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APPLICATIONS OF ENZYMES IN SYNTHESIS AND MODIFICATION OF POLYMERS. Enzymes are biological catalysts that 
offer great potential for use in the synthesis and modification of polymers, being more specific and greener than chemical catalysts. 
In this work, enzymes from the classes of hydrolases (lipase, cutinase and protease) and of oxidoreductases (horseradish peroxidase, 
manganese peroxidase and laccase) were identified as the main biocatalysts responsible for the synthesis of polymers. Biocatalysis 
can potentially be part of the life cycle of several polymers, including polyesters, polyurethanes, polycarbonates, polyamides, 
functionalized polysaccharides and polystyrene, allowing the synthesis of specialty macromolecules for fine applications and with 
higher added-value than commodity polymers.
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INTRODUÇÃO

Processos de polimerização representam uma das principais trans-
formações químicas industriais da atualidade, sendo, em sua maioria, 
conduzidos na presença de catalisadores químicos não renováveis e 
sob elevadas temperaturas, demandando, em alguns casos, a proteção 
e desproteção de grupos funcionais, de forma a evitar a ocorrência 
de reações indesejadas.1

Há cerca de 20 anos, a catálise enzimática tem sido apontada 
como uma estratégia de grande potencial para a síntese de políme-
ros, por ser ambientalmente amigável e em geral bastante seletiva, 
permitindo assim a obtenção de macromoléculas com propriedades 
diferenciadas e de maior valor agregado.2 As enzimas para a síntese 
e também modificação de polímeros estão nas classes das hidrolases 
(como lipases, proteases e esterases) e das oxidorredutases.3 

A biocatálise pode ser empregada tanto para a síntese de polí-
meros naturais como de polímeros sintéticos, e dentre suas maiores 
vantagens está a elevada seletividade (enantio-, quimio-, éstereo- e 
régio-seletividade), levando à obtenção de polímeros perfeitamente 
estruturados na maioria dos casos. Além disso, a catálise enzimática 
ocorre em geral de forma bastante eficiente sob condições mais 
brandas de temperatura e pressão,4 demanda reduzida (ou nenhuma) 
quantidade de solventes orgânicos,5 não proporciona a formação de 
produtos secundários e os produtos finais são de fácil separação e 
recuperação.6-8 Tais vantagens ficam claras especialmente quando 
são empregados biocatalisadores na forma imobilizada, a qual é 
uma técnica amplamente reportada pela literatura.9,10 A biocatálise 
foi reconhecida na década de 1990 como uma área nova na síntese 
de polímeros de precisão.11

Dessa forma, o objetivo desse artigo é apresentar um panorama 
das principais enzimas e condições de processo que podem ser utiliza-
das para a síntese e a modificação de polímeros de interesse industrial. 
O reconhecimento da importância do tema se traduz pela existência 
hoje de livros inteiramente dedicados à polimerização enzimática.12-14

APLICAÇÕES DE ENZIMAS NA SÍNTESE DE 
POLÍMEROS

Poliésteres

Os poliésteres estão dentre os polímeros de maior importância 
industrial, apresentando-se ao mercado principalmente na forma de 
plásticos e fibras. A síntese química pode ocorrer sob condições va-
riadas, dependendo da molécula a se produzir. No caso do poli(etileno 
tereftalato) (PET), um dos poliésteres mais conhecidos, a síntese quí-
mica ocorre na presença de trióxido de antimônio a cerca de 280 °C.15

As reações de síntese de poliésteres podem ser classificadas em 
dois grandes grupos: reações de abertura de cadeia cíclica ou anel 
(ROP, do inglês Ring Opening Polymerization) e reações de policon-
densação. Estas últimas podem ser dividas em reações entre ácidos 
dicarboxílicos (ou seus derivados, como ésteres) e glicóis (especial-
mente dióis), e reações de autopolicondensação entre hidroxiácidos 
(ou seus ésteres).5 

Apesar do elevado número de diácidos e dióis conhecidos per-
mitirem a obtenção de uma gama muito ampla de polímeros com 
propriedades diferenciadas, as reações de policondensação geralmente 
são mais intensivas em energia e requerem condições de processo 
mais drásticas para direcionar as reações para altas taxas de conver-
são e síntese de polímeros com maior massa molar.16 A Tabela 1S 
apresenta alguns dos monômeros que podem ser utilizados na síntese 
de poliésteres por reações de policondensação. Cabe ressaltar que 
muitos destes monômeros podem ser produzidos via fermentação,17-19 
tornando ainda mais sustentável a produção e utilização de poliésteres, 
pelo fato de serem obtidos a partir de fontes renováveis.

As enzimas mais empregadas para a síntese de poliésteres são as 
esterases (EC 3.1.1.X), mais especificamente as lipases (EC 3.1.1.3), 
carboxilesterases (EC 3.1.1.1), cutinases (EC 3.1.1.74) e polihidro-
xialcanoato depolimerases de cadeias curta (EC 3.1.1.75) e longa 
(EC 3.1.1.76), pois são elas as responsáveis por catalisar a formação 
da ligação éster entre álcoois e ácidos orgânicos em sistemas com 
baixa concentração de água.20,21

As lipases e esterases apresentam funções no metabolismo de 
muitos seres vivos, como micro-organismos, animais superiores e 
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vegetais, porém os micro-organismos têm sido os principais agen-
tes utilizados para a produção comercial dessas enzimas, sendo 
os principais: Rhizomucor miehei, Candida rugosa, Aspergillus 
niger, Pseudomonas sp., Candida antarctica, Candida cylindracea, 
Penicillium roquefortii, Rhizopus japonicus e Yarrowia lipolytica. 
Além destes, lipases também têm sido obtidas em larga escala a partir 
do pâncreas bovino.22,23

Estas hidrolases são enzimas versáteis, capazes de catalisar reações 
de polimerização a partir de uma ampla gama de monômeros.24 Porém, 
alguns fatores podem afetar o rendimento da reação e a afinidade da 
enzima pelos substratos, como: grau de ramificação do monômero 
(podendo afetar a reação por questões de impedimento estérico), pre-
sença de grupos de substituição, solubilidade do monômero no solvente 
utilizado e tamanho da cadeia.23,25 Por outro lado, elas apresentam 
vantagens frente a catalisadores químicos, como a seletividade sobre 
monômeros quirais, quando apenas um dos isômeros pode ser utiliza-
do para a polimerização. A seletividade da enzima está relacionada à 
estrutura do biocatalisador, podendo variar de acordo com seu micro-
-organismo de origem e seu micro-organismo produtor (cabe informar 
que, no caso de utilização de ferramentas de engenharia genética, estes 
micro-organismos podem não ser os mesmos). 26

Taguchi et al.27 demonstraram como a biologia molecular pode 
auxiliar na síntese de biopolímeros com base no conhecimento de rotas 
metabólicas já consolidadas. A síntese de polilactato normalmente 
utiliza um catalisador metálico que proporciona uma taxa de reação 
bastante elevada, porém geralmente leva à formação de subprodutos que 
podem gerar problemas associados à segurança e à saúde. A utilização 
de enzimas pode contornar esse problema, porém até o momento da 
pesquisa de Taguchi et al.27 não havia relatos do uso destes biocatali-
sadores na síntese de polilactato por reações de policondensação. Os 
autores utilizaram uma enzima da classe das transferases conhecida 
como polihidroxialcanoato (PHA) sintase (EC 2.3.1.B2-B4), devido à 
similaridade da reação de polimerização que desencadeia entre os mo-
nômeros ácido lático e 2-hidroxipropionato. O estudo comprovou que 
se utilizando Lactil-Coa (LA-CoA) na presença de 3-hidroxibutirato-
-Coa (3HB-CoA) foi possível sintetizar PLA e PHB pelo uso desta 
enzima em um processo one-step. De forma similar, Tajima et al.28 
utilizaram também uma PHA sintase modificada geneticamente para 
a síntese de poli(lactato-co-(3-hidroxibutirato)) a partir de monômeros 
de (R)-Lactato e (R)-3-hidroxibutirato, gerando um polímero com 
massa molar de 1,1x104 g/mol em um sistema com reação two-step 
em um meio de água-solvente orgânico. Isso demonstra como é fértil 
e como há ainda muito que se explorar no campo da síntese de novos 
polímeros via catálise enzimática. 

A Figura 1 ilustra as reações gerais de síntese de polímero pelas 
vias de policondensação e poliadição catalisadas por lipases.

Síntese via reações de policondensação
Poliésteres alifáticos são polímeros biodegradáveis com aplica-

ções variadas, estando presentes em áreas que vão desde embalagens 
de alimentos e bebidas até aplicações biomédicas. A policondensação 
é a rota primária pela qual os poliésteres comerciais são formados, e 
esta ocorre na presença de catalisadores químicos como: acetatos de 
manganês, zinco, cobalto, magnésio, e óxidos de titânio ou antimô-
nio.3 A síntese química ocorre em temperaturas que podem chegar 
a 280 ºC. Em altas temperaturas é possível reduzir a viscosidade e 
assim evitar limitações de transferência de massa durante a formação 
das cadeias poliméricas.29 Entretanto, temperaturas de reação muito 
altas também causam reações secundárias indesejáveis, e são proble-
máticas quando são utilizados monômeros que são instáveis química 
ou termicamente. A proteção dos grupos funcionais dos monômeros, 
utilizada para contornar problemas de estabilidade, é uma etapa difícil 
e custosa de ser realizada.

Além disso, a baixa seletividade e os resíduos dos catalisadores 
metálicos acabam tornando estes poliésteres não adequados para o uso 
em algumas áreas específicas ligadas à saúde e alimentação humana.20 
Uma propriedade que torna as lipases ainda mais interessantes frente 
aos catalisadores químicos é sua alta estabilidade térmica e alta ativi-
dade em solventes orgânicos, muitas vezes hidrofóbicos. Isso torna 
possível a síntese de poliésteres de alta massa molar quando se tem 
baixa presença de água no meio.30

O uso de diácidos, dióis e hidroxiácidos permite uma utilização 
muito mais ampla de monômeros na síntese de poliésteres.31 No 
entanto, durante reações de policondensação é importante que a 
água seja removida do processo. Como as reações de esterificação e 
transesterificação são geralmente reversíveis, a remoção dos produtos 
irá deslocar o equilíbrio em direção à síntese, permitindo a obtenção 
de polímeros com alta massa molar.32

Apesar das reações de policondensação ocorrerem em meios 
com baixa presença de água, de forma surpreendente, lipases já 
foram capazes de promover a policondensação por desidratação 
de ácidos dicarboxílicos e dióis hidrofóbicos, formando assim os 
ésteres hidrofóbicos correspondentes, em meio aquoso. A partir do 
conhecimento dessa característica especial das lipases, foi possível 
sintetizar um poliéster em meio aquoso, juntamente com uma amilose 
(um dos polímeros que compõem o amido), para agregar cadeias 
de amilose em ésteres altamente hidrofóbicos, reduzindo assim sua 
hidrofobicidade.5 Na Tabela 2S estão alguns exemplos de poliésteres 
sintetizados via catálise por lipases.

Observando a Tabela 2S, pode-se perceber a predominância 
de processos utilizando o produto enzimático comercial Novozym 
435, que contém a lipase B (lipB) proveniente da levedura Candida 

Figura 1. Reações de síntese de poliésteres via enzimática
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antarctica imobilizada em uma resina macroporosa. Esta enzima 
apresenta altas taxas de reação e boa estabilidade térmica quando 
comparada com lipases de outras origens. Todos os processos citados 
na Tabela 2S utilizaram enzimas imobilizadas em resina acrílica, 
sendo que em alguns as enzimas foram recicladas, enquanto que 
outros autores as utilizaram apenas uma vez.

Como exemplo da vantagem do uso de biocatalisadores, Yang et 
al.33 fizeram uma comparação entre o uso de óxido de di-butil-estanho 
(DBTO) e a enzima comercial Novozym 435 como catalisadores para 
a síntese de poli(diácido oléico-co-glicerol). Enquanto a reação com 
o catalisador químico se desenvolveu a 150 ºC, a reação utilizando 
a enzima se desenvolveu bem a 70 ºC. A reação com o DBTO gerou 
polímeros com massa molar média de 1750 g/mol em 6 horas de rea-
ção. Já a reação enzimática gerou polímeros com massa molar média 
de 6000 g/mol para o mesmo tempo de reação. A reação catalisada 
pela enzima também evitou a formação de gel e ligações cruzadas, 
diferentemente da reação com o catalisador químico, devido princi-
palmente às maiores seletividade e especificidade do biocatalisador. 
Essas características, identificadas na reação catalisada pela enzima, 
permitem a obtenção de um produto de maior valor agregado que 
pode ser utilizado para a confecção de fibras e filmes, dentre outros 
produtos.33

Síntese via reações de abertura de anel
A polimerização por abertura de anel (ROP) é a estratégia 

utilizada para a síntese de poliésteres a partir de lactonas, lactíde-
os, carbonatos, fosfatos e tioésteres cíclicos.34,35 Esse mecanismo 
permite um bom controle da distribuição da massa molar e é 
particularmente bem adequado para a engenharia macromolecular 
da produção de homo- e copolímeros de várias arquiteturas. Em 
comparação à policondensação, a ROP demanda menores tempe-
raturas e tempos de reação, além de apresentar um comportamento 
mais estável da estequiometria do processo ao longo da reação. Esta 
rota também não requer que a água seja constantemente retirada 
do meio, fato este que dificulta a remoção do solvente, no caso da 
rota de policondensação.36

Os catalisadores organometálicos utilizados nas reações de ROP 
de lactonas e lactídeos são baseados em derivados de metais como Zn, 
Al, Sn e Ge, que podem ser tóxicos quando em altas concentrações.37 
O uso de enzimas elimina a necessidade de adição destes metais, além 
de permitir que se logrem também condições mais ambientalmente 
amigáveis de reação, conforme discutido anteriormente. A biocatálise 
também independe da exclusão de água e ar do meio reacional, o que 
não acontece no caso dos catalisadores químicos, devido à maior 
dependência do equilíbrio de reação.38 As lipases apresentam-se 
como enzimas especiais nesse caso, pois possuem uma atuação sobre 
uma grande gama de substratos, podendo reagir com lactonas (anéis 
pequenos ou grandes), diésteres cíclicos (lactídeos) e carbonatos 
cíclicos, gerando assim poliésteres e policarbonatos alifáticos. 

As lipases também são capazes de reagir com lactonas com anéis 
com mais de 6 carbonos, gerando polímeros de maior massa molar e 
com taxa de reação maior que os catalisadores organometálicos cor-
respondentes.39 O hot-spot nesse campo tem sido a busca por lipases 
capazes de catalisar a síntese conjunta, one-pot (em um mesmo siste-
ma reacional), de co-polímeros, os quais são de interesse particular 
para diversas indústrias, por possuírem dois ou mais monômeros 
combinados para formar um polímero com propriedades intermedi-
árias aos polímeros correspondentes aos seus monômeros isolados.40

A catálise enzimática por ROP ocorre normalmente em solventes 
orgânicos como tolueno, heptano, 1,4-dioxano e diisopropil éter, 
dentre outros.23 Porém, com as atuais buscas por processos mais sus-
tentáveis, o uso de solventes de baixo impacto ambiental e menor risco 
à segurança ocupacional tem sido priorizado. Dentro deste contexto, 

já foram reportadas sínteses bem sucedidas utilizando lipases em 
meio com dióxido de carbono supercrítico,41 líquidos iônicos42 e 
água, seja o polímero suspenso em meio aquoso43 ou presente em 
micro emulsões.44

Cabe ressaltar que, diferentemente de outras esterases, tais como 
as lipases, que catalisam tanto reações de policondensação como ROP, 
as PHA depolimerases catalisam apenas reações de polimerização por 
ROP na ausência de água, como descrito por Santos et al.21

Policaprolactonas e polilactatos

Dentre os poliésteres sintetizados por ROP, cabe ressaltar a 
importância das policaprolactonas (PCL) e dos polilactatos (PLA). 
As propriedades físicas, térmicas e mecânicas das PCL dependem 
de sua massa molar e do seu grau de cristalinidade. Elas possuem 
uma propriedade rara, de serem miscíveis em vários outros políme-
ros, tais como: poli(cloreto de vinila), poli(estireno-acrilonitrila), 
poli(acrilonitrila-butadieno-estireno), poli(bisfenil-A), policarbo-
natos, nitrocelulose e celulose-butirato. As PCL também possuem 
a propriedade de serem mecanicamente compatíveis com outros 
polímeros, tais como: polietileno, polipropileno, borracha natural, 
poli(acetato de vinila), e borracha poli(etileno-propileno).45 Um de 
seus maiores atrativos para uso industrial advém do fato de serem 
polímeros biodegradáveis.46 Durante a ROP de lactonas não há for-
mação de água ou álcool, diferentemente do observado em reações 
de policondensação (a depender se um ácido dicarboxílico ou seu 
diéster é usado como monômero). As enzimas são capazes de catalisar 
a ROP de lactonas com anéis de tamanhos pequenos (4 a 6 carbonos 
cíclicos) a grandes (12 ou mais carbonos cíclicos) e, normalmente, 
reações em meios orgânicos apolares são as que apresentam maiores 
rendimentos.47

O PLA é um exemplo de biopolímero que, atualmente, é sinte-
tizado quimicamente por reação de ROP (nesse caso de um diéster 
cíclico de ácido lático - lactídeo). Dentre suas principais vantagens 
para uso industrial estão o fato de ter seus monômeros (isômeros 
D e L do ácido lático, geralmente produzidos em separado, com 
elevada especificidade) produzidos via fermentação microbiana, de 
apresentar boa biocompatibilidade e elevada biodegradabilidade.48 
Introduzindo algumas variações na massa molar e na cristalinidade, 
bem como pela seleção dos monômeros para a síntese (isômeros 
puros ou sua mistura, em diferentes proporções), é possível obter o 
polímero nas formas isotática, heterotática e sindiotática,49 e o PLA 
formado pode se tornar um material de alto valor agregado, sendo 
utilizado nas áreas biomédica e alimentícia, dentre outros usos 
gerais.48 Entretanto, a síntese química do PLA requer catalisadores 
metálicos (como alcóxido de alumínio e diiminato de zinco)49 que 
representam um elevado passivo ambiental (devido a sua síntese e 
disposição final), e que levam à formação de subprodutos e resíduos 
químicos que necessitam de cuidados relativos à saúde e segurança. A 
mudança da rota química para uma rota biotecnológica é interessante 
como forma de superar esses problemas.27

O ácido lático, via de regra, não é diretamente polimerizado a 
PLA, porque a cada formação de ligação éster durante a reação de 
polimerização, uma molécula de água é liberada, e esta consequen-
temente hidrolisa a ligação recém-formada, levando à obtenção de 
polímeros de baixa massa molar. Dessa forma, o ácido lático é pri-
meiramente oligomerizado e dimerizado cataliticamente a lactídeos 
cíclicos. Apesar da dimerização também gerar moléculas de água, 
estas podem ser separadas antes da etapa de polimerização. O PLA 
de alta massa molar é produzido a partir de monômeros lactídeos por 
ROP utilizando um catalisador que pode ser químico ou enzimático.50 
Esse mecanismo não gera moléculas adicionais de água, o que permite 
a formação de polímeros de maior massa molar. Monômeros com 
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maior presença de um isômero ótico permitem gerar um PLA com 
maior cristalinidade que um PLA obtido a partir de misturas racêmi-
cas de monômeros, o que torna o uso de enzimas mais atrativo para 
aplicações comerciais devido a sua estereosseletividade.51 

Poliuretanos

A rota química tradicional de síntese de poliuretanos é a partir de 
glicóis e diisocianatos (aromáticos ou alifáticos), que em geral são 
compostos tóxicos produzidos a partir do fosgênio, um composto 
ainda mais tóxico.15 Dessa forma, o poliuretano sintetizado se torna 
resistente à biodegradação.52 Para a nova geração de poliuretanos, 
as buscas se concentram em processos de síntese que não utilizem 
diisocianatos e fosgênios, e também que possam utilizar matérias-
-primas renováveis. Isso não garante que o produto final será mais 
biodegradável, mas garante que o processo de síntese do poliuretano 
se torne mais sustentável. A rota enzimática pode atender a ambas 
as necessidades, porém até um levantamento realizado em 2006 
não havia ainda um processo industrial estabelecido para a síntese 
enzimática de poliuretano.53

Existem duas rotas principais para a síntese de poliuretano sem 
a utilização de diisocianato e fosgênio. A rota mais comum se baseia 
na utilização de carbonatos cíclicos e aminas. Essa rota, por sua vez, 
pode se desdobrar em duas vias: A primeira via consiste na formação 
de uretanodióis pela reação de dióis equivalentes a um carbonato 
cíclico e uma amina, seguida de uma policondensação dos dióis 
com diácidos apropriados;54 a segunda via consiste na poliadição de 
carbonatos cíclicos e aminas bifuncionais.55 A outra rota consiste na 
polimerização por abertura de anel de uretano cíclico.56 

Na Figura 2 estão representadas as estruturas gerais da síntese de 
poliuretanos pela via enzimática sem a utilização de diisocianatos. 
A síntese de poliuretanos catalisada por lipases, principais enzimas 
responsáveis por essa síntese, ocorre pela poliesterificação entre 
dióis de baixa massa molar contendo grupos funcionais uretanos 
(uretanodióis) e vários diácidos ou diésteres. Essa rota pode eliminar 
a necessidade do uso de diisocianatos.57

As lipases atuam em ambas as rotas, e além das vantagens citadas 
na introdução deste artigo, cabe ressaltar que elas são capazes de 
catalisar reações reversíveis à polimerização, que neste caso é a hi-
drólise, abrindo assim a oportunidade para uma posterior degradação 
(para fins de reuso) destes polímeros. Cadeias poliméricas contendo 
grupos funcionais hidrolisáveis podem ser clivadas enzimaticamente 
para produzir fragmentos de baixa massa molar que podem vir a ser 
repolimerizados.58,59 

Um poli(éster-uretano) (PEU) foi preparado pela ROP de oligô-
meros cíclicos de éster-uretano, que foram preparados pela biodegra-
dação de diuretanodiol (DUD) e diéster ácido dicarboxílico utilizando 
uma lipase de Candida antarctica (Novozym 435) e pela policonden-
sação direta de DUD e diéster ácido dicarboxílico. Uma massa molar 
maior de PEU foi obtida pela ROP de éster-uretano cíclico (101.000 
g/mol) quando comparado à policondensação direta de diéster ácido 
dicarboxílico com DUD (31.000 g/mol), ambas catalisadas por esta 
lipase, em condições de reação de 110 ºC.60 Apesar do interesse por 
esse tipo de reação, cabe ressaltar que ligações éster são suscetíveis 
à hidrólise em meio alcalino, reduzindo, assim, a resistência do 
polímero. Ligações do tipo carbonato podem ser introduzidas em 
substituição às ligações éster, sendo assim mais resistentes à hidrólise 
em meio alcalino. Nesse caso, então, ao invés de se utilizar diésteres 
como monômeros, deve-se optar por utilizar dietil carbonatos, sendo 
a policondensação a rota de síntese preferencial das lipases.61

Já no trabalho de Yanagishita et al.,59 a síntese de poli(diéster 
uretanos) foi comparada pelas rotas de ROP e polimerização direta, 
a 120 °C e 110 °C, respectivamente. A maior massa molar (86.000 g/
mol) foi observada após 3 dias de reação na presença de uma lipase 
de Candida antarctica e de anisol, com um rendimento de 74%.

As lipases apresentam vantagens também em processos de re-
generação de poliuretanos, pois a catálise química geralmente leva 
à liberação de dióxido de carbono, que é regenerado com o uso de 
diisocianato. As enzimas permitem que as ligações éster e carbonato 
sejam clivadas, formando oligômeros cíclicos, sem que haja a libe-
ração desse gás.62

Cabe comentar que, no âmbito da Química Verde, a síntese de 
poliuretanas pode ocorrer utilizando oligômeros de polióis provenien-
tes de biomassa, também catalisada por enzimas. Como um exemplo 
nessa área, as seguintes patentes são relacionadas a processos para 
produção de polímeros, principalmente poliuretanas, baseados em 
polióis originários do óleo de soja: U.S. Patents 6.399.698, 6.686.435, 
6.624.244, 6.573.354, 6.548.609, 6.476.244, 6.465.569, 6.433.121, 
6.107.433, 5.932.336, 5.674.802, 5.482.980, 4.220.569 e 4.025.477. 
Entretanto, nenhuma dessas patentes envolve o uso de enzimas. 

Como um exemplo de aplicação da catálise enzimática a partir de 
tais monômeros renováveis, Kiatsimkul63 verificou a possibilidade de 
obter polióis com seletividade e rendimentos que não poderiam ser 
atingidos pela síntese química. O autor verificou que a polimerização 
pode ser iniciada tanto pela ligação de grupos hidrogenoperóxidos aos 
ácidos graxos da soja, utilizando uma lipoxigenase (EC 1.13.11.12), 
quanto pela epoxidação ou hidrólise de lipídeos da soja utilizando a 
lipase comercial Novozym 435. Essas rotas levaram à formação de 
reagentes ativos para iniciar a polimerização do poliuretano.63

Poliamidas e polipeptídeos

Poliamidas (PAs) são mais conhecidas por conta da popularidade 
do nylon, seu polímero derivado mais popular. Os processos indus-
triais atuais para a produção de nylon são complexos, pois uma vez 
que ocorrem sob altas temperaturas, a degradação térmica pode levar 
à: ciclização, alteração no balanço de grupos funcionais reativos, 
formação de ramificações, e eventual gelificação. Essas alterações 
químicas interferem na qualidade do produto final em termos de Figura 2. Reações de síntese de poliuretanos via enzimática
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processamento, propriedades físicas e presença de subprodutos 
indesejáveis no polímero.64 

Uma das maiores vantagens do uso de enzimas na síntese de 
poliamidas é reduzir a temperatura do processo de síntese do nylon, 
e eventualmente prevenir as reações indesejadas provenientes da 
degradação térmica. A reação química normalmente é feita pela poli-
condensação de dimetil adipato e EDTA a 180 ºC gerando polímeros 
com massas molares médias de 9.000 g/mol. Com o uso de enzimas, 
as temperaturas ficam entre 50-150 ºC.65

Antes do ano 2000, a abordagem da literatura para a síntese en-
zimática de poliamidas e polipeptídeos (polímeros formados a partir 
de aminoácidos, ou seja, moléculas compostas por inúmeras ligações 
amida, e que geralmente encontram-se reportados na literatura asso-
ciadamente às poliamidas) focava na obtenção de oligômeros (grau de 
polimerização entre 2-8), porém a partir desse ano tem sido possível 
observar relatos de síntese de polímeros com mais alta massa molar.66

Existem três (sendo duas principais) abordagens para a síntese 
enzimática de poliamidas e de polipeptídeos. A primeira abordagem 
envolve o uso de enzimas proteolíticas (proteases, EC 3.4.x.x) e a 
segunda compreende o uso de lipases ou esterases. Tanto proteases 
como lipases utilizadas tendem a possuir uma especificidade mais 
abrangente e podem ser aplicadas na síntese de diferentes tipos de 
poliamidas e polipeptídeos. A terceira abordagem envolve o uso de 
enzimas que não sejam esterases ou proteases, e será exemplificada 
mais a seguir nesta seção.66

As proteases são classificadas em 6 grupos, com base em seus 
sítios ativos (note-se que existem outras formas de classificação de 
proteases, como a que se baseia em sua forma de atuação sobre o 
substrato – endopeptidases, exopeptidases, etc): serina proteases 
(como a tripsina, quimiotripsina e subtilisina),67 treonina proteases,68 
cisteína proteases (como a papaina e a bromelina),69 aspartato protease 
(como a pepsina),70 glutamato protease71 e metaloprotease (como a 
termolisina).72 A síntese de polipeptídeos catalisada por proteases 
pode ocorrer regida por um controle termodinâmico ou cinético.73 
No caso do controle termodinâmico (aplicável a todos os grupos 
de proteases), a síntese está em equilíbrio com a hidrólise (reação 
reversa). As desvantagens dessa abordagem são as baixas taxas de 
reação e rendimentos nos produtos, quantidade grande de enzima 
necessária, e as condições de reação que devem ser utilizadas de forma 
a se deslocar a reação em direção à síntese. Já o controle cinético 
aplica-se a apenas a reações catalisadas por serina, cisteína e treonina 
proteases. Nesse caso, a água e grupos amina competem pela reação 
com os complexos acil-enzima. O sucesso da ocorrência de síntese 
depende das taxas cinéticas relativas dessas reações. A especificidade, 
concentração de substrato, modo de ativação do grupo carboxílico, 
temperatura, pH, e meio de reação podem impactar no rendimento 
do produto e na massa molar. 74

Apesar das propriedades catalíticas vantajosas, proteases não são 
necessariamente os catalisadores ideais para a síntese peptídica. A 
hidrólise é sempre um agravante, que impede a síntese de polímeros 
com alta massa molar. Devido a este fato, muitas estratégias tem sido 
desenhadas para otimização destas reações, como por exemplo o desen-
volvimento de proteases com propriedades melhoradas (a partir do uso 
de técnicas de engenharia de proteínas), a modificação dos substratos, 
o uso de enzimas imobilizadas ou com ligações cruzadas, a utilização 
de solventes orgânicos, líquidos iônicos e sistemas criogênicos.75

Além de seu grande potencial para a síntese de poliésteres, lipases 
também são conhecidas por catalisarem a formação de poliamidas. A 
lipase de pâncreas suíno (PPL) é apontada por muitos autores como a 
mais eficiente para esta síntese.76 Em uma patente depositada em 2000, 
Cheng et al.77 utilizaram lipases comerciais para sintetizar poliamidas 
a partir de diésteres (ou diácidos) e diaminas com a estrutura geral 
apresentada na Figura 3.

Gu et al.78 realizaram ensaios que demonstraram que as reações 
catalisadas por lipases geram polímeros com massas molares maio-
res que nas reações catalisadas por proteases. Os autores utilizaram 
enzimas das seguintes fontes: Pseudomonas fluorescens, Candida 
antarctica, Pseudomonas sp., Candida rugosa, Mucor javanicus, 
Aspergillus niger e Mucor miehei. As maiores atividades foram en-
contradas nas enzimas comerciais de Candida antarctica (Novozym 
435) e Mucor miehei (Amano Lipase M) imobilizadas, em reações de 
polimerização em massa tendo como monômeros dimetilésteres de 
ácidos (fenil)malônico/fumárico/adípico e sistemas com diaminas die-
tilenotriamina/trietileno-glicol. Os autores também observaram que as 
reações enzimáticas induziram menos a formação de ramificações que 
as reações catalisadas quimicamente. As propriedades dos polímeros 
sintetizados via rota química e enzimática foram similares. Sabe-se 
pela literatura que o uso de lipases permite que sejam sintetizadas 
algumas poliamidas que não são facilmente obtidas via processos 
químicos (por exemplo poliamidas derivadas de dialquil malonatos, 
dialquil fumaratos e dialquil maleatos).79

A síntese de polieteramidas também foi catalisada por lipases a 
partir de amino-etilésteres ou dietiléteres e diaminas, na presença do 
solvente difenil éter e na ausência de água, em sistema reacional sob 
baixa pressão, para facilitar a remoção do etanol gerado ao longo da 
reação. Os rendimentos finais foram de 70-80% quando a enzima 
Novozym 435 foi utilizada.80 Poliesteramidas também podem ser 
sintetizadas via rota enzimática utilizando lipases, permitindo assim 
a obtenção de polímeros com elevada biodegradabilidade.81

Na terceira abordagem estão as enzimas normalmente provenien-
tes de extratos celulares, que catalisam a síntese de poliamidas e po-
lipeptídeos. Existem poucos trabalhos com essa abordagem, e menos 
ainda aqueles que utilizam enzimas isoladas para esse fim.82 Entre 
algumas enzimas já descritas na literatura, que podem atuar na catálise 
de poliamidas, pode-se citar: dipeptidil transferase (EC 3.4.14.1)83 
cianoficina sintase (EC 6.3.2.29-30)84 e folipoli-α-glutamato sintase 
(EC 1.4.1.13-14).85 Entretanto, essas reações geralmente apresentam 
baixo rendimento, além do fato de esses biocatalisadores apresenta-
rem baixa estabilidade na temperatura e pH da reação, necessitarem 
de ATP e, ainda algumas vezes, necessitarem da presença de cofatores 
para sua atuação. Alguns autores citam o uso de peroxidases, lacase e 
bilirrubina oxidase na polimerização de tirosina, porém nesse caso os 
polímeros não possuem a estrutura α-peptídica, mas sim são formados 
por polifenóis (que serão abordados na seção a seguir).86

O processo adotado para a síntese do polímero também pode 
influenciar suas propriedades. Ragupathy et al.87 fizeram uma 
comparação entre diferentes processos para a síntese de poliamida 
utilizando a enzima Novozym 435 como catalisador. Os diferentes 
processos e condições estão na Tabela 1. Os autores utilizaram tolueno 
e difenil éter desidratados como solventes, e observaram que reações 
multietapas, com gradiente crescente de temperatura, proporcionaram 

Figura 3. Reação geral da síntese de poliamidas catalisada por lipases. R1 e 
R3 podem ser metil, etil, H, ou outros grupos de saída convenientes; R2 e R4 
são grupos alquil que podem conter dupla ligações olefínicas ou heteroátomos 
que podem ser O, CH2, NH ou S; e ‘n’ é o número de unidades de repetição
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a síntese de polímeros com maior massa molar, chegando a obter um 
nylon-12,13 de 8000 g/mol.

Polifenóis e polimerização via radicais livres

As duas classes de enzimas dominantes no campo da biocatálise 
para polimerização radicalar são as oxidorredutases, principalmente 
peroxidases (EC 1.11.1.x) e lacases (EC 1.10.3.2). Apesar de possu-
írem mecanismos catalíticos diferentes e distintos aminoácidos no 
sítio ativo, ambos os grupos de enzimas catalisam predominantemente 
reações de abstração do hidrogênio do substrato, gerando espécies 
radicalares que iniciam a reação de polimerização. Outras enzimas 
como oxidases (EC classe 1) e lipoxigenases (EC 1.13.11.x) exercem 
um papel menor nessas reações.88

As peroxidases, especialmente as proteínas do grupo Heme como 
a peroxidase de raiz forte (horseradish peroxidase, EC 1.11.1.7), têm 
sido umas das mais estudadas como catalisadoras da polimerização 
via radicais livres de monômeros vinila e compostos aromáticos. 
Elas podem catalisar a transferência de um elétron de um peróxido 
de hidrogênio para um cossubstrato, criando radicais de forma efeti-
va e, assim, iniciando a polimerização.89 Na Figura 4 é apresentada 
uma reação geral de formação de radicais de polivinila, catalisada 
por enzimas.

No caso da síntese de polifenóis, as enzimas de maior importância 
são as oxidorredutases (como a lacase - EC 1.10.3.32) a peroxidase 
de raiz forte e a bilirrubina (EC 1.3.3.5). A peroxidase de raiz forte 
é uma das mais utilizadas, permitindo a polimerização a partir de 
derivados de fenol e de anilina e utilizando peróxido de hidrogênio 
como agente oxidante. Na Figura 5 está apresentada uma reação 
geral da formação de radicais que dão inicio à síntese de polifenóis.

O peróxido de hidrogênio desempenha um papel ambivalente 
durante o processo de polimerização. Por um lado, ele se comporta 
como agente oxidante, sendo essencial para a ação catalítica.90 Por 
outro lado, se a concentração de H2O2 estiver muito alta, a reação 
pode ser inibida de duas formas: pela inativação do grupo funcional 

Heme, levando à inativação irreversível da enzima; ou quando essa 
enzima demonstra uma atividade similar à da catalase (EC 1.11.1.6), 
levando à formação de O2, e assim inibindo a formação do radical e 
impedindo o início da reação. No entanto, cabe salientar que esses 
mecanismos ainda precisam ser melhor elucidados. A polimerização 
só procederá se o O2 formado for consumido, provavelmente, me-
diante reações com o substrato.91

A estratégia mais utilizada para evitar excesso de H2O2 no sistema 
reacional é a adição dessa espécie de forma fracionada. Outras abor-
dagens já foram sugeridas, como a adição de glicose oxidase e glicose 
no meio, que levaria à formação in situ de H2O2, porém nenhuma das 
outras técnicas foi aplicada industrialmente.92

Apesar de serem muito utilizadas industrialmente, peroxidases 
de raiz forte possuem enzimas análogas de outras fontes, como a 
peroxidase obtida de um fungo da podridão branca (Phanerochaete 
chyrsosporium), que pode apresentar atividade semelhante à pero-
xidase de origem vegetal, porém com menor custo de produção.93

As lacases, também conhecidas como oxidases de cobre 
azul, são responsáveis por catalisar a abstração de hidrogênio de 
compostos fenólicos. São produzidas, na maior parte, por fontes 
microbianas e vegetais.94 Essas enzimas possuem um grupo prosté-
tico com 4 átomos de cobre responsáveis pelas reações redox, que 
levam a reações relativamente estáveis termodinamicamente e que 
permitem a regeneração da enzima ao seu estado reduzido inicial 
após a catálise.95 Apesar do processo catalítico mediado pela lacase 
ser relativamente mais simples que aqueles em que peroxidases são 
usadas, na literatura se encontram mais estudos a respeito do uso 
destas últimas enzimas. Uma vantagem aparente da lacase é que ela 
utiliza oxigênio molecular ao invés do peróxido de hidrogênio como 
agente oxidante, porém a restrição do seu uso pode estar ligada a 
problemas de inibição.96 A implementação industrial de processos 
de polimerização com essas enzimas provavelmente não irá ocorrer 
em curto prazo devido a limitações de custo, porém seu uso pode 
resultar em rotas ambientalmente amigáveis.88

Cabe ressaltar que o uso de oxidorredutases pode ser útil na 
obtenção de polímeros para aplicações de alta tecnologia, que não 
envolvem apenas compostos biomédicos e quirais. Como exemplo, 
Nozoe et al.97 estudaram o uso de peroxidase de raiz forte para a 
síntese de polifenol. A enzima permitiu a síntese de microesferas de 
polifenol com 300 nm, cujas aplicações incluem a adsorção eficiente 
de germânio (um metal raro) em colunas empacotadas com as micro-
esferas, que podem então ser facilmente manipuladas. 

A síntese enzimática de polianilinas por lacases e peroxidases 
também vem sendo muito estudada, e dentre suas utilizações pode-se 
citar: trocadores iônicos solúveis, materiais para armazenamento de 
energia, revestimento resistente à corrosão e catalisadores.98 A síntese 
enzimática de polifenóis geralmente ocorre em meio aquoso e em 
condições brandas de temperatura e pH.99

Poliestireno

A rota industrial preferencial para a síntese de poliestireno é via 
radicais livres, utilizando peróxidos, persulfatos ou compostos azo, 

Tabela 1. Influência de múltiplas etapas na síntese de poliamidas (Elaborado a partir de Ragupathy et al.)87 

Monômero Número de etapas do processo Condição Rendimento MM (g/mol)

DES/DAO Uma 60-150 ºC e baixa pressão 65% 520-2000

DES/DAO Duas 60-130 ºC e baixa pressão 66% 2000-6000

DES/DAO Três 60-150 ºC, baixa pressão e o dobro de enzima 97% 2120-5380

ETD/DAH/DAO/DADD Três 60-140 ºC 85-90% 5560-8250

DADD, 1,12-diaminododecano; DAH, 1,6-diaminohexano; DAO, 1,8-diaminooctano; DES, dietil-sebacato; ETD, etileno tridecanodiato, MM: massa molar.

Figura 5. Reação geral da síntese de polifenóis catalisada por enzimas

Figura 4. Reação geral da polimerização radicalar de polivinila onde o 
iniciador é ativado via catálise enzimática
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como a azonitrila, e ocorre via poliadição em massa, em solução, 
em emulsão ou em suspensão.15 No entanto, iniciadores azo não são 
muito eficientes e deixam compostos tóxicos no polímero produzido. 
Poliestirenos têm sido sintetizados com ácidos orgânicos sob tempe-
raturas entre 140-150 ºC, ou ainda a temperaturas mais baixas, como 
25 ºC, caso o pKa do ácido esteja na faixa de 0,5-2,5.100 

O uso de peroxidases pode eliminar a utilização de catalisado-
res baseados em substâncias tóxicas, conferindo assim vantagens 
do ponto de vista ambiental.101 Em um estudo comparativo, Kwon 
et al.102 verificaram que o uso de uma manganês peroxidase (EC 
1.11.1.13) gerou um poliestireno de maior polidispersão e com maior 
rendimento (2,61, 82,3%, respectivamente) quando comparado ao 
catalisador químico Mn(III) (1,75, 77,9%, respectivamente), e com 
rendimento maior que o observado com o uso da peroxidase de raiz 
forte (23,2%), quando empregada nas mesmas condições e concen-
trações. As peroxidases ainda permitem a síntese de complexos de 
poliestireno sulfonado (SPS) com polianilina,103 e poliestireno-co-
-alquil metacrilato (que pode ser usado na obtenção do diesel com 
ultra baixo teor de enxofre ).104

Além das peroxidases, lipases podem ser utilizadas na síntese de 
polímeros com blocos de poliestireno alternados com policaprolac-
tonas em reações químio-enzimáticas em cascata e one-pot. Neste 
caso, uma reação de ROP catalisada por lipase pode ser seguida de 
uma reação radicalar catalisada por catalisador químico (por exemplo 
bromo-cobre). A enzima permite condições de processo muito mais 
brandas do que quando na presença de catalisadores químicos como 
o óxido nítrico (90-120 ºC), utilizado na mesma etapa em que ela se 
apresenta como alternativa.105

Polissacarídeos
 
Polissacarídeos são macromoléculas formadas por unidades de 

repetição entre um doador e um aceptor glicosídico. São majoritaria-
mente encontrados em fontes renováveis, onde são sintetizados via 
catálise enzimática por ação de sintases, hidrolases e transferases, 
em geral.106

Uma das áreas de pesquisa que tem sido apontada como tendência 
nos últimos anos é a síntese de substratos análogos a polissacarídeos, 
conhecidos como moléculas biomiméticas. Neste caso, as moléculas 
devem ser desenhadas de acordo com um conceito de “substrato aná-
logo ao estado de transição“ (do inglês Transition State Analogue), 
de modo que sua estrutura deve ser similar à estrutura de transição 
encontrada nas reações enzimáticas presentes in vivo.107 Esse conceito 
foi baseado no fato de que glicosil fluoretos e oxazolinas de açúcares 
são reconhecidos de forma eficiente como substratos por hidrolases. 
Há relatos na literatura que alguns polissacarídeos análogos à celu-
lose e xilana já foram sintetizados via catálise enzimática a partir 
de monômeros glicosil fluoretos.107 Já a partir do uso de oxazolinas 
de açúcares como monômeros, tem-se conhecimento da síntese das 
macromoléculas quitina, hialuronana, condroitina e derivados de 
aminopolissacarídeos.108

Esse comportamento de catálise multi-funcional, que tem sido 
identificado em diversos tipos de enzimas, está muito além do con-
ceito de chave-fechadura, que foi assumido durante décadas como o 
representativo da catálise enzimática. Há alguns anos, um novo doador 
glicosídico foi reportado, sendo reconhecido por uma endoglucanase 
(EC 3.2.1.4), um tipo de celulase.109 O composto é ativado por um 
grupo 4,6-dimetoxi-1,3,5,-triazina-2-il (DMT) ligado ao carbono 
anomérico dos monômeros de lactose – glicose e galactose.110

Outras reações mediadas por biocatálise in vitro também se en-
contram relatadas, como a síntese de amilose pela polimerização de 
monômeros de glicose-1-fosfato catalisada por uma fosforilase (EC 
2.4.1.1). Essas reações permitem a agregação de cadeias glicosídicas 

em outros polímeros, como poliésteres, nos quais o polissacarídeo 
assume uma ligação similar a uma vinha, ao redor do outro polímero, 
em uma reação conhecida como “vine-twining polymerization“. Esse 
exemplo apenas demonstra a ampla gama de reações de glicosilação 
que podem ser realizadas via catálise enzimática.111 

Como um exemplo dessa aplicação, Nakamura et al.112 reportaram 
a obtenção de celulose in vitro, utilizando como monômero o fluoreto 
de β-D-celobiosil na presença de um tampão acetato/acetonitrila, 
utilizando uma endoglucanase de Trichoderma viride, imobilizada 
em ouro, e conduzindo a reação em duas etapas (two-steps) a 30 ºC. 
Esta foi uma proposta alternativa à síntese natural da celulose, que 
é viabilizada por um complexo de celulose sintases (EC 2.4.1.12). 

Policarbonatos

Sendo um tipo particular de poliésteres, os policarbonatos ali-
fáticos são materiais biodegradáveis113 com potencial importante 
para aplicação em aditivos termoplásticos114 e como material para 
matriz sólida de eletrólitos.115 Eles têm sido utilizados na indús-
tria, principalmente, como blocos de construção de poliuretanos 
especiais.116 Estas macromoléculas podem, ainda, ser utilizadas no 
preparo de membranas feitas de poliimidas contendo segmentos de 
policarbonetos alifáticos, para a separação efetiva entre aromáticos 
e hidrocarbonetos saturados em misturas.117

Tais polímeros são produzidos quimicamente em geral pela 
policondensação entre dióis alifáticos ou aromáticos (dialquil, glicol 
cíclico ou difenil) e fosgênio ou carbonatos, na presença de hidróxido 
de sódio ou piridina,1 podendo ainda ser sintetizados pela rota quí-
mica via ROP.118 A Figura 6 exemplifica um tipo de reação possível 
para a síntese de policarbonatos, já incorporando uma enzima como 
catalisador.

No trabalho de Jiang et al.119 o produto comercial Novozym 435 
foi utilizado como catalisador da policondensação entre dietil car-
bonato e 1,6-hexanodiol em solução de difenil éter. A reação gerou 
um poli(hexametileno carbonato) com massa molar média de 25.000 
g/mol em um processo two-steps a 90 ºC, similar ao apresentado na 
Figura 6. O processo químico requer temperaturas elevadas (>200 
ºC) devido à baixa atividade dos catalisadores organometálicos 
empregados quando aplicados sob temperaturas inferiores a esta. 

Figura 6. Reação geral da síntese de policarbonatos via policondensação 
enzimática (adaptado de Jiang et al.)119
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A síntese enzimática de policarbonatos pode proceder com sele-
tividade desejada sob condições brandas de reação, evitando assim 
reações laterais indesejadas. Além de necessitar de um aporte energé-
tico menor, a catálise enzimática não gera resíduos metálicos e outros 
subprodutos tóxicos. A rota enzimática de síntese de policarbonatos 
é bem similar à de síntese de outros poliésteres, e ocorre tanto por 
policondensação como por ROP. As enzimas mais empregadas são 
as lipases, e uma quantidade crescente de publicações tem reportado 
o uso do produto Novozym 435 e da lipase de pâncreas bovino (no 
caso de polímeros éstereo-seletivos), com temperaturas de reação 
entre 45-120 ºC, obtendo-se massas molares médias maiores que 
30.000 g/mol e rendimentos superiores a 95%.119	

Outro exemplo do uso do produto enzimático Novozym 435 
para a síntese de policarbonatos foi reportado por Rodney et al.120 
Os autores empregaram um sistema reacional com dióis aromáticos 
e carbonato de 1,3-propanodiol ou divinil adipato, obtendo produtos 
com massa molar baixa, de até 5.200 g/mol. As polimerizações foram 
conduzidas na presença de tetrahidrofurano sob temperaturas entre 
70-110 °C por 24 h, ou ainda na ausência de solvente a 50 °C por 72 h.

APLICAÇÕES DE ENZIMAS NA MODIFICAÇÃO DE 
POLÍMEROS

O uso de biocatalisadores na área de polímeros não está restrito 
apenas a reações de síntese destas macromoléculas, mas também na 
modificação (funcionalização) e na degradação de diversos polímeros. 

A maioria das investigações a respeito deste assunto tem versado 
sobre a modificação de polímeros de ocorrência natural (ou seus 
derivados), como por exemplo a formação de hidrogéis baseados 
em polissacarídeos. Um exemplo dessa aplicação é a gelificação de 
carboximetilcelulose pela introdução de grupos fenólicos, catalisada 
por uma peroxidase.121 O emprego da tecnologia enzimática também 
foi reportado para a modificação de polímeros sintéticos. Nesta área, 
o que mais se encontra é o uso de enzimas hidrolíticas atuando em 
diversos tipos de ligações, a saber: ligação éster me poliésteres (como 
o PET), ligação amida em PAs e ligação nitrila em poliacrilonitrilas 
(PAN). Na maioria das vezes o efeito desejado é um aumento da hi-
drofilicidade do polímero. Entretanto, outras reações podem ocorrer, 
como no caso da funcionalização do poli(etilenoglicol) (PEG)122 e na 
acrilação de poliésteres, ambas catalisadas por lipases.123 A Tabela 3S 
apresenta algumas enzimas que catalisam a hidrólise ou modificação 
da superfície de alguns polímeros, bem como os micro-organismos 
mais conhecidos que produzem estas enzimas.

Funcionalização de poli(etilenoglicol)

As lipases permitem funcionalizar poliésteres como o PEG. 
Entre outras coisas, elas podem catalisar a formação de dendrímeros 
de PEG em uma reação two-step, one-pot, em que primeiro a lipase 
catalisa a transesterificação de vinil acrilato em um poliol, seguido 
de uma adição de Michael catalisada pela mesma enzima, formando 
grupos dietanolamina na ponta da cadeia polimérica.124 Como outro 
exemplo desta área, tem-se a funcionalização de PEG comercial pela 
sua transesterificação com vinil ésteres, catalisada por uma lipase, 
resultando em polímeros PEG-acrilatos.125

Modificação superficial de poli(etileno tereftalato)

A fibra de poli(etileno tereftalato) (PET) é uma das mais utilizadas 
mundialmente. Torna-se interessante para algumas aplicações que 
o PET apresente maior hidrofilicidade que aquele tradicionalmente 
obtido por rota química, resultando assim em características como: 
melhor adesão de tintas, modificação da textura de tintas e maior 

biodegradação. Muitos estudos têm sido feitos a respeito da hidrólise 
enzimática superficial de fibras de PET. As principais enzimas utilizadas 
são as lipases e cutinases, catalisadores da hidrólise da ligação éster, 
gerando assim grupos hidroxil e carboxil na superfície do polímero. Os 
estudos reportam o uso dessas enzimas em temperaturas entre 40‑55 ºC, 
em meios que podem ser alcalinos, no caso de cutinases, ou ácidos, no 
caso da utilização de alguns tipos de lipases.126-128

CONCLUSÕES

As enzimas apresentam grande potencial para direcionar os pro-
cessos industriais a vias de maior sustentabilidade. Um exemplo disso 
é a síntese enzimática de plásticos e fibras a partir de monômeros 
renováveis mais biodegradáveis que seus análogos petroquímicos, 
como por exemplo: polihidroxialcanoatos, polilactídeos, policaprolac-
tonas, poliésteres alifáticos, polissacarídeos, bem como copolímeros 
ou blendas destes.

Catalisadores enzimáticos, no entanto, ainda apresentam um custo 
mais elevado que catalisadores químicos, de forma que a sustentabi-
lidade do processo e a possibilidade de obtenção de macromoléculas 
com propriedades diferenciadas (e assim, abrindo uma gama de 
novas aplicações) são as maiores motivações para o uso de enzimas 
como alternativa a rotas químicas bem estabelecidas para a síntese 
de polímeros de larga escala. 

Em curto prazo, os biocatalisadores apresentam maior potencial 
de uso na síntese de polímeros com maior valor agregado, devido a 
suas propriedades especiais, ou de polímeros mais puros, com menor 
formação de resíduos e subprodutos. No entanto, em um futuro em 
que seja levado em conta todo o ciclo de vida do produto no seu 
valor final, acredita-se que as enzimas serão capazes de reduzir o 
passivo ambiental dos plásticos desde a síntese até sua reciclagem 
e/ou regeneração.

MATERIAL SUPLEMENTAR

As Tabelas 1S a 3S estão disponíveis em http://quimicanova.sbq.
org.br, em arquivo pdf, com acesso livre.
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Tabela 1S. Monômeros que podem ser utilizados na síntese de poliésteres por reações de policondensação

Nº de Carbonos Diácidos Dióis Hidroxiácidos

1

2

Oxálico:  
Etilenoglicol: 

Glicólico: 

3

Malônico:
1,3-propanodiol: 

L-lático: 

1,2-propanodiol (propilenoglicol):

 

3-hidroxipropiônico: 

4

Succínico: 
1,2-butanodiol: 

α-hidroxibutírico: 

Fumárico: 
1,3-butanodiol: β-hidroxibutírico: 

Itacônico: 2,3 – butanodiol: γ-hidroxibutírico: 

Maléico: 
1,4-butanodiol: 
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Nº de Carbonos Diácidos Dióis Hidroxiácidos

5

Glutárico: Hidroxipentanóico: 

Glutacônico Trans: 

Glutacônico Cis: 

6

Mucônico: 

Adípico: 

7

Pimélico: 

8

Subérico: 

Ácido tereftálico: 

9
Azeláico: 

10

Sebácico: 

12

Traumático: 

 

Tabela 1S. continuação
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Tabela 2S. Síntese de poliésteres via reações de policondensação catalisada por enzimas (Elaborado a partir de Gross et al.) 1 

Enzima Monômero Condição Rendimento (%) Referência

Novozym 435 PDL, glicol, AA 60 ºC, 24h >95 2

Novozym 435 MCH, MUA, PDL 90 ºC, 24h 87 3

Novozym 435 MCH, VA, PDL 90 ºC, 6,5h 57 3

Novozym 435 EGDMA, PDL 90 ºC, 24h 71 3

Novozym 435 AA, OD, glicerol 70 ºC, 42h 90 4

Novozym 435 TMP, OD, AA 70 ºC, 42h 40-94 5

Novozym 435 HD, DMMS 70 ºC, 48h 92 6

Novozym 435 PEG-1500, 5-DMAIP 90 ºC, 48h 93.5 7

Novozym 435 PHB; PHO; Divinil adipato 70 ºC, 8h 55 8

Novozym 435 DXO; CL; 60 ºC, 4h 63-92,6 9

Novozym 435 α,ω-diacido insaturado/epoxidado (C18, C22), dióis 90 ºC, 48h 60-89 10

PPL SA; GPE 80 ºC, 72h 100 11

Lipase PC PDL, DVS, BD 60 ºC, 72h 80 12

Lipase CA DVS, glicerol, ácido graxo epoxidado 60 ºC, 24h 66-83 13

Lipase CS 99-125 BD, DES 70 ºC, 24h-48h 100 14

AA, ácido adípico; BD, 1,4-butanodiol; β-BL, β-butirolactona; C12-ωHA, ácido 12-hidróxi-dodecanóico; CL, caprolactona; DES, dietil sebacato; DMAIP, 
dimetil 5-aminoisoftalato; DMDA, metil éster de ácido α,ω-dicarboxílico; DMMS, dimetil 2-mercaptosuccinato; DVS, divinil sebacato; DXO, 1,5-dioxepan-
2-ona; EGDMA, etileno glicol dimetacrilato; GPE, glicidil-fenil-éter; HD, 1,6-hexanodiol; Lipase CA, lipase de Candida antartica; Lipase CS, lipase Candida 
sp.99-125; Lipase PC, lipase de Pseudomonas cepacia; MCH, 6-mercapto-1-hexanol; MUA, ácido 11-mercapto-1-undecanóico; OD, 1,8-octenodiol; PDL, 
ω-pentadecalactona; PEG-1500, poli(etileno-glicol) com Mw de 1500; PHB, poli(hidroxibutirato); PHO, poli(hidroxioctanoato); PPL, lipase de pâncreas suíno; 
AS, anidrido succínico; TMP, trimetilolpropano; VA, acrilato de vinila.

Tabela 3S. Enzimas hidrolíticas que catalisam a hidrólise superficial de alguns polímeros (modificado de Guebitz e Cavaco-Paulo) 15 

Polímero Enzima Numero EC Micro-organismos produtores

PAN

Nitrila hidratase 4.2.1.84 Rhodococcus rhodochrous, Arthrobacter sp, Brevibacterium imperial, Corynebacterium nitrilophilus

Nitrilase 3.5.5.1 Agrobacterium tumefaciens, Micrococcus luteus 

Amidase 3.5.1.4 Rhodococcus rhodochrous, Agrobacterium tumefaciens

Cutinase 3.1.1.74 Fusarium solani

Lipase 3.1.1.3 Thermomyces lanuginosus 

PET

Cutinase 3.1.1.74 Thermobifida fusca, Penicillium citrinum, Fusarium oxysporum; Fusarium solani

Lipase 3.1.1.3 Candida Antarctica, Humicola sp., Candida sp., Pseudomonas sp. 

Esterase 3.1.1.1 Pseudomonas spp. 

PA

Protease 3.4.21.62 Bacillus subtilis, Beauveria sp. 

Cutinase 3.1.1.74 Fusarium solani pisi 

Amidase 3.5.1.4 Nocardia sp. 

PEG Lipase 3.1.1.3 Candida antartica (Novozym 435), Mucor miehei (Amano Lipase M)

PBO Peroxidase de Raiz forte 1.11.1.7 Armoracia rusticana

PHS Tirosinase 1.10.3.1 Agaricus bisporus

PA: Poliamida; PAN: Poli(acrilonitrila); PBO, poli-p-fenileno-2,6-benzobistiazol; PEG: Poli(etileno glicol); PET: Poli(Tereftalato de metila); PHS, poli(4-
hidroxiestireno).
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