina (45 kDa), albumina de soro bovino (66 kDa) e fosforilase b

(97 kDa); coluna 2 contém amostra de sobrenadante de cultura; coluna 3 contém amostra

dialisada; coluna 4 contém amostra purificada.

Tabela 1. Purificagdo da lipase produzida por C. viswanathii.

Etapa Atividade Proteina Atividade  Rendimento  Fator de
total total especifica (%) purificacio
U) (mg) (U/mg
prot.)
Filtrado de cultura 1384,2 36,9 37,5 100,0 1,00
Dialise 1250,4 15,6 80,1 90,3 2,13
Octil agarose 4 FF 980,6 1,4 721,0 70,8 19,54

A atividade foi determinada em tampao Mcllvaine pH 3,5 a 40 °C.
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Imobiliza¢io da lipase de C. viswanathii

Os resultados obtidos durante a purificacdo da enzima sugeriram que a mesma poderia
ser imobilizada hidrofobicamente em octil agarose para posterior caracteriza¢do bioquimica e
comparacao de suas propriedades com aquelas da enzima livre.

A lipase foi imobilizada repetindo-se as etapas de purificacdo nas condi¢des
anteriormente estabelecidas, sendo que a cromatografia de interagdo hidrofébica foi realizada
em coluna de octil Sepharose equilibrada em tampao acetato de amoénio 0,05 M pH 6,9. A
amostra foi aplicada e, apds lavagem da coluna, a resina contendo as proteinas foi coletada e
mantida no mesmo tampao, a 10 °C. Neste procedimento, uma fra¢do da enzima (39,4%) nao
foi imobilizada, possivelmente porque o teor total de proteinas excedeu a capacidade da
coluna. A fracdo imobilizada foi de 59,6% e a atividade especifica de 428,6 U/mg de proteina
(Tabela 2). A atividade especifica do derivado foi de 109,16 U/g de resina.

Lipases de outras espécies de Candida foram imobilizadas em outros suportes como a
de C. cylindracea que foi imobilizada por adsor¢do em zeolito hidrofébico para a hidrolise de
oleo de palma (KNEZEVIC et al., 1998); a de C. rugosa, imobilizada por adsor¢do em um
copolimero macroporoso de glicidil metacrilato e etilenoglicol dimetacrilato (MOJOVIK et
al., 1998) e a lipase B de C. antarctica imobilizada em resina macroporosa por adsor¢éo fisica

em meio organico (SUN et al., 2010).

Tabela 2. Imobilizacdo da lipase de C.viswanathii em octil Sepharose.

Atividade Proteina Atividade Rendimento

total (mg) especifica (%)
L) (U/mg prot)
Filtrado de cultura 1359,8 38,53 35,3 100,0
Dialise 1117,8 16,35 68,4 82,2
Enzima nio imobilizada 549,9 13,96 39,4 40,4

Enzima imobilizada 810,0 1,89 428.6 59,6
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A atividade foi determinada em tampao Mcllvaine pH 3,5 a 40 °C.

Uma amostra do derivado da imobilizagao foi tratada com SDS e B-mercaptoetanol
para a liberagdo das proteinas ligadas a resina, as quais foram submetidas a analise por SDS-
PAGE. O perfil eletroforético (dados ndo apresentados) mostrou a presenga de uma banda
forte de massa molecular correspondente a 69,0 kDa e outra banda fraca, indicando a presenca
de pequena quantidade de outra(s) proteina(s) com propriedades hidrofébicas similares nesta
amostra.

O reuso da lipase imobilizada foi avaliado por experimentos em batelada. Apo6s cada
ciclo, a enzima imobilizada foi recuperada por centrifugacdo, lavada com tampao acetato de
amoénio 0,05 M pH 6,9, sendo a amostra novamente centrifugada, e, entdo, novo meio
reacional foi adicionado para determinar a atividade enzimatica. Os resultados mostraram que
a enzima imobilizada apresentou 100% de atividade nos 3 primeiros ciclos e 68,0% apds 5

ciclos de reuso (Figura 3).
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Figura 3. Reutilizagdo da lipase de C. viswanathii imobilizada em suporte octil Sepharose. A

atividade foi determinada em tampao Mcllvaine pH 3,5 a 40 °C.

Nos ciclos seguintes foi observada uma acentuada reducdo na atividade,

provavelmente, devido a liberagdo da enzima do suporte para o meio reacional. Uma reten¢ao
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da atividade de 55% apos 4 ciclos foi observada para a lipase de C. rugosa imobilizada em
pellets de alginato de célcio (JEGANATHAN et al., 2005). Em outros trabalhos em que o
reuso de uma lipase de C. rugosa foi estudada, a retencdo da atividade foi de 11% apds 3
ciclos da enzima imobilizada em celite (FADILOGLU et al., 1998), e 27% depois de 7 ciclos
da enzima imobilizada no suporte polimérico macroporoso anteriormente citado (MOJOVIC
et al., 1998). Knezevic et al. (1998) relataram a atividade de 10,5% apds 7 ciclos para a lipase

de C. cylindracea imobilizada em zeolite.

Caracterizacio bioquimica da lipase livre e imobilizada

Efeito do pH sobre a atividade e estabilidade

A Figura 4A apresenta o efeito do pH do meio reacional sobre a atividade hidrolitica
da enzima livre e imobilizada na faixa de 2,0 a 8,0. A maior atividade de ambas as formas da
enzima foi observada no pH 4,0. Na faixa de pH de 2,0 a 3,0 a enzima imobilizada apresentou
57% de sua atividade, enquanto que a atividade da enzima livre observada foi de 18 a 42%.
Ambas as formas da enzima apresentaram elevada atividade nos pH 3,5 e 4,5, correspondendo
a aproximadamente 80% para a enzima livre e 90% para a imobilizada. Entre pH 5,0 e 6,5
ambas as formas apresentaram mais de 65% de atividade e a partir desta faixa houve uma
continua redugdo até o pH 8,0 (18,6 e 12,8%, respectivamente para a enzima livre e
imobilizada).

Os resultados de pH 6timo para a lipase purificada e imobilizada de C. viswanathii
diferiram daqueles encontrados na literatura para outras lipases produzidas por leveduras
deste mesmo género. As espécies de C. antarctica, C. rugosa e C. cylindracea produziram
lipases com pH 6timo neutro ou alcalino (RIJA et al., 1993; PERNAS et al., 2000; PFEFFER
et al., 2006). Lipases acidas foram descritas em Aspergillus niger NCIM 1207 (MHETRAS et
al., 2009), Pseudomonas gessardii (RAMANI et al., 2010), Penicillium sp. (DHEEMAN et
al., 2011b) e Yarrowia lipolytica NCIM 3639 (SATHISH YADAYV, 2011) entre outras.

As lipases livre e imobilizada apresentaram alta estabilidade na faixa de pH acido até
levemente alcalino (Figura 4B). A enzima livre manteve a atividade acima de 60% na faixa
de pH entre 2,0 e 7,5, sendo que em pH 7,0 manteve a totalidade da sua atividade e em pH 5,0

e 5,5 reteve mais de 90%. Em pH 8,0 a atividade caiu acentuadamente para 26%. Com a
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enzima imobilizada observou-se uma aparente ativacdo entre os pH 2,5 ¢ 7,0. Entre os pH 3,5
e 7,0, a enzima mostrou aproximadamente 130% de atividade, mas nos pH 7,5 e 8,0 houve
reducdo para 78%. O aumento da atividade observado neste estudo foi semelhante aos
verificados para as lipases de Rhizopus niveus, Mucor miehei e Humicola lanuginosa
imobilizadas em suporte hidrofobico (BASTIDA et al., 1998). Os autores observaram que as
lipases imobilizadas por adsor¢do em octil agarose apresentaram uma hiperativagao de 6, 7 ¢
20 vezes, respectivamente, em relacdo as enzimas livres quando utilizadas para realizar a
hidrélise do substrato p-nitrofenil propionato, e também interessantes mudancas na
estereoespecificidade na hidrélise de éster quiral soluvel. Os resultados sugeriram que a
enzima reconheceu o suporte hidrofobico como uma interface sélida e foram adsorvidas por
uma interagdo entre a regido hidrofébica perto do seu sitio ativo na forma aberta e
“hiperativada” (BASTIDA et al., 1998).

A atividade ¢ a estabilidade da lipase de C. viswanathii em uma ampla faixa acida de
pH, especialmente da forma imobilizada, indica uma possivel aplicagdo desta enzima nas
industrias farmacéuticas, alimenticias e de aromatizantes, as quais utilizam lipase ativas em
condi¢des acidas (HASAN et al.,, 2006). Lipases microbianas ativas em pH 4acidos sdo
também utilizadas para a sintese de ésteres de aroma como acetato de isoamila (KUMARI et
al., 2009), no tratamento de peles e 1a na industria téxtil (HASAN et al., 2006) e também

como substituta da lipase pancreatica em terapia enzimatica (SANI, 2006).
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Figura 4. Efeito do pH sobre a atividade (A) e estabilidade (B) da lipase livre e imobilizada de C.
viswanathii. (A) A atividade foi determinada em tamp&o glicina NaOH 0,05 M para a faixa de pH de
2,0 a 3,0 e tampdo Mcllvaine de 3,0 a 8,0, a 40 °C. (B) A atividade foi determinada em tampio
Mcllvaine pH 4,0 a 40 °C. A atividade controle (100%) correspondeu a 36,0 U/mg prot. para a enzima

livre e 38,0 U/mg prot. para a enzima imobilizada.
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Efeito da temperatura sobre a atividade e estabilidade

A temperatura 6tima de atividade da lipase livre e imobilizada é apresentada na
Figura 5. A atividade mdxima das enzimas livre e imobilizada foi verificada a 45 °C. Acima
desta temperatura, a atividade da enzima livre reduziu continuamente, apresentando 85 € 63%
da atividade méxima a 50 e 55 °C, respectivamente. A enzima imobilizada apresentou maior
atividade nessas mesmas temperaturas correspondendo a 97,4 e 83,6% respectivamente, da
atividade méxima. Ambas apresentaram apenas 5,0% da atividade a 70 °C. Estes resultados
sdo semelhantes aos observados em outros trabalhos em que a atividade 6tima das enzimas
imobilizadas ndo se alterou quando comparada a da enzima livre (GHAMGUI et al., 2007;
PEREZ et al., 2007; Yi et al., 2009). Isto ndo pode ser considerado uma regra geral, ja que em
outros estudos, a imobilizacdo da enzima acarretou mudangas na temperatura Otima de
atividade, como no caso das lipases imobilizadas de C. rugosa (VAIDYA e SINGHAL, 2008;
ARICA et al., 2010; DENG et al., 2010) ¢ Saccharomyces cerevisiae (ZENG et al., 2009).

A semelhanca entre os perfis da atividade da enzima livre e da imobilizada em funcéo
da temperatura indicou que ndo ocorreram mudancgas significativas na conformacdo da
enzima, as quais seriam promovidas pela interacdo com o suporte. Imobilizacdo covalente de
lipases que resultou em alteracdo na temperatura &tima, observada nos trabalhos de
Bayramoglu e Arica (2008) e Deng et al. (2010), foi atribuida a mudanga na conformacédo da
enzima para uma estrutura tridimensional mais rigida.

Condigdes dtimas de atividade em temperaturas moderadas, como as observadas para
a lipase livre e imobilizada de C. viswanathii, evitam a necessidade de altas temperaturas
requeridas em sistemas nao enzimaticos o que pode levar a degradacdo térmica de produtos
das industrias alimenticias e farmacéuticas, aumentando os custos do processo e os de

purificacio e refino desses produtos (BALCAO et al., 1996).
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Figura 5. Efeito da temperatura sobre a atividade da lipase livre e imobilizada de C. viswanathii. A
atividade foi determinada em tampao Mcllvaine pH 4,0. A atividade controle (100%) correspondeu a

36,0 U/mg prot. para a enzima livre e 38,0 U/mg prot. para a enzima imobilizada.

As estabilidades das enzimas livre e imobilizada foram avaliadas em meio tamponado
na auséncia de substrato. A enzima livre apresentou baixa estabilidade térmica em
temperaturas moderadas, enquanto que a enzima imobilizada mostrou consideravel resisténcia
a desnaturagdo nessas temperaturas e até mesmo em temperaturas mais elevadas (Figura 6).
A lipase livre reteve 41,0% de sua atividade apds 60 min. de incubagdo a 30 °C, enquanto que
a 40 e 45 °C a atividade residual apos este periodo foi de apenas 11% (Figura 6A). A meia-
vida da lipase livre foi estimada em 27 min. a 30 °C, 3,5 min. a 40 °C e de 4,5 min. a 45 °C. A
enzima imobilizada, no entanto, foi muito mais estavel nas temperaturas de 40 e 45 °C,
retendo 70 e 65% da atividade, respectivamente nestas temperaturas, ap6s 180 min. de
incubagdo (Figura 6B). A lipase imobilizada apresentou também elevada estabilidade térmica
a 50 °C, mantendo mais de 80% da atividade original ap6s 60 min. de incubagdo. Os valores

de meia-vida a 50 e 60 °C foram 175 e 6,5 min., respectivamente.
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Como observado em outros trabalhos que utilizaram as lipases imobilizadas de C.
rugosa (CHIOU e WU, 2005; JEGANATHAN et al. 2007, MONIER et al., 2010), C.
antarticta e Thermomyces lanuginosus (ONDUL et al., 2009), os resultados aqui apresentados
demonstraram que a imobiliza¢@o por interagdo hidrofobica realizada neste trabalho protegeu
a estrutura da enzima de mudangas conformacionais provocadas pelo aumento da energia
cinética, elevando sua termoestabilidade.

A lipase de C. rugosa imobilizada em quitosana por meio de grupos hidroxil ativados
manteve a atividade original ap6s 1 hora de incubacdo a 40 °C, enquanto que a enzima livre
foi estavel apenas até 30 °C (CHIOU e WU, 2005). Bayramoglu e Arica (2008) imobilizaram
uma lipase comercial de C. rugosa em suportes magnéticos contendo poli(glicidilmetacrilato-
metilmetacrilato) sendo que apds 120 min. a 55 e 65 °C a enzima imobilizada reteve
aproximadamente 84 e 57% da atividade original, respectivamente e a enzima livre
apresentou os valores de 63 e 28%, respectivamente. Kaewthong et al. (2005) relataram a
utilizagdo de uma lipase de Pseudomonas sp. imobilizada no suporte hidrofobico Acurrel
EP100 para a producgdo continua de monoacilglicerois por glicerdlise de oleina de palma.
Nesse caso, a enzima imobilizada apresentou-se mais estavel, retendo 90% da atividade apos
incubagdo por 24 h a 40 °C, sendo sua atividade 6tima a 50 °C.

Os resultados relativos a termoestabilidade da lipase imobilizada de C. viswanathii
obtidos neste trabalho apresentam extrema importancia operacional para futuras aplicacdes

industriais.
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Figura 6. Termoestabilidade da lipase livre (A) e imobilizada (B) de C. viswanathii. A atividade foi
determinada em tampao Mcllvaine pH 4,0 a 45 °C. A atividade controle (100%) correspondeu a 72,1

U/mg prot. para a enzima livre e 73,7 U/mg prot. para a enzima imobilizada.
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Efeito de ions sobre a atividade

A Tabela 3 apresenta o efeito de varios ions metalicos sobre a atividade da lipase livre
e imobilizada. O fon Mn®" ativou a atividade da lipase livre e imobilizada a 2 mM, entretanto,
o mesmo ndo foi observado na presenga deste fon a 10 mM. Os fons Mg*" e Zn®" também
apresentaram efeito de ativag¢do nas concentragdes de 2 mM e 10 mM, respectivamente, mas
apenas para a lipase livre.

O efeito ativador desses ions também foi observado para a lipase de Burkholderia sp.
HY 10 (PARK et al., 2007), porém, ndo foi observado para as lipases de Bacillus sp.RSJ-1
(SHARMA et al., 2002). As lipases de C. rugosa LipA, LipB e LipC foram ativadas apenas
pelos fons Mg®" e Ca*" na concentragdo de 10 mM. Para outras lipases microbianas nenhum
efeito sobre a atividade foi observado na presenca destes ions (ABBAS et al., 2002; YU et al.,
2007; LIU et al., 2008; DHEEMAN et al., 2011).

Os fons Ba®", Ca®" Na’, NH;" ¢ Pb>" ndo apresentaram efeito significativo sobre a
atividade tanto da lipase livre como imobilizada. O fon Co”" apresentou efeito inibitério
apenas na concentragio de 10 mM para ambas as prepara¢des da enzima. O ion Cu”" inibiu
fortemente a atividade da enzima livre nesta mesma concentracdo, mas ndo afetou a atividade
da enzima imobilizada. O ion Hg2+, na concentracdo de 10 mM, inibiu moderadamente a
enzima livre e fortemente a enzima imobilizada. A inibi¢cdo por Hg2+ também foi observada
para as lipases de Ophiostoma piceae (GAO ¢ BREUIL, 1998), Mucor sp. (ABBAS et al.,
2002), Aureobasidium pullulans (LIU et al., 2008) e Penicillium sp. DS-39 (DHEEMAN et
al., 2011) em concentragdes que variaram de 1 a 20 mM. Esses resultados dos autores
anteriormente citados, juntamente com aqueles aqui obtidos para a lipase de C. viswanathii,
sugerem a presenca de grupos tiol de cisteina no sitio ativo ou proximo a ele. O sitio ativo de
varias lipases ¢ constituido da triade catalitica Ser(nucledfilo)-Asp/Glu(acidos)-His, similar ao
das serino proteases. Os residuos da triade sdo varidveis e cisteina foi identificada como
nucleéfilo, podendo modular mudangas conformacionais das lipases na interface e estar

envolvido no reconhecimento do substrato (BENDIKIENE et al., 2004).
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Tabela 3. Efeito de ions metalicos sobre a atividade da lipase livre e imobilizada de C. viswanathii.

Substincias Atividade relativa (%)
Lipase livre Lipase Imobilizada
2 mM 10 mM 2 mM 10 mM

Controle 100,0 + 4,5 100,0 + 7,4 100,0 + 7,7 100,0 £ 4,1
HgCl, 94,5+94 60,1 +£5,6 93,5+8,7 14,7+39
ZnS0, 96,8 + 8,5 112,4+3,2 99.4+79 100,4 +7,8
CuCl, 91,8+10,2 39+5,1 97,6 £52 97,6 6,9
CoCl, 96,1 £11,9 50,1 £5,1 92,4 +47 56,3+5,2
CaCl, 101,9+11,9 101,0£9,9 100,0 + 8,9 104,4 £ 122
BaCl, 107,9 £3,5 100,3 + 6,1 96,2 +6,3 100,3+7,7
MnSO;, 113,0+5,2 108,8 + 8,3 120,9 £ 9,4 107,2+2,8
NaCl 103,0 £ 8,6 102,4+7,7 106,4 + 8,0 105,3+6,3
NH,Cl 103,2+5,5 102,0 + 8,4 104,9+ 7,0 105,6 +£9,7
MgSO4 117,4 £8,5 101,7+ 7,5 108,2 + 6,2 106,9 + 8,9
Pb(CH;CO0), 104,2+ 6,4 107,3 + 10,6 107,1 £5,9 104,9 £ 10,3

A atividade foi determinada em tampdo Mcllvaine pH 4,0 a 45 °C. A atividade controle (100%)

correspondeu a 15 U/mg prot. para a enzima livre ¢ 13 U/mg prot. para a enzima imobilizada. ND:

atividade ndo detectada nas condi¢des de ensaio.
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Efeito de substancias sobre a atividade da lipase

A Tabela 4 apresenta o efeito de outras substancias sobre a atividade da lipase livre e
imobilizada. Os agentes 1,4-ditiotreitol (DTT) e P-mercaptoetanol apresentaram efeito
ativador, a 10 mM, tanto para a lipase livre como para a imobilizada. Esta constatagcdo
confirma a importancia de cisteina para o desempenho da fun¢do da enzima, podendo ser
explicada pela preven¢do da oxidacdo dos grupos tiol por estes agentes. Ativagdo por f3-
mercaptoetanol também foi observada para as lipases de Burkholderia sp. HY-10 (PARK et
al., 2007) e Metarhizium ansiopliae (SILVA et al., 2009), enquanto que o efeito ativador do
DTT para uma lipase de Candida deformans (BOUTUR et al., 1995). Contudo, a maioria das
lipases estudadas ndo foram ativadas nem inibidas na presenga destes mesmos agentes
(YAMAGUCHI et al., 1996; GAO e BREUIL, 1998; LIEBETON et al., 2001; SHARMA et
al., 2002; CASTRO-OCHOA et al., 2005; NAWANI et al., 2006; YU et al., 2007; OGINO et
al., 2008; NAM et al., 2009; RAMANI et al., 2010).

O agente quelante EDTA inibiu moderadamente a atividade da enzima livre nas
concentragdes 2 mM e 10 mM, entretanto, este efeito ndo foi observado com a enzima
imobilizada. Os resultados encontrados para a lipase purificada de C. viswanathii indicam a
importancia de ions metalicos para a atividade desta enzima. Resultados semelhantes foram
observados com as lipases purificadas de Bacillus sp. NAWANI et al., 1998) ¢ Mucor sp.
(ABBAS et al., 2002). Inibicdo acentuada de lipases por EDTA foi observada para a de
Burkholderia multivorans (DANDAVATE et al., 2009) e Pseudomonas gessardii (RAMANI
et al., 2010), sugerindo que estas sdo metaloenzimas.

O fenilmetilsulfonil fluoreto (PMSF) apresentou efeito inibitorio moderado a 2 mM e
acentuado a 10 mM tanto para a enzima livre como para a imobilizada. Estes resultados
sugerem que a lipase de C. viswanathii pode ser serino hidrolase, contudo PMSF também
inibe enzimas que apresentam cisteina no sitio ativo, como cisteino proteases (BARRET,
1994). Inibi¢ao por PMSF foi observada para varias lipases de origem microbiana (NAWANI
et al., 1998; BENDIKIENE et al., 2004; KANWAR et al., 2005; NAWANI et al., 20006;
DANDAVATE et al., 2009; GUNCHEVA e ZHIRYAKOVA, 2011).

Nam et al. (2009) estudaram o efeito inibitério do PMSF sobre a atividade de lipases
microbianas utilizando cristalografia de raio-X para determinagdo estrutural das proteinas.

Esses autores verificaram que o residuo de serina da triade catalitica e do centro sulfonil do
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PMSF formam uma ligacdo covalente, sendo que a configuracdo estrutural deste complexo ¢

semelhante a das serino-proteases.

Tabela 4. Efeito de substancias sobre a atividade da lipase livre e imobilizada de C. viswanathii.

Substincias Atividade relativa (%)
Lipase livre Lipase imobilizada

2 mM 10 mM 2 mM 10 mM
Controle 100,0 + 5,3 100,0 + 7,5 100,0 + 1,8 100,0 + 3,8
EDTA 71,0£7,6 61,1£238 93,6 £ 6,4 106,0 +£7,8
DTT 104,9 +£10,7 119.3+£9,5 99,0 +2,7 1243 +3,6
B-mercaptoetanol 97,0 £8,7 113,1+£5,8 98,62 +4,7 134,1 £ 10,8
PMSF 89,8 £7,7 20,5+9,2 89,0 £ 0,89 234+28
Tween 20 77,6 +£9,4 455+5,.2 68,1 +£5,1 343+7,8
Tween 80 59,5+ 6,6 32,4+8,8 52,6 +2.4 22,4 +2,8
SDS ND ND ND ND
Deoxicolato de s6dio 80,3 +4,7 81,8 +8,6 89,5+ 5,5 93,7+1,8

A atividade foi determinada em tampio Mcllvaine pH 4,0 a 45 °C. A atividade controle (100%)
correspondeu a 15 U/mg prot. para a enzima livre ¢ 13 U/mg prot. para a enzima imobilizada. ND:

atividade nfo detectada nas condi¢des de ensaio.

As lipases livre e imobilizada foram completamente inibidas por SDS, em ambas as
concentragdes avaliadas, indicando a importincia fundamental das intera¢des hidrofdbicas
para a manuten¢@o da estrutura tridimensional da enzima, e at¢ mesmo para manutengdo da

ligacdo da enzima com o suporte. Dentre as lipases estudadas, poucas ndo foram
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completamente inibidas na presen¢a de SDS (BENJAMIN e PANDEY, 2001; ABBAS et al.,
2002; KANAWAR et al., 2005; SALAMEH ¢ WEIGEL, 2010; SYED et al., 2010).

Outros surfactantes como Tween 80, Tween 20 e deoxicolato de so6dio, em ordem
decrescente, também apresentaram efeito inibitério sobre a atividade da enzima livre e
imobilizada. O efeito do Triton X-100 ndo foi testado porque o meio reacional ja continha
0,5% de Triton X-100 em sua composi¢cdo, e testes com a enzima bruta indicaram que esse
detergente aumentou gradativamente a atividade lipase até 0,5% (Capitulo 3).

Castro-Ochoa et al. (2005) também observaram inibig¢do total da lipase de Bacillus
thermoleovorans por SDS, Tween 80 e Tween 20, mas leve aumento da atividade com 1% de
Triton X-100. Guncheva et al. (2011) relataram que em concentragdes elevadas o efeito dos
tensoativos na atividade de lipases € negativo, provavelmente porque eles bloqueiam o acesso
do substrato ao sitio ativo. Contudo, Dandavate et al. (2009) observaram ativagdo de uma
lipase purificada de Burkholderia multivorans por SDS, Triton X-100, Tween 80 e
deoxicolato de sddio, sendo o fato atribuido a uma alteragdo na conformag¢do da enzima que

aumentava a acessibilidade do substrato.

Efeitos de solventes organicos sobre a atividade lipase

A Tabela 5 apresenta o efeito de solventes organicos sobre a estabilidade das lipases
livre e imobilizada. As lipases apresentam diferentes sensibilidades a solventes, mas em geral,
solventes polares misciveis em agua sdo mais desestabilizantes que solventes imisciveis com
agua (NAWANI et al., 1998). Admite-se que solventes ndo polares provavelmente promovam
mudangas no equilibrio entre a conformacgdo aberta e a fechada das lipases e também
modifiquem a solubilidade do substrato e dos produtos de reag¢do; enquanto que os solventes
polares sdo mais desestabilizantes para a estrutura da proteina por removerem a agua de
solvatacdo da enzima (CASTRO-OCHOA et al., 2005; GUNCHEVA e ZHIRYAKOVA,
2011). Nessa tabela, os solventes estdo apresentados de acordo com sua hidrofobicidade (Log
P) que variou de -1,67 a 4,51, sendo que valores negativos indicam que o solvente ¢ soltvel
em agua, enquanto que valores positivos indicam que os mesmos sdo insoluveis, ocorrendo a
separacao da fase aquosa da organica (SANGSTER, 1989).

Os resultados observados para a lipase de C. viswanathii mostraram que nio houve

correlagdo entre os valores Log P dos solventes e a estabilidade da enzima, a qual foi muito
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estavel na maioria deles, mantendo mais de 60% da atividade tanto na forma livre como
imobilizada. Tal caracteristica possibilita varias aplicagdes industriais desta lipase como em
reagdes de transesterificagdo, sintese de ésteres e resolugdo de racémicos (XU et al., 2002;
DANDAVATE et al., 2009; LI et al., 2010; GUPTA et al., 2011).

A atividade da enzima livre foi levemente estimulada apds a incubagdo de 1 h com
etanol, glicerol e DMSO, atingindo os valores aproximados de 117, 110 e 108%,
respectivamente. Metanol, 2-propanol e iso-octano ndo interferiram na atividade da enzima. A
atividade enzimatica permaneceu acima de 80% quando a lipase foi incubada com
propilenoglicol, n-butanol, 1-propanol, acetonitrila, n-hexano e acetona, enquanto que com
xilol e tolueno a atividade residual foi de 78 e 72%, respectivamente.

Os resultados obtidos com a lipase livre de C. viswanathii foram semelhantes aos
verificados para a lipase produzida por Rhizopus homothallicus var. rhizopodiformis em
solventes organicos (HERNANDEZ-RODRIGUEZ et al, 2009), que também ndo
apresentaram correlacdo entre a estabilidade da lipase e os valores de Log P dos solventes
utilizados, bem como aqueles observados para as lipases de Acinetobacter sp. SY-01 (HAN et
al., 2003) e Aspergillusniger MYA 135 (ROMERO et al., 2012).

A atividade da enzima imobilizada foi moderadamente estimulada na presenca
de xilol, glicerol, iso-octano, 2-propanol, n-hexano e acetonitrila, sendo que as maiores
ativacdes foram encontrados com propilenoglicol (176,1%), 1-propanol (167,7%) e DMSO
(159,3%). Butanol ndo interferiu na atividade da enzima. A lipase imobilizada foi menos
estavel em metanol e etanol, apresentando até mesmo menor estabilidade que a lipase livre. O
tolueno interferiu negativamente sobre ambas as formas da enzima, diminuindo ainda mais a

atividade da enzima imobilizada que a da enzima livre.
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Tabela 5. Efeito de solventes orgéanicos sobre a atividade da lipase livre e imobilizada.

Substincias Log P Atividade relativa (%)
Lipase livre Lipase imobilizada

Controle 100,0 + 4,1 100,0 + 4,6
Glicerol -1,67 110,4 +5,7 139.3+24
DMSO -1,38 108,5+2,5 159,3+29
Propilenoglicol -0,92 90,5+7,7 176,1 £6,8
Metanol -0,76 104,1+ 7.5 63,0+ 7,0
Acetonitrila -0,40 86,6 £ 8,2 118,4 + 10,5
Etanol -0,24 116,7 + 6,1 82,2+19
Acetona -0,23 81,8 +6,8 73,4+10,9
2-propanol 0,07 101,5+9,8 126,8 £ 1,0
1-propanol 0,25 87,0 £4,3 167,5+7,3
n-Butanol 0,80 88,0+9,9 107,8 £5,0
Tolueno 2,50 722+53 62,0+ 4,0
Xilol 3,15 78,074 1399+1,5
n-Hexano 3,50 86,5+ 8,5 120,0 £ 10,7
1s0-Octano 4,51 98.4+7,8 1359+ 7,4

O experimento foi realizado adicionando-se 10% de cada solvente em tampao Mcllvaine pH 4,0, por 1
h., com agitagdo de 150 rpm, a 10 °C, em frascos hermeticamente fechados. A atividade foi
determinada em tampao Mcllvaine pH 4,0 a 45 °C. A atividade controle (100%) correspondeu a 15
U/mg prot. para a enzima livre e 13 U/mg prot. para a enzima imobilizada. Log P: logaritmo do

coeficiente de particdo de um solvente particular entre n-octanol e 4gua (SANGSTER, 1989).

Na literatura ndo foram encontrados trabalhos que comparam os efeitos de solventes
sobre a atividade enzimatica de lipases livres e imobilizadas. O efeito de ativagdo da enzima

pelos solventes organicos, contudo, pode estar relacionado ao direcionamento da enzima no
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suporte de imobilizagdo, sendo que as interacdes de moléculas do solvente com a enzima

facilitariam a mudancga do equilibrio para a conformacéo aberta.

Especificidade por substratos

As atividades hidroliticas das lipases livre e imobilizada sobre os substratos sintéticos
p-nitrofenil ésteres sdo apresentadas na Figura 7. A lipase de C. viswanathii apresentou maior
atividade sobre os ésteres de acidos graxos de cadeia longa, acima de 10 carbonos, com a
maior atividade observada sobre o p-nitrofenil palmitato, tanto para a lipase livre como para a
imobilizada. Niveis inferiores de atividade foram observados com acetato e butirato, bem
como com estearato, sobre o qual as atividades enzimaticas reduziram-se a 50,4 e 40,0% para
a enzima livre e imobilizada, respectivamente.

A especificidade da lipase por substratos de cadeia longa e sua hidrofobicidade
parecem ser atribuidas a geometria, estrutura e tamanho do sitio ativo da enzima (PLEISS et
al., 1993). Assim, lipases com especificidade para ésteres de acidos graxos de cadeia longa
foram relatadas em Pseudomonas aeruginosa BN-1 (JI et al., 2010; SYED et al., 2010) e
Yarrowia lipolytica (YU et al., 2007). Outras lipases foram relatadas com maior atividade
sobre ésteres de cadeias carbonicas médias como as de Bacillus thermoleovorans ID-1 (LEE
et al., 1999), Streptomyces rimosus (LESCIC et al., 2001), Mucor sp. (ABBAS et al., 2002),
Burkholderia sp. HY-10 (PARK et al., 2007) e Amycolatopsis mediterranel DSM 43304
(DHEEMAN et al., 2011a). Ja as lipases de Metarrhizium ansiopliae (SILVA et al., 2008),
Geotrichum sp. SYBC WU-3 (CAI et al., 2009) e C. rugosa (LEE et al., 2011) apresentaram

maior especificidade por substratos de cadeia carbonica curta C2-CS8.
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Figura 7. Atividade lipase livre e imobilizada de C. viswanathii sobre diferentes ésteres de acidos
carboxilicos e de p-nitrofenol. p-Nitrofenil ésteres de foram utilizados na concentragfo final de 0,5
mM em tampao Mcllvaine pH 4,0. A atividade foi determinada em tamp&o Mcllvaine pH 4,0 a 45 °C.
A atividade controle (100%) correspondeu a 15 U/mg prot. para a enzima livre ¢ 13 U/mg prot. para a
enzima imobilizada. Legenda: C2 acetato, C4 butirato, C8 caproato, C10 decanoato, C12 laurato, C14

miristato, C16 palmitado, C18 estearato.

Cinética enzimatica

As reagdes de hidrolise do substrato pPNPP foram medidas em diferentes concentragdes
de substrato desde 0,0 até 1,0 mM com as enzimas livre e imobilizada. Os dados cinéticos de
hidrolise do pNPP foram utilizados para linearizacdo pelo grafico duplo-reciproco (Figura 8),
sendo determinadas as constantes de Michaelis-Menten - K;,, € Vinax. A partir desse valor foi
calculado o numero de renovagdo (K.) € a eficiéncia catalitica (K../Kp) para a enzima livre
(Tabela 6). Para a lipase livre o valor de Ky, foi de 0,16 mM e Vax de 889,6 umol.min’l.mg'1
de proteina. O valor de K, para a enzima imobilizada foi de 0,08 mM e de Vyax de 900,1
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umol.min".mg™ de proteina. A imobilizagdo reduziu o valor de Ky, da enzima a metade, e
aumentou a velocidade maxima. Estes resultados sdo muito importantes, pois indicam um
aumento da afinidade da enzima pelo substrato, bem como a velocidade de catélise. Portanto,
a imobilizagdo favoreceu ainda mais a hidrdlise do substrato, possivelmente devido a alguma

alteracdo conformacional da enzima.
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Figura 8. Cinética enzimatica das lipases livre (A) e imobilizada (B) de C. viswanathii usando p-

nitrofenil palmitato como substrato. A atividade foi determinada em tampdo Mcllvaine pH 4,0 a 45 °C.
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As mudangas nos valores dos parametros cinéticos obtidos para a lipase imobilizada
de C. viswanathii em rela¢do a enzima livre foram diferentes as de outras lipases imobilizadas
em matrizes de outra natureza. A lipase de C. rugosa imobilizada em quitosana apresentou
valores de K, € Viuax maiores que os encontrados para a enzima livre (CHIOU e WU et al.,
2005). Estes resultados foram atribuidos as mudangas estruturais na enzima induzidas pelo
procedimento de imobiliza¢ao utilizado ou devido a menor acessibilidade do substrato ao sitio
ativo da enzima imobilizada. A imobiliza¢do covalente da lipase de C. rugosa em suporte
magnético provocou aumento do valor de K, e reducdo do valor de V. comparado aos da
enzima livre (BAYRAMOGLU e ARICA, 2008). Estes autores relataram que os resultados
estariam relacionados a uma conformac¢do menos ativa da enzima, ¢ ao fato de que a
imobilizagdo covalente utilizada ndo pode ser controlada para que a enzima assumisse uma
posicdo adequada no suporte, além da solubilidade do substrato tributirina ainda poder

interferir nos pardmetros cinéticos.

Tabela 6. Constantes cinéticas da lipase livre purificada de C. viswanathii.

Parametros cinéticos

Km Vmax kcat kcat/Km
(mM) (umol.min™. mg™ prot) (s M's™
Lipase livre 0,16 889,6 868 5,4 x10°
Lipase imobilizada 0,08 900,1 - -

Os valores de ke, e eficiéncia catalitica para a enzima livre foram 868 s'eade 54 x
10° M. s, respectivamente. As lipase A e lipase B de C. cylindracea purificadas
apresentaram valores de K. de 1010 e 1600 st e kea/Kyy de 2,5 x 107 ¢ 0,42 x 10’ M'l.s'l,

respectivamente (RUA et al., 1993). Uma lipase purificada de Aspergillus terreus apresentou
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Keat de 1,62 pM.min’1 e keoKm de 1,90 mM.min"! utilizando trioleina como substrato
(HAMDY e ABO-TAHON, 2012).

A eficiéncia da imobilizagdo pode ser representada pelo fator de eficiéncia (1)
calculado pela razdo entre o valor de velocidade méxima da enzima imobilizada pelo da
enzima livre (N=Vimobilizada/ Viivie). A partir deste calculo obteve-se fator de eficiéncia de 1,01
para a imobiliza¢do da lipase de C. viswanathii. Comparando-se os resultados obtidos neste
trabalho com outros da literatura, como aqueles obtidos para a lipase de C. rugosa
imobilizada em suporte metalico, que apresentou fator de eficiéncia de 0,783
(BAYRAMOGLU e ARICA, 2008), e para a mesma enzima imobilizada em suporte de troca
i0nica, que apresentou fator de eficiéncia de 0,589 (ARICA et al., 2010), pode-se concluir que
o processo de imobilizacdo utilizado foi muito eficiente, melhorando inclusive as
propriedades cataliticas da enzima, pois como citado por Bastida et al. (1998), a imobilizacao
nesses casos poderia estabilizar a estrutura tridimensional da enzima, permitindo maior acesso

do substrato ao sitio catalitico.

CONSIDERACOES FINAIS

A lipase acida de C. viswanathii foi purificada por uma estratégia simples, rapida e
barata, em apenas duas etapas, uma didlise € uma cromatografia de interacdo hidrofobica em
octil agarose. A referida lipase foi também imobilizada por interagdo hidrofébica em octil
Sepharose. A andlise por SDS-PAGE revelou que esta enzima apresenta massa molecular de
69 kDa, contudo tentativas de determinacdo dessa propriedade por cromatografia de exclusao
molecular indicaram que ela forma agregados de elevada massa molecular. O estudo do reuso
da enzima imobilizada mostrou excelente recuperagdo apds quatro ciclos e 70% de atividade
ap6s o quinto ciclo. A imobilizacdo alterou os parametros cinéticos da enzima, favorecendo
ainda mais a catalise. A atividade otima desta enzima em pH 4,0, tanto na forma livre quanto
imobilizada, bem como a alta estabilidade em ampla faixa de pH acido a levemente alcalino
sdo propriedades importantes para sua aplicagdo em processos biotecnologicos. A estabilidade
da lipase livre e imobilizada em varios solventes organicos polares e apolares indica que esta
enzima pode ser utilizada em meio ndo aquoso. Além disso, a imobilizacdo aumentou muito a

estabilidade térmica a 40, 45 e 50 °C, o que também ¢ de extrema importancia operacional
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para aplicacdes industriais, conferindo a esta enzima amplas possibilidades de futuras

aplicagdes nesses processos.
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CONSIDERACOES FINAIS E PERSPECTIVAS FUTURAS

Os laboratorios de Microbiologia do Centro de Estudos Ambientais — CEA e
Bioquimica de Micro-organismos do Departamento de Bioquimica e Microbiologia, Campus
de Rio Claro/UNESP, vém desenvolvendo trabalhos de pesquisa complementares ao longo de
duas décadas. O primeiro se dedica a pesquisas de isolamento de micro-organismos do solo e
caracterizagdo destes quanto a produgdo de metabolitos intracelulares e extracelulares de
interesse industrial com alto valor agregado, enquanto o segundo vem estudando estes
mesmos micro-organismos quanto a produgdo, purificacdo e caracterizagdo de enzimas de
interesse biotecnoldgico. Dessa forma, além dos estudos realizados com as enzimas celulases,
xilanases, proteases, pectinases, as lipases comecaram a ser estudadas, contribuindo com o
desenvolvimento de novos conhecimentos ¢ formacdo de recursos humanos. Nesse sentido,
esse trabalho foi planejado, e entdo realmente desenvolvido em ambos os laboratorios.

A primeira etapa consistiu na selecdo de micro-organismos com potencial para a
producdo de lipase, empregando-se um método de sele¢do em placas com meio sélido
contendo Tween 80, e meio liquido de Vogel contendo azeite de oliva. Nesta etapa, a
linhagem de C. viswanathii destacou-se entre 90 linhagens estudadas pela maior produgio de
lipase em meio liquido. Nos cultivos realizados na presenca de varias fontes de carbono puras,
a producdo desta enzima foi induzida por triacilglicerdis e acidos graxos, sendo a maior
producdo observada com trioleina. As melhores condi¢des de cultivo e produgdo de lipase
foram obtidas com azeite de oliva (1,5% m/v); extrato de levedura (0,2% m/v), agitagdo de
210 rpm, pH 6,0, temperatura de 28 °C e adi¢@o de lecitina de soja (0,1% m/v), em cultivo de

72 h. Durante sua caracterizacdo bioquimica, a lipase produzida por esta linhagem se destacou
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por apresentar maior atividade em pH 3,5 e estabilidade em ambiente acido, caracteristicas
incomuns entre as lipases produzidas por representantes deste género. Além disso, a enzima
apresentou alta estabilidade em temperaturas moderadas, alta atividade hidrolitica sobre
varios triacilglicerois de origem animal e vegetal e em solventes polares.

O cultivo de C. viswanathii em meio solido, utilizando farelo de trigo e bagaco de
cevada para a produgdo de lipase, além das vantagens comuns aos processos de fermentagdo
solida, possibilitou a utilizacdo de gordura de frango para a producdo desta enzima, uma vez
que, este residuo formou grandes agregados nos cultivos submersos impossibilitando sua
utilizagdo pela levedura. As melhores condi¢des de cultivo foram obtidas utilizando farelo de
trigo e bagaco de cevada (1:1), gordura de frango (40%, m/m), extrato de levedura (3,5%,
m/m), umidade de 40%, temperatura de 30 °C, em cultivos de 120 h. A lipase extraida desses
cultivos apresentou atividade 6tima em pH 5,0 e a 50 °C, uma temperatura 6tima 10 °C maior
e um pH 6timo 1,5 maior que a da enzima obtida por fermentagdo submersa. A enzima
produzida por fermentacdo solida também apresentou maior faixa de estabilidade ao pH, entre
2,0 € 9,0 e maior estabilidade térmica a 45 e 50 °C. Esses resultados sugerem que o cultivo de
C. viswanathii por fermentacdo solida deve ter induzido outras isoformas de lipase, além
daquela produzida por fermentacdo submersa, nas condi¢des utilizadas. As propriedades da
enzima produzida por fermentagdo sélida sdo importantes, ampliando a aplicacdo de lipase de
C. viswanathii em processos industriais, como aqueles que requerem condi¢des acidas,
proximas da neutralidade ou alcalinas e temperaturas mais elevadas.

A lipase produzida por fermentacdo submersa foi purificada em duas etapas,
envolvendo didlise e cromatografia de interacdo hidrofobica em octil agarose, com um
rendimento final de 70% e fator de purificacdo 19,5. Do ponto de vista industrial, essa
estratégia ¢ muito interessante, pois além de pratica e rapida, também ¢ relativamente barata,
0 que diminui os custos de producio.

A enzima bruta produzida por fermentacdo submersa foi imobilizada em resina de
interacdo hidrofdébica octil Sepharose. O estudo do reuso da enzima imobilizada mostrou
excelente recuperagdo da atividade apds 4 ciclos e 70% de atividade apds o quinto ciclo. A
atividade 6tima da enzima livre e imobilizada foi observada em pH 4,0 e a 45 °C.

A imobilizago da lipase extracelular de C. viswanathii resultou em uma enzima com
caracteristicas muito mais interessantes que as da enzima livre para uma possivel aplicagdo
biotecnldgica, como aparente ativagdo na faixa de pH entre 2,0 e 7,0 e maior estabilidade

térmica, sendo observada atividade residual de 70% apds 150 min. de incubagdo a 45 °C e Ty,
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de 175 min. a 50 °C, alta estabilidade e ativagdo em vdrios solventes organicos, sugerindo
possiveis aplicacdes em reagdes de sintese, aumento da velocidade maxima (Vpax) €
diminui¢do da constante de Michaelis-Menten (Km), indicando um aumento da afinidade da
enzima pelo substrato.

O crescimento de C. viswanathii e produ¢do de lipase utilizando substratos
hidrofobicos, ou residuos contendo alto teor de lipideos, sdo importantes caracteristicas de
interesse industrial. Com 1isso, poderdo ser desenvolvidas novas pesquisas voltadas para
melhor aproveitamento da biomassa produzida por esta linhagem, otimizagdo e ampliacdo das
escalas de produgdo, purificacdo e imobilizagdo desta enzima, bem como exploragdo de
possiveis aplicagdes desta lipase, em reatores enzimaticos, para reagdes de hidrolise e sintese

organica, bem como para tratamento de residuos.
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