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ASSESSMENT OF CATALYTIC PROPERTIES IN AQUEOUS AND ORGANIC MEDIA OF LIPASE FROM Candida rugosa

IMMOBILIZED ON WOOD CELLULIGNIN ACTIVATED WITH CARBONYLDIIMIDAZOLE. Microbial lipase from Candida
rugosa was immobilized by covalent binding on wood cellulignin (Eucaliptus grandis) chemically modified with
carbonyldiimidazole. The immobilized system was fully evaluated in aqueous (olive oil hydrolysis) and organic (ester synthesis)
media. A comparative study between free and immobilized lipase was carried out in terms of pH, temperature and thermal stability.
A higher pH value (8.0) was found optimal for the immobilized lipase. The optimal reaction temperature shifted from 37 °C for
the free lipase to 45 °C for the immobilized lipase. The pattern of heat stability indicated that the immobilization process tends to
stabilize the enzyme. Kinetics tests at 37 °C following the hydrolysis of olive oil obeyed the Michaelis-Menten rate equation. Values
for K

m
 = 924.9 mM and V

max
 = 198.3 U/mg were lower than for free lipase, suggesting that the affinity towards the substrate changed

and the activity of the immobilized lipase decreased during the course of immobilization. The immobilized derivative was also
tested in the ester synthesis from several alcohols and carboxylic acids.
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INTRODUÇÃO

Os processos que utilizam lipases são especialmente atraentes
em função das diferentes aplicações desta enzima. As lipases po-
dem catalisar reações de hidrólise, esterificação e interesterificação,
com extrema simplicidade de processo, qualidade superior do pro-
duto final e excelente rendimento1-3. Estas características confe-
rem às lipases um potencial biotecnológico comparável ao das
proteases e carboidrases - enzimas industrialmente utilizadas - es-
timulando pesquisas para otimização da sua produção, caracteri-
zação, imobilização e aplicação industrial2,3.

Idealmente os sistemas catalisados por lipases devem ser trata-
dos caso a caso e as generalizações devem ser praticadas com caute-
la2. Portanto, a seleção das condições adequadas na catálise enzi-
mática em meios não convencionais deve seguir uma cuidadosa
manipulação do meio-ambiente do biocatalisador, de tal forma que
a produtividade do sistema seja maximizada por meio da potencia-
lidade total da atividade enzimática2. Isto pode ser alcançado pela
utilização de solventes apropriados4,5, controle do teor de água no
meio reacional6,7 e imobilização da enzima em suportes sólidos8-10.
A imobilização tem efeito benéfico na estabilidade da enzima, em
função das interações físicas e químicas entre o suporte e as molécu-
las da enzima. A imobilização também auxilia na dispersão homo-
gênea da enzima no meio, o que é essencial para a condução de
reações enzimáticas9,10.

As propriedades dos derivados imobilizados são influenciadas
tanto pelas propriedades da enzima como pelo material do supor-
te2,11. A interação entre esses dois componentes proporciona um
derivado imobilizado com propriedades químicas, bioquímicas, me-
cânicas e cinéticas específicas11,12. Dentre os vários parâmetros que
devem ser considerados, os mais importantes são pH, temperatura,

força iônica, pressão, agitação, liberação de cofatores e do substrato
com a remoção dos produtos. Estes fatores influenciam no desem-
penho do suporte, na conformação da enzima, na velocidade de
transferência de massa e de reação intrínseca e, portanto, afetam o
comportamento da enzima imobilizada4,9,10.

De todos os fatores citados com exceção da enzima, a maior
contribuição para o bom desempenho da enzima imobilizada é
fornecida pelo suporte11,12. Se, por um lado, o suporte criteriosa-
mente selecionado pode aumentar o tempo de meia-vida da enzima
imobilizada, por outro, uma escolha imprudente pode afetar adver-
samente não só o tempo de meia-vida, mas o desempenho global
do sistema2,12.

Uma grande variedade de materiais naturais, sintéticos, orgâ-
nicos ou inorgânicos com diferentes características, tamanho, for-
ma e densidade, tem sido estudada para a imobilização de lipases8-10.
Na sua maioria, utiliza suportes inorgânicos porosos de alto custo
devido, em parte, a sua resistência ao ataque microbiano e grande
área superficial disponível para ligação com a enzima. Entretanto,
várias substâncias orgânicas, tais como celulose e seus derivados,
são também dotadas de grande estabilidade física e resistência ao
ataque por microrganismos.

A celulignina é o produto obtido na pré-hidrólise de biomassa
em reatores revestidos com metais refratários, com médio poder
calorífico e combustível catalítico que se destina à utilização em
termoelétricas de ciclo combinado, gerando energia com custos in-
feriores aos da hidroelétrica (< US$ 30,00/MWh)14. Devido ao seu
alto grau de polimerização (35% lignina + 65% celulose) e proprie-
dades físico-químicas como porosidade e área superficial, este ma-
terial pode apresentar grande potencial para ser utilizado como ma-
triz de imobilização de catalisadores químicos e bioquímicos.

Em trabalhos anteriores15,16, a celulignina foi testada com su-
cesso como matriz de imobilização da lipase microbiana (lipase de
Candida rugosa) empregando hexano como meio de dispersão.
Entre as técnicas de imobilização testadas (adsorção física e liga-
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ção covalente) os resultados mais elevados foram obtidos para a
metodologia de imobilização por ligação covalente empregando
celulignina quimicamente modificada com carbonildiimidazol. Esta
técnica forneceu derivados imobilizados mais ativos (152 U/mg)
em relação aos obtidos empregando celulignina in natura ou mo-
dificada com glutaraldeído16.

A utilização do carbonildiimidazol (CDI) na modificação quí-
mica de suportes contendo grupos hidroxilas para imobilização de
enzimas tem apresentado resultados satisfatórios17. O CDI atua
como um agente carbonilante, inserindo uma carbonila no suporte
(Esquema 1). A reação deve ser feita com uma solução de CDI em
solvente polar aprótico18. No contato do suporte com a solução
enzimática, o nitrogênio nucleofílico do grupo amino livre da enzi-
ma ataca a carbonila presente no suporte modificado, ocorrendo a
ligação covalente entre a enzima e o suporte17 (Esquema 2).

Considerando o bom desempenho da celulignina como matriz
de imobilização da lipase de Candida rugosa16, julgou-se conveni-
ente um estudo mais detalhado referente à aplicação do sistema
imobilizado resultante em reações típicas catalisadas por lipases.
Em meio aquoso, as características bioquímicas, cinéticas e
catalíticas do sistema imobilizado foram determinadas na reação
de hidrólise do azeite de oliva. Em meio orgânico, adotou-se como
modelo de estudo a reação de esterificação de álcoois primários
com ácidos carboxílicos em heptano como solvente. Os dados ob-
tidos foram comparados com os descritos na literatura referentes à
caracterização da lipase de Candida rugosa imobilizada em dife-
rentes suportes orgânicos e inorgânicos.

PARTE EXPERIMENTAL

Materiais

A lipase microbiana (Candida rugosa, tipo VII) foi adquirida
da Sigma Chemicals Co. (St. Louis, MO, EUA), com atividade
específica média de 1870 U/mg de proteína (hidrólise do azeite de
oliva). Como matriz de imobilização foi empregada celulignina de
madeira (Eucalyptus grandis), obtida pelo craqueamento da ma-
deira por hidrólise ácida, gentilmente cedida pelo Departamento
de Engenharia de Materiais – FAENQUIL, com as seguintes carac-
terísticas14: estrutura porosa, 35% de lignina, 65% celulose, granu-
lometria 80 a 100 mesh; densidade 0,35 g/cm3. Para os testes
catalíticos foram usados azeite de oliva comercial de baixa acidez
(Carbonell), ácidos carboxílicos (butírico, octanóico e láurico) e
álcoois primários (etanol, propanol, butanol, hexanol e octanol)

adquiridos da Merck ou Vetec. Os ésteres utilizados como padrões
cromatográficos foram sintetizados por via química no Laborató-
rio de Síntese Orgânica - FAENQUIL, com estrutura comprovada
por RNM de próton (CDCl

3
, δ, 300Hz). Todos os outros reagentes

foram de grau analítico.

Imobilização da lipase em celulignina

Em um procedimento típico, o suporte foi inicialmente neutra-
lizado por meio da adição de uma solução de hidróxido de sódio
(0,1 M) e, em seguida, tratado com carbonildiimidazol diluído em
dimetilsulfóxido (5 mg/mL)16,17. O procedimento de imobilização
consistiu do contato da solução enzimática (250 U) com o suporte
previamente umedecido com hexano na presença de polietileno-
glicol (PEG, MM 1500), por um período total de 21 h. A enzima
imobilizada foi recuperada por filtração a vácuo (papel de filtro
Whatman nº 41) e o sistema lavado com hexano gelado para redu-
ção do teor de água. Nessas condições16, derivados imobilizados
com elevada atividade hidrolítica (substrato azeite de oliva) foram
obtidos (193 U/mg), correspondendo a uma recuperação de ativi-
dade da ordem de 64%.

Propriedades catalíticas da lipase livre e imobilizada em meio
aquoso

A atividade enzimática da lipase nas formas livre e imobiliza-
da foi determinada pelo método de hidrólise do azeite de oliva,
conforme metodologia modificada por Soares et al19. O substrato
foi preparado pela emulsão de 50 mL de azeite de oliva e 50 mL de
goma arábica a 7% (m/v). Em frascos Erlenmeyer de 125 mL fo-
ram adicionados 5 mL de substrato, 4 mL de solução tampão fosfato
de sódio (0, 1 M, pH 7,0) e 1 mL da solução enzimática (5 mg/mL)
ou cerca de 100 mg de lipase imobilizada (massa seca). Os frascos
foram incubados a 37 °C por 5 min, em banho termostatizado com
agitação. Após o período de incubação, a reação foi paralisada pela
adição de 10 mL de uma mistura de acetona e etanol (1:1). Os
ácidos graxos liberados foram titulados com solução padronizada
de KOH 20 mM, utilizando fenolftaleína como indicador. Uma
unidade de atividade foi definida como a quantidade de enzima
que libera em 1 µmol de ácido graxo por min de reação, nas condi-
ções do ensaio. As atividades foram expressas em (μmoles/mg min)
(U), sendo que mg refere-se à massa de sólido para a lipase livre e
suporte seco para a lipase imobilizada. Adotando-se esse procedi-
mento, foi determinada a influência do pH (5,0-9,0), temperatura
(40-60 ºC) e concentração do substrato (emulsão 10-50%) nas ati-
vidades da lipase nas formas livre e imobilizada. Os valores de K

m

e V
max 

aparentes foram calculados com o auxílio do Programa
Enzyme Fitter. A constante de inativação térmica (k

d
)11 para a lipase

livre e imobilizada foi calculada pela Equação 1

(1)

sendo, A
in
= atividade residual após tratamento térmico durante um

certo período de incubação, A
in0

= atividade enzimática inicial.

Procedimento das reações de esterificação

As reações de esterificação foram conduzidas em reatores fe-
chados de 100 mL, contendo 20 mL de heptano previamente desi-
dratado com sódio metálico e quantidades equimolares dos dife-
rentes álcoois (etanol, propanol, butanol, hexanol e octanol) e áci-
dos carboxílicos (butírico, octanóico e láurico). As misturas foram

Esquema 1. Reação de carbonilação da celulose com carbonildiimidazol

Esquema 2. Ligação covalente da enzima com celulose quimicamente
modificada com carbonildiimidazol
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incubadas com a lipase imobilizada (150 U/mg) em uma propor-
ção de 10% (m/v) em relação à massa total de reagentes no meio
reacional. Todas as reações foram realizadas a 37 °C, sob agitação
constante de 150 rpm, por um período máximo de 48 h. Alíquotas
de 1 mL foram retiradas do meio reacional em intervalos de tempo
pré-estipulados, para se determinar a concentração dos materiais
de partida consumidos e os produtos formados.

Métodos analíticos

A concentração de ácido carboxílico foi determinada por titu-
lação de alíquotas coletadas da reação e dissolvidas em 10 mL de
etanol 98º GL neutralizado, empregando-se solução alcoólica pa-
dronizada de KOH 0,02 M e fenolftaleína como indicador. As con-
centrações dos álcoois e ésteres foram quantificadas por cromato-
grafia em fase gasosa (Cromatógrafo Varian CG 3800), empregando
uma coluna de 6 ft de comprimento empacotada com 5% DEGS em
Chromosorb WHP 80/10 mesh (Hewlett Packard, EUA) e nitrogênio
(30 mL/min) como gás de arraste. Para os compostos butanol e
butirato de butila, a coluna foi mantida a 75 ºC e empregou-se hexanol
como padrão interno. Para os compostos octanoato de butila e laurato
de butila empregou-se octanol como padrão interno e a coluna foi
mantida a 130 ºC. O grau de esterificação foi expresso em percentual
molar do álcool consumido, empregando a Equação 2

 (2)

sendo, C
0
 = concentração inicial do álcool e C = concentração do

álcool em um determinado tempo.

Testes de estabilidade

Estabilidade de estocagem
Uma certa massa de amostra do derivado imobilizado foi esto-

cada a 4 ºC por um período máximo de 90 dias e a atividade hidrolítica
residual, quantificada em intervalos de tempo de 30 dias. Os resulta-
dos foram expressos em porcentagem de atividade perdida.

Estabilidade térmica
As reações de hidrólise foram realizadas por meio da incuba-

ção de diversas amostras da lipase livre (1 mL, 5 mg/mL) e imobi-
lizada (100 mg) em uma faixa de temperatura de 40-60 °C em
solução aquosa de tampão fosfato (0,1 M; pH= 7,0 para lipase livre
e pH= 8,0 para lipase imobilizada) durante 60 min. Após o trata-
mento térmico, as amostras foram imediatamente resfriadas em
banho de gelo para interromper a reação de inativação e, em segui-
da, a atividade residual foi determinada a 37 °C, pela adição de
5 mL de emulsão de azeite de oliva em uma proporção de 50%
(m/v) e o tempo de meia-vida (t

½
) foi calculado pela Equação 3

(3)

sendo, k
d
 = constante de desativação.

Estabilidade operacional
A estabilidade operacional do sistema imobilizado foi verificada

em reações de hidrólise e síntese de ésteres em regime de bateladas
consecutivas com a reutilização do sistema imobilizado. As rea-
ções de hidrólise foram realizadas empregando-se uma emulsão de
azeite de oliva em uma proporção de 50% (m/v) e 0,5 g da amostra
de lipase imobilizada (30 min/37 ºC). As reações de síntese foram
realizadas em frascos fechados de 100 mL, contendo 20 mL de

substrato constituído de ácido octanóico e butanol em concentra-
ções equimolares (250 mmol) em meio a solvente (heptano) e uti-
lizando-se 0,5 g de lipase imobilizada (massa seca). As bateladas
consecutivas (48 h/37 ºC) foram monitoradas nos tempos inicial e
final. Ao final de cada ciclo, foi analisado o teor de produto forma-
do (ácidos graxos totais ou éster, dependendo do tipo de reação). O
tempo de meia-vida foi calculado pela Equação 3.

RESULTADOS E DISCUSSÃO

Devido a sua natureza protéica, as enzimas são altamente sen-
síveis a variações de pH, temperatura, concentração da própria enzi-
ma, entre outros fatores. Portanto, o conhecimento desses parâme-
tros sobre a reação enzimática permite explorar melhor as proprie-
dades catalíticas.

Qualquer que seja o método de imobilização de enzimas deseja-
se preservar, tanto quanto possível, a atividade biocatalítica e a
especificidade. Apesar da superioridade das enzimas imobilizadas
sobre as livres, o processo de imobilização pode modificar a cinética
e as propriedades físico-químicas da enzima, normalmente, redu-
zindo a atividade específica. As modificações das propriedades
enzimáticas devem-se aos seguintes fatores11: efeitos conformacionais
– modificação conformacional da molécula da enzima devido à alte-
ração na estrutura terciária do sítio ativo; efeitos estereoquímicos –
uma parte da molécula da enzima é imobilizada em uma posição tal
que o sítio ativo é relativamente inacessível ao substrato; efeitos
microambientais (efeitos de partição) – interações eletrostáticas en-
tre suporte e substrato; neste caso, as condições do microambiente
próximo à enzima são diferentes daquelas da solução reacional e,
efeitos difusionais ou de transferência de massa – têm origem na
resistência de difusão do substrato até o sítio catalítico da enzima, e
do produto para a solução.

Para verificar as alterações causadas nas propriedades origi-
nais da lipase livre, foi determinada a influência do pH e da tempe-
ratura na atividade enzimática das lipases livre e imobilizada, bem
como estimados os parâmetros cinéticos.

Influência do pH

A variação da atividade relativa em função do pH para as lipases
livre e imobilizada em celulignina é apresentada na Figura 1. Ob-
serva-se que o processo de imobilização deslocou o pH ótimo da
enzima livre (pH=7,0), para um valor de pH mais básico (pH=8,0).
Esse comportamento pode estar relacionado com possíveis mudan-
ças conformacionais da enzima ou alterações de concentração en-

Figura 1. Influência do pH na atividade hidrolítica da lipase livre ( ) e
imobilizada em celulignina ( ). Ensaio realizado a 37 ºC
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tre as espécies carregadas, substrato, produto, íons hidrogênio, íons
hidroxilas, tanto no microambiente da enzima imobilizada quanto
no meio reacional (macroambiente)11.

Normalmente, mediante imobilização, o pH ótimo de atuação
da lipase modifica-se parcialmente para pH mais alcalino, tendo em
vista que o ataque nucleofílico da serina é auxiliado pelo comporta-
mento básico da histidina8,20. Em meios ácidos, estes grupos ficam
protonados e o ataque nucleofílico da serina no grupo carbonílico do
substrato (triglicerídeo) pode comprometer a formação do comple-
xo acil-enzima. Os grupos hidroxilas (–OH) presentes na estrutura
do suporte possuem afinidade pelos hidrogênios ionizáveis (H+) dis-
poníveis no meio reacional, ocasionando um acúmulo desses íons, o
que pode afetar o microambiente da lipase e, conseqüentemente, sua
faixa de pH ótimo de atuação11. Por outro lado, os grupos carboxílicos
da lipase podem também influenciar o acúmulo de hidrogênios
ionizáveis. A estabilização deste microambiente ocorre em pH bási-
co, permitindo maior redução da concentração de H+ no sistema
imobilizado deslocando, por essa razão, o valor de pH ótimo de atu-
ação da lipase de 7,0 na forma livre, para 8,0 na forma imobilizada.
Entretanto, mudanças nos valores de pH ótimo de preparações de
lipase imobilizada para valores mais ácidos foram descritas na lite-
ratura para a lipase de Candida rugosa imobilizada em quitosana21,
um suporte catiônico. Nesse caso, o suporte agiu no sentido de ter
mais íons com carga negativa nas proximidades da enzima, deslo-
cando o perfil atividade-pH da enzima imobilizada para valores in-
feriores a pH = 7,0.

Influência da temperatura

A maioria das reações químicas se processa em uma velocidade
maior à medida que a temperatura aumenta. Um aumento na tempera-
tura imprime maior energia cinética às moléculas dos reagentes, oca-
sionando um maior número de colisões produtivas por unidade de
tempo. As reações catalisadas por enzimas apresentam um comporta-
mento semelhante às reações catalisadas quimicamente. Porém, as
enzimas são moléculas protéicas complexas e sua atividade catalítica
provém da necessidade de que sua estrutura terciária seja mantida,
principalmente por um grande número de ligações não covalentes,
como pontes de hidrogênio, ligações dissulfeto e interações
hidrofóbicas2,8. Se a molécula absorve excesso de energia, a estrutura
terciária se rompe e a enzima ficará desnaturada, perdendo sua ativi-
dade catalítica. À medida que a temperatura se eleva o aumento espe-
rado na velocidade, resultante do aumento das colisões entre E + S, é
contraposto pelo aumento da velocidade de desnaturação. Conseqüen-
temente, a curva de atividade-temperatura é o resultado líquido dos
efeitos opostos resultantes da elevação da temperatura (aceleração da
reação) e do aumento da inativação (desnaturação)11.

A dependência da temperatura na atividade enzimática foi
investigada e os resultados obtidos são apresentados na Figura 2.
Nota-se que a atividade máxima da lipase livre ocorreu a 37 °C,
enquanto que a lipase imobilizada apresentou uma atividade máxi-
ma igual a 152,2 U/mg a 40 ºC. A partir dessa temperatura, a imo-
bilização parece conferir alguma proteção à enzima, uma vez que
a lipase imobilizada na temperatura de 50 ºC apresentou maior
atividade relativa que a lipase livre. Esses resultados sugerem que
o processo de imobilização atuou no sentido de aumentar a tempe-
ratura ótima da enzima, o que é muito favorável, pois permite ope-
rações de trabalho em uma faixa maior de temperatura. O aumento
da temperatura ótima de atuação da lipase imobilizada deve-se à
ligação efetiva da enzima ao suporte, impedindo o desdobramento
da estrutura terciária da enzima8,11.

Na literatura existem vários relatos de mudança na temperatu-
ra ótima de atuação da enzima mediante sua imobilização8.

Parâmetros cinéticos

Nas Figuras 3 e 4 são apresentadas as atividades da lipase livre
e imobilizada, respectivamente, em função da concentração de áci-
dos graxos presentes na emulsão óleo e água contendo diferentes
proporções de azeite de oliva (10-50% m/v). Os resultados obtidos
sugerem que a atividade de ambas as formas de lipase (livre e imo-
bilizada), em função da concentração de ácidos graxos, segue
cinética do tipo Michaelis-Menten, indicando que na faixa de con-
centração estudada não se detectou uma possível inibição por pro-
dutos de reação ou pela redução do teor de água no meio reacional.

As constantes de afinidade pelo substrato (K
m
) e a velocidade

máxima de reação (V
max

) foram calculadas com auxílio do progra-
ma Enzyme Fitter e os modelos propostos levaram aos resultados
apresentados na Tabela 1. O valor mais elevado de K

m 
determinado

para a lipase imobilizada indica que, mediante imobilização, a afi-
nidade da lipase pelo substrato foi reduzida. Esse comportamento
se deve à menor transferência de massa do meio reacional para o
sistema imobilizado, pois o processo de imobilização reduz a difu-
são do substrato nos interstícios do suporte11.

Este é um perfil típico dos sistemas imobilizados, tendo em
vista que a enzima livre exerce sua atividade catalítica em um meio

Figura 3. Atividade da lipase livre em função da concentração de ácidos graxos

presentes nas emulsões óleo: água. Ensaios realizados em pH 7,0 a 37 °C

Figura 2. Influência da temperatura na atividade hidrolítica da lipase livre

( ) e imobilizada em celulignina ( )
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homogêneo, enquanto a enzima imobilizada em um suporte sólido
deve agir em um meio heterogêneo11. Desta forma, o decréscimo
da atividade das enzimas imobilizadas pode ser normalmente atri-
buído às mudanças conformacionais na sua estrutura terciária ou
aos impedimentos estéricos que resultam na dificuldade de acesso
do substrato ao sítio ativo da enzima11.

No caso das lipases, um cuidado rigoroso deve ser tomado na
aquisição desses dados cinéticos em sistemas emulsificados que,
devido a sua elevada viscosidade, é um outro fator de restrição do
acesso do substrato ao sítio ativo da enzima8. Observações de da-
dos descritos na literatura indicam uma redução nos valores de K

m

para a lipase imobilizada da ordem de 50% em relação ao valor
determinado para a lipase em sua forma livre8.

Síntese de ésteres

A influência do tamanho da cadeia do ácido carboxílico na con-
versão do butanol aos ésteres correspondentes foi determinada pela
incubação do n-butanol e diversos ácidos carboxílicos (ácido butírico,
octanóico e láurico) em uma razão molar fixa (1:1), com lipase imo-
bilizada em celulignina. A análise da Figura 5 (a, b, c) mostra que,
após 48 h, os diferentes ácidos testados conduziram a valores bastante
similares de conversão do butanol (60,1 a 73,9%). A conversão máxi-
ma foi alcançada para o sistema butanol e ácido octanóico (73,9%) e a
redução da conversão observada para o sistema butanol e ácido láurico
(12 carbonos) pode sugerir um efeito negativo do tamanho da cadeia
de carbônica, restringindo o acesso dos reagentes ao sítio ativo da
enzima.

Efeitos similares têm sido descritos na literatura para diferen-
tes derivados imobilizados de lipase, como por ex., para a prepara-
ção comercial de lipase imobilizada manufaturada pela Novozymes
(Lipozyme). Segundo Miller et al.22, essa preparação de lipase tem

Figura 4. Atividade da lipase imobilizada em celulignina em função da

concentração de ácidos graxos presentes nas emulsões óleo:água. Ensaios

realizados em pH 8,0 a 37 °C

Figura 5. Influência do efeito do tamanho da cadeia carbônica do ácido

carboxílico ( ) na conversão do n-butanol ( ) aos ésteres correspondentes

( ): butirato de n-butila (a), octanoato de n-butila (b) e laurato de n-butila (c)

Tabela 1. Equações, coeficientes de correlação do modelo linear invertido e constantes cinéticas para lipase livre e imobilizada

Lipase Equação K
m
(mM) V

max
(U/mg) R2

Livre y = 0,2594 + 0,1364x 560,3 3937,6 0,984
Imobilizada y = 0,0057 + 4,0525x 924,8 198,3 0,987

em que: y = inverso da atividade (mg U-1);  x = inverso da concentração do substrato (mM-1).

como limitação substratos com um número superior de 15 carbo-
nos, sendo estabelecido como sistema reacional mais adequado o
sistema octanol e ácido heptanóico. Bruno et al.23 também verifi-
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caram uma limitação na reação de síntese de ésteres catalisada
pela lipase Mucor miehei imobilizada em matriz híbrida, constitu-
ída de polissiloxano e poli(álcool vinílico), para substratos com-
postos de álcoois e ácidos carboxílicos com cadeia superior a 14
carbonos. Nesse caso específico, o sistema composto de butanol e
ácido octanóico foi o que apresentou conversão mais elevada ao
éster correspondente.

Para verificar se essa limitação foi referente ao tamanho total
de carbonos do substrato (álcool + ácido), ou mais especificamen-
te ao tamanho da cadeia do ácido carboxílico (doador do grupo
acila), foi também determinada a influência do tamanho da cadeia
do álcool na síntese de ésteres derivados do ácido octanóico. Estes
resultados são mostrados na Figura 6, que apresenta as porcenta-
gens de consumo dos diferentes álcoois (etanol, propanol, butanol,
hexanol e octanol) e do ácido octanóico em 48 h de reação.

Com exceção dos ésteres octanoato de etila e de propila, os
diferentes ésteres de octanoato foram obtidos com conversões su-
periores a 75%, sendo ainda constatado consumo similar de ambos
os materiais de partida. Nos sistemas reacionais constituídos por
ácido octanóico e etanol ou propanol, não houve consumo do doa-
dor do grupo acila, apesar do aparente consumo total dos álcoois
(etanol ou propanol). Esses resultados provavelmente devem-se aos
elevados graus de volatilidade e polaridade desses álcoois, ocasio-
nando dois efeitos: evaporação e/ou adsorção desses compostos no
derivado imobilizado (migração ou partição do álcool para a parte
sólida do meio reacional). Justificando, desta forma, o consumo
aparente desses álcoois no meio reacional.

Com relação ao somatório do número de carbonos dos materi-
ais de partida, observa-se mais uma vez que para substratos com
número superior a 14 carbonos, ocorre uma redução gradativa da
conversão molar do substrato no éster correspondente16,21.

A partir desses resultados, selecionou-se o sistema reacional
constituído de ácido octanóico e n-butanol, para a determinação do
perfil de estabilidade operacional deste preparado enzimático em
meio orgânico.

Testes de estabilidade

Estabilidade à estocagem
Normalmente as enzimas imobilizadas mantêm sua atividade

em condições de estocagem, quando não são expostas a condições
adversas de pH e temperatura. A lipase imobilizada foi estocada a

uma temperatura de 4 ºC por 90 dias. Os resultados (Tabela 2)
indicam que a atividade hidrolítica da lipase imobilizada em
celulignina manteve-se estável por aproximadamente 30 dias. Após
este período a atividade hidrolítica sofreu reduções significativas
de 26,1 e 58,5% ao final de 60 e 90 dias de estocagem, respectiva-
mente. Estes resultados são semelhantes aos obtidos na estocagem
de uma preparação de lipase (Candida rugosa) imobilizada em palha
de arroz, sugerindo que a redução da atividade enzimática pode
estar relacionada com o tipo de suporte empregado (matriz deriva-
da de material lignocelulósico).

Estabilidade térmica
Um aumento de temperatura geralmente corresponde a um au-

mento na taxa de reação por unidade de enzima. Entretanto, a ele-
vação de temperatura e o tempo de exposição também podem pro-
mover aumento na taxa de desativação térmica da lipase, portanto,
reduzindo a formação de produto. A Figura 7 apresenta a variação
da atividade da lipase livre e imobilizada após tratamento térmico
(40– 60 ºC) por 1 h. Verifica-se que em pH 7,0 a 60 °C, a lipase
livre, após 1 h de incubação estava praticamente desnaturada, res-
tando apenas 9% de sua atividade inicial. Por outro lado, nessa
mesma temperatura a enzima imobilizada ainda apresentou uma
atividade relativa de 37%, porém sua estabilidade térmica foi mui-
to baixa, o que inviabiliza a utilização nesta temperatura por tem-
pos superiores a 5 min. A partir desses resultados calcularam-se as
constantes de inativação térmica (k

d
) e o tempo de meia-vida (t

1/2
)

para a lipase livre e imobilizada (Tabela 3).

Os dados da Tabela 3 mostram que a perda de atividade catalítica
para enzima livre é bem superior àquela determinada para a imobi-
lizada a 45 °C, sugerindo que o procedimento de imobilização em
celulignina conferiu à lipase maior estabilidade térmica, apesar
dos valores das constantes de inativação térmica tenderem para o

Figura 6. Influência do efeito do tamanho da cadeia carbônica do álcool na

conversão dos materiais de partida aos ésteres correspondentes (48 h a 37 °C)

Tabela 2. Atividades hidrolíticas da lipase imobilizada em
celulignina em função do período de estocagem

Período (dias) Atividade Atividade
hidrolítica (U/mg) residual (%)

Inicial 133,70 100,00
30 130,85 97,87
60 98,78 73,88
90 55,48 41,50

Figura 7. Estabilidade térmica da lipase livre ( ) e imobilizada ( ) após 1
h de incubação nas temperaturas de 40 – 60 ºC
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mesmo valor para temperaturas superiores a 50 °C. Comportamen-
tos similares têm sido observados para derivados imobilizados de
lipase em suportes orgânicos24-26.

Estabilidade operacional em meio aquoso
A estabilidade operacional da lipase imobilizada em celulignina

foi testada na reação de hidrólise do azeite de oliva (30 min/37 ºC),
conforme mostrado na Figura 8. A atividade lipolítica foi calculada
ao final de cada ciclo, tomando por base a concentração de ácidos
graxos formados, por g de biocatalisador, por minuto de reação. Para
a estimativa do tempo de meia-vida do biocatalisador, as atividades
relativas foram plotadas em função do tempo e por regressão linear
obteve-se o tempo de meia-vida de 3,5 h.

Deve ser destacado que nas reações de hidrólise catalisadas
por lipases imobilizadas, dessorções elevadas da enzima do supor-
te têm sido observadas23 (baixo tempo de meia-vida do biocata-
lisador). Esse efeito pode ser atribuído à presença de tensoativos
(goma arábia, Triton X, entre outros) normalmente usados no pre-
paro dos substratos emulsificados, os quais geralmente facilitam a
remoção da enzima fixada ao suporte (efeito de lixiviação). Apesar
do sistema imobilizado ter apresentado limitações de uso em meio
aquoso, isso não restringe sua aplicação em outras reações
catalisadas pelas lipases, nas quais são utilizados substratos com
baixo teor de água (meios não aquosos).

Estabilidade operacional da lipase imobilizada em meio orgânico
O estudo da estabilidade operacional da lipase imobilizada em

celulignina foi realizado em regime de bateladas consecutivas (48 h/
37 °C/150 rpm). A atividade de esterificação do derivado imobili-
zado de lipase foi determinada pela formação do octanoato de butila
na reação do ácido octanóico (250 mmol) com n-butanol (250 mmol)
em heptano, a 37 °C, com massa seca de enzima igual a 0,5 g. As
concentrações finais do produto e dos materiais de partida em cada

ciclo são mostradas na Figura 9. No final do primeiro ciclo, a con-
centração molar de octanoato de butila no meio reacional foi de
150 mmol, o que equivale a uma conversão molar de butanol de
60%. Nas bateladas seguintes, a produção de éster alcançou con-
centrações médias de 110 mmol, com conseqüente redução da con-
versão molar de butanol para valores próximos de 56%.

Algumas oscilações desses valores foram observadas, devido
às pequenas variações das concentrações iniciais dos materiais de
partida presentes nos substratos empregados. De maneira geral, a
lipase imobilizada manteve sua atividade original por 192 h (4 ci-
clos de 48 h) sendo constatada, após esse período, uma redução
média na porcentagem de conversão dos reagentes de 40% e reve-
lando um tempo de meia-vida de 302 h (Figura 10).

Figura 8. Estabilidade operacional da lipase imobilizada por ligação covalente
em celulignina na hidrólise do azeite de oliva (ciclos de 30 min/37 °C)

Figura 9. Perfis das concentrações de butanol ( ) e ácido octanóico ( ) na

síntese de octanoato de n-butila ( ) catalisada pela lipase imobilizada em
celulignina em bateladas consecutivas (ciclos de 48h/ 37 °C)

Tabela 3. Constantes de inativação térmica da lipase livre e imobilizada em celulignina

Temperatura(ºC) k
d
 (h-1) Tempo de meia-vida (h)

Lipase Livre Lipase Imobilizada Lipase Livre Lipase Imobilizada

45 0,52 0,11 1,33 6,30
50 0,98 0,79 0,71 0,88
55 1,69 1,45 0,41 0,48
60 2,45 2,01 0,28 0,34

Figura 10. Estabilidade operacional da lipase imobilizada em celulignina

na reação de esterificação do ácido octanóico com n-butanol em regime de
bateladas consecutivas (48 h/37 °C) .
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Comparação das propriedades catalíticas da lipase de
Candida rugosa imobilizada em diferentes suportes

A imobilização de lipases em suportes orgânicos e inorgânicos,
particularmente de lipase de Candida rugosa, tem sido descrita na
literatura19,24-27. Para a melhor avaliação das propriedades obtidas
pela amostra de lipase imobilizada em celulignina, na Tabela 4 são
apresentados dados comparativos descritos para diversos deriva-
dos de lipase de Candida rugosa imobilizada.

Em termos de rendimentos de imobilização, a matriz testada
nesse trabalho apresenta potencial comparável com outras matri-
zes orgânicas e inorgânicas, como copolímero de estireno-divinil-
benzeno e fosfato de zircônio. Com relação à estabilidade térmica,
o derivado imobilizado em celulignina foi superior às preparações
obtidas em quitina, quitosana e muito superior ao derivado imobi-
lizado em palha de arroz.

Com exceção da sílica de porosidade controlada, todos os deri-
vados imobilizados obtidos apresentaram restrições para utiliza-
ção em meio aquoso, o que não tem sido constatado em meio não
aquoso. A estabilidade operacional da lipase imobilizada em celulig-
nina apresentou um comportamento similar ao descrito para os de-
mais derivados imobilizados de lipase, tornando atraente sua utili-
zação como matriz de imobilização. Além disso, destaca-se o bai-
xo custo de obtenção e a elevada densidade quando comparada
com as outras matrizes de origem lignocelulósica, como por ex.,
palha de arroz.

CONCLUSÕES

A celulignina possui importantes propriedades físico-quími-
cas, como porosidade e área superficial, que lhe conferem grande
potencial para ser utilizada como matriz de imobilização de catali-
sadores bioquímicos. Em meio aquoso foi efetuado um estudo com-
parativo entre lipase livre e imobilizada em termos de pH, tempe-
ratura e concentração de substrato. Foram observadas modifica-
ções no pH ótimo da enzima imobilizada para um pH básico (8,0)
e para valor mais elevado de temperatura (40 ºC) quando compara-
das com a enzima na sua forma livre (pH =7,0 a 37 ºC). Os testes
de estabilidade térmica revelaram que o derivado imobilizado apre-
sentou maior estabilidade térmica que a lipase livre. Enquanto a
lipase livre foi rapidamente desativada sob temperaturas superio-
res a 45 °C, a lipase imobilizada apresentou uma inativação térmi-
ca bem mais lenta nessas temperaturas. A influência da concentra-
ção do substrato na velocidade de reação permitiu deduzir um

mecanismo cinético da reação e estimar os valores para K
m
 (560,3

para enzima livre e 924,8 mM para o derivado imobilizado) e V
max

(3937,6 para a enzima livre e 198,3 U/mg para o derivado imobili-
zado). Em meio orgânico, o derivado imobilizado foi aplicado sa-
tisfatoriamente na síntese de ésteres, empregando-se três tipos di-
ferentes de álcoois (butanol, hexanol e octanol) e três tipos dife-
rentes de ácidos orgânicos (ácido butírico, octanóico e láurico), e a
única restrição foi referente ao uso do etanol e propanol como
nucleófilos. A estabilidade operacional da enzima imobilizada em
bateladas cíclicas em meio orgânico foi de 302 h, enquanto em
meio aquoso foi de apenas 3,5 h. Essa diferença no comportamen-
to da lipase imobilizada sugere uma limitação para aplicação do
sistema imobilizado em reações de hidrólise.
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