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ORGANO-GEL: UM NOVO SISTEMA PARA A IMOBILIZAÇÃO DE LIPASES E SUA APLICAÇÃO
EM SÍNTESE ORGÂNICA
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ORGANOGELS: A NEW SYSTEM FOR LIPASES IMMOBILIZATION AND ITS APPLICATION
IN ORGANIC SYNTHESIS. Lipases have been immobilized in microemulsion-based organogels
(MBG’s) and successfully utilized for the enantioselective esterification, diesterification and
transesterification reactions, in organic solvents at 25oC. This methodology is described as a new
alternative for the use of enzymes in organic solvents. High enzymic stability has been observed.
We have also used this methodology for the successful  resolution of chiral secondary alcohols.
This is a convenient way of  using this catalyst in organic solvents which employs small amounts
of the enzyme (250µg/mL).
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DIVULGAÇÃO

1. INTRODUÇÃO

A habilidade das enzimas para atuarem como catalisadores já
tem sido considerada por muitos anos, particularmente pela in-
dústria farmacêutica1-4. A imobilização de enzimas é uma das
técnicas mais importantes na aplicação de catálise enzimática
para reações sintéticas em solventes orgânicos5-10. Por razões
prática e econômica, é muitas vezes vantajoso usar enzimas
imobilizadas visto que, com poucas exceções, elas são insolú-
veis em solventes orgânicos11. Uma das grandes vantagens da
imobilização é poder utilizar o catalisador repetidamente sem
considerável perda da atividade catalítica12. Considerando a com-
patibilidade com a enzima, géis hidrofílicos têm sido frequente-
mente empregados como suportes enzimáticos. Às vezes, a enan-
tiosseletividade é aumentada12. Alguns sistemas que já foram
usados para imobilizar enzimas são Eupergit C13, celite11,14,15,
quitosana e quitina11, agarose, Chromosorb e Sepharose13,16,17.
A modificação de enzimas com polietilenoglicol que resulta em
um pó solúvel em benzeno ou em  hidrocarbonetos clorados,
também tem sido empregada18-22. Outras técnicas que superam
os problemas da baixa solubilidade dos substratos, são o uso de
surfactantes e micelas reversas23-36.

Na última década, muitos estudos têm se voltado para a
utilização de microemulsões para imobilização de enzimas37-44.
Uma microemulsão é uma dispersão isotrópica e opticamente
transparente de óleo em água (O/W) ou de água em óleo
(W/O), onde o óleo  é um solvente orgânico (hexano, heptano).
O nome “microemulsão” deriva do fato de que gotas de óleo
no sistema  (O/W), ou gotas de água no sistema (W/O), possu-
em um diâmetro que varia de 50 a 500 Å45,46. Como as micro-
emulsões são sistemas organizados, elas são fáceis de serem
preparadas. A estabilidade da microemulsão depende da razão
da concentração de água pelo surfactante adicionado ao meio,
representado por W0, onde:

A gota de microemulsão pode ser efetivamente considerada
como um microreator. Robinson e col., estudando as propriedades
das microemulsões, concluiram que a sua estabilidade depende da
concentração de óleo, água e surfactante presentes no meio43.

Haering, Luise42,  Quellet e col.47-51 descreveram o efeito
da solubilização de gelatina em uma microemulsão água / óleo
(W/O) na formação do gel. Este é obtido pelo resfriamento de

uma solução previamente aquecida a 55°C de Aerosol-OT
(sulfosuccinato sódico de bis-2-etilhexila) em solvente orgâni-
co (hexano, heptano) e uma solução  aquosa de gelatina. O
sistema final é um gel homogêneo, cuja consistência e propri-
edades físicas dependem da  concentração relativa de gelatina
e água. Vários estudos foram realizados na tentativa de se
compreender este novo sistema52-57. A estrutura proposta para
o sistema organo-gel ou MBG (do inglês “microemulsion-based
gels”) está representada na figura 1 e consiste de gotas de
microemulsão aquosas em equilíbrio com uma estrutura de
gelatina e água, rodeada pelo surfactante Aerosol-OT.

Figura 1. Modelo proposto para a estrutura do organo-gel [ref. 44 e 61]
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Recentemente, foi demonstrado que enzimas podem ser
imobilizadas no organo-gel e utilizadas para catálise enzimáti-
ca em meio orgânico58-63.

O uso do sistema de organo-gel consiste portanto em uma nova
alternativa para a imobilização de enzimas, e para sua utilização na
catálise enzimática em meio orgânico. Neste novo sistema a enzima
está localizada no centro micelar (centro aquoso) da microemulsão
água /óleo (W/O), eliminando o tradicional problema de estabilizar
a enzima contra inativação por um solvente não-aquoso.

Este manuscrito tem por objetivo divulgar uma nova
metodologia de imobilização de enzimas e sua aplicação em
síntese orgânica. Nos últimos anos, temos investigado o poten-
cial catalítico de lipases imobilizadas em organo-gel para a
formação de ésteres, resolução de álcoois secundários racêmi-
cos, formação de diésteres derivados de ácidos dicarboxílicos
alifáticos e dióis e estudado o comportamento cinético de rea-
ções de transesterificação neste sistema. O presente trabalho
aponta alguns resultados promissores na área de biocatálise e
revela a eficiência deste novo sistema.

Antes de discutirmos os resultados obtidos sobre a utiliza-
ção de lipases imobilizadas em organo-gel, torna-se necessário
explanar sobre a utilização, importância e usos recentes destas
enzimas na síntese orgânica.

1.1 Lipases em Síntese Orgânica

As lipases (triglicerol acilhidrolases E.C.3.1.1.3) são enzi-
mas hidrolíticas que hidrolisam triglicerídeos em ácidos graxos
livres e glicerol. Elas tem atraído a atenção de químicos orgâ-
nicos sintéticos principalmente por suas propriedades
enantiosseletivas. As lipases são muito utilizadas em síntese
orgânica devido à sua versatilidade catalítica, disponibilidade
comercial, baixo custo, além de não requererem cofatores64,65.
Em solvente orgânico, as lipases catalisam a transferência de
grupos acila de compostos doadores para uma ampla faixa de
compostos aceptores diferentes da água. Dependendo do tipo
do doador de acila  e do aceptor, as reações catalisadas por
lipases incluem esterificações, transesterificações66-70, amida-
ção71-75, síntese de peptídeos76,77 e a formação de lactonas
macrocíclicas78,79. Destas possibilidades, a síntese e/ou tran-
sesterificação enantiosseletiva de ésteres são de interesse por-
que fornecem aos químicos orgânicos sintéticos um método
fácil para a preparação de álcoois e ácidos opticamente ativos.
Mecanisticamente, a síntese enzimática de ésteres ou reação
enzimática de transesterificacão tem algumas características em
comum com as reações da química clássica correspondentes,
mas os princípios que governam a especificidade estereoquími-
ca são diferentes e assim justificam a sua utilização80.

Muitos dos estudos para a utilização de lipases em síntese orgâ-
nica tem envolvido conversão assimétrica, um dos temas centrais
da síntese orgânica moderna81. A indústria farmacêutica tem de-
monstrado grande  interesse nesta área, visto que a atividade bioló-
gica de muitas drogas racêmicas muitas vezes reside em um único
enantiômero. Sintetizar tais drogas em sua forma enantiomerica-
mente pura está se tornando um caminho importante na química da
biotransformação. Drogas como Naproxen (agente antiinflamató-
rio)82, Dropropizina (agente antitussígeno)83, Cloranfenicol (agente
antimicrobial)84, Atenolol (usado no tratamento da hipertensão)85 e
a cadeia lateral do Taxol (usado no combate ao câncer)86 têm sido
resolvidos por catálise enzimática. A aplicação da resolução enzi-
mática na indústria farmacêutica é extensa87-92.

A resolução de álcoois racêmicos tem sido feita explorando as
propriedades enantiosseletivas de enzimas hidrolíticas93,94. Os álco-
ois opticamente ativos podem ser obtidos em soluções aquosas por
hidrólises estereosseletivas dos correspondentes ésteres racêmi-
cos95-100, por esterificações em solvente orgânico101-105 e por tran-
sesterificações dos correspondentes álcoois racêmicos106-111. A
escolha do método depende de muitos fatores tais como seleção
de um biocatalisador disponível, rendimento, pureza, velocidade

da reação, separação dos produtos e estabilidade das enzimas. Em
outras palavras, a otimização das condições reacionais. Com a ex-
ceção de certos álcoois estericamente impedidos, as lipases catalisam
a acilação assimétrica de uma ampla faixa de substratos cíclicos e
acíclicos com enantiosseletividade entre moderada e alta112-123.

2. EXPERIMENTAL

2.1. Materiais e Métodos

As enzimas utilizadas neste trabalho foram: lipase de Pseudo-
monas sp (Genzyme Biochemicals Ltd), com atividade específica
de 1900 unidades/mg de sólido; lipase de Candida cilindracea
(CCL) (Sigma Chemical CO) tipo VII-S com atividade específica
de 71 unidades/mg de sólido; lipase Microbial (Genzyme
Biochemical Ltd) com atividade específica de 1600 unidades/mg
de sólido, lipase de Chromobacterium viscosum (C.V. lipase)
(Genzyme Biochemical Ltd), com atividade específica de 3970
unidades/mg de sólido e lipase do pâncreas do porco (PPL)
(Sigma Chemical CO) com atividade específica de 35 unidades/
mg de sólido. Foram utilizados solventes e substratos comerciais,
purificados quando necessário. O surfactante Aerosol-OT
(sulfosuccinato sódico de bis-2-etilhexila) (Sigma,D-0885 lote
120H0456) e a gelatina em pó (tipo A: Bloom 300) foram forne-
cidos pela Sigma. A sílica para cromatografia em coluna (70-230
mesh) e em placa foi fornecida pela Merck.

Os espectros de infravermelho foram efetuados em um
espectrofotômetro Perkin Elmer modelo 781. Os espectros de
1H RMN foram feitos em um espectrômetro Varian EM-360L
60 MHz e Bruker AC 200 MHz, utilizando tetrametilsílano
(TMS) como padrão interno. Estudos cinéticos foram realiza-
dos em um espectrofotômetro modelo Beckman DU-65.

As vidrarias foram da Pyrex e os demais reagentes utiliza-
dos foram de pureza analítica.

2.2. Preparação do Organo-Gel

O organo-gel (MBG) foi preparado pela adição de uma solução
de Aerosol-OT em hexano a 55°C   a uma segunda solução de
gelatina em água também a 55°C  . A mistura foi então agitada
vigorosa e manualmente e deixada esfriar a temperatura ambiente
para formar um gel rígido e estável. A composição do organo-gel
utilizado foi a seguinte: 1,40g de gelatina, 2,15 mL de água desti-
lada, 4,00 mL de solução de Aerosol-OT 0,5M, 2,20 mL do solven-
te hexano (W0 = 59,72). A microemulsão água-óleo contendo a
enzima foi preparada injetando 0,25 mL de uma solução aquosa de
enzima com concentração de 10 mg/mL na solução de Aerosol-OT.
Após estabilização à temperatura ambiente, os géis foram armaze-
nados em “freezer” para serem utilizados nas reações. Géis contro-
le, isto é, sem enzima imobilizada também foram preparados58-60.

2.3. Preparação do Meio Reacional

 Os géis contendo enzima imobilizada foram retirados do
“freezer”, rapidamente separados dos tubos de ensaio e cortados
em secções regulares de 125 mm3, e então removidos para um
erlenmeyer contendo hexano, estando assim prontos para serem
utilizados como biocatalisadores nas reações em meio orgânico62.

Todas as reações apresentadas neste manuscrito foram tam-
bém efetuadas utilizando géis controle, sem enzimas imobili-
zadas, e sob estas condições não foram observadas a formação
de produtos.

3. RESULTADOS E DISCUSSÃO

3.1 Efeitos do Solvente

A verificação de que enzimas podem funcionar em meio
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não aquoso tem eliminado muitas dúvidas sobre o uso destas
como catalisadores. Além disso, a catálise enzimática em meio
orgânico tem revelado alguns fenômenos inesperados e benéfi-
cos. Por exemplo: a estabilidade de enzimas em meio não aquo-
so pode ser aumentada comparando-se com aquelas em água81;
todas as propriedades enzimáticas de interesse particular para
químicos orgânicos, como por exemplo a enantiosseletividade,
podem ser controladas pelo solvente125-127.

Recentemente, algumas regras empíricas foram formuladas
para a otimização da atividade biocatalítica em diferentes
solventes orgânicos. O parâmetro P, o coeficiente de partição
do solvente entre o 1-octanol e água, foi introduzido como
uma medida quantitativa da polaridade do solvente80. Em 1987,
Laane e col.128 publicaram um trabalho relacionando o coefici-
ente de partição (log P) com a atividade de biocatalisadores
em solvente orgânico. Neste trabalho, os autores mostraram
que o coeficiente de partição, log P, é um indicador mais ade-
quado do que o momento de dipolo (D) e a constante dielétrica
(ε) para a medida da polaridade, quando correlacionada com a
atividade de biocatalisadores.

Rubio e col.129 têm estudado o efeito do solvente na regios-
seletividade de enzimas como a lipase de Pseudomonas
cepacia. Klibanov e col.130 têm verificado que pode ocorrer
inversão da enantiosseletividade de algumas enzimas quando é
mudada a hidrofobicidade do solvente. No caso da protease de
Aspergillus oryzae foi observada uma dependência linear
satisfatória entre a enantiosseletividade da protease e log P de
mistura de solventes.

Estudos recentes também mostraram que a enantiosseletivi-
dade da protease Subtilisin Carlsberg na reação de transesterifi-
cação do álcool sec-feniletílico e butirato de vinila é grande-
mente afetada pelo solvente. Por exemplo, a razão entre (Kcat /
KM)s / (Kcat / KM)p váriou de 3 em acetonitrila anidra para
61 em dioxano anidro131. Perda em eficiência catalítica e enan-
tiosseletividade foram observadas quando a lipase de Candida
cilindracea foi empregada em meio orgânico hidrofílico tal
como dioxano ou tetrahidrofurano, comparativamente com sol-
ventes hidrofóbicos como por exemplo o tolueno132. A seleti-
vidade pró-quiral de uma enzima pode também ser grandemen-
te afetada pelo solvente133.

Para investigar o efeito do solvente no sistema de organo-gel
(MBG), diferentes solventes foram utilizados na reação de esteri-
ficação do ácido oleico e 1-pentanol. A reação de esterificação foi
catalisada pela lipase de Chromobacterium viscosum (C.V. lipase)
imobilizada em organo-gel de ciclohexano. Os resultados obtidos
estão mostrados na tabela 160, 128.

A partir destes dados pode-se observar uma grande variação
no rendimento de ésteres em função da polaridade do solvente
externo. Os valores variaram de um máximo de 88% no rendi-
mento do éster, quando o n-octano foi utilizado como solvente,
até um valor de 7%, quando os solventes externos foram o
xileno e o 1,4-dioxano. Existe uma correlação nítida entre os
valores de log P e os rendimentos dos produtos das reações,
que pode ser melhor visualizada  na curva em forma de “S”
descrita na figura 2, concluindo-se que os melhores solventes
para reações de esterificação catalisadas pela C.V.lipase imobi-
lizada no sistema de organo-gel são aqueles  que possuem
valores de log P maiores ou iguais a 3,2. Este resultado está de
acordo com os obtidos por Laane para reações estudadas com
enzimas em suspensão em solvente orgânico e com enzimas
imobilizadas em micelas reversas128.

Em geral, a eficiência catalítica das enzimas diminui com o
aumento da polaridade do solvente. Solventes hidrofílicos tam-
bém podem desnaturar as enzimas por penetrarem nos núcleos
hidrofóbicos das proteínas modificando a sua estrutura natural.
Outra consideração importante é a solubilidade dos substratos e
produtos no meio. As propriedades físicas do meio apolar podem
afetar a posição de equilíbrio e assim, o rendimento da reação
enzimática. Observa-se também que solventes polares danificam a

Tabela 1. Efeito do solvente na reação de esterificação do ácido
oleico com 1-pentanol catalisada pela C.V.lipase imobilizada
em MBG, a 25oC a, b.

Solvente Rendimento (%) Coeficiente de
Partição (log P)c

n-octano 88 4,50
iso-octano 83 4,51
heptano 82 4,00
ciclohexano 79 3,20
hexano 78 3,50
éter de petróleo 77 ——
tolueno 70 2,50
tetracloreto de carbono 63 3,00
benzeno 45 2,00
éter etílico 42 0,85
clorofórmio 12 2,00
xileno 07 3,10
1,4-dioxano 07 -1,14

(a) Os dados foram reproduzidos da ref. [60]; (b) As reações
foram efetuadas com 10g de organo-gel de ciclohexano em 30
mL de solvente com 0,01 mol de cada substrato, C.V.lipase =
250µg/mL. Empregou-se agitação magnética suave, com um
tempo de reação de 24 horas a 25oC; (c) Os valores de log P
foram obtidos da Lit. [128].

Figura 2. Efeito do solvente no rendimento da reação de esterificação
entre o  ácido oleico e 1-pentanol, catalisada pela C.V. lipase imobiliza-
da em  MBG em função do log P a 25 °C  . Tempo de reação: 24 horas.

estrutura do gel interferindo no rendimento da reação.

3.2  Reutilização do Catalisador

Uma das grandes vantagens do sistema organo-gel está na sua
reutilização. Este é um fator importante quando considera-se a
aplicação prática de um catalisador em um método particular de
síntese, em razão de seu alto custo para os processos empregados.

Em trabalhos anteriores, já foi verificado que o organo-gel
possui elevada estabilidade e reversibilidade térmica60.  A
enzima imobilizada neste sistema permanece com uma ativida-
de de até 87% por um período de até doze meses quando arma-
zenada à temperatura ambiente.

A figura 3 mostra o desempenho da C.V. lipase imobilizada
em organo-gel em repetidas preparações do oleato de n-pentila.
A enzima manteve-se ativa depois de 15 conversões com um
rendimento na faixa de 65-70 %. Assim, fica claro que a ativi-
dade catalítica da C.V. lipase neste sistema mantém-se num ní-
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indicando que efeitos estéricos, além dos hidrofóbicos, tam-
bém devem ser considerados e avaliados.

Quando álcoois ramificados foram  utilizados, observou-se
uma diminuição no rendimento, dependendo do tamanho da
ramificação e da proximidade desta com o grupo reativo
hidroxila do álcool. Por exemplo, com o álcool terc-butanol a
reação não ocorreu, evidenciando a importância de efeitos
estéricos em reações biocatalisadas. A diminuição no rendi-
mento causada pelas ramificações pode ser atribuída ao efeito
de reconhecimento do sítio ativo da enzima. Assim, substratos
impedidos estericamente não são alojados efetivamente no cen-
tro ativo para que possa ocorrer a catálise. Outro fator que
pode interferir no rendimento das reações é a interação das
ramificações com a parte apolar do surfactante, impedindo a
difusão dos substratos na superfície da microemulsão gelificada
onde se localiza o sítio ativo da enzima.

Com o afastamento das ramificações na cadeia do álcool,
por exemplo para o isobutanol e isopentanol, os oleatos de
isopropila e isopentila são formados com 47% e 89% respecti-
vamente, mostrando claramente que o afastamento da ramifi-
cação é um fator importante para que o sistema realize efetiva-
mente a catálise. O mesmo efeito foi observado para álcoois
cíclicos. Por exemplo, na esterificação do ácido oleico com
ciclo-hexanol o rendimento foi 61%. Rees e Nascimento58,
observaram  um efeito semelhante quando a ramificação situ-
ava-se próxima ao centro eletrofílico de ácidos carboxílicos.
Por exemplo, na esterificação do ácido pentanóico e do 2-metil-
pentanóico com n-octanol, o rendimento foi de 93% após dois
dias de incubação e 10% em sete dias de incubação, respecti-
vamente, à temperatura ambiente134. Okumura e colaboradores
observaram também o mesmo efeito para álcoois secundários e
terciários em sistema homogêneo com agitação135.

Lipases de diferentes fontes (Pseudomonas sp, Pâncreas do
porco (PPL) e Candida cilindracea (CCL)) também  foram
imobilizadas em organo-gel para verificar a eficiência catalítica
na reação do ácido oleico com 1-pentanol. Os resultados estão
expressos na tabela 3. Uma vez que a atividade específica das
enzimas é uma indicação da pureza das mesmas, pode-se ob-

Figura 3. Reutilização da C.V. lipase imobilizada em organo-gel na
esterificação do ácido oleico com 1-pentanol a 25°C  .
vel muito bom, considerando-se o número de repetições do ex-
perimento. Não foram observadas mudanças na aparência física
do gel durante o período de duração do experimento.

3.3 SÍNTESE DE ÉSTERES ALIFÁTICOS

O organo-gel, para fins preparativos, foi inicialmente utiliza-
do na síntese de ésteres alifáticos. A lipase de Chromobacterium
viscosum (C.V.lipase), foi imobilizada em organo-gel conforme
procedimento geral e utilizada para a preparação de uma série
de ésteres derivados do ácido oleico (ácido cis-9 octadecenóico)
e diferentes álcoois alifáticos (equacão 1), obtendo-se os corres-
pondentes ésteres com bons rendimentos (Tabela 2)60.

Tabela 2. Esterificação do ácido oleico com diferentes álcoois
alifáticos, catalisada pela C.V. lipase imobilizada em  MBG a
25oC a,b.

R’OH Rendimento R’OH Rendimento
(%) (%)

etanol 61 tetradecanol 68
propanol 64 hexadecanol 75
butanol 63 octadecanol 74
pentanol 68 isopropanol 47
hexanol 72 terc-butanol  0
octanol 80 3-metil-1-butanol 89
decanol 82 ciclohexanol 61
dodecanol 68 álcool alílico 50

(a) Dados reproduzidos da ref. [60]; (b) Condições reacionais:
0,01 mol de cada substrato, 10 mL de organo-gel com C.V.
lipase imobilizada (250mg/mL), 30 mL de hexano, 10 horas
com agitação a 25oC.

CH3(CH2)7CH=CH(CH2)7COOH + R'OH 

CH3(CH2)7 CH=CH(CH2)7 (COOR' + H2O) (1)

As reações de esterificação do ácido oleico com álcoois
alifáticos de cadeia normal mostraram que ocorre um aumento
no rendimento do produto com o aumento da cadeia hidrocar-
bônica do álcool em até 10 carbonos com diminuição para
homólogos superiores. O rendimento máximo de éster foi ob-
tido com o 1-decanol, obtendo-se o produto com 82% de ren-
dimento. Com álcoois de cadeia alquílica maiores, os rendi-
mentos dos correspondentes oleatos foram um pouco menores,

Tabela 3. Esterificação do ácido oleico com 1-pentanol utili-
zando lipases de  diferentes fontes, imobilizadas em MBG a
25oC a, b.

Lipases Rendimento (%)

Chromobacterium viscosumc 68
Microbiald 62
Pseudomonas spe 55
Pâncreas do porcof —
Candida cilindraceag —

(a) Dados reproduzidos da ref. [134]; (b) Todas as reações
foram realizadas com 30 mL de hexano, 10g de MBG conten-
do 2,5 mg de enzima imobilizada com agitação por 10 horas;
(c) 3335 unidades/mg de sólido; (d) 1600 unidades/mg de só-
lido; (e) 1900 unidades/ mg de sólido; (f) 70 unidades/ mg de
sólido; (g) 1010 unidades/ mg de sólido.

servar pelos resultados obtidos que a atividade influencia no
rendimento dos produtos. De acordo com estas observações, o
oleato de n-pentila foi obtido em melhor rendimento com a
C.V. lipase imobilizada em organo-gel.

Estes resultados mostram que a pureza da enzima é um
fator que deve ser considerado quando se utiliza este sistema.
Klibanov e col.136-139 já demonstraram que em sistema
bifásico, lipases como a CCL e PPL de baixa atividade
catalítica catalizam reações de esterificação de álcoois primá-
rios e secundários com diferentes ácidos alifáticos ou aromá-
ticos e bons rendimentos.



668 QUÍMICA NOVA, 20(6) (1997)

Okumura e col.135 utilizaram lipases de Aspergillus niger,
Rhizopus delemar, Geotrichum candidum e Penicillium
cyclopium na esterificação do ácido oleico e 1-pentanol em
meio homogêneo a 30°C e 16 horas de agitação. Observou-se
que a lipase de Rhizopus delemar foi a que mostrou resultados
similares com C.V.lipase em organo-gel, obtendo-se o éster
com 68% de rendimento. Com as demais enzimas, o rendimen-
to ficou abaixo de 36%.

3.4 Síntese de Diésteres

A C.V.lipase, enzima que demonstrou maior eficiência no
sistema de organo-gel, foi imobilizada e utilizada para prepa-
rar uma série de diésteres derivados de ácidos dicarboxílicos e
dióis contendo hidroxilas ligadas ao carbono primário140.

Os ácidos dicarboxílicos e os álcoois alifáticos foram adici-

Um procedimento análogo foi utilizado para a esterificação
de dióis a 25°C (equação 3).

A tabela 4 apresenta os resultados das reações de diesterifi-
cação dos dióis e diácidos141.

Considerando os compostos 3, 4, 5 e 7 da tabela 4, onde
reagiu-se diferentes diácidos com o 1-pentanol, podemos ob-
servar novamente uma dependência do tamanho da cadeia hi-
drocarbônica na catálise enzimática neste sistema, onde obser-
vou-se que o ácido dodecanodicarboxílico forma o correspon-
dente diéster com 68% de rendimento em hexano como sol-
vente externo. Quanto ao efeito do solvente, foi verificado que
o ciclohexano e o heptano são solventes mais eficientes que o
hexano na reação do ácido dodecanodicarboxílico com o 1-
pentanol (rendimentos de 84% e 89%, respectivamente).

Com relação à esterificação dos dióis, também foi observada
uma certa dependência com o comprimento da cadeia hidrocarbô-
nica. Com base nestes resultados pode-se então dizer que o sistema
por ter um grande caráter apolar, tende a se comportar melhor
com substratos apolares. Ao utilizar-se substratos com cadeia
alquílica grande no entanto, pode haver dificuldade na difusão no
organo-gel até o sítio catalítico da lipase que se encontra no inte-
rior da microemulsão gelificada. O fato das lipases terem sua ati-
vidade catalítica aumentada na interface lipídio-água, característi-
ca única de catálise interfacial que faz com que elas apresentem
um envolvimento hidrofóbico142, descarta a possibilidade da água
da microemulsão interferir na cátalise e, pode-se confirmar então
que a dificuldade da catálise no sistema de organo-gel está rela-
cionada basicamente com a estrutura do substrato e o caminho
percorrido pelo mesmo. Muitos dióis são úteis para a síntese de
compostos biologicamente ativos. Portanto, este sistema pode ser
utilizado para estudo de reações com outros dióis com  possíveis
aplicações em fármacos e em acilação regiosseletiva143-145.

3.5 Resolução de Álcoois Racêmicos

Diferentes lipases (Chromobacterium viscosum, Pseudomonas sp,
Microbial, Candida cilindracea) foram imobilizadas em MBG e uti-
lizadas para a resolução enzimática dos álcoois (±)2-hexanol, (±)2-
octanol, (±)1-feniletanol via esterificação com os ácidos hexanóico e
dodecanóico (Esquema 1). As reações foram realizadas adicionando-
se em um erlenmeyer 25 mL de hexano, 20g de organo-gel com
enzima imobilizada (2,5 mg de enzima para cada 10g de gel), 0,03
moles de ácido e 0,03 moles de álcool racêmico, sob agitação em um
banho maria tipo Dubnoff termostatizado a 25oC durante 5 dias. Após
este  tempo, os géis foram separados do meio reacional, lavados com
hexano e reutilizados. As reações foram acompanhadas por cromato-

onados na proporção de 1:2 respectivamente, em hexano, sob
agitação em banho maria tipo Dubnoff a 25°C   com 10g de

gel contendo 2,5 mg de lipase de Chromobacterium viscosum
imobilizada (equação 2).

(2)

Tabela 4. Esterificação de ácidos dicarboxílicos e dióis
catalisada pela  C.V.lipase imobilizada em  MBG a 25oCa.

Composto Rendimento (%) Composto Rendimento(%)

1 09 7 54

2 28 8 19

3 53 9 24

4 53 10 87

5 68 11 67

6 70

(a) As reações foram realizadas utilizando 0,02 moles de álco-
ol alifático para 0,01 mol de diácido e 0,01 mol de diol para
0,02 mol de ácido alifático, 5 dias, 30 mL de hexano sob agi-
tação magnética suave, 10g de organo-gel contendo 2,5 mg de
C.V.lipase imobilizada.

(3)

Esquema 1

grafia em camada delgada usando-se como eluente uma mistura de
hexano/acetato de etila (15:1). A separação do éster quiral foi reali-
zada utilizando-se cromatografia em coluna com sílica gel 60 e
hexano:acetato de etila (15:1) como eluente.

Os álcoois quirais, obtidos por hidrólise dos corresponden-
tes (R)-ésteres, foram obtidos com excessos enantioméricos na
faixa de 90 - 100% (Tabelas 5 e 6) e rendimentos entre 20 a
50% do éster isolado146.
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Tabela 5. Resolução enzimática dos álcoois secundários racêmicos via esterificação com o ácido dodecanóico em MBG a 25oCa.

Álcoois Enzimas Conversão Rend. éster [α]20/D ees
c eep 

d Ee

(%) isolado (%) (c, CHCl3)b (%) (%)

12 C.V.lipase 40 33 -11,5 (1,1) 31 96 85
Microbial 27 23 -12,1 (3,1) 20 100 >100
Pseudomonas sp 22 15 -11,8 (9,1) 20 97 79

13 C.V.lipase 43 46 -9,8 (6,4) 36 99 >100
Microbial 29 40 -9,2 (7,4) 19 93 32
Pseudomonas sp 20 28 -9,4 (5,1) 12 95 45

14 C.V.lipase 40 35 +41,9 (2,8) 46 98 >100
Microbial 33 29 +40,4 (3,1) 15 94 36
Pseudomonas sp 18 27 +41,5 (3,9) 52 97 >100

(a) Os dados foram  reproduzidos das ref. [141] e [146]; (b) rotação óptica do álcool reativo derivado da hidrólise do éster; (c)
ees é o excesso enantiomérico do álcool não reativo; (d) eep é o excesso enantiomérico do álcool derivado do  éster; (e) E é a razão
enantiomérica calculada pela equação: E= ln[(1 - C)(1 - ees)] / ln[(1 - C)(1 + ees)] onde  C= ees /ees + eep,  ref.[147] e [148].

Tabela 6. Resolução enzimática dos álcoois secundários racêmicos via esterificação com o ácido hexanóico em MBG a 25oCa.

Álcoois Enzimas Conversão Rend. éster [α]20/D ees
c eep 

d Ee

(%) isolado (%) (c, CHCl3)b (%) (%)

12 C.V.lipase 26 31 -12,0 (6,0) 8 99 >100
Microbial 20 14 -11,7 (4,9) 8 97 66
Pseudomonas sp 16 11 -11,3 (3,1) 5 94 29

13 C.V.lipase 18 32 -9,3 (5,4) 10 94 37
Microbial 16 26 -9,4 (3,5) 5 95 41
Pseudomonas sp 15 20 -9,4 (3,0) 7 95 38

14 C.V.lipase 25 32 +41,5 (3,5) 24 97 90
Microbial 23 28 +40,2 (6,0) 13 94 40
Pseudomonas sp 17 22 +40,1 (1,6) 15 93 32

(a) Os dados foram  reproduzidos das ref. [141] e [146]; (b) rotação óptica do álcool reativo derivado da hidrólise do éster; (c)
ees é o excesso enantiomérico do álcool não reativo; (d) eep é o excesso enantiomérico do álcool derivado do  éster; (e) E é a razão
enantiomérica calculada pela equação: E= ln[(1 - C)(1 - ees)] / ln[(1 - C)(1 + ees)] onde C= ees /ees + eep,  ref.[147] e [148].

O sistema de organo-gel mostrou ser eficiente para a conver-
são assimétrica de álcoois secundários racêmicos, em compara-
ção com resultados da literatura14-17,112-114.  Os substratos que
mostraram ser mais adequados para utilizar este sistema em
conversão assimétrica são aqueles com cadeia hidrocarbônica
grande, como por exemplo, o ácido dodecanóico mostrou ser um
bom substrato para resolver álcoois secundários racêmicos.

Os resultados experimentais da resolução enzimática no sis-
tema de organo-gel mostraram que a enzima mantém sua ativi-
dade catalítica e enantiosseletividade quando imobilizada neste
sistema. Além disso, não tem tantos inconvenientes como ou-
tros métodos cujo biocatalisador está em contato direto com o
solvente125,127,130 e/ou utilizam uma alta concentração de enzima
(200 mg a 13g)  para realizar cada experimento149,150.

Portanto, o sistema de organo-gel pode ser empregado com
sucesso para a resolução de álcoois secundários racêmicos.
Hinze e col.151 empregaram o sistema para a esterificação
enantiosseletiva do ácido 2-metilbutírico e seus resultados indi-
cam claramente que o uso do organo-gel contendo enzimas imo-
bilizadas ou outros biocatalisadores é uma alternativa atraente e
viável para se conduzir reações enzimáticas em meio orgânico.

3.7 Reação de Transesterificação

Estudos cinéticos foram realizados utilizando-se lipases
imobilizadas em organo-gel (Chromobacterium viscosum,
Microbial e Pseudomonas sp) para as reações de transesterifi-
cação entre o octanoato de p-nitrofenila com os álcoois

alifáticos (n-pentanol, n-hexanol, n-octanol e (±) 2-butanol)
conforme a equação 4. As reações foram acompanhadas espec-
trofotometricamente a 25°C, observando-se a formação do
p-nitrofenol em 307 nm.

Para acompanhar o desenvolvimento das reações, realizou-
se alguns testes variando-se a polaridade do solvente com a
finalidade de extrair o p-nitrofenol do interior do organo-gel.
Os solventes utilizados foram os seguintes: heptano, ciclohe-
xano, clorofórmio, 1,4-dioxano e acetonitrila. O heptano e o
ciclohexano, análogos ao hexano em termos de polaridade, não
extraíram o p-nitrofenol do organo-gel para o solvente externo.
Por outro lado, o clorofórmio destruiu a estrutura macroscópica
original do organo-gel. Resultados análogos foram encontrados
com a água, acetona e ácido acético134. Apenas a acetonitrila e
1,4-dioxano mostraram-se efetivos e puderam ser utilizadas
como solvente externo na reação de transesterificação152.

(4)
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As futuras aplicações do sistema de organo-gel (MBG) são
muito promissoras, principalmente para imobilização de prote-
ínas e outras biomoléculas que atuem como catalisadores na
síntese orgânica moderna. A utilização na resolução de fárma-
cos racêmicos, nas várias etapas de síntese, são campos a se-
rem explorados utilizando este sistema. Estudos para a eluci-
dação da própria estrutura do organo-gel e sua interação com
biomoléculas, a utilização de diferentes surfactantes, o estudo
de difusão, ainda são pontos pouco estudados e que podem ser
melhor explorados.  Finalmente, deve-se mencionar que o sis-
tema de organo-gel abre um novo caminho para a exploração
de enzimas em síntese orgânica.
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As reações foram realizadas adicionando-se em um erlenmeyer
15 mL de octanoato de p-nitrofenila (1x 10-4 M) e 15 mL de
álcool (5 x10-3 M), 10g de organo-gel contendo lipase imobiliza-
da, sob  agitação em banho maria tipo Dubnoff termostatizado a
25°C (equação 4). Em intervalos de tempos regulares, alíquotas
de 3,0 mL foram retiradas e analisadas por espectroscopia UV-
visível. A partir de dados de absorbância em 307 nm foi possível
conhecer a concentração do produto em tempos pré-determinados,
e com auxílio de um programa iterativo foram  obtidos os valores
de kobs mostrados na tabela 7141.

As constantes de velocidade obtidas para estas reações no
sistema  MBG mostraram que as mesmas estão associadas tan-
to com o tamanho das cadeias hidrocarbônicas como com a
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CONCLUSÕES

O sistema de organo-gel mostrou ser eficiente para imobili-
zação de enzimas e para sua aplicação em síntese orgânica.
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