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RESUMO 

 

 Este trabalho teve como objetivo avaliar a produção de lipase pelo fungo 

Myceliophthora sp  F 2.1.4, por fermentação em estado sólido (FES), fermentação 

submersa (FS) e fermentação semi-sólida. Alguns testes foram realizados para a 

obtenção do meio nutricional que melhor proporciona a produção da lipase. Nas 

condições encontradas foi possível a obtenção de 21 U/mL de lipase na FES, enquanto 

que para a FS, a produção caiu bruscamente tendo conseguido somente 0,20 U/mL, 

indicando que a FES foi mais adequada para a produção de lipase por Myceliophthora 

sp F 2.1.4. As mesmas condições também foram testadas para a fermentação semi-

sólida com o uso de buchas vegetais e, dessa forma, a produção enzimática voltou a 

aumentar com aproximadamente 9 U/mL. A caracterização parcial da lipase produzida 

pelo fungo Myceliophthora sp. F 2.1.4 por fermentação em estado sólido indicou que a 

enzima atua em seu máximo em pH entre 5,0 e 7,0 e a temperatura de 35ºC sendo 

estável entre 35 e 50ºC e em faixa de pH 4,0 e 9,0. A enzima foi sensível a SDS, Al3+ e 

Hg2+ e tolerante a etanol e metanol, solventes utilizados na produção de biodiesel. 

Quanto à especificidade aos substratos, a lipase apresentou atividade crescente com o 

aumento da cadeia acila dos substratos sintéticos, conseguindo atuar em substratos com 

cadeia superior a 10 carbonos, critério utilizado para classificar uma enzima como 

lipase. Além disso, ela atuou bem em todos os substratos naturais testados, mostrando 

sua eficiência para aplicações de digestão de óleos. A lipase foi imobilizada em alginato 

de cálcio e em quitosana sendo possível uma reutilização da enzima por 6 e 12 vezes 

consecutivas, respectivamente. Estes resultados mostram que as propriedades físico-

químicas da lipase de Myceliophthora sp F 2.1.4 possuem um grande potencial para 

aplicações industriais. 
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ABSTRACT 
 
 
This study aimed to evaluate the production of lipase by the fungi Myceliophthora sp F 

2.1.4, by solid-state fermentation (SSF), submerged fermentation (SmF) and semisolid 

fermentation. Several tests were made in order to obtain the best nutritional media to 

lipase production. This conditions were tested for SSF, SmF and semisolid 

fermentation. The results of the tests showed that for SSF it was possible to obtain 21 

U/mL of lipase. On the other hand, for SmF, the production declined brusquely having 

obtained only 0,20 U/mL, indicating that the SSF was more appropriate for the 

production of lipase by Myceliophthora sp F 2.1.4 than SmF. In addition, for semisolid 

fermentation, using loofa sponges, the enzymatic production increased again with 

approximately 9 U/mL. Partial characterization of lipase produced SSF showed that this 

enzyme has maximum activity in both pH between 5,0 and 7,0 and temperature of 35 

ºC, being stable between 35 and 50 ºC and in range of pH 4,0 and 9,0. The enzyme was 

sensible to SDS, Al3+ and Hg2+, and tolerant to ethanol and methanol, solvent used for 

biodiesel production. Regarding the substrate specificity, the tests proved that the 

enzyme studied seems to be a real lipase since it could act in long-chain substrate. 

Moreover, it acted effectively for all natural substrates tested, being efficient for 

applications of oil digestion. Lipase was immobilized in alginate of calcium and 

chitosan, with the possibility of reuse of 6 and 12 consecutive times, respectively. These 

results imply that the physicochemical properties of lipase produced by Myceliophthora 

sp F 2.1.4 make it a great potential for industrial applications. 



1 

 

INTRODUÇÃO 

 

 A aplicação de enzimas em processos biotecnológicos apresenta vantagens 

significativas sobre as reações químicas tradicionais. Dentre os processos 

biotecnológicos de transformações, as lipases se destacam por sua versatilidade em 

reações de hidrólise e de síntese, podendo catalisar reações tanto em meio aquoso como 

em meio orgânico, com teor de água restrito. Além disso, possuem capacidade de 

atuação em uma ampla gama de substratos e apresentam quimio-regio e 

enantiosseletividade. Entre as lipases de vegetais, animais e microbianas, estas últimas 

são as mais utilizadas, pela facilidade de produção e abundância de microrganismos 

capazes de sintetizá-las. 

As lipases têm sido utilizadas em uma variedade de segmentos biotecnológicos, 

como em indústrias de alimentos, de detergentes, agroquímica, oleoquímica e 

biocombustíveis. Apesar das vantagens evidentes do uso de lipases nesses processos, 

existem ainda problemas a serem resolvidos, principalmente do ponto de vista 

econômico, pois o custo de produção e purificação muitas vezes torna os processos 

enzimáticos inviáveis. 

Este trabalho trata da produção de lipase pelo fungo termofílico Myceliophthora 

sp F 2.1.4 e a caracterização parcial da enzima e sua imobilização por encapsulação e 

ligação covalente, buscando contribuir para o desenvolvimento da tecnologia enzimática 

brasileira.  
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REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

 

1. Enzimas 

Enzimas são proteínas biocatalíticas que regulam a velocidade das reações 

bioquímicas que ocorrem nos sistemas vivos. Atuam de forma a acelerar a reação com 

redução de energia de ativação, sem, no entanto, alterar a constante de equilíbrio ou a 

energia livre da reação. O que as diferencia de um catalisador sintético (químico) é a sua 

capacidade de catalisar uma reação em condições brandas, como em soluções aquosas 

em temperaturas baixas e pressão normais, com conseqüente diminuição do risco de 

desnaturação térmica dos compostos termolábeis, da redução das necessidades 

energéticas e dos efeitos corrosivos dos processos (KENNEDY; CABRAL, 1983; 

DIXON; WEBB, 1986; BAILEY; OLLIS, 1986). Algumas enzimas também podem 

exercer sua atividade catalítica em meios orgânicos, e em condições de alta pressão, 

como é o caso das lipases, álcool desidrogenases e fosfatase alcalina (DORDICK, 

1991).  

 

1.1 Lipase 

 As lipases são enzimas encontradas em microrganismos, plantas e animais 

(GILBERT, 1993; WOHLFAHRT, 1993; JAEGER et al. 1994). Elas são classificadas 

como hidrolases (glicerol éster hidrolases, E.C. 3.1.1.3) e atuam sobre a ligação éster de 

vários compostos, sendo os acilgliceróis seus substratos preferidos (JAEGER; REETZ, 

1998). As lipases podem ter massa molecular variando entre 20 a 75 kDa, atividade em 

pH na faixa entre 4 a 9 e em temperaturas de ambiente até 70°C. Contudo, sua 

termoestabilidade varia consideravelmente em função da origem, sendo as lipases 

microbianas as que possuem maior estabilidade térmica (JAEGER et al., 1994; 

VULFSON, 1994; WOOLLEY; PETERSEN, 1994; PEREIRA, 1995; SVENDSEN et 

al., 1997; SHANLEY, 1998;  JAEGER; REETZ, 1998; KAZLAUSKAS; 

BORNSCHEUER, 1998). 

 A estrutura terciária de todas as lipases descritas, tanto de eucariotos quanto 

procariotos, é do tipo α/β hidrolase (SCHRAG; CYGLER, 1997). O sítio ativo das 

lipases é formado por uma tríade catalítica constituída pelos aminoácidos serina, ácido 

aspártico (ou glutâmico) e histidina. O resíduo nucleofílico serina está localizado no C-
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terminal da fita β5 de um pentapeptídeo GXSXG altamente conservado, formando uma 

característica principal ―β em torno de α‖, designada como a cavidade nucleofílica 

(PETERSEN, 1996; JAEGER; REETZ, 1998). O sítio é composto de uma folha β 

central consistindo de 8 diferentes fitas β (β1-β8) conectadas com seis α hélices (A-F) 

(PETERSEN, 1996) (Figura 1).  

 
 

Figura 1. Modelo estrutural do sítio ativo de α/β hidrolases (POUDEROYEN et al., 

2001). 

O mecanismo envolvido na hidrólise catalisada pelas lipases é ilustrado na 

Figura 2. No primeiro passo, a serina é ativada por desprotonação . Consequentemente, 

a nucleofilicidade dos resíduos hidroxil da serina é reforçada e ataca o grupo carbonil da 

ligação éster da cadeia do substrato formando um intermediário acil-enzima. O anel 

imidazólico da histidina fica protonado e carregado positivamente, sendo estabilizado 

pela carga negativa do resíduo ácido. O intermediário tetraédrico é estabilizado por duas 

pontes de hidrogênio formadas com ligações amida dos resíduos de aminoácidos. Um 

álcool é liberado, deixando um complexo acil-enzima. Em um segundo ataque 

nucleofílico por um íon hidroxila, o ácido graxo é liberado e a enzima é regenerada 

(JAEGER et al., 1994; REIS et al., 2009).  
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Figura 2: Mecanismo da hidrólise pelas lipases (JAEGER  et al., 1994) 

  

 O sítio ativo da maioria das lipases conhecidas é coberto por uma superfície 

entrelaçada, denominada de tampa (ou lid). Quando há ligação do substrato na 

superfície da enzima, esta tampa move-se, alterando a forma fechada da enzima para a 

forma aberta deixando o sítio ativo acessível ao substrato e, ao mesmo tempo, expondo 

uma larga superfície hidrofóbica que facilita a ligação da lipase à interface 

(PETERSEN, 1996; JAEGER; REETZ, 1998).  

 Este fenômeno é referido como ―ativação interfacial‖. Logo, as lipases 

preferencialmente atuam em interface água-óleo, ou água-solvente orgânico, e a 

―ativação interfacial‖ relaciona o aumento da atividade da lipase em função de 

substratos insolúveis, ou seja, as lipases atuam preferencialmente em substratos 

emulsionados (BRZOZOWSKI, et al., 1991; JAEGER; REETZ, 1998; SHARMA et al., 

2001). 
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O fenômeno da ativação interfacial foi descrito por Holwerda et al. (1936) e 

Schønheyder e Volqvartz (1945). Medindo a atividade da lipase pancreática frente a 

tricaproína, os autores observaram que a hidrólise era enormemente aumentada quando 

a concentração do substrato excedia o limite de solubilidade. Este comportamento foi 

chamado de ativação interfacial. Em 1958, Sarda e Desnuelle, repetindo os 

experimentos de Holwerda et al. (1936) e Schønheyder e Volqvartz (1945), observaram 

que esterases eram ativas somente sobre substratos molecularmente dispersos, enquanto 

lipases constituíam uma classe especial de esterases que apresentavam maior atividade 

sobre substratos formando agregados plurimoleculares. Desta forma, foi postulado que 

o fenômeno da ativação interfacial seria uma característica das lipases que as 

distinguiria de outras esterases. Com a descrição tridimensional de algumas lipases, a 

lid foi correlacionada ao fenômeno da ativação interfacial. A abertura da lid e 

conseqüentemente a ativação da lipase seriam favorecidas pela interação da lid 

hidrofóbica com a interface formada por substratos agregados ou micelizados. 

Ferrato et al. (1997) revisaram o fenômeno da ativação interfacial e observaram 

que a ativação em presença de interfaces varia de acordo com a enzima empregada e 

com substratos e condições experimentais. Além disso, segundo os autores, nem a 

presença da lid nem a ativação interfacial são características genéricas de todas as 

lipases. 

 Recentemente, revelou-se que a presença dessa estrutura em forma de tampa 

nem sempre está correlacionada com a ativação interfacial. Lipases de origem 

microbiana (Pseudomonasaeruginosa, Burkholderia glumae e Candida antarctica B) e 

uma lipase pancreática não específica não mostraram ativação interfacial, embora 

apresentem uma ―tampa‖ anfifílica cobrindo seus sítios ativos. Esta observação sugere 

que a presença de uma tampa dominante e a ativação interfacial não são critérios 

adequados para classificar uma enzima como lipase. Portanto, a definição mais aceita é 

a seguinte: uma lipase é uma carboxiesterase que catalisa a hidrólise de acilgliceróis de 

cadeia longa (JAEGER; REETZ, 1998).  

 Embora muitos aspectos do mecanismo catalítico das lipases ainda não estejam 

esclarecidos, os dados estruturais das lipases permitem algumas conclusões: a) a 

maioria das lipases sofre profundas mudanças estruturais durante a ativação interfacial; 

a lid se move deixando a enzima na forma aberta e ativa, expondo uma grande 

superfície hidrofóbica de interação lipídeo-proteína; b) a abertura da lid pode ser 
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facilitada por solventes orgânicos, provavelmente por dimuição da constante dielétrica 

do meio; c) a interação lipídeo-proteína provavelmente é complexa, não podendo ser 

explicada por modelos cinéticos simples (BRZOZOWSKI et al., 1991). 

Para aplicação industrial, a especificidade da lipase é um fator crucial (FABER, 

1997; KAZLAUSKAS; BORNSCHEUER, 1998). As lipases podem mostrar 

tiposeletividade, regioseletividade e estereoseletividade em suas reações com 

triacilgliceróis (VILLENEUVE et al., 1996; MURALIDHAR et al., 2002). A 

tiposeletividade ocorre quando uma lipase é específica para um ácido graxo em 

particular (ou um grupo de ácido graxo), hidrolisando um tipo particular de éster de 

ácido graxo. 

A regioseletividade ocorre quando a lipase é capaz de hidrolisar grupos de éster 

carboxílicos primários nas posições Sn-1 e Sn-3, mas não posição Sn-2. Nessa 

classificação, as lipases podem ser divididas em três grupos:  

- Lipases não específicas (ex: produzidas por Candida rugosa, Staphylococcus 

aureus, Chromobacterium viscosum e Pseudomonas sp.) hidrolisam ésteres de ácidos 

graxos primários ou secundários, liberando ácidos graxos na posição 1(3) ou 2 (Figura 

4). Neste caso, os produtos são similares àqueles produzidos por catálise química, 

porém com menor grau de termodegradação, devido à temperatura na biocatálise ser 

bem inferior (JENSEN et al., 1990; KAZLAUSKAS; BORNSCHEUER, 1998).  

- Lipases 1,3 específicas (ex: de Aspergillus niger, Mucor javanicus, Humicola 

lanuginosa, Rhizopus delemar, Rhizopus oryzae, Candida lipolytica, Rhizopus niveus e 

Penicillium roquefortii) hidrolisam apenas ésteres de ácidos graxos primários, isto é, na 

posição 1 ou 3 (Figura 3). (KAZLAUSKAS; BORNSCHEUER, 1998; WILLIS; 

MARAGONI, 1999).  

- Lipases 2 - específicas são lipases que hidrolisam as ligações éster na posição 2 

do triacilglicerol. 
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Figura 3: Reações catalisadas por lipases do tipo não específica e do tipo 1,3 específica. 

 

  A estereoseletividade ocorre quando a lipase é capaz de diferenciar entre dois 

enantiômeros em um substrato racêmico (MITCHELL et al., 2008). 

 

1.2 Fontes para obtenção das lipases 

 As lipases são encontradas em tecidos de vários animais e vegetais e podem ser 

produzidas por fermentação usando várias espécies de micro-organismos. Em 

eucariotos, as lipases estão envolvidas em vários estágios do metabolismo incluindo 

digestão de gordura, absorção, reconstituição e metabolismo de lipoproteínas. Em 

plantas, as lipases são encontradas em tecidos de reserva de energia (SHARMA, et al., 

2001) e as sementes oleaginosas provavelmente usam esta enzima durante os primeiros 

estágios de germinação, iniciando a metabolização de triglicerídeos estocados através da 

hidrólise dos ácidos graxos. Os ácidos graxos liberados são levados às vias de produção 

de energia e assim, fornecem energia para o crescimento do embrião (STAUBMANN et 

al., 1999). 

Enzimas microbianas são geralmente mais utilizadas que as enzimas derivadas 

de plantas ou animais devido à grande variedade de atividade catalítica disponível, ao 

alto rendimento possível, à fácil manipulação genética, ao fornecimento regular devido 

à ausência de flutuações sazonais e ao rápido crescimento dos micro-organismos com 

baixo-custo. Enzimas microbianas também podem ser mais estáveis que as 

correspondentes em plantas e animais e sua produção é mais conveniente e segura 

(WISEMAN, 1995). 
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As fontes fúngicas têm sido preferencialmente utilizadas, não necessariamente 

devido às suas melhores características em relação às lipases bacterianas, mas sim 

porque na sua grande maioria não são nocivas à saúde humana, sendo reconhecidas 

como GRAS - Generally Regarded as Safe (JAEGER et al., 1994). Fungos de diversos 

gêneros demonstraram ser bons produtores de lipases e as suas enzimas têm sido 

estudadas sob o ponto de vista acadêmico e industrial. Por exemplo, lipases de 

Aspergillus niger, Aspergillus oryzae, Mucor javanicus, Rhizopus niveus, Rhizopus 

oryzae, Penicillium camembertii, Penicillium roqueforti e da levedura Candida rugosa. 

Dentre as bactérias produtoras de lipases, comercialmente estão disponíveis as 

enzimas de Pseudomonas sp., Pseudomonas fluorescens, Bulkholderia (anteriormente 

Pseudomonas) cepacia para a aplicação em síntese quiral e as lipases de Burkholderia 

sp. e Arthrobacter sp. utilizadas na determinação diagnóstica de triacilgliceróis. O 

rápido crescimento celular, em relação aos fungos, é uma das vantagens das fontes 

bacterianas como produtoras destas enzimas (JAEGER et al., 1999). 

  

1.3 Reações catalisadas pelas lipases 

As lipases catalisam uma série de diferentes reações (KAZLAUSKAS; 

BORNSCHEUER, 1998; VILLENEUVE et al., 2000). Além de quebrar as ligações de 

éster de triacilgliceróis com o consumo de moléculas de água (hidrólise), as lipases são 

também capazes de catalisar a reação reversa sob condições microaquosas, como por 

exemplo, a formação de ligações éster, a partir de um álcool e ácido carboxílico (síntese 

de éster) (GANDHI, 1997; YAHYA et al., 1998). Estes dois processos básicos podem 

ser combinados numa seqüência lógica para resultar em reações de interesterificação 

(acidólise, alcoólise e transesterificação), dependendo dos reagentes de partida 

empregados (Figura 4) (VULFSON 1994; WOOLLEY; PETERSEN,1994;  BALCÃO 

et al., 1996). Sob determinadas condições, a quantidade de água na reação determina a 

direção da reação catalisada pela lipase. Quando há pouca ou nenhuma quantidade de 

água, somente a esterificação ou a transesterificação são favoráveis. A hidrólise é 

favorecida quando existe um excesso de água (KLIBANOV, 1997). 
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Figura 4: Reações catalisadas por lipases (REIS et al., 2009) 

 

A reação típica catalisada pelas lipases em meio aquoso é a hidrólise de éster. 

Esta reação ocorre via hidrólise seqüencial dos grupos acila no glicerídeo, de tal forma 

que, num dado momento, a mistura reacional contém não somente triglicerídeo, água, 

glicerol e ácidos graxos, como também diacilgliceróis e monoacilgliceróis 

(HARALDSSON, 1991; GANDHI, 1997). O processo enzimático não somente reduz os 

requerimentos energéticos como também previne a decomposição de alguns ácidos 

graxos (MACRAE; HAMMOND, 1985; WILLIS; MARAGONI, 1999). 

A interesterificação é o processo mais usado para a obtenção de óleos e gorduras 

com funções desejáveis na manufatura de produtos específicos. Esse processo consiste 

em um rearranjo na molécula de glicerol possibilitando modificações das propriedades 

dos óleos e gorduras, por meio de um catalisador que, em sua forma ativa, promove a 

separação dos ácidos graxos da cadeia inicial.  

Na reação de transesterificação, os triglicerídeos reagem com álcool na presença 

do catalisador. A forma simplificada dessa reação química é apresentada na Figura 5, 
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onde R1, R2 e R3 são hidrocarbonetos de cadeia longa. Normalmente, existem cinco 

tipos de cadeias nos óleos vegetais e animais: palmítico, esteárico, oléico, linoléico e 

linolênico. Geralmente, o metanol é o álcool preferido para a produção de biodiesel 

devido ao seu baixo custo.  

 

 
Figura 5: Reação de transesterificação catalisada pelas lipases (LEUNG et al., 

2010) 

 

1.4 Aplicações industriais das lipases  

 Enzimas lipolíticas estão atraindo uma enorme atenção devido ao seu potencial 

biotecnológico (BENJAMIN; PANDEY, 1998).  Elas constituem a principal classe de 

enzimas empregadas na indústria, sendo que as lipases se diferenciam por catalisar 

reações de síntese, além das suas reações hidrolíticas naturais sobre lipídeos, o que as 

tornam atrativas para aplicações em segmentos industriais bastante diversificados. 

Abaixo serão listadas algumas das principais aplicações das lipases no setor industrial. 

   

a) Indústria de detergentes 

O uso de lipases como aditivos em detergentes ainda representa a maior 

aplicação industrial destas enzimas (KIRK et al., 2002). Devido à sua capacidade em 

hidrolisar gorduras, as lipases são mais aplicadas nesse setor industrial. O tipo de lipase 

adequada para ser utilizada na indústria de detergentes possui as seguintes 

características: baixa especificidade de substratos (habilidade em hidrolisar óleos e 

gorduras de vários compostos); habilidade para suportar condições do processo de 

lavagem (pH 10 – 11, temperatura 30- 60oC); capacidade para suportar surfactantes e 

outras enzimas (proteases), que são importantes ingredientes de muitos detergentes. 

 

 



11 

 

b) Indústria de alimentos 

Óleos e gorduras são componentes importantes dos alimentos. O valor 

nutricional e sensorial e as propriedades físicas de um triglicerídeo são fortemente 

influenciados por fatores como a posição dos ácidos graxos no glicerol, o comprimento 

da cadeia do ácido graxo, e seu grau de insaturação. O uso das lipases pode modificar as 

propriedades dos lipídios, alterando a localização de cadeias de ácidos graxos no 

glicerideo e substituindo um ou mais ácidos graxos. Desta forma, um lipídio 

relativamente barato e menos desejável pode ser modificado para um valor mais elevado 

de gordura (COLMAN; MACRAE, 1980; PABAI et al., 1995a,b; UNDURRAGA et al., 

2001). 

A hidrólise seletiva da gordura do leite é um outro exemplo de aplicação 

potencial de lipases. Segundo Balcão e Malcata (1998), o declínio do consumo per 

capita de gordura de leite em diversos países e a demanda por leite e derivados com 

menor teor de gordura têm aumentado a necessidade e o interesse do setor industrial em 

encontrar alternativas para o uso desta gordura. Neste caso, a lipase é responsável pela 

formação do aroma distinto no preparo de queijos do tipo Cheddar, para produzir 

substitutos de manteiga, aroma de queijo e outros aditivos usados na manufatura de 

cereais, balas, aperitivos e bolos.  

Produtos deste tipo de gordura têm sido extensivamente utilizados em cereais, 

molhos, aperitivos e assados em geral (um exemplo clássico é o uso em pipocas), 

resultando em produtos com melhor aroma e maior aceitabilidade pelos consumidores. 

A adição desses hidrolisados aos alimentos confere uma variedade de efeitos 

organolépticos e é dependente da quantidade empregada. Em níveis baixos, nenhum 

aroma de ácido graxo livre no alimento é detectável, ocorrendo apenas um 

enriquecimento característico no aroma; conforme o teor dessa adição é aumentado, um 

aroma semelhante à manteiga começa a ser detectado e, em presença de elevados níveis, 

o aroma sugere queijo (BALCÃO; MALCATA, 1998).  

As características dos hidrolisados dependem da fonte da lipase utilizada, sendo 

adequadas as enzimas oriundas do leite (lipase lipoprotéica), pâncreas (lipase 

pancreática), fungos (Aspergillus niger, Geotrichum candidum, Penicillium roquefortii), 

bactérias (Achromobacter lipolyticum, Pseudomonas fluorences) e trato gastrointestinal 

(BALCÃO; MALCATA, 1998). 
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Outro campo de aplicação de lipase na indústria de alimentos, com boa 

perspectiva de crescimento, é no setor de panificação. O uso de lipase 1,3-específica 

tem um excelente efeito condicionador da massa, facilitando o seu manuseio em 

máquinas convencionais da indústria de panificação. Além disso, aumenta o volume do 

pão, melhora a textura do miolo e confere ao mesmo uma cor mais branca. Nesta 

aplicação, a lipase degrada os lipídeos do trigo, modificando sua interação com o glúten, 

permitindo que o glúten obtenha uma rede mais forte e mais elástica (SI, 1997). 

Um dos mais importantes usos da lipase, em processos de interesterificação de 

óleos e gorduras, é o aproveitamento de óleos de baixo custo para produção de análogos 

de manteiga de cacau (VULFSON, 1994; WOOLLEY; PETERSEN, 1994; FACIOLI; 

GONÇALVES, 1998; UNDURRAGA et al., 2001; KHUMALO et al., 2002). A 

manteiga de cacau é um tipo de aditivo, que confere ao chocolate as características 

necessárias de cristalização e fusão. Geralmente, os produtos de chocolate contêm 30% 

de manteiga de cacau. Esta, tendo um custo bem elevado, levou o setor alimentício a 

buscar soluções mais econômicas para a sua substituição no processo, tendo os 

chamados análogos de manteiga de cacau alcançando uma posição de destaque, sob o 

ponto de vista técnico e econômico, para aplicação na produção de chocolates e seus 

derivados (FACIOLI; GONÇALVES 1998; UNDURRAGA et al., 2001; KHUMALO 

et al., 2002). 

 

c) Indústria de papel e celulose 

O ‗Pitch‘ (termo utilizado para descrever todo tipo de material hidrofóbico da 

madeira, principalmente triglicerídeos e ceras), causa graves problemas na manufatura 

de papel e celulose (JAEGER; REETZ, 1998). As lipases são usadas para remover o 

pitch da celulose produzida para fabricação de papel. Uma indústria de papéis chamada 

Nippon, no Japão, tem desenvolvido um método para controle do pitch que usa lipase 

de Candida rugosa para hidrolisar até 90% dos triglicerídeos da madeira. (JAEGER; 

REETZ, 1998). 

 

d) Tratamento de efluentes 

As lipases podem ser utilizadas para a remoção de óleo presente nas águas 

residuárias de fábricas, restaurantes e residências, ou proveniente de indústrias de 

refinação de óleos e que poluem solos e águas (JAEGER; REETZ, 1998; PANDEY et 
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al., 1999; CAMMAROTA et al., 2001). Existem experiências descritas sobre o cultivo 

de microrganismos lipofílicos em águas residuárias para a remoção de filmes de gordura 

(DEFELICE et al., 1997, VITOLO et al., 1998). As lipases também podem ser 

utilizadas na remoção de depósitos de gordura que se formam em sistemas de tubulação 

de água quente, bebidas ou alimentos líquidos (PANDEY et al., 1999). 

A aplicação de lipases tem sido também preconizada na degradação biológica e 

remoção de carga lipolítica de efluentes industriais gerados em frigoríficos, 

abatedouros, laticínios e indústrias de alimentos em geral (LIE; MOLIN, 1991; 

GANDHI, 1997; PANDEY et al., 1999). Estas indústrias produzem um elevado teor de 

resíduos líquidos e sólidos, com odores desagradáveis, que prejudicam intrínseca e 

extrinsecamente as unidades industriais.  

Neste contexto, processos alternativos que visam a recuperação ou diminuição 

da carga de gorduras de efluentes são de extremo interesse para a indústria. Um 

tratamento preliminar desses efluentes por meio da ação das lipases reduz o teor de 

lipídeos, o diâmetro das partículas de gorduras em até 60% e o tempo de residência do 

efluente nas lagoas de estabilização (MASSE et al., 2001; LEAL et al., 2002). O uso de 

lipases em tratamento de efluentes fornece várias vantagens potenciais, entre as quais 

destacam-se a simplicidade e facilidade no controle do processo; não há necessidade de 

aclimatação de biomassa; não há efeitos de choque por carga de poluentes; aplicação em 

processos com baixa ou alta concentração de poluentes; operação em amplas faixas de 

pH, temperatura e salinidade (KARAM; NICELL, 1997). 

 

e) Síntese orgânica 

As lipases são usadas em uma grande variedade de reações quimio-, regio-, e 

estereosseletiva (RUBIN; DENNIS, 1997b; KAZLAUSKAS; BORNSCHEUER, 1998; 

BERGLUND; HUTT, 2000). A maioria das lipases usadas como catalisadores na 

química orgância são de origem microbiana. A enzima catalisa a hidrólise de 

triglicerídeos imiscíveis em água na interface.  

 

f) Síntese de ésteres  

Ésteres originados de ácidos graxos de cadeia curta possuem aplicações na 

indústria de alimentos. Metil e etil ésteres de ácidos de cadeia longa são utilizados na 

indústria de biocombustíveis (VULFSON, 1994). Uma das aplicações mais 
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interessantes para a lipase consiste na produção de biodiesel, o qual tem ganhado 

importância nos últimos anos devido a sua habilidade em substituir os combustíveis 

fósseis que são susceptíveis de se esgotarem dentro de um século. Além disso, o 

biodiesel é mais vantajoso ecologicamente em relação aos combustíveis fósseis 

(RANGANATHAN, 2008). Na produção de biodiesel por métodos enzimáticos, 

catalisados por muitas lipases, algumas desvantagens como formação de sabões, 

pigmentos, entre outras decorrentes da catálise química, podem ser eliminadas e, assim, 

os processos enzimáticos são alternativas promissoras (ANTCZAK et al., 2009). 

 

g) Indústria de cosméticos 

As lipases podem ser utilizadas para a produção de isopropil miristato, isopropil 

palmitato e 2-etil-hexil-palmitato que são encontrados nos cremes de pele, 

bronzeadores, óleos de banho, etc. O uso da enzima no lugar do catalisador ácido 

origina produtos com maior qualidade. Retinóides (vitamina A e derivados) são bastante 

utilizados neste setor industrial. Derivados de retinol dissolvidos em água são 

preparados pela reação catalítica da lipase imobilizada (MAUGARD et al., 2002). 

 

h) Lipases em processamento de chá 

A qualidade do chá preto é dependente da desidratação, quebra mecânica e 

fermentação enzimática a que são submetidos os brotos de chá. Durante a manufatura 

do chá preto, a etapa enzimática desarranja as membranas lipídicas para iniciar a 

formação de produtos voláteis que fornecem o sabor característico do produto 

enfatizando a importância do lipídeo no desenvolvimento do aroma. Lipases produzidas 

pelo Rhizomucor miehei aumentam o nível de ácidos graxos poli-insaturados 

observados pela redução do conteúdo total de lipídeos (LATHA; RAMARETHINAM et 

al. 1999). 

 

 

2. Imobilização de enzimas e células 

A especificidade de uma enzima envolve a discriminação entre substratos 

(especificidade pelo substrato), entre partes similares da molécula (regioespecificidade) 

e entre isômeros ópticos (estereoespecificidade) (SEEGER et al., 1999; VAN DER 

WERF et al., 1999; ADELT et al., 2003; WOLOSOWSKA; SYNOWIECKI, 2004; 
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ERICKSEN et al., 2005; JU; PARALES, 2006), e essas características conferem à esses 

catalisadores uma alta eficiência para diversas aplicações como citadas anteriormente.  

Embora as vantagens das enzimas sejam muitas, suas utilizações em processos 

industriais têm sido limitada, devido a: baixa estabilidade nas condições de operação; 

elevado custo de obtenção da enzima, desde o isolamento até a purificação, e 

dificuldade técnica e do elevado custo para a separação do substrato e produto, ao final 

da reação. Isto restringe o emprego das enzimas solúveis, essencialmente em processos 

em batelada, onde a mistura substrato – enzima permanece em contato pelo tempo 

necessário para se atingir um determinado grau de conservação. Ao final do processo, a 

eliminação da enzima e de outras proteínas é realizada por meio de variações de pH ou 

tratamento térmico. Estes processos desnaturam a enzima, provocando a perda da 

atividade e impedindo sua reutilização em bateladas posteriores. 

Neste contexto, algumas pesquisas têm ganhado importância no intuito de 

aproveitar mais o potencial das enzimas, ligando-as em suportes sólidos insolúveis ao 

meio reacional, ou tornando-as insolúveis por meio de reações entre seus grupos 

químicos. Estes processos são conhecidos como imobilização de enzimas.  

Enzimas imobilizadas são definidas como ―enzimas confinadas fisicamente ou 

localizadas em uma região definida de um suporte, com retenção de sua atividade 

catalítica, e que pode ser usado repetida e continuamente‖ (JEGANNATHAN et al., 

2008).  

Do ponto de vista comercial, as principais vantagens da utilização de enzimas 

imobilizadas, em relação às enzimas solúveis são, praticamente, aquelas relativas à 

catálise heterogênea: aproveitar a atividade catalítica por um maior período de tempo, 

uma vez que a enzima não deve ser desnaturada ao final do processo de batelada; operar 

de forma contínua possibilitando um maior controle das variáveis do processo, pois o 

catalisador é retido no interior do bioreator e o substrato passa pelo leito catalítico em 

escoamento contínuo, ou transfere-se o biocatalisador para novas bateladas contendo 

solução de substrato novo (processo em bateladas repetidas); facilitar a separação do 

catalisador e do produto da reação, visto que a enzima imobilizada, por estar na forma 

insolúvel ao meio reacional, é retida no interior do bioreator e o substrato que não 

reagiu e produtos são retirados sem contaminação com o biocatalisador; reduzir o 

volume de reação, pois a enzima estando imobilizada e retida no bioreator permite uma 

alta concentração enzimática em menor volume de reator, isto é, uma alta atividade por 
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unidade de volume, muito superior à que seria obtida com a enzima livre; alterar, em 

alguns casos, as propriedade catalíticas da enzima em relação à sua forma solúvel, como 

por exemplo, conferir maior estabilidade ao pH e a temperatura, reduzir os efeitos de 

inibição pelo substrato e produto, pois estes são removidos continuamente do biorreator; 

facilitar a interrupção da reação, quando se atinge um determinado grau de conversão, 

pela remoção do biocatalisador (HARTMEIER, 1988; MESSING, 1975; RESEVEAR 

et al., 1987).   

Existem vários métodos de imobilização para lipases (Figura 6) incluindo 

adsorção, ligação covalente e encapsulação. A adsorção é a fixação da lipase em uma 

superfície por forças fracas como Van der Walls ou interações hidrofóbicas. 

(JEGANNATHAN et al., 2008). Na imobilização por ligações covalentes a enzima se 

ligar irreversivelmente a um suporte sólido (TREVAN, 1988a,b). No método de 

encapsulação, ocorre a captura da enzima em uma matriz polimérica (JEGANNATHAN 

et al., 2008).  

 

 

Figura 6: Métodos de imobilização de enzimas (DALLA-VECCHIA et al. 

2004) 

Nesse trabalho a lipase de Myceliophthora sp F 2.1.4 foi imobilizada pelo 

método de encapsulação utilizando o polímero alginato de sódio e por ligações 

covalentes utilizando o polímero quitosana. O alginato é extraído de algas marrons do 

tipo Phaeophyceae (HERTZBERG et al., 1992). Ele é constituído por dois ácidos 

urônicos, o gulurônico (G) e o manurônico (M) e tem a propriedade de formar gel em 

contato com cátions di e multivalentes. Os resíduos podem estar dispostos 
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continuamente, formando blocos homopoliméricos ou alternadamente, formando blocos 

heteropoliméricos (Figura 7). Os cátions polivalentes ligam-se ao polímero sempre que 

há dois resíduos do ácido gulurônico, e a geleificação, que consiste na troca de íons, 

depende da disponibilidade desses resíduos (SMIDSROD; DRAGET, 1996) (Figura 8). 

 

 
Figura 7: Representação da estrutura do alginato. (A) blocos homopoliméricos 

de resíduos M; (B) blocos homopoliméricos de resíduos G; (C) blocos 
heteropoliméricos de resíduos M e G.  
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Figura 8: Formação do gel de alginato de cálcio: (a) homopolímeros de unidade 

de ácido gulurônico em solução; (b) ligação entre as cadeias homopoliméricas por meio 
dos íons cálcio situados entre os grupos com carga negativa; (c) formação da rede de gel 
com cadeias homopoliméricas unidas por meio dos íons cálcio (KAWAGUTI; SATO, 
2008).  

 
A quitosana (Figura 9) é um biopolímero obtido pela desacetilação alcalina da 

quitina (um polímero composto de unidades de acetilglicosamina). A quitina está 

presente nos exoesqueletos dos crustáceos, nas cutículas dos insetos e nas paredes 

celulares de muitos fungos (ROBERTS, 1992).  

 
Figura 9: Estrutura da quitosana (JANEGITZ et al., 2007) 
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A preparação de um hidrogel contendo quitosana covalentemente ligada requer a 

quitosana e um crosslinker em um solvente apropriado, geralmente água. Os 

crosslinkers são moléculas com pelo menos dois grupos reativos funcionais que 

permitem a formação de pontes entre as cadeias poliméricas (BERGER et al., 2004). 

Atualmente, o crosslinker mais comumente usado são os dialdeídos como glioxal 

(PATEL; AMIJI, 1996; KJALID et al., 1999) e principalmente o glutaraldeído (ALY, 

1998; YAMADA et al., 2000; DENKBAS et al., 2000). Ocorre, então, uma reação do 

grupo aldeído formando uma ligação covalente com o grupo amino da quitosana 

(MONTEIRO; AIROLDI, 1999; YAO et al., 1995).   

Outro método biotecnológico de uso cada vez mais freqüente é o de 

imobilização de células que além de eliminar a necessidade de purificação e passos de 

extração da enzima, também proporciona maiores rendimentos da atividade enzimática, 

maior estabilidade operacional, maior resistência a perturbações ambientais e baixo 

custo (KIERSTAN; COUGHLAN, 1985).  

Estudos mostraram que ambos os métodos – imobilização da enzima e da célula 

– são altamente eficientes quando comparados ao uso da enzima na sua forma livre 

(RANGANATHAN et al., 2008).  

 

3. Fermentação em estado sólido e submersa 

Existem três técnicas de fermentação para a produção de lipase: fermentação em 

estado sólido (FES), fermentação submersa (FSm) e fermentação com células 

imobilizadas (BENJAMIN; PANDEY, 1997; ELIBOL; OZER, 2002; ELIBOL; OZER, 

2000). A última pode ser considerada como uma derivação da FSm já que é preparada 

da mesma forma, diferenciando somente por ter cubos de esponjas de poliuretano 

adicionadas ao meio. Entretanto essa técnica apresenta algumas vantagens já que é um 

fácil caminho para reduzir o tempo de duração da fermentação em batelada repetida, 

devido à diminuição do tempo necessário para o crescimento celular (YANG et al., 

2005).  

Dessa forma, podemos dividir os processos fermentativos em fermentação em 

estado sólido e fermentação submersa.  

A maior diferença entre esses dois bioprocessos é a quantidade de água livre no 

substrato. No caso da fermentação submersa, a quantidade de substância sólida 

raramente alcança mais que 50 g/L, enquanto isso na fermentação em estado sólido a 
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parte sólida apresenta tipicamente entre 20 a 70% do total de peso. Mais 

especificamente, a FES é definida pela ausência ou quase ausência de água livre nos 

espaços entre as partículas sólidas. Já que os micro-organismos necessitam de água para 

o crescimento, na FES eles obtêm água da umidade dentro do substrato.  

Outra diferença importante entre esses dois processos refere-se ao crescimento 

dos micro-organismos. Na FSm todos os substratos estão livremente acessíveis aos 

micro-organismos, enquanto que na FES os substratos que estão realmente disponíveis 

aos micro-organismos podem aumentar, diminuir ou permanecer relativamente 

constantes durante a fermentação (KNAPP; HOWELL, 1977). Isto é devido a uma 

complexa interação de diversos fatores incluindo a produção e difusão de enzimas 

hidrolíticas extracelulares, a difusão de produtos hidrolíticos e a penetração dos micro-

organismos no substrato (MITCHELL et al., 1991; VARZAKAS, 1998).  

Os substratos utilizados na FES são tipicamente produtos derivados da 

agricultura ou produtos derivados da transformação de produtos agrícolas. Os exemplos 

incluem grãos de arroz, tubérculos de mandioca, soja, farelos de arroz e de trigo, farinha 

de milho e de arroz, bagaço de cana de açúcar, entre outros. Esses substratos podem 

requerer preparações ou pré-tratamentos que visam o aumento as susceptibilidade de 

macromoléculas para um melhor ataque das enzimas microbianas, além disso os 

substratos podem ser picados para facilitar a acessibilidade do interior das partículas aos 

micro-organismos (MITCHELL et al., 2000).  

Os fungos filamentosos são o grupo de micro-organismos mais indicados para 

serem utilizados em FES devido ao modo de crescimento das hifas (que se espalham 

radialmente), que permite ao fungo acessar nutrientes localizados no interior do 

substrato. 

A fisiologia dos fungos também os habilita aos processos de FES. Os fungos 

crescem bem em sistemas com baixa quantidade de água disponível e em valores de pH 

baixos. Em alguns sistemas de FES é possível fazer a combinação de baixa quantidade 

de água e baixo pH para criar um ambiente que é favorável para o crescimento fúngico e 

ao mesmo tempo, impedir o crescimento de muitas bactérias e leveduras. Os fungos 

filamentosos também podem produzir uma variedade de enzimas hidrolíticas para 

degradar as macromoléculas encontradas nos substratos sólidos. As amilases e as 

celulases são as mais importantes enzimas que ajudam no crescimento em substratos de 
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origem agrícola, apesar de existir também as proteases e as lipases que ajudam na 

degradação e penetração.  

Apesar de inúmeras vantagens a FES não é amplamente utilizada em escala 

industrial devido ao insucesso do aumento de escala já que fatores como temperatura, 

umidade, concentração de substrato não são constantes em todo o processo 

fermentativo. A inter-relação entre fatores ambientais com a quantidade de oxigênio, 

nível de mistura e a temperatura contribuem para dificultar a regulação desses 

parâmetros. O crescimento dos micro-organismos em condições aeróbias no biorreator 

resulta em uma produção considerável de calor que causa um rápido aumento na 

temperatura. Esse efeito, o qual é desejável no processo de compostagem, é geralmente 

fatal para os processos biotecnológicos já que grande parte das enzimas produzidas 

durante a fermentação podem ser desnaturadas com o calor no final do processo (DOS 

SANTOS et al., 2004). 

Do ponto de vista biológico, a FES se assemelha muito ao habitat natural dos 

micro-organismos e, portanto, é um ótimo ambiente para o seu crescimento e para a 

geração de produtos. Além disso, os resíduos agrícolas utilizados na FES são cruciais 

para a viabilidade econômica do processo e podem contribuir para a eliminação desses 

resíduos que são grandes poluidores ambientais (SINGHANIA et al., 2009).  

 Várias estratégias têm sido estudadas para aumentar o rendimento da produção 

de enzimas nas fermentações. As condições de crescimento como disponibilidade de 

fontes de carbono e nitrogênio, a presença de ativadores, estimuladores, inibidores, 

surfactantes, temperatura de incubação, pH e a quantidade de inóculo (HADEBALL, 

1991) e tensão de oxigênio (CHARTRAIN et al., 1993) podem influenciar a síntese de 

lipase.  

Diante do exposto, o presente trabalho teve como objetivo avaliar a produção da 

lipase pelo fungo Myceliophthora sp no  F 2.1.4, por FES, FSm e por fermentação semi-

sólida. Essa parte do trabalho é mostrada no capítulo 2. Além disso, tendo em vista a 

aplicação da lipase é necessário o estudo das condições que promovam melhor atuação 

da enzima. Assim, a caracterização parcial da lipase e sua imobilização são mostradas 

no capítulo 3. 
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OBJETIVOS 

 

 - Determinação das melhores fontes de carbono, nitrogênio, tipo de indutor da 

enzima e quantidade de esporos para produção da lipase em FES. 

 - Avaliação dos diferentes eluentes para extração da enzima. 

 - Produção da lipase em FSm utilizando meio preparado com base nos resultados 

dos ensaios de fonte de carbono, nitrogênio e indutor feitos com FES. 

 - Produção da lipase por fermentação semi-sólida utilizando bucha vegetal e 

meio nutriente preparado com base nos dados da FES. 

 - Caracterização da enzima quanto ao pH, temperatura de atividade e quanto à 

estabilidade a diferentes pHs e temperaturas. 

 - Avaliação dos efeitos de solventes, íons, detergentes, substratos sintéticos e 

naturais sobre a atividade da lipase. 

 - Imobilização da lipase em alginato de cálcio e em quitosana e avaliar o efeito 

dessa imobilização sobre a possibilidade de reutilização e sobre a estabilidade térmica.  
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1. Introdução 

  
As lipases, triacilgliceróis hidrolases, fazem parte de um importante grupo de 

enzimas que estão associadas ao metabolismo e à hidrólise de lipídeos. As lipases 

verdadeiras hidrolisam, total ou parcialmente, o triacilglicerol a diacilglicerol, 

monoacilglicerol, glicerol e ácidos graxos livres, agindo especificamente na interface 

água/óleo. 

As enzimas lipolíticas constituem, atualmente, o mais importante grupo de 

enzimas com enorme potencial para aplicações biotecnológicas. Dentre as várias áreas 

de atuação pode-se destacar a indústria de alimentos, laticíneos, detergentes, 

farmacêutica, de tratamento de efluentes e de biocombustíveis (HASAN et al., 2009).  

Lipases microbianas são biocatalisadores que apresentam estabilidade em 

solventes orgânicos e regio e enantioseletividade (SNELLMAN et al., 2002); as 

produzidas por fungos e bactérias, assim como a maioria das outras enzimas industriais, 

podem ser obtidas por fermentação em estado sólido (FES) ou por fermentação 

submersa (FSm).  

A FES é caracterizada pelo crescimento dos fungos filamentosos em um 

substrato sólido na quase ausência de água livre entre as partículas, mas em quantidade 

suficiente para suportar seu crescimento e metabolismo microbiano (MITCHELL; 

LONSANE, 1992). A FES geralmente utiliza resíduos agroindustriais como substratos, 

valorizando esses compostos que seriam acumulados na natureza. Entretanto, o uso da 

FES é limitado devido à dificuldade do controle de parâmetros como baixa transferência 

de O2 e CO2, bem como remoção de calor e contaminação bacteriana, fatores que 

impedem o aumento de escala (SURYANARAYAN, 2003). 

A FSm consiste de um meio fermentativo líquido, com nutrientes solúveis e é 

um das metodologias mais usadas para a produção das lipases (ALONSO, 2001). Esse 

método fermentativo é intrinsicamente mais simples (o calor e a transferência de 

oxigênio são melhores, e a homogeneidade da cultura é geralmente superior) tornando o 

processo de fácil monitoramento e de fácil controle de parâmetros operacionais 

(CASTILHO et al., 2000). 

O estudo sobre a maneira como os fungos obtém seus nutrientes na natureza e 

quais compostos são essenciais para o desenvolvimento de tecnologias e processor para 

obtenção de altos rendimentos de bioprodutos (PAPAGIANNI, 2004). Além disso, as 
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respostas dos microrganismos às variações dos meios de cultura são muito diferenciados 

e, por isso, há a necessidade de estudar individualmente o meio utilizado para cada cepa 

que se deseja trabalhar.  

Baseado nesses aspectos, o objetivo do presente estudo foi avaliar a produção de 

lipase por FES em bagaço de cana de açúcar pelo fungo termofílico Myceliophthora sp 

F 2.1.4 e comparar essa produção com a obtida em FSm e com fermentação semi-sólida.  

 

2. Material e métodos 

  2.1 Micro-organismo 

 Foi utilizada a linhagem termofílica Myceliophthora sp  F 2.1.4 (ZANPHORLIN  

et al., 2010) pertencente à coleção de trabalho do Laboratório de Bioquímica e 

Microbiologia Aplicada da Unesp do Campus de São José do Rio Preto-SP. 

  

2.2 Meios de cultura  

 Para estocagem e pré-inóculo das linhagens fúngicas foi utilizado um meio 

nutriente modificado de Fadiloglu et al. (1999) e Castro-Ochoa et al. (2005) (g/L): 1,0 

peptona (Himedia); 10 (NH4)2SO4 (Sigma); 10 KH2PO4 (Synth); 0,5 MgSO4.7H2O 

(Nuclear); 1,0 CaCl2 (Nuclear); 25 mL óleo de oliva (Lisboa); 4 mL de Tween 80 

(Synth) e 5 mL de solução de elementos traços (22 de Zn SO4
.7H2O; 11 de H3BO3; 5 de 

MnCl2
.4H2O; 5 de FeSO4

.7H2O; 1,6 de CoCl2
.5H2O; 1,6 de CuSO4

.5H2O; 1,1 de 

(NH4)6Mo7O24
.4H2O; 50 de EDTA).  

 

 2.3 Fermentações 

2.3.1 Fermentação em estado sólido (FES) 

Para a fermentação em estado sólido foram utilizadas embalagens de 

polipropileno de 15x30 cm, acoplados com bocal de PVC de 3,5 cm de comprimento e 

de 3 cm de diâmetro, os quais foram então tampados com algodão para permitir a troca 

de gases. Para essas embalagens foram transferidos 5 g de bagaço de cana de açúcar 

como suporte para o crescimento fúngico, previamente lavado três vezes com água e 

seco a 60 ºC. Os sacos foram então esterilizados em autoclave durante 20 minutos a 

120ºC. Um arame revestido em formato espiral foi colocado sobre o material, no 

interior da embalagem de polipropileno, para evitar a aderência das superfícies.  
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Nos experimentos iniciais foram utilizados 5,0 g de bagaço de cana de açúcar 

adicionado de solução nutriente padrão contendo, 20 g/L de peptona, 2,0 g/L de 

K2HPO4 e 0,5 g/L de MgSO4 e 20 g/L de óleo de soja. A partir desse meio, novas 

condições foram testadas a fim de melhorar a produção da lipase: 

a) Tipo de fonte adicional de carbono. As fontes de carbono testadas foram: 

frutose, glicose, glicerol, lactose, sacarose e xilose, nas concentrações de 5,3 g/100g de 

meio sólido.  

b) Tipo de fonte adicional de nitrogênio. Como fontes de nitrogênio foram 

utilizados os seguintes compostos: uréia, cloreto de amônia, sulfato de amônia e nitrato 

de amônio, nas concentrações de 1,6; 2,6 e 3,9 g/100g de meio sólido do elemento N. 

c) Quantidade da fonte de carbono adicional: após a escolha da fonte de carbono 

adicional mais adequada para a produção da enzima, esta foi testada em concentrações 

de 2,6; 5,2 e 7,8 g/100g. 

 d) Quantidade da fonte de nitrogênio adicional: após a escolha da fonte de 

nitrogênio adicional mais adequada para a produção da enzima, esta foi testada em 

concentrações de 1,3; 2,6 e 3,9 g/100g. 

e) Relação C:N: foi testada as fontes de carbono e nitrogênio em proporções de 

1:1; 1:2 e 2:1. 

f) Indutor da lipase. Para induzir a produção de lipase, alguns óleos foram 

testados como: óleo de canola, girassol, algodão, soja e azeite a 21,4 g/100g de material 

sólido; 

g) Número de esporos (5x105, 5x106 e 5x107) totais. 

h) Solução de extração da enzima e volume utilizado. Algumas soluções foram 

testadas para extrair a enzima na FES: água, tampão fosfato 0,05 M pH 7 e soluções de 

Triton X-100 a 0,1, 0,5 e 1% nos volumes de 40, 50 e 60 mL. 

i) O tempo de fermentação: 240 horas com amostragens a cada 24 horas. 

 

As fermentações foram conduzidas em estufa a 45ºC por 72 horas em todos os 

testes, exceto para o teste descrito no item 2.3.1, letra i. Para a obtenção da solução 

enzimática bruta, foram adicionados 50 mL de solução eluidora para suspensão do 

material fermentado. Para os experimentos mencionados nos itens a até g foi usado água 

como eluente. O material fermentador foi deixado em suspensão sob agitação por 30 

minutos e, posteriormente, filtrado e centrifugado. 
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 2.3.2 Fermentação Submersa (FSm) 

 A FSm foi realizada em erlenmeyer de 250 mL, tampados com algodão, 

contendo 50 mL do meio estéril constituído conforme os resultados obtidos em FES, 

considerando as melhores fontes de carbono e nitrogênio suplementares. Esse meio foi 

inoculado com 5x106 esporos fúngicos totais e incubado a 45ºC sob agitação de 100 

rpm por 72 horas. Após período de fermentação, o material em erlenmeyer foi filtrado a 

vácuo utilizando-se papel de filtro Watman nº 1 e centrifugado. O sobrenadante foi 

utilizado como solução enzimática bruta extracelular. A massa micelial foi mantida a 

60ºC até peso seco constante, para avaliação do crescimento microbiano. 

 

2.3.3 Fermentação semi-sólida 

A fermentação semi-sólida foi feita em erlenmeyer de 250 mL tampados com 

algodão contendo 50 mL de solução nutriente estéril considerada a mais adequada para 

a produção de lipase nos ensaios em FES além de buchas vegetias (Luffa cyllindrica) 

previamente lavadas com água quente. As esponjas foram cortadas em tamanhos 

próximos de 1,5 x 1,5 cm. Após a inoculação fúngica, os frascos foram incubados em 

shaker com agitação de 100 rpm a 45ºC por 48 horas. Após período de fermentação, o 

material em erlenmeyer foi filtrado a vácuo utilizando-se papel de filtro Watman nº 1 e 

centrifugado.  

 

2.4 Determinação do número de esporos 

Esporos de cultura de 4 dias em meio descrito no item 2.2 a 45ºC foram 

suspensos em 50 mL de água com ajuda de uma alça de inoculação. Uma alíquota dessa 

suspensão foi então visualizada na câmara de Neubauer para contagem dos esporos.  

 

2.5 Ensaios para determinação da atividade de lipase 

  2.5.1 Ensaio enzimático para medida de atividade esterase 

 O ensaio da atividade de hidrólise seguiu o protocolo modificado por Lima et al. 

(2004). Foi utilizado o substrato sintético específico p-nitrofenil palmitato a uma 

concentração de 3 mg/mL de propanol (solução A). Separadamente, foi feita uma 

solução contendo tampão fosfato de sódio 0,05M pH 7.0, Triton X-100 (2%) e goma 
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arábica (0,5%) como surfactante (solução B). Essa solução foi aquecida brevemente e, 

então, a solução A foi adicionada. Os testes foram feitos em tubos de ensaio contendo 

900 µL da solução (A + B) + 100 µL de solução enzimática. A reação aconteceu em 

banhos térmicos a 35º C por 1 minuto. No controle, foram utilizados 900 µL da solução 

B + 100 µL da solução enzimática. A atividade enzimática foi calculada pela equação: 

   

U =  

     

Onde: 

U= Unidade de atividade enzimática que é expressa em U/mL, no qual uma unidade de 

atividade enzimática é definida como a liberação de 1 mol de p-nitrofenil por minuto, 

sob as condições do ensaio. 

Abs = Absorbância da amostra à 410 nm; 

Vt = Volume total da reação (mL); 

ε = Coeficiente de extinção Molar (L.mol-1.cm-1); 

Ve  = Volume da Enzima (mL); 

T= Tempo de Incubação; 

103  = Fator de correção da unidade de ε 

D= Diluição da amostra, se houver. 

 

 

2.5.2 Ensaio para determinação da atividade hidrolítica usando processo de 

titulação quantificado pela liberação de ácidos graxos. 

 

 A titulação foi utilizada para determinação da atividade hidrolítica utilizando as 

enzimas provenientes das hifas imobilizadas em buchas vegetais. Em um erlenmayer de 

250 mL foram adicionados 90 mg de goma arábica, 3 mL de água, 4 mL de tampão 

referente ao pH testado, 1 mL de azeite de oliva e aproximadamente 3 pedaços de bucha 

vegetal que foram previamente pesadas. Essa mistura foi colocada em um shaker a 35ºC 

por 30 minutos com uma agitação de 150 rpm. No controle foi adicionado 1 mL de água 

ao invés do extrato enzimático. 

x D x 103 Abs x Vt 

 
ε xVe x T 
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 A reação foi interrompida adicionando-se 10 mL de uma solução (1:1) de 

acetona e álcool etílico. Foi utilizado o indicador ácido-base fenolftaleína e a titulação 

foi realizada com a base KOH (0,05M). O cálculo da atividade enzimática foi feito 

utilizando a seguinte equação: 

 U = (VKOH – VKOH controle) x MKOH x 1000 

      Pamostra x tempo   

 

Onde: 

U= Unidade de atividade enzimática que é expressa em U/mL, no qual uma unidade de 

atividade enzimática é definida como a liberação de 1 mol de ácido graxo por minuto; 

VKOH = Volume da base KOH utilizado na titulação (mL); 

MKOH = Massa de base KOH utilizado na titulação do controle (M); 

Pamostra = Peso das buchas vegetais utilizadas (g) 

Tempo = Tempo de reação (minutos). 

 

3. Resultados e discussão 

 

3.1 Estudo da produção da enzima por FES 

 Na Figura 1 são apresentadas as produções de lipase em meio constituído por 

diferentes fontes de carbono suplementares (foram obtidas soluções enzimáticas 

utilizando 50 mL de água). Para esse ensaio foram utilizados: (g/100g) 5,3 peptona, 

0,53 K2HPO4, 0,13 MgSO4, 22,5 óleo de oliva, 66,2 bagaço de cana de açúcar, 5,3 da 

fonte de carbono testada e 2,6 mL de água/g de material sólido. Como pode ser 

observado, a adição de fonte de carbono suplementar ao óleo de oliva resultou em 

aumentos consideráveis na produção da enzima, com exceção da glicose e da xilose. O 

meio com glicerol e sacarose proporcionaram uma produção de 1,2 e 1,7 U/mL, 

respectivamente, enquanto que na ausência das fontes de carbono adicionais (somente 

óleo), o fungo produziu somente 0,1 U/mL de lipase.  

Resultados diferentes foram obtidos por Rodriguez et al. (2006) quando 

estudaram a produção de lipase pelo fungo Rhizopus homothallicus em FES 

modificando as fontes de nutrientes. Esses autores afirmaram que não houve grandes 

diferenças na produção da enzima em função da fonte de carbono utilizada já que o óleo 

presente no meio serviu como fonte de carbono para sustentar o crescimento microbiano 
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e proporcionar a produção da lipase. Entretanto, Lin et al. (2006) testaram diferentes 

fontes de carbono e observaram que a adição de sacarose ao meio contribuiu para o 

aumento da produção da lipase de Antrodia cinnamomea.  

A adição de fonte de carbono suplementar elevou a produção da enzima, 

possivelmente por promover o maior crescimento fúngico. Entretanto, embora os 

açúcares como glicose e xilose tenham também favorecido o crescimento do micro-

organismo (dados visuais) resultaram em menores produções das enzimas em relação às 

demais fontes de carbono usadas, provavelmente por exercerem efeito repressor da 

síntese de lipases.  

Lotti et al. (1998) avaliaram o controle de expressão e secreção de lipase de 

Candida rugosa e observaram o efeito repressor da glicose e também descreveram uma 

produção basal de lipase na ausência de indutor. Foi sugerido que há dois genes que 

codificam as lipases, os quais sofrem regulações diferentes. Um deles seria expresso de 

forma constitutiva e o outro por indutores. Dessa forma, podemos inferir que a 

quantidade de lipase produzida nos testes realizados com glicose e xilose, foram 

resultado do gene que se expressa de forma constitutiva, sendo a indução reprimida pela 

presença dos açúcares prontamente assimiláveis como a xilose e glicose. 

Frutose Glicose Glicerol Lactose Sacarose Xilose Controle
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Figura 1: Efeito das fontes de carbono suplementares na produção de lipase em 
FES pelo fungo Myceliophthora sp. F 2.1.4 em meio contendo bagaço de cana de açúcar 
como suporte e óleo de oliva como indutor, a 45ºC, por 72 horas. 

 

 Tem sido demonstrado que altas concentrações de nitrogênio assim como o tipo 

de composto nitrogenado usado levam ao aumento da produção de lipases por micro-



40 

 

organismos (SUN; XU, 2008). Desse modo, realizou-se ensaios para avaliação dos 

efeitos de diferentes fontes de nitrogênio suplementares na produção de lipase por 

Myceliophthora sp em meio composto por: (g/100g) 5 peptona, 0,5 K2HPO4, 0,12 

MgSO4, 21,4 óleo, 5 sacarose, 62,3 bagaço de cana de açúcar, 5 de fonte de nitrogênio e 

2,5 mL de água/g de material sólido. Os dados da Figura 2 mostram que o nitrato de 

amônio foi o composto que melhor contribuiu para a produção da lipase, atingindo-se 

uma produção de 4,3 U/mL. Esse resultado confirma a influência do tipo da fonte de 

nitrogênio na produção da enzima.  

Lima et al. (2003) reportaram que a produção de lipase pelo Penicillium 

aurantiogriseum foi estimulada por sulfato de amônio. Outros trabalhos relatam que a 

peptona é uma importante fonte de nitrogênio suplementar na produção da lipase 

(SZTAJER; MALISZEWSKA, 1989; FREIRE et al., 1997). Diversos autores como 

Ginalska et al. (2004) defendem o emprego de nitrogênio orgânico como substrato 

essencial para uma produção expressiva de lipase. Segundo esses autores, o nitrogênio 

inorgânico inibiria a produção dessas enzimas. Além disso, Fang; Zhong (2002) 

sugerem que certos aminoácidos essenciais não conseguem ser sintetizados a partir de 

fontes de nitrogênio inorgânico. 

 No entanto, Tan et al. (2003) são discordantes quanto a afirmação de que o 

nitrogênio orgânico sejam as melhores fontes, já que ele constatou em seus 

experimentos uma melhor atividade quando empregou o sulfato de amônio, uma fonte 

inorgânica.  

A maior fonte de nitrogênio encontrada na natureza encontra-se na forma de 

compostos inorgânicos e, desse modo, os organismos podem estar selecionados ao uso 

desses compostos. É interessante observar que o aumento na produção da enzima com o 

uso de nitrato de amônio pode ser devido ao fornecimento de duas fontes de nitrogênio 

possíveis de assimilação pelo fungo, o nitrato e o amônio. Esses resultados sugerem que 

o Myceliophthora é capaz de utilizar essas duas fontes de nitrogênio (MADIGAN et al. 

2004). 
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Figura 2: Efeito de fontes de nitrogênio na produção de lipase em FES pelo 
fungo Myceliophthora sp. F 2.1.4, a 45ºC, por 72 horas, utilizando sacarose como fonte 
de carbono suplementar. 

 
Após a avaliação dos efeitos das fontes de carbono e nitrogênio sobre a produção 

da lipase, realizou-se experimentos variando as concentrações de sacarose (2,6; 5,2 e 7,8 

g/100g) e nitrato de amônio (1,3; 2,6 e 3,9 g/100g). Os dados da Figura 3 mostram que a 

sacarose deve ser utilizada a 5,2 g/100g para uma maior produção da lipase. A Figura 4 

mostra que quando utilizou-se nitrato de amônio, a maior produção da enzima foi obtida 

quando a concentração desse sal foi de 2,6 g/100g. 
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Figura 3: Efeitos da concentração de sacarose na produção de lipase em FES 
pelo fungo Myceliophthora sp F 2.1.4, a 45ºC, durante 72 horas. 
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Figura 4: Efeitos da concentração de nitrato de amônio na produção de lipase 
em FES pelo fungo Myceliophthora sp F 2.1.4, a 45 ºC, por 72 horas. 

 
Na Figura 5 são mostrados os dados referentes a relação entre concentração de 

sacarose e nitrato de amônio para a produção da lipase. Pode-se observar que a razão 

que mais favoreceu a produção da enzima foi a de 1C:2N.  

O micélio dos fungos cresce de maneira diferente ao longo de um intervalo da 

relação C:N, desde que todas as outras exigências nutricionais sejam atendidas. 

Enquanto as relações menores favorecem uma elevada taxa de proteína micelial, as 

relações maiores garantem o acúmulo de álcool, acetato derivado de metabólitos 

secundários, lipídeos ou polissacarídeos extracelulares (EYAL, 1991). O resultado 

encontrado, sugere que a menor relação C:N também favoreceu a secreção da lipase.  
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Figura 5: Efeitos da relação Carbono e nitrogênio (C:N) na produção de lipase 

em FES pelo fungo Myceliophthora sp F 2.1.4, a 45ºC, por 72 horas. 
 

As lipases são enzimas induzíveis e sendo seus principais indutores, os óleos 

(RAPP, 1995). Considerando que essas enzimas apresentam enantio- e regio-

seletividade, ou seja, podem ser específicas para o tamanho da cadeia do ácido graxo ou 

pela posição deste na ligação com o glicerol, foram testados diferentes tipos de óleos 

como possíveis indutores lipase. Apesar da pouca diferença na produção da enzima 

(Figura 6), o azeite de oliva foi o óleo que proporcionou maior produção, sendo 

escolhido para o uso como indutor nos ensaios posteriores. Sob o ponto de vista 

tecnológico, a pouca diferença encontrada entre os indutores para a produção da enzima 

é um dado animador já que pode permitir o uso de óleos de baixo custo ou de fontes 

alternativas para a produção da lipase em escala industrial.  

Lotti et al. (1998) afirmaram que o ácido oléico é um potencial indutor da lipase. 

Analisando a Tabela 1, que apresenta as proporções de três ácidos principais que 

constituem os óleos testados, pode-se observar uma grande quantidade de ácido oléico 

no azeite. Além de esse ácido servir como um indutor para a produção é também 

utilizado como fonte de carbono suplementar para o crescimento do micro-organismo 

(DALMAU et al., 2000; D‘ANNIBALE et al., 2006). Montesinos et al. (1996) também 

mostraram que os ácidos graxos livres, principalmente o ácido oléico, resultante da 

hidrólise do óleo de oliva, são indutores da produção de lipase.  
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Tabela 1: Porcentagem dos ácidos oléico, linoléico e linolênico nos óleos vegetais de 
diferentes origens (http://www.campestre.com.br/) 

Óleos ác. oléico (C18:1) % ác. linoleico (C18:2) % 
ác. linolênico (C18:3) 

% 

Óleo de canola 53 - 70 15 - 30 5 - 13 

Óleo de girassol 14 - 35 55 - 75 < 0,3 

Óleo de algodão 13 - 44 33 - 59 0,1 – 2,1 

Óleo de soja 19 - 30 44 - 62 4 - 11 

Óleo de oliva (azeite) 63  15 0,9 
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Figura 6: Efeito de diferentes óleos como indutores de lipase na FES pelo fungo 
Myceliophthora sp. no. F 2.1.4., a 45ºC, por 72 horas. 

 

A quantidade de inóculo usada para iniciar em processo fermentativo tem sido 

indicada como fator de influência no desempenho das fermentações. Assim, realizou-se 

ensaios variando as quantidades de esporos usadas no inoculo. O meio nutriente foi 

constituído por: (g/100g) 5 peptona, 0,5 K2HPO4, 0,12 MgSO4, 21,4 óleo de oliva, 5 

sacarose, 62,3 bagaço de cana de açúcar, 5 de nitrato de amônio e 2,5 mL de água/g de 

material sólido. A fermentação na qual foi usada 5x106 esporos totais de meio levou a 

uma maior quantidade de lipase (Figura 7).  

A utilização de pouca quantidade de esporos nos processos fermentativos faz 

com que o crescimento fúngico ocorra de uma forma mais lenta. Por outro lado, o 
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excesso de esporos inoculados no meio fermentativo diminui o espaço físico necessário 

para o bom crescimento e, consequentemente, para a boa produção enzimática, visto 

que o estímulo à maior colonização radial do meio permite maior número de 

terminações de hifas e liberação de vesículas para a secreção das enzimas 

extracelulares. Muitos estudos afirmam que a secreção das enzimas ocorre na região 

apical da hifa e, em conseqüência disso, quanto maior o número de terminações de 

hifas, mais facilmente ocorrerá a secreção das enzimas (ARCHER; PEBERDY, 1997). 
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Figura 7: Efeito da quantidade de esporos usados no inóculo na FES para a 
produção de lipase pelo fungo Myceliophthora sp. 1) 5x105 esporos; 2) 5x106 esporos e 
3) 5x107 esporos. 

 
Em FES, as enzimas produzidas podem se manter adsorvidas nas fibras, sendo 

sua extração dependente do tipo de solução de suspensão usada. Por outro lado, a 

quantidade dessa solução deve ser suficiente para liberar todas as enzimas, mas não 

diluir demasiadamente a solução enzimática 

Os tipos de eluentes testados influenciaram consideravelmente na quantidade de 

lipase presente na solução enzimática bruta obtida conforme mostrado na Figura 8. 

Houve um aumento gradual na atividade da lipase com o uso de água, tampão fosfato 

0,05 M pH 7 e as soluções de triton X-100 na ordem de 0,1, 0,5 e 1%. Dessa forma, as 

soluções de água e de triton X-100 (1%) referem-se ao mínimo e a máxima produção de 

lipase, respectivamente. Nabarlatz et al. (2010) observaram o mesmo comportamento 

quando testaram várias soluções de extração para lipases e proteases. Segundo esses 

autores, essas enzimas são mantidas por interações iônicas e hidrofóbicas na parede 

celular do micro-organismo ou matrizes presentes no meio. O Triton X-100, sendo 
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detergente não-iônico, pode auxiliar na liberação dessas enzimas, sendo o agente de 

solubilização mais usado para permeabilizar células e para extrair e purificar proteínas 

de membrana isentas de lipídeos (GALABOVA et al., 1996). 

Agua tampao fosfato Triton 0,1% Triton 0,5% Triton 1%
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Figura 8: Extração da lipase a partir do material sólido fermentado pelo fungo 
Myceliophthora sp utilizando diferentes eluentes. 

 

Após a definição do meio a ser usado na FES e qual tipo de eluente ser usado 

para a extração da enzima a partir do material fermentado, as fermentações foram 

realizadas por períodos de 24 horas até 10 dias para determinar o melhor tempo para a 

produção da lipase. A Figura 9 permite constatar que o fungo apresentou o seu máximo 

de produção de lipase entre 120 e 192 horas, atingindo até 21 U/mL. A curva mostra 

uma queda após esse período o que pode ser ocasionada pela ação de proteases. 

Zamphorlin et al. (2010) estudaram o mesmo fungo e relataram que o Myceliophthora 

sp F 2.1.4 é um bom produtor de proteases.  
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Figura 9: Efeito do tempo de cultivo na produção de lipase pelo fungo 
Myceliophthora sp em FES, utilizando o meio composto por bagaço de cana de açúcar, 
sacarose, nitrato de amônio e óleo de oliva, a 45ºC e extraindo-se a enzima com 50 ml 
de solução de triton X-100 (1%). 

 

 

3.2 Produção da lipase por Fermentação submersa 

A fermentação submersa foi realizada utilizando-se todas as condições 

consideradas melhores para a produção da enzima em FES, a saber: (g/100g) 5 peptona, 

0,5 K2HPO4, 0,12 MgSO4, 21,4 óleo de oliva, 5 sacarose, 62,3 bagaço de cana de 

açúcar, 5 de nitrato de amônio e 2,5 mL de água/g de material sólido). A Figura 10 

mostra a curva de produção de lipase e o crescimento do fungo ao longo do processo 

fermentativo submerso. É possível observar que as curvas de produção de lipase e de 

crescimento fúngico estão relacionadas, indicando a secreção da enzima ao longo do 

crescimento fúngico. Por esse dados pode-se inferir ainda, que a produção da lipase por 

Myceliophthora sp F 2.1.4 em FSm foi acentuadamente menor do que aquela obtida em 

FES (de 0,20 U/mL contra 21 U/mL obtidas em FES).  
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Figura 10: Produção de lipase e biomassa pelo fungo Myceliophthora sp no F 2.1.4 em 
FSm, a 45ºC e 100 rpm. 
 

Baseado nesses resultados, pode-se confirmar a afirmação de Singhania et al. 

(2009) de que a FES se assemelha muito ao habitat natural dos micro-organismos e, 

portanto, é um melhor ambiente para o seu crescimento e para a geração de produtos. 

Além disso, a utilização de resíduos agrícolas utilizados na FES são cruciais para a 

viabilidade econômica do processo (SINGHANIA et al., 2009). 

 

3.3 Produção de lipase por fermentação semi-sólida 

 Na sequência desses experimentos foi feita a fermentação semi-sólida, ou seja, a 

fermentação submersa utilizando o meio nutricional constituído por (g/100g) 5 peptona, 

0,5 K2HPO4, 0,12 MgSO4, 21,4 óleo de oliva, 5 sacarose, 5 de nitrato de amônio e 2,5 

mL de água/g de material sólido e de bucha vegetal para o suporte das hifas. Os 

resultados são bastante animadores já que o fungo, nessas condições (em 48 horas de 

fermentação), produziu uma média de 9 U/mL. Essa quantidade é bem superior a 

encontrada na FSm.  

 Ao longo do processo fermentativo foi constatada a intensa colonização do 

suporte (bucha) pelas hifas fúngicas mostrando que o fungo teve um bom 

desenvolvimento nesse suporte, resultando em considerável produção da lipase.  
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4. Conclusões 

 Neste trabalho o estudo de fatores nutricionais em FES evidenciaram como 

melhor composição o seguinte meio nutricional: (g/100g) 5 peptona, 0,5 K2HPO4, 0,12 

MgSO4, 62,3 bagaço de cana de açúcar, 21,4 óleo de oliva, 5,2 sacarose, 2,6 de nitrato 

de amônio e 2,5 mL de água/g de material sólido, 5x106 esporos para inoculação, sendo 

a maior extração da enzima obtida com solução de triton X-100 (1%). 

As fontes de carbono e nitrogênio suplementares levaram ao aumento da 

produção da lipase, evidenciando a necessidade desses compostos para o 

desenvolvimento do micro-organismo utilizado. Entretanto, os açúcares como glicose e 

xilose reprimiram a produção da lipase. 

O fungo Myceliophthora sp F 2.1.4 produziu uma quantidade maior de enzimas 

na presença do nitrato de amônio o que pode ser um indicativo da capacidade desse 

fungo em utilizar ambos os íons.  

O óleo de oliva foi considerado o melhor indutor da lipase possivelmente pela 

maior quantidade de ácido oléico que tem sido discutido como indutor de lipase. 

A quantidade de esporos utilizados nos processos fermentativos interferiu no 

crescimento do fungo filamentoso e na produção da enzima. 

Entre os tipos de fermentação usados, as maiores atividades de lipase foram 

obtidas nas soluções enzimáticas oriundas de FES e fermentação semi-sólida.  
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CAPÍTULO 3 

 

 

 

 

CARACTERIZAÇÃO PARCIAL E 

IMOBILIZAÇÃO DA LIPASE 

PRODUZIDA PELO FUNGO 

Myceliophthora sp F 2.1.4 
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1. Introdução  

Nos últimos anos, as lipases (triacilgliceróis hidrolases, E.C. 3.1.1.3) serviram 

como versáteis biocatalisadores capazes de atuar em numerosas reações. Essas enzimas 

catalisam não só reações de hidrólise, mas também a síntese de compostos (TENG et 

al., 2009). 

As principais aplicações das lipases estão nas indústrias de detergentes e 

remoção de óleos e gorduras. Entretanto, também têm sido usadas em indústrias de 

alimentos, tratamento de efluentes, síntese de biosurfactantes, remoção de resinas em 

processos de papel de polpa celulósica, reações de biotransformação na síntese de 

drogas e síntese de biodiesel (JAEGER; REETZ, 1998). Neste último caso, a utilização 

da lipase em reações de transesterificação para produção dos acil-ésteres do biodiesel 

está se tornando cada vez mais atrativa (RANGANATHAN et al., 2008). 

A área da biotecnologia tem mostrado grande interesse para as lipases de origem 

microbiana, sendo essas as mais estudadas atualmente. Este interesse é devido às 

características próprias dessas enzimas, como estabilidade e a ampla perspectiva de 

aplicação industrial uma vem que permite maior controle de parâmetros (temperatura, 

pH) e maior eficiência.  

As lipases têm sido aplicadas em vários segmentos e, nesse sentido, a 

caracterização dessas enzimas é essencial para o estabelecimento das condições de 

trabalho e aplicações já que cada ramo industrial tem suas próprias exigências.  

Um dos grandes obstáculos com o uso de processos baseados em enzimas é o 

alto custo das enzimas. A imobilização de enzimas tem sido usada para obter enzimas 

reutilizáveis, além de enzimas mais estáveis às diferentes temperaturas (FJERBAEK; 

CHRISTENSEN, 2009). Lipases têm sido imobilizadas em diferentes suportes de 

natureza orgânica e inorgânica empregando alguns métodos de imobilização tais como 

adsorção física, encapsulação ou ligação covalente.  

O presente trabalho teve como objetivo caracterizar parcialmente a lipase 

produzido pelo fundo Myceliophthora sp no F 2.1.4 por fermentação em estado sólido e 

imobilizar a enzima, a partir de dois métodos: imobilização por encapsulação utilizando 

o polímero alginato e imobilização por ligação covalente utilizando quitosana. 
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2. Material e métodos 

 

2.1 Microrganismo, produção e obtenção da enzima 

 A lipase foi produzida pelo fungo Myceliophthora sp. F 2.1.4 em fermentação 

em estado sólido. Foram utilizados 5 g de bagaço de cana de açúcar e 20mL de solução 

nutriente contendo: (g/L) 20 peptona (Himedia), 2 K2HPO4 (Synth), 0,5 MgSO4 

(Nuclear), 20 sacarose (Merck), 20 de nitrato de amônio e 17 de óleo de oliva (Lisboa), 

a fermentação ocorreu a 45ºC, por 168 horas. A extração da enzima a partir do material 

fermentado foi realizada com solução de 1% de triton X-100, utilizando-se 10 mL de 

solução/g de material fermentado, agitação de 100 rpm por 30 minutos e centrifugação a 

10000 g, a 4ºC.  

 

2.2 Determinação da atividade esterase. 

 O ensaio da atividade de hidrólise lipolítica seguiu o protocolo modificado por 

Lima et al. (2004). Foi utilizado o substrato sintético específico, p-nitrofenil palmitato a 

uma concentração de 3 mg/mL de propanol (solução A). Separadamente, foi feita uma 

solução contendo tampão fosfato de sódio 0,05M pH 7.0, Triton X-100 (2%) e goma 

arábica (0,5%) como surfactante (solução B). Essa solução foi aquecida brevemente e, 

então, a solução A foi adicionada. Os testes foram feitos em tubos de ensaio contendo 

900 µL da solução (A + B) + 100 µL de amostra enzimática. A reação aconteceu em 

banhos térmicos a 35ºC por 1 minuto. No controle, foram utilizados 900 µL da solução 

B + 100µL da solução enzimática. 

 As leituras foram realizadas em espectrofotômetro UV visível Cary 100 Varian 

com comprimento de onda 410 nm. O cálculo da atividade foi feito com o coeficiente de 

extinção molar do tampão fornecida no artigo acima citado (ε = 8,03 x 103 L.mol-1.cm-1, 

pH 7) e seguiu a seguinte equação. 

 

 

   U =  

 

 

 

x D x 103 
Abs x Vt 

 
ε xVe x T 
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Onde: 

U= Unidade de atividade enzimática que é expressa em U/mL, no qual uma unidade de 

atividade enzimática é definida como a liberação de 1 mol de p-nitrofenil por minuto, 

sob as condições do ensaio. 

Abs= Absorbância da amostra à 410 nm; 

Vt= Volume total da reação (mL); 

ε = Coeficiente de extinção Molar (L.mol-1.cm-1); 

Ve= Volume da Enzima (mL); 

T= Tempo de Incubação; 

103= Fator de correção da unidade de ε 

D= Diluição da amostra, se houver. 

 

 2.3 Ensaio para determinação da atividade hidrolítica usando processo de 

titulação quantificado pela liberação de ácidos graxos. 

 A titulação foi utilizada para determinação do pH ótimo, tendo em vista a 

degradação sofrida pelo substrato sintético p-nitrofenil palmitato em pHs altos, 

interferindo, assim, na veracidade dos resultados. Dessa forma, o seguinte procedimento 

foi realizado: 

Em um erlenmeyer de 250 mL foram adicionados 90 mg de goma arábica, 3 mL 

de água, 4 mL de tampão referente ao pH testado, 1 mL de azeite de oliva e 1 mL do 

extrato enzimático. Essa mistura foi colocada em um shaker a 35ºC por 30 minutos com 

uma agitação de 150 rpm. No controle foi adicionado 1 mL de água ao invés do extrato 

enzimático. 

 A reação foi interrompida adicionando-se 10 mL de uma solução (1:1) de 

acetona e álcool etílico. Foi utilizado o indicador ácido-base fenolftaleína e a titulação 

foi realizada com a base KOH (0,05M). O cálculo da atividade enzimática foi feito 

utilizando a seguinte equação: 

  

 U = (VKOH – VKOH controle) x MKOH x 1000 

      Vamostra x tempo   
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Onde: 

U= Unidade de atividade enzimática que é expressa em U/mL, no qual uma unidade de 

atividade enzimática é definida como a liberação de 1 mol de ácido graxo por minuto; 

VKOH = Volume da base KOH utilizado na titulação (mL); 

MKOH = Massa de base KOH utilizado na titulação do controle (M); 

Vamostra = Volume de amostra enzimático adicionada à reação (mL) 

Tempo = Tempo de reação (minutos). 

 

2.4 Determinação do efeito temperatura e pH sobre a atividade da lipase 

Para os testes de efeito ao pH foi utilizada a técnica de titulação. A faixa de pH 

entre 4 e 10 foram testadas, utilizando-se os seguintes tampões: pH 4 e 5(acetato de 

sódio - NaOH 30mM), pH 6 (citrato de sódio - NaOH 30mM), pH 7 (hepes 30mM), pH 

8 (Tris-HCl 30mM), pH 9 e 10 (glicina 30mM).  

Para a determinação da temperatura de atividade máxima, os ensaios de hidrólise 

foram feitos utilizando-se o substrato p-nitrofenil palmitato. Os testes foram realizados 

na faixa de temperatura compreendida entre 30 e 60oC.  

 

2.5 Determinação da estabilidade enzimática frente as variações de temperatura 

e pH. 

A estabilidade da enzima frente a diferentes temperaturas e valores de pH foi 

determinada, utilizando-se o substrato p-nitrofenil palmitato. 

Os tampões citados no item 2.4 foram utilizados. A solução enzimática bruta foi 

diluída 20 vezes nos diferentes tampões e mantidas a 25ºC. Amostras foram retiradas 

após os seguintes tempos de exposição: 0, 1, 3, 6 e 24 horas. Em seguida foram 

realizados os ensaios de hidrólise para determinação da atividade enzimática no pH e 

temperatura definidos como os melhores para a atividade enzimática. 

A estabilidade da enzima em temperaturas de 30, 35, 40, 45, 50, 55 e 60ºC foi 

avaliada encubando-se a solução enzimática bruta por períodos de 0, 1, 3, 6 e 24 horas 

em cada temperatura. Após cada período, foram feitos os ensaios de hidrólise para 

determinar a atividade da enzima. Esse procedimento foi realizado para a enzima na sua 

forma livre e imobilizada em alginato de cálcio e em quitosana.  
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2.6 Efeito da exposição a diferentes compostos sobre a atividade lipásica 

A lipase ficou exposta por 30 minutos a compostos como β-mercaptoetanol, 

DTT, SDS, Triton X-100 e Tween-80; a alguns íons na forma de cloretos: CaCl2, 

MgCl2, KCl, MnCl2, AlCl2, AlCl3, NaCl, HgCl2; e aos solventes orgânicos: acetona, 

metanol, etanol, isopropanol, DMSO e acetonitrila. Posteriormente, foi feita a atividade 

hidrolítica utilizando o substrato p-nitrofenil palmitato como substrato, nas condições de 

pH e temperatura definidos como melhores para a atividade da lipase.  

 

2.7 Especificidade da lipase por substratos sintéticos e naturais 

Para a determinação do melhor substrato sintético para a lipase em estudo, 

seguimos o protocolo citado no item 2.2 para o uso com o substrato p-nitrofenil 

palmitato utilizando-se os substratos p-nitrofenil acetato (C2), p-nitrofenil-butirato (C4), 

p-nitrofenil miristato (C14), p-nitrofenil palmitato (C16) e p-nitrofenil estearato (C18).  

Da mesma forma, foram realizados testes para avaliação da capacidade da enzima em 

liberar ácidos graxos dos óleos canola, algodão, soja, oliva, palma e girassol. Para esses 

ensaios usou-se o método titulométrico. 

 

2.8 Imobilização da lipase em polímero alginato 

 As esferas de alginato de cálcio foram preparadas segundo Betigeri et al. (2002), 

com diferentes porcentagens de alginato de sódio (2, 2,5, 3 e 3,5 %) e concentrações de 

CaCl2 (0,025, 0,05, 0,1 e 0,2M). As soluções de alginato, CaCl2 e o extrato enzimático 

foram preparadas em tampão fosfato 0,05M pH 7. Uma mistura do polímero e do 

extrato foi feita e, depois, a solução final foi gotejada em uma solução de CaCl2 

utilizando-se uma micro-seringa (Figura 1). Depois de formadas as esferas, estas foram 

lavadas duas vezes com água destilada para a eliminação das enzimas não imobilizadas.  
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Figura 1: Esquema do processo de imobilização da lipase em alginato de cálcio (LI et 

al., 2011). 

 

 2.9 Imobilização da lipase em quitosana 

 A quitosana foi dissolvida em ácido acético a 1% e em seguida foi precipitada 

em uma solução de NaOH 1M. Com auxílio de uma seringa, a solução do meio ácido 

foi gotejada na solução alcalina e mantida sob agitação suave por 24 horas (CHIOU; 

WU, 2004). As microesferas gelificadas foram lavadas com água destilada e submetidas 

à ativação com uma solução de 1% de glutaraldeído (ADRIANO et al, 2008).  

 Depois de ativadas, as esferas foram lavadas com água ultrapura e adicionadas à 

solução enzimática. Nessa etapa, com duração de 3 horas a 4oC, ocorre a ligação da 

enzima com as esferas. Em seguida, as esferas foram lavadas com água destilada para 

retirada da enzima não imobilizada. 

 

 3. Cálculo do rendimento da imobilização 

 O cálculo do rendimento da imobilização foi realizado seguindo a equação: 

 

Rendimento da imobilização (%) = A – B   x 100 
           A   
 Onde A se refere a atividade da enzima que foi utilizada para imobilização; B é a 

atividade da enzima que não foi imobilizada; A – B é a atividade da enzima 

teoricamente imobilizada (ROMDHANE et al., 2011). 

  

Solução de alginato + 

solução enzimática 
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3. Resultados e discussão 
 

 3.1 Efeito da temperatura e pH sobre a atividade da lipase 

 O comportamento da lipase de Myceliphthora sp frente a diferentes valores de 

temperaturas e pHs foi avaliado. A figura 1.a mostra que a maior atividade da enzima 

ocorreu na faixa de pH entre 5,0 e 7,0. Os dados da literatura tem indicado pH neutro 

como ótimo para a atividade de lipase de diferentes micro-organismos (FREIRE et al., 

1997; KAMINI; MALA, 1998; BENJAMIN; PANDEY, 2000; BURKERT, 2002; TAN 

et al., 2003; DIAZ ET al., 2006; YU et al., 2007).  

A Figura 1.b mostra a atividade da lipase quando incubada em diferentes 

temperaturas, e pode-se observar que 35ºC foi a temperatura em que a enzima 

apresentou sua melhor atividade hidrolítica. Esse resultado é bastante interessante já que 

o fungo produtor da lipase é um micro-organismo termofílico e, dessa forma, esperava-

se que suas enzimas possuíssem temperaturas ótimas mais altas do que a apresentada. 

Resultados semelhantes são encontrados na literatura para micro-organismos 

mesofílicos. Hiol e colaboradores (1999) estudaram a lipase produzida pelo fungo 

mesofílico Rhizopus oryzae e observaram a mesma temperatura como a melhor para a 

atividade da lipase. Da mesma forma, Supakdamrongkul et al., (2010) concluíram como 

35ºC a temperatura ótima para a lipase de Spodoptera litura. 
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  Figura 1: Efeito do pH (A) e da temperatura (B) sobre a atividade da lipase 
produzida pelo fungo Myceliophthora sp. utilizando-se os métodos titulométrico (A) e 
colorimétrico (B). 
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 A estabilidade da atividade enzimática do extrato de Myceliophothora sp F 2.1.4 

em diferentes valores de temperatura e pH também foi investigada. Quanto à 

temperatura, observou-se que a lipase manteve mais de 90% da sua atividade inicial 

após 1 hora de exposição a temperaturas de 35 a 50 ºC e, mesmo após 24 horas de 

exposição, a enzima manteve mais de 60% de sua atividade inicial. Nas temperaturas de 

55 e 60 ºC, a enzima manteve mais de 50% da sua atividade após 1 hora de exposição 

(Figura 2).  

 A estabilidade da atividade em diferentes valores de pH pode ser observada na 

Figura 3. A enzima permaneceu estável em valores de pH entre 5 e 9 por períodos de até 

24 horas. Da mesma forma, observa-se uma ativação da enzima nesses pHs. Esse 

comportamento tem sido relatado para outras lipases também, entretanto, nenhum 

mecanismo foi proposto para tal fenômeno (LIMA et al., 2004). Nos pHs extremos (4 e 

10), houve uma queda da atividade principalmente em pH 10 diminuindo em 70% a sua 

atividade inicial entre 3 e 5 horas de exposição.  
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 Figura 2: Estabilidade térmica da lipase produzida pelo fungo Myceliophthora 
sp. 
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Figura 3: Efeito da variação do pH do meio sobre a atividade da lipase produzida por 
Myceliophthora sp. 

 

3.2 Efeitos de diferentes compostos químicos sobre a atividade da lipase 

A Tabela 1 mostra que os compostos β-mercaptoetanol, DTT e Triton X-100 não 

interferiram ou interferiram pouco na atividade da enzima. Por outro lado, o detergente 

Tween-80 levou a perda de quase 50% da atividade da enzima e o SDS foi o composto 

que mais inibiu a ação hidrolítica da lipase, levando a perda de 91% da atividade inicial. 

Ramani et al. (2010) encontraram resultados similares para a lipase de Pseudomonas 

gessardii que teve sua atividade inalterada na presença de Triton X-100 e 

mercaptoetanol enquanto que com Tween 80 e SDS a atividade da enzima foi bastante 

inibida. É possível encontrar muitos estudos que mostram a inibição do SDS na 

atividade das lipases, dentre eles, Yu e colaboradores (2007), já que esse agente 

desnatura a estrutura terciária das enzimas, inativando-as.  

Dado que merece destaque refere-se a não inibição da enzima. O β-

mercaptoetanol tem sido descrito como potente oxidante de grupos SH e cuja ação inibe 

a atividade de enzimas que possuem resíduos de cisteína em seu sítio ativo e/ou 

moléculas cuja estrutura depende muito de pontes dissulfeto (SINGH; BANERJEE, 

2007). Os dados aqui obtidos sugerem que a lipase de Myceliophthora não possui 



63 

 

cisteína no sítio ativo e não requer muitas pontes de sulfeto para estabilização da sua 

estrutura secundária. 

 

Tabela 1: Comportamento da lipase frente a diferentes compostos 
Compostos 

(10mM) Atividade relativa (%) 

Controle 100  

β-mercaptoetanol 92,4 ± 1,6 

DTT 93,2 ± 1,3 

SDS 9,4 ± 0,1 

Triton X-100 99,3 ± 3,7 

Tween - 80 53,5 ± 3,7 

 

A partir dos dados mostrados na tabela 2, observa-se que os cátions Ca2+ e Mg2+ 

não exerceram efeitos sobre a atividade da enzima. Apesar de o íon cálcio ser um 

possível ativador das lipases (SNELLMAN et al., 2002), neste trabalho não foi 

observada essa relação. Este mesmo resultado foi obtido por Côté e Shareck (2008) para 

a lipase de Streptomyces coelicolor A3. Por outro lado, os íons K+, Mn2+ e Na+ tiveram 

um efeito ligeiramente negativo na atividade e o Al3+ e o Hg2+ foram, dentre os íons 

testados, os que mais interferiram na atividade da enzima. Cabe destacar que o íon Hg2+ 

exerce efeito inibitório sobre as enzimas por meio de oxidação de grupos SH, quebrando 

pontes dissulfeto e alterando a estrutura das enzimas (LIU et al., 2008). Nos resultados 

apresentados, apenas 47% da atividade da enzima foi perdida em presença de Hg2+ 

sugerindo que esta molécula possui poucas pontes dissulfeto na preservação de sua 

estrutura e não possui aminoácidos sulfonados em seu sítio ativo. Esses dados 

concordam com aqueles obtidos com mercaptoetanol.   

Tem sido discutido que lipases da família I e sub-famílias I.1 e I.2 apresentam 

dois resíduos de cisteína, que estão envolvidos com as pontes dissulfeto, responsáveis 

pela estabilização do sítio ativo da enzimas (ARPIGNY; JAEGER, 1999). 

Provavelmente, a enzima em questão não pertence a esse grupo. 
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Tabela 2: Atividade da lipase quando exposta a diferentes íons 
Íons 

(10mM) Atividade relativa (%) 

Controle 100 ± 0,03 

CaCl2 101,2 ± 4,5 

MgCl2 99,2 ± 3,3 

KCl 75,6 ± 0,7 

MnCl2 77,8 ± 1,1 

AlCl3 40,8 ± 0,3 

NaCl 76,6 ± 2,9 

HgCl2 53,4 ± 0,05 

 
 

A estabilidade da enzima em presença de solventes orgânicos é uma importante 

característica das lipases, podendo determinar o uso da enzima como catalisador em 

reações de síntese, além de mostrar quais solventes podem ser utilizados nos meios de 

reação. Entretanto, a lipase estudada apresenta pouca estabilidade frente a esses 

solventes em relação às soluções aquosas, como pode ser observado na Tabela 3. 

Apesar disso, pode ser destacado o comportamento da lipase quando em contanto com 

os solventes metanol e etanol em que foi observado mais de 85 e 72 % da atividade 

inicial, respectivamente, em solução com 10% de solvente. Esse dado é importante já 

que a lipase tem sido muito estudada com o intuito de atuar na produção de biodiesel 

sendo assim necessária uma boa estabilidade diante desses solventes.  

Além disso, a Tabela 3 mostra que a lipase estudada é mais estável no 

isopropanol em comparação com os outros solventes testados. Esse fato também foi 

encontrado por Demir; Tukel (2010) quando estudaram a lipase de Spirulina platensis, 

em que a lipase manteve 89% da sua atividade relativa na presença de 20% de 

isopropanol.  
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Tabela 3: Comportamento da lipase em diferentes solventes orgânicos 

Solventes orgânicos Concentração (%) Atividade relativa (%) 

Controle 
 

100  

Acetona 10 54,3 ± 0,1 

 
20 55,0 ± 0,9 

 
30 49,0 ± 3,8 

Metanol 10 86,8 ± 2,5 

 
20 60,2 ± 0,7 

 
30 68,8 ± 2,4 

Etanol 10 72,7 ± 2,9 

 
20 68,6 ± 2,9 

 
30 62,7 ± 1,2 

Isopropanol 10 82,6 ± 1,0 

 
20 78,4 ± 1,0 

 
30 63,3 ± 2,6 

DMSO 10 70,1 ± 2,1 

 
20 72,9 ± 2,6 

 
30 65,7 ± 4,1 

Acetonitrila 10 68,3 ± 2,0 

 
20 50,6 ± 0,5 

  30 38,9 ± 4,1 

 

3.3 Especificidade por substratos sintéticos e naturais 

A Tabela 4 mostra a atuação da enzima sobre óleos de diferentes origens, sendo 

observado maiores atividades sobre óleos de algodão e de palma. Entretanto, os 

resultados mostram a capacidade da enzima em atuar em todos os óleos testados, o que 

sugere o alto potencial de aplicação dessa enzima na digestão de lipídeos. Da mesma 

forma, segundo Liu e colaboradores (2008) as lipases com ampla atividade hidrolítica 

podem atuar em potenciais aplicações na degradação e na reutilização de resíduos de 

óleo para a produção de biodiesel.  

Os óleos são triglicerídeos com ácidos graxos de 18 carbonos e com grau de 

insaturação  diferente, o que atua diretamente na estrutura da molécula, diferenciando-

as. Entretanto, não se observou correlação entre a preferência de atividade enzimática 

em relação à presença de ácido oléico ou linoléico no triacilglicerídeo, nem em relação 

ao número de insaturações da cadeia. A única correlação possível é que as menores 
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atividades foram observadas sobre os óleos com maiores proporções de ácido linolénico 

(óleo de soja e canola). 

No presente experimento é difícil inferir constatações sobre a especificidade da 

enzima visto que os ensaios foram realizados com solução enzimática bruta, da qual não 

se sabe se existia um tipo ou mais de lipases. A purificação da enzima em continuidade 

a esse trabalho fornecerá essa informação. 

 

 

Tabela 4: Atividade da lipase sobre diferentes tipos de óleos bem como a 
porcentagem dos principais ácidos nos óleos testados. 

Substrato 
Atividade 
específica 

(U/mg) 

Atividade 
Relativa (%) 

Ác. oléico 
(%) C18:1 

Ác. 
linoléico 

(%) C18:2 

Ác. linolênico  
(%) C18:3 

Canola 1,7 ± 0,5 56,9 53 - 70 15 - 30 5 - 13 

Algodão 3,1 ± 1,0 100 13 - 44 33 - 59 0,1 – 2,1 

Soja 1,8 ±  0,5 56,9 19 - 30 44 - 62 4 - 11 

Oliva 2,2± 0,4 70,7 63  15 0,9 

Palma 2,9 ± 0,1 95,3 36 - 47 6,5 - 15 < 0,5 

Girassol 2,5 ± 0,2 81,5 14 - 35 55 - 75 < 0,3 

     * atividade determinada por método titulométrico 

 

 A enzima apresentou atividade crescente sobre ésteres de p-nitrofenol de acordo 

com o aumento da cadeia acila, entretanto, uma queda da atividade foi observada para o 

substrato p-nitrofenil estearato (Tabela 5). Apesar disso, pode-se afirmar que a enzima 

estudada é uma lipase verdadeira já que apresentou melhor atividade em substratos com 

cadeia acila superior a 10 carbonos. Enzimas com atividade hidrolítica somente sobre 

substratos com cadeias menores são classificadas como esterases. Esse conceito sobre a 

diferença entre lipases e esterases foi definido por Jaeger et al., 1994; Egloff et al., 

1995; Ferrato et al., 1997; Verger, 1997; Jaeger et al., 1998. 

Tabela 5: Especificidade da lipase para substratos sintéticos 
Substrato Atividade específica (U/mL) Atividade Relativa (%) 

p-Nitrofenil acetato (C2) 2,4 ± 0,1 13,9 

p-Nitrofenil butirato (C4) 7,9 ± 0,3 46,0 

p-Nitrofenil miristato (C14) 12,3 ± 0,6 71,6 

p-Nitrofenil palmitato (C16) 17,2 ± 0,4 100 

p-Nitrofenil estearato (C18) 9,3 ± 0,6 54,2 
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É importante lembrar que o processo de determinação de atividade hidrolítica foi 

diferente para os substratos naturais e sintéticos, sendo que para os substratos naturais 

utilizou-se o método de titulação, enquanto que para os substratos sintéticos foi avaliado 

pelo método colorimétrico. 

 

3.4 Imobilização da enzima em alginato de cálcio 

 Diante dos resultados apresentados, a imobilização da lipase teve como objetivo 

aumentar a estabilidade da enzima frente às diferentes temperaturas e permitir o reuso 

da enzima. Assim, a lipase em estudo foi imobilizada no polímero alginato utilizando-se 

diferentes concentrações de alginato e CaCl2.  

Na adição da solução de alginato em uma solução de CaCl2, ocorre uma ligação 

cruzada ocasionando a precipitação das esferas de alginato de cálcio. Assim, as 

concentrações de alginato e CaCl2 são parâmetros importantes para o melhor 

aprisionamento da enzima. Dessa forma, a combinação que mostrou resultados mais 

vantajosos foi a imobilização em alginato a 3% utilizando solução de cloreto de cálcio a 

0,05M. Nessas condições, a imobilização da lipase em alginato de cálcio teve uma 

retenção de 93 %. Esse valor expressa a quantidade de enzima que ficou imobilizada 

nas esferas. As esferas formadas com essas características foram utilizadas para os 

testes posteriores. A Tabela 6 mostra os valores de retenção obtidos para todas as 

condições de alginato e de cloreto de cálcio testadas.   

 

Tabela 6: Retenção da lipase com relação às diferentes concentrações de 
alginato e de cloreto de cálcio testadas.  

Valores testados Retenção da lipase (%) 

Alginato (2%) 89 

Alginato (2,5%) 89 

Alginato (3%) 91 

CaCl2 (0,05 M) 93 

CaCl2 (0,1 M) 88 

CaCl2 (0,2 M) 85 
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A Figura 4 mostra o número de ciclos nos quais foi possível usar a lipase 

imobilizada e pode-se observar que o uso das esferas por 6 vezes consecutivas ainda 

permitiu a obtenção de 30% da atividade inicial. Houve uma queda brusca entre o 

primeiro e o segundo ciclo com perda de 50 % da atividade entre um ensaio e outro. 

Segundo Tischer e Kasche (1999) a maior vantagem da imobilização de uma enzima 

está na capacidade de produzir biocatalisadores reutilizáveis. Mondal et al. (2006) 

imobilizaram a lipase de Pseudomonas cepacia também em alginato e alcançaram 7 

ciclos ocorrendo uma queda brusca a partir do 5º ciclo.   

A reutilização de enzimas depende muito do método operacional escolhido. 

Quando em contato com o suporte, a enzima pode interagir por meio de ligações 

covalentes ou outra forma de interação que terá total importância para a estabilidade da 

enzima, e consequentemente, para que ela possa ser reutilizada com a menor perda de 

atividade possível.  
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Figura 4: Número de ciclos obtidos com a reutilização da lipase imobilizada em 
alginato de cálcio 

 

A enzima imobilizada, quando submetida aos testes de estabilidade térmica 

mostrou considerável aumento na tolerância a temperatura de 50 e 55ºC (Figura 5) 

quando comparada a enzima livre (Figura 2), sugerindo que a técnica de imobilização 

foi interessante no sentido de preservar a enzima.  
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Sharma e Grupta (2001) estudaram que o alginato mostra uma afinidade pelas 

lipases e também pode protegê-las contra a termoinativação. A forte afinidade entre a 

lipase e o alginato pode causar uma barreira de energia no primeiro passo da 

desativação, o que resulta em baixas taxas de perda de atividade. Matsumoto e Ohashi 

(2003) estudaram a termoestabilidade da lipase de Candida rugosa comparando a sua 

forma livre e a imobilizada em alginato e comprovaram um aumento da estabilidade 

térmica da lipase quando imobilizada.  
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Figura 5: Estabilidade térmica da lipase imobilizada em esferas de alginato de cálcio 

 

 Imobilização da lipase em quitosana 

 Apesar da lipase imobilizada em alginato de cálcio ter mostrado bons resultados, 

esse método apresenta uma restrição da transferência de massa durante o processo 

catalítico, assim, a lipase imobilizada por encapsulação só apresenta vantagens para 

substratos de baixa massa molecular. Baseado nisso, a lipase foi imobilizada utilizando 
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quitosana, por um método de ligação covalente, ou seja, a enzima não é encapsulada e 

sim ligada ao suporte. Para esse método, a imobilização teve uma eficiência de 93,4%, 

bem similar ao outro método de imobilização utilizado. 

 A Figura 6 mostra os ciclos conseguidos com a lipase imobilizada em quitosana. 

Pode-se perceber que foi possível uma reutilização de até 12 vezes da enzima, sendo 

que somente a partir do 9º ciclo a atividade residual foi inferior a 50%. Romdhane et al. 

(2011) imobilizara a lipase de Talaromyces thermophilus em quitosana e reutilizaram 

repetidamente na hidrólise conseguindo 10 ciclos, todos com mais de 80% de atividade 

residual. Já Huang et al., (2007) conseguiram reutilizar a lipase 10 vezes com a 

atividade catalítica diminuindo a cada ciclo, sobrando 46 % no último ciclo.  

 Uma das desvantagens do método de imobilização por ligação covalente é que a 

enzima pode se ligar ao suporte de maneira que sua estrutura terciária seja modificada 

levando-a a inativação. Entretanto, pode-se afirmar que não houve alteração capaz de 

influenciar negativamente a atividade catalítica tendo em vista os dados apresentados.  
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Figura 6: Número de ciclos obtidos com a reutilização da lipase imobilizada em 
quitosana 

 

 Além disso, ao analisar a estabilidade térmica da lipase, a Figura 7 mostra bons 

resultados, tendo em vista que principalmente nas temperaturas altas como 50, 55 e 

60ºC a atividade residual manteve-se maior até o término da exposição. Nas 
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temperaturas menores (35, 40 e 45ºC) a lipase manteve sua atividade relativa, 

apresentando uma queda somente a 45ºC depois de 24 horas de exposição.  

 Romdhane et al. (2011) também mostraram que quando a lipase é imobilizada 

em quitosana, sua termoestabilidade é aumentada. Por ser um método de ligação 

covalente, provavelmente as ligações que ocorreram entre a lipase e o suporte foram 

benéficas deixando sua estrutura terciária mais forte e capaz de suportar situações 

adversas com maior sucesso.  
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Figura 7: Estabilidade térmica da lipase imobilizada em quitosana 

 

 4. Conclusões 

A caracterização parcial da lipase produzida pelo fungo Myceliophthora sp. no 

F2.1.4 indicou que a enzima atua em seu máximo em pH entre 5,0 e 7,0 e a 35ºC sendo 

estável entre 35 e 50ºC e em faixa de pH 4,0 e 9,0. A enzima foi sensível a SDS e Al 3+ 

e tolerante a etanol e metanol, solventes utilizados na produção de biodiesel.  

Quanto à especificidade aos substratos, os testes provaram ser a enzima em 

estudo um lipase verdadeira já que conseguiu atuar em substrato de cadeia longa. Além 

disso, ela atuou bem em todos os substratos naturais testados, mostrando sua eficiência 

para aplicações de digestão de óleos.  

A lipase foi imobilizada em alginato de cálcio e, dessa forma, foi possível uma 

reutilização da enzima por 6 vezes consecutivas. Quando imobilizada em quitosana, a 



72 

 

lipase foi reutilizada por 12 vezes consecutivas. Esse resultado demonstra que os 

métodos de imobilização testados foram eficientes, embora a imobilização em quitosana 

tenha permitido um número maior de reutilizações da enzima. Em ambos os métodos, a 

imobilização melhorou a estabilidade da lipase quando exposta a diferentes 

temperaturas.  

 

5. Referências bibliográficas 

ADRIANO, W. S. Improving the properties of chitosan as support for the covalent 
multipoint immobilization of chymotrypsin. Biomacromolecules. v.9, p. 2170 – 2179. 
2008.  
 
ARPIGNY, J. L.; JAEGER, K. E. Bacterial lipolytic enzymes: classification and 
properties. Biochem. J. v. 343, p. 177 – 183. 1999. 
 
BENJAMIN, S.; PANDEY, A. Isolation and characterization of three distinct forms of 
lipases from Candida rugosa produced in solid state fermentation. Brazilian Archives 
of Biology and Technology, v. 44, p. 213–221. 2000. 
 
BETIGERI, S.S.; NEAU, S.H. Immobilization of lipase using hydrophilic polymers in 
the form of hydrogel beads, Biomaterials v. 23, p. 3627 – 3636, 2002. 
 
BURKERT, J. F. M.. Otimização das Condições de Produção da Lipase por Geotrichum 
candidum NRRL-Y552. PhD thesis, Departamento de Engenharia de Alimentos, 
Universidade Estadual de Campinas, Campinas, Brazil (in portuguese). 2002. 
 
CÔTÉ, A.; SHARECK, F. Cloning, purification and characterization of two lipases 
from Streptomyces coelicolor A3(2). Enzyme and Microbial Technology v. 42 p. 
381–388. 2008. 
 
CHIOU, S.H.; WU, W.T. Immobilization of Candida rugosa lipase on chitosan with 
activation of the hydroxyl groups. Biomaterials. V. 25, p. 197 – 204. 2004. 
 
DIAZ, J. C. M.; RODRÍIGUEZ, J. A.; ROUSSOS, S.; CORDOVA, J.; 
ABOUSALHAM, A.; CARRIERE, F.;  BARATTI. J.  Lipase from the thermotolerant 
fungus Rhizopus homothallicus is more thermostable when produced using solid state 
fermentation than liquid fermentation procedures. Enzyme and Microbial Technology 
v. 39, p.1042–1050. 2006. 
 
DEMIR, B. S.; TUKEL, S. S. Purification and characterization of lipase from Spirulina 
platensis. Journal of Molecular Catalysis B: Enzymatic. v. 64, p. 123–128. 2010. 
 
EGLOFF, M. P.; RANSAC, S.; MARGUET, F.; ROGALSKA, E.; VAN TILBEURGH, 
H.; BUONO, G.; CAMBILLAU, C.; VERGER, R. Les lipases: cinétiques, spécificités 



73 

 

et aspects structuraux. In: Malcata, F.X. (Ed.). Engineering of/with lipases. Dordrecht: 
Kluwer Academic Publishers, 1995. 
 
FERRATO, F; CARRIERE, F.; SARDA, L.; VERGER, R. A critical reevaluation of the 
phenomenon of interfacial activation. Methods Enzimol., v. 284, part B, p. 327-347. 
1997. 
 
FREIRE, D. M. G.; GOMES, P. M.; BOM, E. P. S.;  SANT‘ANNA, G. L., JR. Lipase 
production by a new promising strain Penicillium restrictum. Revista de 
Microbiologia, v. 28, p. 6–12. 1997.  
 
FJERBAEK, J.; CHRISTENSEN, K. V.; NORDDAHL, B. A review of the current state 
of biodiesel production using enzymatic transesterification. Biotechnol. Bioeng. v. 102, 
p. 1298–1315. 2009. 
 
HIOL, A.; JONZO, M.D.; RUGANI, N.; DRUET, D.; SARDA, L.; COMEAU, L.C.  
Purification and characterization of an extracellular lipase from a thermophilic Rhizopus 
oryzae strain isolated from palm fruit. Enzyme and Microbial Technology v. 26, p. 
421–430. 2000. 
 
HUANG, X. J.; GE, D.; XU, Z. K. Preparation and characterization of stable chitosan 
nanofibrous membrane for lipase immobilization. European Polymer Journal v. 43, p. 
3710–3718. 2007. 
 
JAEGER, K-E.; RANSAK, S.; KOCH, H. B.; FERRATO, F.; DIJKSTRA, B. W.; 
Bacterial lipases FEMS Microbiol. Rev. v. 15, n. 29. 1994. 
 
JAEGER, K. E.; REETZ, M. T.; Microbial lipases from versatile tools for 
biotechnology. Trends in Biotechnology, v. 16, n. 9, p. 396-403. 1998. 
 
KAMINI, N. R.;  MALA, J. G. S. Lipase production from Aspergillus niger by solid-
state fermentation using gingelly oil cake. Process Biochemistry, v. 33, p. 505–511. 
1998. 
 
LIMA, V. M. G.; KRIEGER, N.; MITCHELL, D. A.; BARATTI, J. C.; FILIPPIS, I,; 
FONTANA, J. D. Evaluation of the potential for use in biocatalysis of a lipase from a 
wild strain of Bacillus megaterium. Journal of Molecular Catalysis B: Enzymatic, v. 
31, p. 53-61, 2004. 
 
LIU, Z.; CHI, Z.; WANG, L.; LI, J. Production, purification and characterization of an 
extracellular lipase from Aureobasidium pullulans HN2.3 with potential application for 
the hydrolysis of edible oils. Biochemical Engineering Journal v. 40, p. 445–451. 
2008. 
 
MATSUMOTO, M.; OHASHI, K.  Effect of immobilization on thermostability of 
lipase from Candida rugosa. Biochemical Engineering Journal v. 14, p. 75–77. 2003. 
 



74 

 

MONDAL, K.; MEHTA, P.; MEHTA, B. R.; VARANDANI, D.; GUPTA. M. A. A 
bioconjugate of Pseudomonas cepacia lipase with alginate with enhanced catalytic 
efficiency. Biochimica et Biophysica Acta v. 1764, p. 1080–1086. 2006. 
 
RAMANI, K.; JOHN KENNEDY, L.; RAMAKRISHNAN, M.; SEKARAN, G. 
Purification, characterization and application of acidic lipase from Pseudomonas 
gessardii using beef tallow as a substrate for fats and oil hydrolysis. Process 
Biochemistry v. 45, p. 1683–1691. 2010. 
 
RANGANATHAN S. V.; SRINIVASAN LN; MUTHUKUMAR K. An overview of 
enzymatic production of biodiesel. Bioresour Technol v. 99, p. 3975–81. 2008. 
 
ROMDHANE, I. B. B.; ROMDHANE, Z. B.; GARGOURI, A.; BELGHITH, H. 
Esterification activity and stability of Talaromyces thermophilus lipase immobilized 
onto chitosan. Journal of Molecular Catalysis B: Enzymatic v. 68, p. 230–239. 2011. 
 
SHARMA, S.; GUPTA, M. N.; Alginate as a macroaffinity ligand and an additive for 
enhanced activity and thermostability of lipases, Biotechnol. Appl. Biochem. v. 33, p. 
161–165. 2001. 
 
SNELLMAN E. A.; SULLIVAN E. R.; COLWELL R. R. Purification and properties of 
the extracellular lipase, LipA, of Acinetobacter sp. RAG-1. Eur J Biochem v. 269, 
p.5771–9. 2002. 
 
SINGH M.; BANERJEE U. C. Enantioselective transesterification of (RS)-1-chloro- 3-
(3,4-difluorophenoxy)-2-propanol using Pseudomonas aeruginosa lipases. 
Tetrahedron Asymmetry v. 18, p. 2079–85. 2007. 
 
SUPAKDAMRONGKUL, P.; BHUMIRATANA, A.;  WIWAT, C. Characterization of 
an extracellular lipase from the biocontrol fungus, Nomuraea rileyi MJ, and its toxicity 
toward Spodoptera litura. Journal of Invertebrate Pathology v. 105, p. 228–235. 
2010. 
 
TAN, T.; ZHANG, M.; WANG, B.; YING, C.; DENG, L.  Screening of high lipase 
producing Candida sp. and production of lipase by fermentation. Process 
Biochemistry, v. 39, p. 459–465. 2003. 
 
TENG, Y.; XU, Y.; WANG, D. Production and regulation of different lipase activities 
from Rhizopus chinensis in submerged fermentation by lipids. Journal of Molecular 
Catalysis B: Enzymatic v. 57, p. 292–298. 2009. 
 
TISCHER, W.; KASCHE, V.; Immobilized enzymes: crystals or carriers. Trends 
Biotechnol, v. 17, p. 326–335. 1999. 
 
VERGER, R. Interfacial activation of lipases: facts and artifacts. Trends Biotechnol., 
v. 15, p.32 -38, 1997. 
 
YU, M.; QIN, S.; TAN, T.. Purification and characterization of the extracellular lipase 
Lip2 from Yarrowia lipolytica. Process Biochemistry v. 42, p. 384–391. 2007. 


