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RESUMO 

As enzimas são catalisadores de alto custo, sendo necessário a imobilização para 
que haja a recuperação e a reutilização tornando o processo viável 
economicamente. Além disso, a utilização de enzimas imobilizadas permite 
simplificar o modelo de reatores e o controle da reação. Assim, a imobilização é 
geralmente um requisito para a utilização de enzimas como biocatalisadores 
industriais. A escolha do suporte para imobilização depende das propriedades da 
enzima a ser imobilizada. Suportes sólidos podem interagir com a enzima por 
diferentes vias: por adsorção, ligação covalente ou encapsulamento. Um importante 
fator para imobilizar a enzima é que o suporte deve ser inerte e biocompatível ao 
ambiente, ou seja, não deve interferir na estrutura nativa da proteína e nem 
comprometer sua atividade biológica. Dentre as principais enzimas, as lipases 
hidrolisam triglicerídeos (TAG) em glicerol e ácidos graxos e por este motivo estão 
na classe das hidrolases. Uma proposta de imobilização destas enzimas consiste na 
utilização de nanoestruturas magnéticas como biocatalisadores da reação de 
transesterificação para a produção de biodiesel, devido à facilidade e a rápida 
separação das enzimas imobilizadas, a partir da mistura reacional, usando um 
campo magnético externo. As vantagens das enzimas imobilizadas em relação às 
enzimas livres surgem da sua maior estabilidade e facilidade de separação, o que 
acarreta economia significativa no custo global do processo, desde que o 
procedimento de imobilização não seja muito caro, haja boa recuperação da 
atividade enzimática e que a estabilidade operacional da enzima imobilizada seja 
suficientemente longa. O uso de enzimas imobilizadas permite a retenção do 
biocatalisador no reator; elevada concentração de catalisador no reator permitindo 
intensificar o processo; controle do microambiente da enzima; facilidade de 
recuperação e reutilização do catalisador, o que reduz os custos das enzimas; 
possibilidade de ser utilizado em sistemas contínuos. Utilizando a técnica de difração 
de raios X foi possível confirmar a fase magnetita nas sínteses propostas: método de 
coprecipitação e em meio orgânico. A funcionalização da superfície da NP e SP com 
APTS, foi comprovado por espectroscopia na região de infravermelho, apresentando 
bandas de –NH2. A técnica de DLS comprovou a funcionalização, pelo aumento dos 
diâmetros hidrodinâmicos das amostras NP-APTS e SP-APTS comparada a NP e 
SP. O ponto isoelétrico das amostras SP e SP-APTS apresentou aumento de 2,33 
para 6,44. O derivado imobilizado apresentou bandas típicas de amidas. As lipases 
imobilizadas apresentaram diâmetros hidrodinâmicos maiores que NP-APTS e SP-
APTS. Os resultados da atividade hidrolítica das enzimas suportadas foram 
satisfatórios, sendo que SP-APTS-LPP apresentou maior atividade. Pela análise 
termogravimétrica comprovou-se rendimento de imobilização de 22,86%. 
Determinou-se o pH ótimo da lipase imobilizada que mostrou maior atividade em pH 
8 enquanto a LPP livre em pH 6,5. As medidas de temperatura ótima demostrou que 
o derivado imobilizado possui maior atividade que a LPP livre a 50 °C, favorecendo a 
utilização deste suporte em processos industriais de biodiesel que opera em altas 
temperaturas. Neste contexto, a síntese de suportes magnéticos porosos e a 
imobilização de lipases com este suporte, apresentou excelentes resultados para a 
aplicação em biocatálise na reação de transesterificação para a síntese de biodiesel.  
 
Palavras-chave: Nanopartículas magnéticas. Imobilização de enzimas. Biodiesel. 
 



 

ABSTRACT 

Enzymes are expensive catalysts, immobilization is necessary for recovery and reuse 
making the process economically viable. Furthermore, use of immobilized enzymes 
can simplify model reactor and control reaction. Thus, immobilization is generally a 
requirement for use of the enzyme as an industrial biocatalyst. The choice of support 
for biocatalysts immobilization depends on properties of enzyme to be immobilized. 
Solid supports can interact with enzyme in different ways: by adsorption, covalent 
bonding or encapsulation. An important factor to immobilize the enzyme is that 
support must be inert and biocompatible to environment; it should not interfere in 
native structure of protein and not compromising their biological activity. The main 
enzymes, lipases hydrolyze triglycerides (TAG) to glycerol and fatty acids and for this 
reason; they are in the class of hydrolases. These enzymes are carboxylesterases 
that catalyze hydrolysis in glycerides synthesis. A proposal for immobilization of 
these enzymes is use of magnetic nanostructures in biocatalysts transesterification 
reaction for producing biodiesel due to ease and rapid separation of immobilized 
enzyme, from a mixture reaction using an external magnetic field. The benefits of 
immobilized enzymes compared to free enzymes arise from their greater stability and 
ease of separation, which leads to significant savings in the overall cost of the 
process, provided that immobilization procedure is not very expensive, there is good 
recovery of enzyme activity, and operational stability of  immobilized enzyme is 
sufficiently long. The use of immobilized enzymes allow retention of biocatalyst in 
reactor; high concentration of catalyst in reactor to intensify the process; control of 
microenvironment of enzyme; ease of recovery and reuse of catalyst, which reduces 
the costs of enzymes; possibility of being used in continuous systems. Using the 
technique of X-ray diffraction was confirmed magnetite phase in syntheses proposed: 
co-precipitation method and organic solvent. The functionalization of surface NP and 
SP with APTS confirmed by spectroscopy in infrared region, with bands of -NH2. The 
DLS technique proved the functionalization, the increase of hydrodynamic diameters 
NP-APTS samples and SP-APTS compared to NP and SP. The isoelectric point of 
SP and SP-APTS samples increased by 2.33 to 6.44. The immobilized derivative 
showed typical bands of amides. Immobilized lipases showed higher hydrodynamic 
diameters NP-APTS and SP-APTS. The results of hydrolytic activity of supported 
enzymes were satisfactory and SP-APTS-LPP showed higher activity. By 
thermogravimetric analysis, it was shown immobilization yield 22.86%. It was 
determined the pH optimum of immobilized lipase showed highest activity at pH 8 
while the LPP free at pH 6.5. The optimum temperature measurements 
demonstrated that immobilized derivative is more active than free LPP at 50 ° C, 
favoring the use of support in industrial processes of biodiesel, which operates at 
high temperatures. In this context, the synthesis of porous magnetic support and 
immobilization of lipases showed excellent results for use in biocatalysis in 
transesterification reaction for biodiesel synthesis. 
  
Keywords: Magnetic nanoparticles. Enzymes immobilization. Biodiesel. 
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1  INTRODUÇÃO 

 

                Enzimas são altamente específicas e suas propriedades e formas de 

aplicação podem ser melhoradas utilizando métodos de imobilização. Este processo 

pode conferir maior estabilidade e resistência em diferentes faixas de pH e 

temperatura, além de preservar a atividade da enzima por vários ciclos catalíticos.1 A 

imobilização da enzima é aplicada eficientemente em diferentes segmentos, tais 

como, biocatálise em alimentos, em processos químicos e na indústria farmacêutica. 

Para que o uso de enzimas por imobilização seja viável economicamente considera-

se o tipo de suporte utilizado, o método selecionado deve ter alta influência na 

atividade e reutilização da enzima na biocatálise.2,3  

A escolha do suporte depende de suas propriedades e da enzima a ser 

imobilizada. Suportes sólidos podem interagir com a enzima por diferentes vias: por 

adsorção, ligação covalente ou encapsulamento.4 Um importante fator para 

imobilizar a enzima é que a matriz deve ser inerte e biocompatível ao ambiente, ou 

seja, não deve interferir na estrutura nativa da proteína e nem comprometer sua 

atividade biológica.5  

 A utilização de enzimas imobilizadas com nanopartículas possibilita a 

retenção do biocatalisador no reator, elevada concentração de catalisador no reator 

permitindo intensificar o processo, controle do microambiente da enzima; facilidade 

de recuperação e reutilização do catalisador, assim como os suportes citados nos 

exemplos anteriores, o que reduz os custos das enzimas e a possibilidade de ser 

utilizado em sistemas contínuos.  

No caso de enzimas suportadas com nanopartículas magnéticas, além das 

justificativas destacadas acima, o suporte magnético possibilita o uso de separação 

magnética para a recuperação do derivado enzimático, podendo ser reutilizado em 

diversos ciclos produtivos.  Desta forma, a tecnologia de imobilização de lipases em 

suporte magnético proposta neste trabalho pode proporcionar uma redução no custo 

e tempo de operação em síntese de biodiesel via enzimática. 
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2 REVISÃO DA LITERATURA 

 

2.1 Métodos de imobilização de enzimas utilizando nanopartículas 

 

As nanopartículas apresentam propriedades eletrônicas, magnéticas, 

ópticas, físicas e químicas diferentes de sólidos extendidos.6 A literatura mostra 

alguns exemplos de nanopartículas para imobilização de enzima, como: nanotubo 

de carbono (CNTs), nanopartículas magnéticas, mesoporos, nanofibras, 

nanocompósitos, nanobastões e materiais obtidos por sol-gel contendo partículas de 

tamanho na ordem de nanômetros.7 Alguns tipos de materiais mesoporosos, 

incluindo nanodiamante, sílica mesoporosa e nanotubos de carbono são escolhidos 

como suporte de enzimas por possibilitarem a reutilização em vários ciclos 

catalíticos. Entretanto, a preparação complexa e o alto custo destes suportes torna o 

uso inviável, havendo preferência para a utilização de nanopartículas, pois estas são 

quimicamente estáveis, possuem tamanho uniforme e boa dispersão líquida, sendo 

facilmente aplicadas em processos de alta escala industrial.8  

Os materiais constituídos de poros de sílica têm aplicação na imobilização de 

enzimas para biocatálise e biossensores, por apresentarem estruturas de poros bem 

ordenados, distribuição de poros estreitos, grandes áreas de superfície, alta 

estabilidade e pela possibilidade de funcionalização por uma gama de ligantes 

orgânicos e incorporação de metais.9  

A imobilização da enzima dentro da estrutura do poro da sílica permite que 

as moléculas de enzima estejam homogeneamente dispersas, não havendo 

interação com a interface externa. Esta imobilização estabiliza a enzima impedindo a 

interação com as moléculas do extrato enzimático, evitando agregação, autólises ou 

proteólises do extrato das proteínas (que será totalmente dispersada e imobilizada). 

As moléculas de enzimas imobilizadas não entrarão em contato com a interface 

externa, por exemplo, bolhas de ar originadas a partir de gases ou promovidas por 

forte agitação, para controlar o pH. Algumas bolhas de gás podem tornar a enzima 

inativa nas soluções de proteína, mas não inativam a enzima imobilizada no poro do 

sólido,10,11 conforme modelo apresentado na figura 1. 
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Figura 1- Efeito do tipo de suporte na estabilidade da enzima imobilizada versus inativação por 
bolhas de gás. 

 

Fonte: Adaptado de CESAR (2007, p. 1452).12 

 

Na presença de um solvente de fase orgânica, a enzima imobilizada pode entrar 

em contato com as moléculas do solvente que são solúveis na fase aquosa, mas 

não com a interface de fase orgânica, evitando a inativação. No entanto, esta 

estabilização não é a melhor opção associada à imobilização, por este motivo à 

preferência pela utilização de nanopartículas magnéticas.13,14 Os mecanismos de 

estabilização de enzima descritos acima são modificados neste caso, devido a 

capacidade de interação das enzimas imobilizadas com a superfície das 

nanopartículas. Porém esta situação pode ser resolvida por meio de estratégias 

apropriadas (por exemplo, modificando as enzimas imobilizadas com a dextrana).14 

 

2.2  Lipases 

 

As lipases são enzimas (biocatalisadores) que hidrolisam triglicerídeos 

(TAG) em glicerol e ácidos graxos e por este motivo estão na classe das 

hidrolases.15,16,17 As lipases são melhor definidas como carboxilesterases que 

catalisam tanto a hidrólise quanto a síntese de acilgliceróis18. Estas enzimas são 

classificadas com base na sua origem: lipases vegetais, que são obtidas a partir do 

látex do mamão, aveia e sementes de mamona19 e não são comercialmente usadas, 

enquanto que as lipases de origem animal e microbiana são utilizadas com maior 

frequência. A lipase animal é encontrada no pâncreas de bovinos, ovinos, suínos19 e 

lipases microbianas têm grande importância industrial estando disponíveis a 

granel20.  

Um procedimento de imobilização quando eficiente permite que as enzimas 

mantenham alta atividade catalítica após a imobilização, devendo-se considerar a 

estrutura da enzima. Por exemplo, a lipase possui duas conformações, a forma 
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fechada que é considerada inativa, onde o sitio ativo é isolado do meio da reação 

por uma cadeia de polipeptídeo chamada ”lid”, e na forma aberta, a “lid” é deslocada 

e o sítio ativo é totalmente exposto à reação,20 como demonstrado na figura 2. 

Ambas as formas da lipase têm o equilíbrio afetado pelas condições experimentais. 

Na presença de gotas hidrofóbicas de substrato, as lipases tornam-se fortemente 

adsorvidas na interface dessas gotas e o equilíbrio conformacional é deslocado para 

a forma aberta. 

 

Figura 2- Conformação da lipase demostrando o deslocamento da cadeia de polipeptídio. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fonte: PALOMO (2003, p. 2).21 

 

A partir dessas características é possível realizar duas estratégias para 

melhorar a imobilização das moléculas de lipase garantindo sua conformação na 

forma aberta. A primeira opção é adsorção da lipase em suporte hidrofóbico em 

meio com baixa força iônica (e.g., 5-25 mM fosfato de sódio), condições onde outras 

enzimas não podem ser imobilizadas. Quando as áreas hidrofóbicas que cercam o 

sítio ativo da proteína se adsorvem ao suporte, a forma aberta da lipase torna-se 

mais estável como observado na Figura 3.22 A imobilização de lipases por 

encapsulação em sol-géis hidrofóbicos também possui alta atividade de 

recuperação.23 Entretanto, se o substrato é grande ou hidrofílico, a presença da 

superfície do suporte hidrofóbico pode gerar impedimento estérico, e 

consequentemente reduzir a atividade da lipase. 

 

 

 

 

Conformação 

Aberta 

Conformação 

fechada 
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Figura 3- Ativação interfacial de lipases em suportes hidrofóbicos em baixa força iônica. 

 

 

Fonte: Adaptado de CESAR (2007, p. 1456). 

 

A preparação de CLEAs (Cross-Linked Enzyme Aggregates) de lipases na 

presença de detergentes melhoram a atividade da lipase, mantendo a forma aberta 

durante a reticulação.24 Alguns CLEAs podem ser utilizados em qualquer meio de 

reação sem o risco de redissolução. Outra estratégia consiste na estabilização da 

forma aberta da lipase adsorvida em suportes funcionalizados com grupos amina. 

Para isto, as lipases são incubadas na presença de detergentes e posteriormente é 

feita a reticulação com glutaraldeído, promovendo a interação entre os grupos 

aminas adicionadas na superfície do suporte com a enzima de interesse.25 Nesta 

proposta, é necessário alcançar uma estrutura suficientemente rígida da enzima que 

não movimente o “lid”. 

A lipase tem a característica única de atuar entre a interface das fases aquosa 

e não aquosa, isso permite que a enzima realize a catálise de muitas reações 

ilustradas na figura 4,55 incluindo a hidrólise, interesterificação e a alcoólise.26 O 

modo de ação desta enzima na transesterificação do substrato para produção de 

biodiesel depende da sua origem e de suas propriedades específicas. As lipases 

catalisam a transesterificação entre triglicerídeos e receptores acil (álcool), através 

da formação de intermediários acil enzima que posteriormente irão doar a porção 

acilo para produzir ácidos graxos acil ésteres (AGAE).27  
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Figura 4- Esquema representativo das principais reações catalisadas por lipases. 

 

 

Fonte: PAULA (2012, p. 47).   

 

Para a produção de biodiesel, as lipases devem ser capazes de converter 

todos os três tipos de glicerídeos (monoglicerídeos, diglicerídeos e triglicerídeos) em 

ésteres, conforme ilustrado na figura 5.28 

 

Figura 5- Reações para a produção de biodiesel (R-grupo alquil, R1, R2 e R3 são cadeias de ácidos   

graxos; k1, k2, k3, k4, k5, k6 são catalisadores químicos ou enzimáticos). 

  

Fonte: Adaptado de LEW (2014, p. 499).29 
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2.3 Produção de biodiesel  

 

O biodiesel é um combustível alternativo feito a partir de fontes biológicas 

renováveis. É biodegradável e não tóxico, tem um perfil baixo de emissões de 

poluentes e desta forma o biodiesel tem o potencial de reduzir o nível de poluentes 

carcinógenos sendo um combustível benéfico ao meio ambiente.28  

Quimicamente, o biodiesel é uma mistura de ésteres metílicos de ácidos graxos e é 

normalmente feita a partir de recursos biológicos não tóxicos, tais como óleos 

vegetais,30,31 gorduras animais, 30,32,33,34 ou óleos de alimentos já usados.35  

Os óleos vegetais ou de gorduras animais são os ésteres de ácidos 

monocarboxílicos saturados e insaturados ligados à cadeia do glicerol. Estes ésteres 

são chamados de triglicerideos, que podem reagir com álcool na presença de um 

catalisador, um processo conhecido como transesterificação. A forma simplificada 

desta reação química é apresentada na figura 6: 

 

Figura 6- Reação de transesterificação no processo de biodiesel. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fonte: LEUNG (2010, p. 1085).36 

 

Óleos e gorduras vegetais podem conter pequenas quantidades de água e 

ácidos graxos livres (AGL). A transesterificação por catálise alcalina é a mais 

utilizada nas usinas de biodiesel, onde o catalisador alcalino reage com AGL 

formando sabão, conforme a figura 7. Esta reação é indesejável, pois o sabão 

produzido diminui o rendimento do biodiesel inibindo a separação dos ésteres do 

glicerol. Além disso, o sabão se liga ao catalisador, sendo necessário aumentar sua 

quantidade implicando em maior custo ao processo.37  
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Figura 7- Reação de AGL em meio básico formando carboxilato de sódio (sabão). 

 

Fonte: Adaptado de LEUNG (2010, p. 1085). 

 

A água que se originou a partir de óleos e gorduras ou formada durante a 

reação de saponificação, retarda a transesterificação através da reação de hidrólise. 

A hidrólise dos triglicéridos leva a formação de diglicérideos e maior quantidade de 

AGL. . A hidrólise típica da reação é mostrada na figura 8: 

 

Figura 8- Reação de hidrólise na catálise básica. 

                                               

Fonte: Adaptado de LEUNG (2010, p.1086) 

 

Este excesso de AGL pode reagir com o álcool formando o éster (biodiesel) 

por uma reação de transesterificação catalisada por ácido (Figura 9). Normalmente, 

o catalisador para esta reação é o ácido sulfúrico concentrado, mas devido à 

velocidade de reação lenta e a elevada quantidade de metanol (por razão molar de 

óleo), a transesterificação ácida não ganhou tanta atenção como a transesterificação 

alcalina.37  

 

Figura 9- Reação de esterificação em meio ácido. 

 

Fonte: Adaptado de LEUNG (2010, p. 1085). 

Carboxilato  
   de sódio 

Éster de ácidos 
graxos 

AGL Álcool Água 

AGL Hidróxido de sódio Água 
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A transesterificação alcalina homogênea fornece as taxas de reação mais 

rápida, mas também apresenta saponificação indesejável, o que reduz a eficiência 

na produção de biodiesel. Uma alternativa proposta para solucionar este problema é 

a transesterificação catalisada por lipases que são os melhores biocatalisadores 

para a modificação de óleos.  

 

2.4 Imobilização de enzimas com nanopartículas supermagnéticas e suporte 

magnético poroso de ferro 

 

A opção de suporte mais viável na área industrial para imobilizar enzimas é a 

utilização de compostos magnéticos, por exemplo, a aplicação de nanopartículas de 

óxido de ferro.38,39,40 O uso deste suporte reduz o custo da operação, as 

nanopartículas magnéticas podem ser separadas das reações do sistema e 

estabilizadas em um fluído aplicando um campo magnético externo. Nanopartículas 

superparamagnéticas (NP) como a magnetita (Fe3O4) e a forma oxidada maghemita 

(γ-Fe2O3) apresentam excelentes características, como grande área superficial, 

mobilidade e alta transferência de massa, que favorecem a imobilização de 

aminopeptase, lipase, lisozima, pectinase, fosfatase, glicose, oxidase, glicosidade, 

celulase, epóxido, hidrolase, esterase, polimerase, entre outras enzimas41.   

A estrutura cúbica espinélio Fe3O4 representa uma classe importante dos 

materiais magnéticos de óxido de ferro, onde o oxigênio forma um empacotamento 

octaédrico e M2+ e Fe3+ ocupam sítios tetraédricos ou interstícios octaédricos42,43 

como representado na figura 10. 
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Figura 10- Estrutura cristalina da magnetita. 

 

Fonte: GOSSUIN (2009, p. 299)44. 

 

Outra opção são os suportes porosos superparamagnéticos de óxido de ferro 

(SP) que têm recebido também grande atenção da comunidade científica por suas 

características, tais como o tamanho controlável, baixa toxicidade, alta capacidade 

de dispersão líquida, propriedade magnética única, alta magnetização, modificação 

funcional e fácil manipulação em campos magnéticos baixos. 

A imobilização da lipase em NP e SP é utilizada visando originar derivados 

imobilizados, que serão empregados para catalisar a reação de transesterificação 

para produção de biodiesel, devido principalmente à grande facilidade e a rápida 

separação das lipases imobilizadas da mistura. Estes suportes com baixa toxicidade 

possuem superfície quimicamente modificável e boa capacidade de reutilização.  

Devido à atração dipolar anisótropica, as nanopartículas magnéticas não 

modificadas tendem a formar aglomerados, e consequentemente perdem as suas 

propriedades específicas associadas com ao monodomínio, sendo necessário à 

funcionalização da superfície com grupos orgânicos. Além disso, o óxido de ferro 

sem modificação superficial é facilmente oxidado quando submetido a um sistema 

biológico.45 

Muitas enzimas foram imobilizadas em superfícies de NP e SP por meio de 

uma ampla variedade de grupos funcionais, incluindo amina, aldeído, carboxílico, 
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epóxi e maleimida. Com a funcionalização, as atividades enzimáticas e as 

estabilidades foram significativamente melhoradas.41 

A estrutura do 3-aminopropiltrietoxisilano (APTS), figura 11, é um 

organosilano, uma molécula bifuncional contendo grupos alcóxidos que podem se 

ligar covalentemente aos grupos oxigênio na superfície das nanopartículas, 

modificando-as com grupos amina (-NH2).46  

 

Figura 11- Representação da molécula 3-aminopropiltrietoxisilano (APTS). 

 

 

 

   Fonte: Elaborada pela autora. 

 

2.5 Ativação da enzima e das nanoestruturas magnéticas 

 

Para aumentar a estabilidade operacional da lipase em suportes sólidos 

magnéticos e consequentemente a eficiência de imobilização é realizada a ativação 

das nanopartículas magnéticas. Suportes ativados com epóxi, por exemplo, são 

muito estáveis em meio aquoso e formam ligações covalentes à temperatura 

ambiente com grupos funcionais da enzima, tais como, amina, tiol e fenol. Além 

disso, os grupos epóxi podem ser facilmente incorporados a outros grupos 

funcionais por copolimerização de monômeros que possuem grupos reativos.47 No 

entanto, a melhor alternativa é a utilização de glutaraldeído (GA) para ativação de 

suportes. Alonso et al.48 afirmam que o tratamento com glutaraldeído melhora a 

estabilidade da enzima sem promover alterações consideráveis na sua atividade. 

Além disso, este composto pode ser usado na imobilização das enzimas com 

nanopartículas magnéticas, como agente de reticulação, pois possui baixo custo e 

pode ser facilmente encontrado em grandes quantidades49. A figura 12 ilustra a 

formação de agregados de enzimas reticulados (CLEAs). Esta metodologia combina 

a purificação e imobilização em uma única operação.  
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Os CLEAs são uma nova tecnologia para a imobilização de enzimas, que 

está associada também a imobilização de enzimas em nanoestruturas. CLEAs 

podem ser obtidos e reticulados na presença de nanopartículas magnéticas 

funcionalizadas, formando os MCLEAs.50 

 

Figura 12- Formação de CLEAs e MCLEAs. 

 

Fonte: Adaptado de CIPOLATTI (2014, p. 59).51  

 

3 Objetivo Geral 

 

O objetivo deste trabalho foi sintetizar suportes magnéticos porosos e não 

porosos para a imobilização de lipases com vista à aplicação em reações de 

transesterificação para a síntese de biodiesel.  

 

3.2 Específicos 

 

 Aprimorar os conhecimentos das técnicas e métodos utilizados na execução do 

trabalho. 

 Avaliar a influência do tamanho das nanopartículas na atividade recuperada das 

enzimas imobilizadas; 
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 Estudar a influência da presença de poros nos suportes magnéticos obtidos na 

presença de dietanolamina (DEA); 

 Estabelecer os parâmetros de funcionalização de superfície de nanopartículas 

com vista à imobilização com enzimas; 

 Estudar a estabilidade coloidal das suspensões de nanopartículas imobilizadas 

com lipase; 

 Analisar o efeito da temperatura e pH na atividade hidrolítica das enzimas. 

 

4 Materiais e métodos 

 

4.1  Reagentes 

 

Os reagentes utilizados durante a síntese e a caracterização das amostras 

apresentam pureza analítica e não houve tratamento prévio de purificação. Os sais, 

ácidos e bases utilizados foram: cloreto de ferro (II) tetrahidratado (99%, Sigma 

Aldrich), cloreto de ferro (III) hexahidratado (99%, Sigma Aldrich), cloreto de sódio 

(97%, Mallincrodt), hidróxido de sódio (97%, Synth). Foram utilizados como solvente 

dietanolamina (DEA) (98%, Sigma Aldrich), dietilenoglicol (DEG) (99%, Sigma 

Aldrich), glutaraldeído (25%, Sigma Aldrich), tampão fosfato (pH 7,4, Sigma Aldrich). 

Para a imobilização foi utilizada a lipase pancreática de porco (LPP, Sigma Aldrich), 

polietilenoglicol (PM 1000, Sigma Aldrich) e 3-aminopropiltrietoxisilano (Sigma 

Aldrich). Os outros reagentes utilizados foram: Acetona p.a. (Merck); Etanol 

comercial; goma arábica em pó pura (Synth). Para as sínteses que necessitaram de 

atmosfera inerte e livre de oxigênio foi utilizado o gás argônio (Ar) comercial. Os 

demais materiais e reagentes foram adquiridos comercialmente em grau analítico. 

 

4.2 Síntese das nanopartículas superparamagnéticas funcionalizadas com 

APTS  

 

Conforme modelo ilustrado na figura 13, as nanopartículas magnéticas foram 

obtidas a partir da dissolução de FeCl2·4H2O e FeCl3·6H2O na proporção (1:2, 

respectivamente) em 10 mL de água destilada. Foi preparada uma solução de 

hidróxido de sódio em água destilada até atingir pH entre 11 e 13. Essa solução foi 
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aquecida, sob agitação, até 80°C e posteriormente foram adicionados 1,6 mL da 

solução contendo Fe2+/ Fe3+ e 200 µL de 3-aminopropiltrimetoxissilano (APTS) 

dispersadas no ultrassom por 1 hora. Após o término do experimento foram 

realizadas três lavagens com água destilada descartando-se o sobrenadante, e as 

nanopartículas foram armazenadas em tubos falcon.52 

 

Figura 13- Síntese de nanopartículas magnéticas modificadas com grupos aminas. 

  

 

Fonte: Elaborada pela autora. 

 

4.3 Síntese em meio orgânico dos suportes magnéticos porosos recobertas 

com grupos aminas na superfície 

 

 Os suportes magnéticos porosos (Figura 14) foram obtidos pela dissolução de 

FeCl2·4H2O (2mmol) e FeCl3·6H2O (4mmol) em 25 mL de DEG/DEA (1:1). Em um 

béquer foi dissolvido sob aquecimento de NaOH (16mmol) em 12,5 mL de DEG/DEA 

(1:1). As soluções de FeCl2·4H2O/ FeCl3·6H2O e de NaOH foram colocadas no balão 

de destilação em refluxo. O sistema foi completamente fechado. Borbulhando-se 

argônio, sob agitação, à 200°C, por 8 horas. Um controlador de temperatura foi 

utilizado para auxiliar durante a reação. Posteriormente a amostra foi lavada com 

álcool e água e centrifugada até a retirada de todo o solvente, obtendo-se assim o 

suporte magnético poroso.53 A figura 15 ilustra o mecanismo de reação desta 

síntese. 
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Figura 14- Síntese de suporte magnético poroso modificadas com grupos aminas 

  

Fonte: Elaborada pela autora. 

 

Figura 15- Esquema do processo de síntese do suporte magnético poroso. 

  

 

Fonte: Adaptado de GAO (2014, p. 20844).53 
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4.4 Imobilização da LPP em NP-APTS e SP-APTS 

 

Uma alíquota de 5 mL de nanopartículas e suportes magnéticos porosos 

funcionalizado com APTS foi retirada e adicionada em um tubo falcon que continha 

18 mL de tampão fosfato 7,4. Posteriormente foram adicionados 2 mL de 

glutaraldeído (25%); a solução foi agitada em um vórtex e logo após permaneceu em 

repouso por 1 hora à temperatura ambiente. Lavou-se com álcool, água e solução 

tampão (duas vezes com cada solvente) para garantir a retirada do glutaraldeído. 

Pesaram-se 50 mg de lipase pancreática de porco (LPP) e 0,01 g de 

polietilenoglicol. Ambos que foram adicionados na solução tampão com as 

nanopartículas e/ou suporte magnético poroso. Foi realizada a agitação no vórtex 

por 5 minutos. A solução permaneceu em repouso por 16 horas sob temperatura de 

6°C. Com a ajuda de um imã, a solução foi lavada 5 vezes com tampão fosfato (pH 

7,4) para a retirada de LPP livre. O esquema de imobilização da LPP é apresentado 

na figura 16. 

 

Figura 16- Processo de imobilização. (a) Ativação do suporte magnético e a enzima. (a-1) A 
partícula Fe3O4 modificada com APTS; (a-2) GA foi ligada à nanopartícula 
funcionalizada com APTS; (a-3) de lipase foi imobilizado sobre a partícula ativada por 
ligação covalente.  

 

Fonte: Adaptado de MENG (2014, p. 321).54  
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4.5  Atividade hidrolítica da lipase imobilizada com nanopartículas magnéticas 

e suportes porosos magnéticos.  

 

 Foram misturados 2,5 mL de emulsão de azeite de oliva e água (1:1) e 2 mL 

de tampão fosfato (pH 8,0; 0,1 mol/L). O sistema reacional foi mantido sob agitação 

em banho termoestatizado com agitação de 150 rpm. Em seguida foram adicionados 

2 mL da solução enzimática imobilizada, mantendo o sistema sob agitação, a 37 °C, 

por 5 minutos. Após o período de incubação foram adicionados 10 mL de uma 

mistura de etanol e acetona (1:1) e 10 mL de uma solução de KOH previamente 

padronizado (0,05 mol/L). O excesso de KOH foi titulado com HCl previamente 

padronizado (0,05 mol/L). A atividade enzimática foi calculada de acordo com a 

equação 1:53 

 

                                                                                                       (1) 

 

Em que, A= Atividade enzimática (U/g), Vb= Volume do branco (L), Va= 

Volume da amostra (L), M= Molaridade da solução de HCl (mol/L), t= Tempo de 

incubação (min) e m= massa do biocatalisador adicionado (g). 

Utilizando este método foram realizadas análises, mantendo a temperatura 

constante de 37° C, variando os tampões em diferentes pHs 3, 4, 5, 6, 7, 8 e 9. Após 

o estabelecimento do pH ótimo da enzima, utilizou-se o mesmo procedimento 

variando-se a temperatura. As temperaturas avaliadas: 40, 45, 50, 55 e 60° C, a fim 

de se determinar a temperatura ótima de atividade do biocatalisador. 

 

4.6 Técnicas empregadas para a caracterização das amostras 

 

4.6.1 Difração de Raio X (DRX) 

 

As amostras foram caracterizadas em um difratômetro da Siemens, modelo 

D5005. Usando radiação Kα, com cumprimento de onda (λ) igual a 0,15418 nm. As 

medidas foram feitas em um intervalo de varredura 2θ de 20° a 80°, com velocidade 

de varredura 0,02° por segundo. Todas as amostras foram analisadas na forma de 

pó. 
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 4.6.2 Espectroscopia de Infravermelho (FTIR) 

 

Os espectros de FTIR foram obtidos no modo reflectância em um 

equipamento da PerkinElmer, modelo Frontier, para identificar a composição das 

nanopartículas e da lipase. As amostras foram maceradas, dispersas em KBr e 

prensadas em forma de pastilhas. Os espectros foram obtidos no intervalo de 4000 

cm-1 a 400 cm-1. 

 

4.6.3 Potencial Zeta  

 

O potencial Zeta foi determinado no equipamento Zetasizer Nano ZS, 

Malvern. O equipamento calcula o potencial Zeta a partir de valores de mobilidade 

eletroforética, aplicando a equação de Henry representada abaixo (equação 2). A 

mobilidade eletroforética é medida aplicando potencial em cada eletrodo da cubeta. 

As partículas carregadas migram para o eletrodo de carga oposta quando sua 

velocidade é determinada. As amostras foram dispersas em uma solução aquosa de 

NaCl 0,001 mol/L. As amostras foram tituladas no intervalo de pH de 3 a 10 e o 

potencial Zeta foi medida em um intervalo de pH de 0,5.  

 

                                                                                                                                                 (2) 

 

Em que, Ue = mobilidade eletroforética, ζ = Potencial Zeta, ε = Constante 

Dielétrica, n = viscosidade e f (ka) = função de Henry. 

 

4.6.4 Espalhamento dinâmico de luz (DLS) 

 

O diâmetro hidrodinâmico foi determinado no equipamento Zetasizer Nano 

ZS, Malvern, pela técnica de espalhamento de luz dinâmico, na qual o detector é 

posicionado em um ângulo de 173° em relação a luz incidente sobre a amostra, em 

uma temperatura de 25° C, utilizou-se água como dispersante da amostra. A técnica 

de espalhamento de luz dinâmico relaciona o tamanho das partículas com o 

movimento Browniano. O movimento Browniano refere-se à movimentação das 

partículas devido a colisões randômicas com as moléculas do líquido, desta 
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maneira, o detector registra a intensidade de luz espalhada ao incidir um feixe de 

laser sobre a partícula em movimento, relacionando o tamanho das partículas pela 

equação de Stokes-Einstein (equação 3): 

 

                                                                                                                         (3)  

 

Em que, Dh= diâmetro hidrodinâmico, D= coeficiente de difusão translacional, 

K= constante de Boltzmann, T= temperatura e n= viscosidade. 

 

4.6.5 Microscopia eletrônica de varredura (FEG-MEV) 

 

As análises de microscopia eletrônica de varredura foram realizadas em 

microscópio JEOL JSM 7500F. As amostras foram preparadas a partir da dispersão 

das nanopartículas em isopropanol, posteriormente foram gotejadas sobre substrato 

de silício para realização das análises. 

 

4.6.6 Microscopia eletrônica de transmissão (MET) 

 

As análises de microscopia eletrônica de transmissão foram obtidas em um 

microscópio Philips, modelo CM120, operando a 120 kV. A amostra foi dispersa em 

isopropanol e uma gota da dispersão foi depositada sobre grade de cobre recoberta 

com carbono. A grade contendo a amostra depositada foi seca em um dessecador à 

vácuo por 1 dia.  

 

4.6.7 Medidas de umidade da amostra utilizando balança de infravermelho. 

 

O teor de água presente no biocatalisador, nas formas livre e imobilizada, foi 

medido diretamente em uma balança de secagem acoplada com lâmpada de 

infravermelho (Modelo MOC63u; Shimadzu).  
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4.6.8  Análise Térmica (TG/DTA) 

 

A análise termogravimétrica das amostras foi realizada em um equipamento 

Netzsch STA 409/CD sob fluxo de ar seco 100 mL/min. As amostras foram 

aquecidas a temperatura ambiente até 1000° C a uma taxa de aquecimento de 10° 

C/min.  

 

Tabela 1- Massa pesada no início do processo da análise térmica. 

SP-APTS (mg) SP-APTS-LPP 

(mg) 

LPP livre (mg) 

7,616 2,128 8,055 

 

 

5 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

5.1  Síntese e caracterização do óxido de ferro funcionalizados com APTS  

 

Conforme previamente discutido, na literatura existe uma diversa gama de 

rotas de síntese das nanopartículas superparamagnéticas de ferro. Neste trabalho 

foram escolhidos dois métodos: A síntese por coprecipitação para obtenção de 

nanopartículas magnéticas (NP) e a síntese de suportes magnéticos porosos (SP) 

em meio orgânico de dietilenoglicol e dietanolamina.  

No método de co-precipitação, as nanopartículas foram obtidas pela adição 

de Fe2+ e Fe3+ em uma solução aquosa de hidróxido de sódio na proporção 1:2 

respectivamente, com adição de APTS resultando em precipitados de coloração 

preta, entre pH 11 e 12. Após algumas semanas a suspensão coloidal apresentou 

coloração marrom indicando oxidação da magnetita à maghemita (γ-Fe2O3) pelo 

contato da solução com o ar.  

No segundo método, a magnetita foi sintetizada em meio orgânico de 

dietilenoglicol e dietanolamina na proporção 1:1, com a adição de Fe2+ e Fe3+ na 

razão molar de 1:2, hidróxido de sódio e APTS, em sistema fechado e atmosfera de 

argônio por oito horas. A suspensão apresentou precipitados de coloração preta, 

entre pH 11 e 12 e não houve modificação de coloração durante o armazenamento. 
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 Na figura 17 observam-se duas soluções, a de coloração marrom que são as 

nanopartículas sintetizadas pelo método de coprecipitação e a de coloração preta 

sintetizada em meio orgânico. Ambas apresentaram boa resposta ao campo 

magnético, sendo que as nanopartículas obtidas pelo método orgânico visualmente 

mostrou maior interação com o campo do imã, levando a uma separação magnética 

mais rápida. 

 

Figura 17- Nanopartículas magnéticas e suportes porosos magnéticos sob efeito de campo 
magnético de um imã de Neodímio. a) Comportamento magnético inicial das 
nanopartículas e suporte magnético porosos magnéticas. b) Comportamento 
magnético final após dois minutos. 

 

Fonte: Elaborada pela autora 

 

A caracterização das nanopartículas magnéticas e dos suportes magnéticos 

porosos foi feita para verificar a formação da fase desejada, a magnetita. Nos 

difratogramas da figura 18, observa-se o perfil de difração de raios X das amostras 

obtidas pelos dois métodos citados acima. Ambos foram comparados com o padrão 

de difração de raios X da magnetita do banco de dados de estrutura cristalina, PDF 

n° 86 -138 (Fe3O4).   

Com a análise do difratograma foi possível confirmar a formação da fase 

magnetita ou maghemita no difratograma de raios X, pois as estruturas cristalinas de 

ambas as fases apresentam picos de Bragg na mesma posição. Para determinar 

qual dos óxidos magnéticos esta se formando é necessário um estudo de 

Mossbauer. No difratograma da Figura 18a, observam-se picos de difração de raios 

X característicos das distâncias interplanares da fase Fe3O4. Na análise da figura 

18b, referente ao suporte magnético poroso, verificou-se também a presença de 

picos de difração característicos da fase desejada, além de picos de fases 

desconhecidas.  

a) b) 
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Figura 18- Difratograma de Raios X comparando o padrão magnetita a) com as 

nanopartículas magnéticas b) com o suporte magnético poroso. 
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Fonte: Elaborada pela autora 

 

Os diâmetros hidrodinâmicos das nanopartículas e do suporte magnético 

poroso foram determinados após a execução da síntese e as amostras foram 

dispersas em água. Como pode ser observado na tabela 2, os diâmetros 

hidrodinâmicos das nanopartículas funcionalizadas aumentou com relação às 

nanopartículas magnéticas antes da funcionalização. Para os sistemas NP e NP-

APTS o aumento foi proporcionalmente menor, sugerindo formação de 

a) 

b)  
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monocamadas de APTS na superfície das nanopartículas. Entretanto, para os 

sistemas SP e SP-APTS o aumento foi da ordem de 5 vezes maior, sugerindo que 

pode ter ocorrido a aglomeração do suporte poroso por intermédio da 

policondensação do alcoxisilano. 

 

Tabela 2- Média do diâmetro hidrodinâmico e índice de polidispersidade realizados em triplicata. 

Amostra Dh (nm) PDI 

SP 336,5 0,366 

SP-APTS 1845,7 0,789 

NP 189,5 0,088 

NP-APTS 218,6 0,207 

 

O potencial zeta de superfície foi medido com a finalidade de estudar a carga 

na superfície das nanopartículas magnéticas em função do pH e verificar se a 

superfície das nanopartículas foram funcionalizadas com grupos aminas na reação 

com o APTS. Esta análise foi realizada apenas com o suporte magnético poroso 

(Figura 19), uma vez que este apresentou estabilidade coloidal adequada para 

análise. Inicialmente SP e SP-APTS apresentaram cargas positivas devido a 

acidificação da suspensão com ácido clorídrico diluído até atingir pH entre 2,5 e 3,5. 

Após a titulação com hidróxido de sódio diluído observa-se o ponto isoelelétrico em 

pH 2,93 para SP e 6,44 para SP-APTS, indicando a funcionalização da superfície 

com grupos aminas. 
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Figura 19- Potencial zeta do SP e SP-APTS. 

 

Fonte: Elaborada pela autora 

 

 As imagens de microscopia eletrônica de varredura para as NP-APTS são 

apresentadas na figura 20. Observa-se a formação de agregados, com distribuição 

de tamanho e formas irregulares. A agregação das partículas pode ser atribuída em 

grande parte ao processo de secagem utilizado no preparo das amostras para as 

análises de MEV. É possível verificar também uma camada espessa sobre as 

nanopartículas indicando a presença de grupos aminas na superfície, resultado da 

policondensação do alcoxisilano. 
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Figura 20- Imagens do MEV da NP-APTS. 

 

 

Fonte: Elaborada pela autora 

  

A síntese por coprecipitação não apresenta controle rigoroso em relação ao 

tamanho e forma das nanopartículas. A nucleação dos óxidos de ferro ocorre em 

processo rápido e é interrompida quando a solução alcança um valor crítico de 

saturação de base. Por este motivo as nanopartículas apresentam tamanhos 

pequenos e morfologia não esférica. A análise da figura 21, revela nanopartículas 

com forma quase esférica e a difração de elétrons indica que a amostra é cristalina. 
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Figura 21- Imagens de TEM das nanopartículas magnéticas funcionalizadas com APTS. a) 
nanopartículas a 500 nm. b) planos atômicos a 10 nm. c) nanopartículas a 100 nm. d) 
padrão de difração. 

 

Fonte: Elaborada pela autora 

 

A microscopia eletrônica de varredura para os suportes porosos com APTS 

são apresentadas na figura 22. Na amostra observa-se a formação de agregados, 

com distribuição de tamanho e formas irregulares.  

 

Figura 22- Imagens de MEV do suporte magnético poroso. 

 

Fonte: Elaborada pela autora 

 

a) b) 

c) d) 
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Na figura 23 observam-se cristais pequenos de nanopartículas magnéticas 

com tamanhos entre 3 e 7 nm. O agregado destas nanopartículas forma o suporte 

magnético poroso. Os poros do suporte poroso podem ser vistos em diferentes 

tamanhos e estimam-se valores entre 4 e 5 nm, conforme histograma da figura 23e. 

 

Figura 23- Imagens de MET dos suportes porosos magnéticos funcionalizados com APTS. a) suporte 
poroso a 100 nm. b) planos atômicos a 10 nm. c) suporte poroso a 20 nm. d) padrão de 
difração. e) Relação do número de SP-APTS com o diâmetro (nm). 

 

 

Fonte: Elaborada pela autora 

d) c) 

b) a) 

e) 
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5.2 Imobilização da LPP em NP-APTS e SP-APTS 

 

O espectro de absorção na região do infravermelho para a enzima LPP é 

mostrado na figura 24. A banda em 3434 cm-1 apresenta vibrações O-H atribuída a 

presença de água. A vibração forte alongada C=O e amidas primárias é observada 

em 1646 cm-1. Em 1451-1407 cm-1 são atribuídas a deformação N-H de amidas 

secundárias da enzima. Outras bandas importantes são: 1543 cm-1 (deformação 

NH2), banda média 1460 cm-1 (deformação N-H), 1235 cm-1 (forma β – estrutura de 

folha da proteína), 1159-1027 cm-1 vibrações C-C da lipase, 877 cm-1 (C-N-C), 668 

cm-1 (deformação C=O) e 608-463 cm-1 (deformação fora do plano C-O).56  

 

Figura 24- Espectros da região do infravermelho (FT-IR) da LPP. 

 

Fonte: Elaborada pela autora 

 

A figura 25 ilustra os espectros de absorção na região do infravermelho 

realizadas para as amostras de nanopartículas magnéticas com a LPP e sem LPP. 

Ambas apresentaram bandas de ligação de hidrogênio provenientes da amina 

primária alifática que coincidem com as bandas O-H da água em 3434 cm-1 e 3382 
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cm-1, respectivamente. Para a magnetita a banda em 3389 cm-1 é atribuida as 

bandas de O-H da água.  

As bandas que coincidem entre os três espectros (figura 25) são: em ~ 1630 

cm-1 provenientes das bandas O-H da água, em ~1381 cm-1 é referente as bandas 

de deformação símetrica C-H, e em ~ 2346 cm-1 atribuida ao CO2 da atmosfera. 

Em todas as amostras observaram-se bandas em 587 (forte), 438, 595, 459 e 

465 cm-1 que são atribuídas à magnetita. Na LPP imobilizada além da banda da 

magnetita, observa-se em 601 cm-1 (Fe-O) a presença de maghemita. 

 A análise das bandas da NP-APTS indicou em 793 cm-1 amina primária 

alifática, 886 cm-1 vibração N-H fora do plano, 1043 cm-1 amina primária e 1130 cm-1 

amina secundária. 

 No espectro infravermelho da LPP imobilizada foram observadas bandas em 

1450 cm-1 da amida secundária (deformação N-H), 1543 cm-1 deformação NH2, 1648 

cm-1 vibração forte alongada C=O provenientes de amidas primárias. 

 

Figura 25- Espectros da região do infravermelho (FT-IR) das nanopartículas magnéticas. 

 

 

Fonte: Elaborada pela autora 
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O suporte magnético poroso (figura 26) apresentou bandas em 3399 cm-1 e 

1619 (O-H) atribuídas a água adsorvida. Em 633 cm-1, 573 cm-1 e 444 cm-1 

observam-se bandas de absorção referentes às ligações Fe-O. 

 Na amostra que contém suporte magnético poroso funcionalizado com APTS 

observa-se em 3792 cm-1 distorções atribuídas a traços de solvente orgânico 

(DEG/DEA). A banda forte em 1460 cm-1 indica a presença de aminas secundárias 

alifáticas (vibração N-H). Em 1076 e 1006 cm-1 podem ser visualizadas bandas de 

vibração C-N de aminas primárias. A presença de SP se confirmou pelas bandas em 

692 cm-1 e  em 587 cm-1, atribuídas às vibrações das ligações Fe-O. 

 No espectro da LPP imobilizada consta banda forte em 3418 cm-1 proveniente 

da água (O-H). A banda forte em 1648 cm-1 é atribuída a vibração alongada C=O de 

amidas primárias. Em 1454 e 1407 cm-1 se referem à amidas secundárias 

(deformação N-H) e a banda forte em 1074 cm-1 foi atribuida à vibração C-C da 

enzima. A confirmação das fases maghemita e magnetita estão em 665 cm-1 e 526 

cm-1, respectivamente.  

 

Figura 26- Espectros da região do infravermelho (FT-IR) do suporte magnético poroso. 

 

                  Fonte: Elaborada pela autora 
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 Os diâmetros hidrodinâmicos das nanopartículas e suporte magnético poroso 

com e sem a LPP foram determinados após a execução da síntese e as amostras 

foram dispersas em água. Como pode ser observado na tabela 3, as nanopartículas 

com a lipase apresentam diâmetros hidrodinâmicos maiores que nas nanopartículas 

e suporte magnético porosos com APTS. Estes resultados confirmam a modificação 

da superfície das nanopartículas magnéticas e dos suportes porosos magnéticos 

com enzimas. 

 

Tabela 3- Média do diâmetro hidrodinâmico e índice de polidispersidade realizado em triplicata. 

Amostra Dh (nm) PDI 

SP-APTS 1845,7 0,789 

NP-APTS-LPP 3159,7 0,390 

NP-APTS 218,6 0,207 

NP-APTS-LPP 2408,3 1,000 

LPP livre 876,4 0,634 

 

A análise térmica foi utilizada para determinação da quantidade de enzima 

que efetivamente se ligou aos suportes magnéticos porosos. Desta forma, foi 

possível analisar a atividade enzimática real da LPP imobilizada comparada com a 

LPP livre. 

Nas curvas TG/DTA dos suportes porosos funcionalizados com APTS (figura 

27) observou-se perda de massa de apenas 5,51%, variando-se a temperatura de 

25°C a 1000°C. Este resultado indica que os grupos orgânicos da superfície 

provenientes do alcoxisilano são decompostos liberando H2O, CO2 e N2, 

permanecendo apenas o óxido de silício e o óxido de ferro. 
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Figura 27- Curvas TG/DTA obtidas para a SP-APTS. 

 

Fonte: Elaborada pela autora 

 

Na análise térmica da LPP livre da figura 28 observou-se perda de massa de 

96,63%, sendo que 0,27 mg representa 3,37 % da massa inicial (8,01 mg). A cadeia 

de aminoácidos da enzima foi completamente degradada após 650° C. 

 

Figura 28- Curvas TG/DTA obtidas para a lipase de pâncreas de porco (livre). 

 

Fonte: Elaborada pela autora. 

DTA 

DTA 
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A figura 29 ilustra o comportamento térmico da amostra NP-APTS-LPP. 

Observa-se que a perda de massa entre 600 e 800°C presente na amostra NP-

APTS (figura 27) agora ocorreu acentuadamente após 794°C (figura 29). Este 

resultado sugere que a interação da enzima com o suporte magnético poroso 

funcionalizado com APTS tornou a enzima mais resistente ao aumento de 

temperatura ou decomposição de materiais gasosos que ficaram aprisionados nos 

poros. De acordo com a figura 28, as perdas de massa da LPP ocorrem até a 

temperatura de 650 °C. No entanto, a figura 29 observou-se que a perda total de 

massa da amostra foi de 69,81%. A massa restante (óxido de ferro e óxido de silício) 

de 0,64 mg representa 30,19% da quantidade da massa inicial. As perdas de 

massas até 794 °C representam a porcentagem de enzima imobilizada. Por meio de 

tratamento matemático, o cruzamento das retas tangentes à curva TG fornecem o 

valor de 22,86 % do valor inicial, que podem ser atribuídas à lipase na superfície do 

suporte poroso. Este resultado permite inferir sobre o rendimento de imobilização e 

correlacionar com as atividades observadas para a enzima livre e imobilizada, 

conforme será discutido a seguir. 

 

Figura 29- Curvas TG/DTA obtidas para a lipase de pâncreas de porco imobilizada com SP-

APTS. 

 

            Fonte: Elaborada pela autora 

DTA 
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5.3 Atividade hidrolítica da LPP imobilizada com nanopartículas e suporte 

magnético porosos magnéticas 

 

 A determinação da atividade hidrolítica foi realizada utilizando emulsão de 

azeite de oliva, água e tampão fosfato (pH 8,0; 0,1M), a 37° C. Na tabela 4, são 

apresentados os valores de atividade de cada um dos derivados imobilizados 

obtidos, bem como da LPP na forma livre.  

 

Tabela 4- Atividade Enzimática das imobilizações com NP-APTS, SP-APTS e LPP livre. 

Amostra Atividade (U/g) 

NP-APTS-LPP 
432,2 ± 83,32 

 

SP-APTS-LPP 
559,5 ± 0,00 

 

LPP livre 
7196,5  ± 0,00 

 

 

Os resultados revelaram que o suporte SP-APTS forneceu derivados 

imobilizados com maior valor de atividade hidrolítica. Isso porque, o suporte SP-

APTS facilita a formação de aglomerados, levando á obtenção de maior área 

superficial, em comparação ao suporte NP-APTS. Portanto, mais grupos funcionais 

–NH2 estarão disponíveis para ligação cruzada com a molécula de enzima (lipase). 

Apesar do valor de atividade da enzima livre ser maior do que o fornecido pela 

enzima imobilizada, deve-se levar em consideração a quantidade efetiva de enzima 

presente em 50 mg de SP-APTS-LPP utilizados (massa de nanopartícula + massa 

de lipase). A partir dos dados de análise térmica (figura 27, 28, 29), foi possível 

verificar que apenas 22,86% da massa inicial deve ser atribuída a enzima suportada 

nas nanopartículas magnéticas. Desta forma, o resultado de atividade para a 

amostra SP-APTS-LPP corresponde a uma massa de 11,43 mg de enzima, 

enquanto a atividade da enzima livre corresponde a uma massa de 50 mg. 

Considerando a atividade por mg de enzima, e normatizando para a massa de 11,43 

mg de enzima nos suportes magnéticos, observa-se que a enzima em SP-APTS 

apresentou uma atividade de 559,5 U/g, enquanto a enzima livre nesta mesma 

massa apresenta atividade de 1645 U/g.  
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Portanto, apesar do fato do derivado imobilizado ter apresentado menor valor 

de atividade hidrolítica, em relação à lipase livre, deve-se salientar as vantagens do 

uso da enzima imobilizada no suporte magnético, as quais estão relacionadas à 

possibilidade de reuso do biocatalisador. Além disso, os resultados de análise 

térmica sugerem um ganho em resistência térmica as enzimas suportadas, o que 

pode agregar a possibilidade de aplicar estas enzimas em processos biocatalíticos 

que necessitem maiores temperaturas para obter melhores rendimentos. 

Com base nestes resultados, para a continuidade do trabalho, selecionou-se 

o suporte SP-APTS-LPP, uma vez que este forneceu maiores valores de atividade 

hidrolítica. A proxima etapa foi a avaliação da temperatura e do pH ótimo do 

derivado imobilizado. Foram avaliadas diferentes temperaturas (40, 45, 50, 55, 60 

°C), bem como diferentes pHs (3-9). Os resultados são apresentados a seguir, em 

comparação aos valores obtidos para a LPP na forma livre.  

A Figura 30, apresenta os valores de atividade relativa (%) da lipase de 

pâncreas de porco livre e imobilizada SP-APTS-LPP em função do pH. Estes 

experimentos foram realizadas na temperatura fixa de 37 °C. Os resultados 

revelaram que o processo de imobilização promoveu um deslocamento no valor de 

pH ótimo da enzima na forma livre. A LPP livre apresentou pH ótimo de 6,5, 

enquanto o derivado imobilizado SP-APTS-LPP forneceu um valor ótimo de pH em 

8,0. Este resultado representa uma vantagem de aplicação do biocatalisador em 

processos que ocorrem em meio básico.  

A Figura 31, apresenta os valores de atividade relativa (%) da lipase de 

pâncreas de porco livre e imobilizada SP-APTS-LPP  em função da temperatura 

(°C). Estes experimentos foram realizados no pH ótimo previamente determinado 

(pH 8).57 Pode-se observar que o processo de imobilização não promoveu alteração 

no valor de temperatura ótima da enzima (40°C). Porém, os resultados mostraram 

que a LPP imobilizada apresentou maior valor de atividade a 50°C, em comparação 

à LPP na forma livre. Este resultado representa uma vantagem de aplicação do 

biocatalisador em processos que necessitam de maiores temperaturas, como por 

exemplo, a sintese de biodiesel. Em temperaturas superiores a 50°C, este 

comportamento não pôde ser observado.  
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Figura 30- Atividade hidrolítica relativa (%) da LPP livre e SP-APTS-LPP em função do pH. 
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                                                   Fonte: Elaborada pela autora. 

 

Figura 31- Atividade hidrolítica relativa (%) da LPP livre e SP-APTS-LPP em função da 

temperatura. 

  

 

Fonte: Elaborada pela autora. 
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Quando se tratam de biocatalisadores, além da determinação da temperatura 

e do pH ótimo, devem ser avaliados os parâmetros cinéticos Km e Vmáx, a 

estabilidade ao pH, à temperatura, bem como o reuso do biocatalisador. Estes 

estudos fornecem informações importantes sobre o derivado imobilizado. No 

entanto, salienta-se que o objetivo do presente trabalho foi sintetizar nanopartículas 

magnéticas visando à imobilização de enzimas e não a caracterização do derivado 

imobilizado obtido. Portanto, os resultados apresentados mostram o potencial do 

suporte SP-APTS em aplicações na área de biocatálise. Estudos complementares 

devem ser efetuados visando à maior caracterização das propriedades cataliticas do 

derivado imobilizado.  

 

6 CONCLUSÕES 

 

As nanopartículas magnéticas e o suporte magnético porosos foram obtidos a 

partir da coprecipitação e síntese em meio orgânico de dietanolamina e 

dietilenoglicol. 

As técnicas de microscopia utilizadas (MEV e MET) permitiram averiguar a 

morfologia dos sistemas obtidos. A formação de agregados de suporte magnético 

poroso possui nanopartículas individuais com diâmetros entre 3 e 7 nm. Ambas NP-

APTS e SP-APTS apresentaram nanopartículas sem forma definida, próxima a 

esferas e tamanhos diversos.  

O potencial zeta confirmou a funcionalização do suporte magnético poroso 

com o APTS, apresentando grupos aminas na superfície. 

 A medida de diâmetro por DLS, se mostrou satisfatória para nanopartículas e 

suporte magnético poroso funcionalizadas com APTS, sendo comprovado o 

recobrimento da superfície. Em amostras que continham a LPP, houve aumento do 

raio hidrodinâmico, indicando o sucesso da imobilização da enzima na superfíce das 

nanopartículas magnéticas. 

 Os espectros de infravermelho confirmaram a funcionalização com os grupos 

orgânicos para ambas (NP, SP) e a imobilização da LPP foi constatada por 

apresentar bandas de amidas provenientes das enzimas. 

 Pela análise térmica pode-se quantificar a quantidade de LPP que 

efetivamente se ligou ao suporte magnético. 
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A atividade enzimática apresentou bons resultados e a imobilização foi 

realizada com sucesso. A LPP imobilizada apresentou maior valor de atividade a 

50°C, em comparação à LPP na forma livre. Este resultado representa uma 

vantagem de aplicação do biocatalisador em processos que necessitam de maiores 

temperaturas, como por exemplo, a sintese de biodiesel.  

A LPP livre apresentou pH ótimo de 6,5, enquanto o derivado imobilizado NP-

APTS-LPP forneceu um valor ótimo de pH em 8,0. Este resultado representa uma 

vantagem de aplicação do biocatalisador em processos que ocorrem em meio 

básico.  
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7 SUGESTÔES PARA TRABALHOS FUTUROS 
 

 Avaliação do uso de detergentes no processo de imobilização, visando a 

exposição do sítio ativo da lipase; 

 Avaliação da concentração de glutaraldeído e do carregamento de enzima no 

processo de imobilização, visando aumentar o rendimento de imobilização; 

 Caracterização do derivado imobilizado em relação às propriedades cinéticas 

e de estabilidade operacional; 

 Aplicação do derivado imobilizado em reações de transesterificação visando a 

síntese de biodiesel. 
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