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RESUMO 

As enzimas lipolíticas são capazes de catalisar uma grande variedade de reações e são 

altamente específicas. Para a biotecnologia surge a necessidade da busca de novos micro-

organismos para essa produção. O objetivo desse trabalho foi avaliar a produção de lipases 

por duas leveduras isoladas do bagaço de caju, Candida tropicalis URM 7057 e Meyerozyma 

caribbica LABIOTEC 4 e comparar pela levedura C. rugosa NRRL Y-95. Inicialmente foram 

testados meios de cultura sintéticos para a produção da enzima. O meio sintético C (contendo 

glicose, KH2PO4, extrato de levedura, MgSO4.7H2O, peptona e ácido oleico) foi o que 

apresentou melhor resultados de atividade intracelular (282 ± 14 U/L em 48 horas de cultivo). 

Em seguida, 4 meios de cultura alternativos foram formulados com resíduos, além de sulfato 

de amônia e peptona, e avaliados na produção da enzima de interesse. O meio 01 continha 

melaço, o meio 02, milhocina (CSL - corn steep liquor), o meio 03, águas residuais da 

produção do azeite (olive mill wastewater - OMW) e o meio 04, todos eles. O meio 04 se 

mostrou melhor por permitir a produção de maiores quantidades da enzima lipolítica, 

provavelmente por apresentar uma quantidade maior de nutrientes para levedura. Um 

planejamento fatorial fracionado foi conduzido para se verificar a influência das 

concentrações dos resíduos na produção da lipase. A milhocina apresentou efeito positivo 

nessa produção, propiciando atividade extracelular de lipase de 587 ± 5 U/L, em 24 horas de 

cultivo. O uso de biorreator tipo tanque agitado favoreceu a produção de lipases, visto que as 

atividades da lipase produzida por C. rugosa em biorreator foram maiores que as produzidas 

em frascos (600 U/L em biorreator e 400 U/L em frascos, após 48 horas de cultivo), e para 

levedura C. tropicalis a atividade enzimática também se apresentou em quantidade maior 

(próximo a 500 U/L, comparado a 400 U/L em frascos). O crescimento da biomassa da 

levedura C. tropicalis em frascos e em biorreator foi similar até 48 horas. A enzima produzida 

por C. rugosa tem massa molar próxima a 60 KDa, com pH ótimo em torno de 7,0 e 

temperatura ótima de 40 °C. A caracterização bioquímica parcial da lipase produzida por C. 

tropicalis mostrou que ela apresenta temperatura ótima de 60 ºC para o extrato intracelular e 

70 °C para o extracelular, pH ótimo igual a 7.0. Após adsorção da enzima em octil-agarose, 

foi possível identificar, por análise de zimograma e por eletroforese, bandas próximas às 

obtidas para a lipase de C. rugosa comercial (60 KDa, 45 KDa e 22 KDa). 

 

Palavras chave: Lipase. Cultivo submerso. Candida rugosa. Candida tropicalis. 

Meyerozyma caribbica. 



 

ABSTRACT 

Lipolytic enzymes can catalyze a wide variety of reactions and are highly specific. For 

biotechnology, the need arises for the search for new microorganisms for this production. The 

objective of this work was to evaluate lipase production by two yeasts isolated from cashew 

bagasse, Candida tropicalis URM 7057 and Meyerozyma caribbica LABIOTEC 4 and to 

compare it with C. rugosa yeast NRRL Y-95. Synthetic culture media were initially tested for 

production of the enzyme. Synthetic medium C (containing glucose, KH2PO4, yeast extract, 

MgSO4 .7H2O, peptone and oleic acid) showed the best intracellular activity results (282 ± 14 

in 48 h of cultive). Then, alternative medium culture was formulated with residues, in 

addition to ammonium sulfate and peptone, and evaluated the production of the enzymes of 

interest. Medium culture 01 contained molasses, medium culture 02, corn steep liquor (CSL), 

medium culture 03, olive mill wastewater (OMW) and medium culture 04, all of them. 

Medium 04 was better because it allowed the production of larger amounts of lipase, probably 

because it had a higher amount of nutrients for yeast. An experimental design was conducted 

to verify the influence of the concentrations of residues on lipase production. Corn steep 

liquor (CSL) had a positive effect on this production, providing extracellular lipase activity of 

587 ± 5 U/L, in 24 h of cultive. The use of stirred tank bioreactors favored the production of 

lipases, since the activities of the lipase produced by C. rugosa in bioreactor were higher than 

those produced in flasks (600 U/L in bioreactor and 400 U/L in flasks, after 48 h of cultive) 

and for yeast C. tropicalis the enzymatic activity also presented in a larger quantity (close to 

500 U/L, compared to 400 U/L in flasks). Biomass growth of yeast biomass C. tropicalis, in 

flasks and in bioreactor, was similar up to 48 h. The enzyme produced by C. rugosa has a 

molar mass close to 60 KDa, with an optimum pH of 7.0 and an optimum temperature of 40 

°C. The partial biochemical characterization of the lipase produced by C. tropicalis showed 

that it presents an optimum temperature of 60 °C for the intracellular extract and 70 °C for the 

extracellular extract, optimum pH equal to 7.0. After adsorption of the enzyme in octyl-

agarose, it was possible to identify, by zymogram analysis and by electrophoresis, bands close 

to those obtained for C. rugosa commercial lipase (60 KDa, 45 KDa and 22 KDa). 

 

Keywords: Lipase. Submerse cultive. Candida rugosa. Candida tropicalis. Meyerozyma 

caribbica 
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1 INTRODUÇÃO 

 

As lipases (triacilglicerol-acil-hidrolases E.C.3.1.1.3) têm uma ampla faixa de 

aplicação, porque são capazes de hidrolisar triglicerídeos para diacilglicerol (DAG), 

monoacilglicerol (MAG), glicerol e ácidos graxos livres (COLLA et al., 2013; SHARMA et 

al., 2001), assim como catalisam reações de esterificação, transesterificação e 

interesterificação de lipídios. Elas podem ser aplicadas em muitas áreas, como na química fina 

(VILLENEUVE et al., 2000), em detergentes (HASAN et al., 2006), no tratamento de águas 

residuais (WU et al., 2008), na determinação do sabor de produtos lácteos (SUZZI et al., 

2001; FICKERS et al., 2011), na área farmacêutica e na médica (RIGO et al., 2009; 

BURKERT et al., 2004), entre outros. Para o mercado de enzimas, as lipases têm emergido 

como um relevante biocatalisador que contribui com a bioindústria de lipídios (TREICHEL et 

al., 2010). 

O elevado custo dos extratos enzimáticos comerciais e a falta de indústrias no 

Brasil, levou ao desenvolvimento da presente tese de doutorado, que se propôs a estudar a 

produção de lipases. O grupo de Pesquisa e Desenvolvimento de Processos Biotecnológicos 

(GPBIO), do Departamento de Engenharia Química (DEQ) da Universidade Federal do Ceará 

(UFC), trabalha há muito tempo com as lipases comerciais. Ao longo dos anos vários estudos 

foram realizados por nosso grupo com essas enzimas, como trabalhos de imobilização em 

diversos materiais (fibra de coco verde (BRÍGIDA, 2010), nanopartículas (SOUZA, 2013), 

organo-gel (CAVALCANTE, 2015), bagaço de caju (PACHECO, 2016) e SBA-15 (RIOS et 

al., 2016).  

O trabalho se iniciou através de uma colaboração entre o GPBIO o LABIOTEC 

(Laboratório de Biotecnologia da UFC), que já vinha trabalhando na seleção e identificação 

de micro-organismos isolados a partir de resíduos agroindustriais, e o Laboratório de 

Fermentação (Universidade do Minho), que tem larga experiência na utilização de resíduos 

para a formulação de meios de cultivo. Dentre esses micro-organismos, duas leveduras com 

potencial para a produção de esterases (SÁ et al., 2013) Candida tropicalis e Meyerozyma 

caribbica, foram identificadas de acordo com os padrões estabelecidos pelo LABIOTEC 

(SILVA et al.,1997) e doadas ao GPBIO.  

A maioria das enzimas de uso industrial é de origem microbiana e são produzidas 

em cultivos aeróbicos submersos convencionais, o que permite um maior controle das 

condições de crescimento do que no caso das fermentações de estado sólido (HASAN et al., 

2006; CHEETHAM, 1995). A quantidade de lipase produzida depende de alguns fatores, 
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como composição do meio de cultura, concentração de nitrogênio, concentração de sais 

inorgânicos, temperatura, pH, oxigenação, agitação, fontes de carbono. E ainda os lipídios, 

tais como a manteiga e os ácidos graxos de óleo de azeitona podem estimular a produção de 

lipase (MALDONADO et al., 2012; PUTHLI et al., 2006; BURKERT et al., 2004).  

Vários estudos têm sido realizados visando à otimização dos meios de cultura para 

produção de lipases usando diferentes fontes de carbono, nitrogênio e indutores (TAKAÇ et 

al., 2010; RAJENDRAN; THANGAVELU, 2007; RUCHI et al., 2008; KAUSHIK et al., 

2006; CIAFARDINI et al., 2006; MONTESINOS et al., 2003; MURALIDHAR et al., 2001; 

FADILOGLU e ERKMEN, 2001).  

Os resíduos e/ou subprodutos agroindustriais têm uma elevada concentração de 

nutrientes e podem ser utilizados no meio de cultura para o crescimento de micro-organismos 

e produção de lipases. Autores relatam a redução dos custos de produção aliada ao substrato 

(DE MORAIS et al., 2016; SALIHU et al., 2012; TREICHEL et al., 2010). Além disso, a 

utilização de tais resíduos é uma maneira de aumentar a aplicação destes materiais que 

apresentam riscos ao ambiente (SALIHU et al., 2012). Neste contexto, três resíduos 

agroindustriais foram avaliados, melaço, milhocina e águas residuais da produção de azeite. O 

melaço é uma fonte de carbono importante para os micro-organismos. Em seus trabalhos, 

POTUMARTHI et al. (2008) e CAVALCANTI et al. (2005) utilizaram o melaço, em 

conjunto com outros nutrientes, para formular um meio de cultura adequado à produção de 

lipase. A milhocina é comumente empregada como fonte de nitrogênio (5 g/L de proteína). 

SANTOS et al. (2013) e MALDONADO et al. (2014), por exemplo, utilizaram milhocina 

para produção de biossurfactantes e lipases, respectivamente. Já as águas residuais da 

produção de azeite são adequadas para produção de lipases, porque possuem frações do 

rejeito de azeite que induzem a produção desta enzima (D’ANNIBALE et al., 2006; LOTTI et 

al., 1998). ABRUNHOSA et al. (2013) e GONÇALVES et al. (2012) utilizaram esse resíduo 

nos meios de cultivos para produção da enzima lipolítica. 

A produção de lipases por cultivo submerso utilizando resíduos (melaço, 

milhocina e OMW) na formulação do meio de cultivo é a inovação deste trabalho, até mesmo 

para uma levedura padrão, que é o caso da C. rugosa, uma vez que são meios de cultivos 

alternativos que barateiam o custo da produção desta enzima. Em dias atuais se faz necessário 

a diminuição dos custos de obtenção das enzimas, deixando-os mais atrativos para qualquer 

processo industrial (PINHEIRO et al., 2008; SOCCOL e VANDENBERGHE, 2003). 

Este trabalho mostra os resultados da utilização dessas leveduras para produção de 

lipase, comparada com a produção de lipase produzida por outra levedura conhecida, a C. 
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rugosa fornecida por banco de cultura NRRL (the Agricultural Research Service - United 

States Department of Agriculture). Primeiramente foram testados meios de cultura sintéticos, 

em seguida meios alternativos para C. rugosa e, posteriormente, para as leveduras isoladas C. 

tropicalis e M. caribbica. Foi feito também o uso no biorreator em tipo tanque agitado para C. 

tropicalis e C. rugosa. As duas cepas apresentaram resultados positivos e são fontes propícias 

em aplicações industriais para produção da enzima.  
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2 REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

 

2.1 Lipases 

 

As lipases constituem uma classe de enzimas das mais utilizadas em biotecnologia 

(RIBEIRO et al., 2011; SCHMID et al., 1998). Essas enzimas estão sendo exploradas em 

processos biocatalíticos em diversas áreas, como na síntese de óleo-química, em alimentos, 

síntese de orgânicos e na indústria farmacêutica (SHARMA et al., 2013; KAPOOR e GUPTA 

2012; BASSEGODA et al., 2012; TREICHEL et al., 2010). 

Essas enzimas são responsáveis pela hidrólise de ligações de éster-carboxílicos 

liberando ácidos carboxílicos e alcoóis. Em condições reacionais que envolvem pouca 

disponibilidade de água, elas atuam nas reações de esterificação ou de transesterificação 

(DAIHA et al., 2015, SHARMA et al., 2001, KOSKINEN et al., 1996). 

As enzimas lipolíticas microbianas catalisam uma grande variedade de reações e 

possuem alta especificidade de substrato, por isso são muito utilizadas industrialmente 

(AKSHATHA et al., 2011; KUMAR et al., 2011, HASAN et al., 2009). As lipases 

microbianas são produzidas preferivelmente em fermentações submersas (MESSIAS et al., 

2011; FEITOSA et al., 2009). As lipases são produzidas por várias bactérias, leveduras e 

fungos (DE ALMEIDA et al., 2013; WANG et al., 2007; HASAN et al., 2006). 

 

2.2 Micro-organismos produtores de lipases 

 

As lipases são abundantes em animais, plantas e micro-organismos (KAPOOR e 

GUPTA, 2012; LIN et al., 2006). As enzimas produzidas por via microbiológica apresentam 

algumas vantagens em relação as enzimas produzidas por plantas e animais, tais como, maior 

variedade de atividades catalíticas disponíveis, níveis elevados de conversão na síntese e na 

transesterificação de triacilgliceróis. A facilidade de manipulação genética, fornecimento 

regular uma vez que não sofrem flutuações sazonais. Além disso, os micro-organismos 

apresentam crescimento mais rápido quando comparados a plantas e animais, e é possível 

empregar meios de produção menos dispendiosos (HASAN et al., 2006; YANG et al., 2005; 

WISEMAN, 1995).  

Alguns gêneros de leveduras são capazes de sintetizar lipases, como: Candida, 

Saccharomyces, Saccharomycopsis e Yarrowia. (GONÇALVES, et al., 2007; HADEBALL, 

1991). A maioria dos estudos de levedura para produção de lipase são com as espécies C. 
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rugosa e Candida antartica, existem outras leveduras crescentes nessa produção mostrando 

novos potenciais na área da biotecnologia (BUSSAMARA et al., 2010; CIAFARDINI et al, 

2006; FERNANDEZ et al, 2006). Muitos micro-organismos estão sendo estudados para a 

produção de lipases, a Tabela 1 mostra algumas dessas pesquisas.  

 

Tabela 1 – Levantamento de micro-organismos produtores de lipase ao longo dos anos 

Micro-organismos Referência 

 

Fusarium globulosum GULATI et al., 2005 

Antrodia cinnamomea LIN; WANG; SUNG, 2006 

Burkholderia cepacia FERNANDES et al., 2007 

Aureobasidium pullulans HN2.3  LIU et al., 2008 

Candida cylindracea 

 

BROZZOLI et al., 2009 

Aspergillus niger EDWINOLIVER et al., 2010 

C. rugosa NRRL Y-17506 MALDONADO et al., 2012  

Geotrichum candidum FARIAS et al., 2012 

Candida antartica FERNANDES et al., 2014   

C. rugosa DE MORAIS et al., 2016 

 

O trabalho desenvolvido nesta tese apresenta uma proposta de produção de lipases 

a partir das cepas Candida tropicalis e Meyerozyma caribbica para entender mais sobre o 

processo fermentativo de produção e a caracterização das proteínas produzidas. Esses estudos 

são importantes, porque visam o desenvolvimento de um produto com potencial 

biotecnológico. 
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2.2.1 C. rugosa 

 

A levedura C. rugosa é uma das leveduras mais aplicadas na indústria para 

produção da lipase e está sendo estudada há muito tempo devido sua capacidade de produção 

de lipases. Essa enzima possui alta atividade nas reações de hidrólise total ou parcial do 

triacilglicerol (VAKHLU; KOUR., 2006; REDONDO et al., 1995), bem como nas reações de 

síntese e transesterificação de ésteres (MUSTRANTA, 1992, REDONDO et al., 1995) o que 

favorece sua aplicação em muitos processos. 

2.2.1.1 Lipase produzida por C. rugosa 

 

Do ponto de vista estrutural e bioquímico, a C. rugosa expressa 5 genes já 

totalmente caracterizados e denominadas como isoenzimas (Lip1-Lip5) que se diferenciam 

nas posições de conformação e sítio ativo. Todas as isoenzimas apresentam uma estrutura de 

hidrolase α/β (OLLIS et al., 1992), com uma tríade catalítica e uma conformação que cobre o 

sítio ativo quando a enzima está na sua forma inativa (DE MARIA et al., 2006; AKOH et al., 

2004; FERRER et al., 2001; CYGLER AND SCHRAG, 1999; BENJAMIN E PANDEY, 

1998). A lipase de C. rugosa possui um sítio ativo formado por uma tríade catalítica (Figura 

1). 

 

Figura 1 – Diagrama estrutural da lipase de C. rugosa em momentos aberto e fechado da 

conformação polipeptídica. A conformação fechada está representada na cor amarela, 

enquanto a conformação aberta está destacada em vermelho. Os resíduos que formam a tríade 

catalítica são mostrados em vermelho.  

 

Fonte: Esta estrutura foi produzida usando MOLSCRIPT e Raster3D (CYCLER; SCHRAG, 1999). 
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A tríade catalítica é composta pelos resíduos serina (Ser184), histidina (His366) e 

aspartato (Asp334), ou glutamato (Glu341) Ser-His-Asp/Glu, o qual opera pelo mesmo 

mecanismo característico das 10 serinas hidrolases, incluindo algumas proteases, sendo 

semelhante tanto para as reações de hidrólise quanto para as reações de síntese (JAEGER e 

REETZ, 1998). O domínio que cobre o local do sítio ativo (conformação) pode ser constituído 

por uma única hélice, duas hélices ou uma região em loop (JAEGER; DIJKSTRA; REETZ, 

1999).  

 

2.2.2. Candida tropicalis e Meyerozyma caribbica  

 

As duas cepas utilizadas neste trabalho foram a C. tropicalis e M. caribbica, 

isoladas do bagaço de caju; resíduo da exploração da cultura do caju (Anacardium occidentale 

L), que é uma das atividades agroindustriais mais importante do Nordeste brasileiro (PINHEIRO, 

2015).  

Essas leveduras, embora já mencionadas na literatura como fontes promissoras 

para a produção de lipases, foram pouco exploradas tecnicamente. Alguns autores citam a C. 

tropicalis como produtora de lipase (GUPTA et al., 2015; TREICHEL et al., 2010; 

VAKHLU; KOUR, 2006). A M. caribbica tem características parecidas com a C. 

guilliermondii (uma vez que essa levedura foi reclassificada pela Micoteca - URM da 

Universidade Federal de Pernambuco (UFPE) para M. caribbica), pois essa já foi citada em 

trabalhos na produção de lipase (OLIVEIRA et al., 2014).  

Alguns artigos mostram a aplicação da M. caribbica sobre a capacidade 

antagonista da estirpe contra fungos diferentes que causam doenças em frutos, por exemplo, 

na ação antifúngica produzida pelo fungo Colletotrichum gloeosporioides (BAUTISTA-

ROSALES et al., 2013). 

As leveduras C. tropicalis e C. guilliermondii são também utilizadas em 

fermentações na indústria de alimentos por se tratar de micro-organismos benéficos a saúde. É 

comprovada a eficácia dessas leveduras, C.tropicalis e C. guilliermondii, na conversão de 

xilose (ZHANG et al., 2016, DE ALBUQUERQUE et al., 2014) e do hidrolisado 

hemicelulósico (DELGENES et al., 1998), respectivamente, a xilitol. Essas leveduras também 

são apontadas como micro-organismos oleaginosos pela capacidade de acumular lipídios 

através de sua biomassa (DEY e MAITI, 2013 GUO e OTA, 2000; GUO et al., 1999). 

A foto dessas leveduras crescidas em placas estão apresentadas na Figura 2.  
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Figura 2 – As leveduras Candida tropicalis (a) e Meyerozyma caribbica (b) cultivadas por 

placas em meio Ágar Sabouraud (AS).  

 

 

Fonte: Autoria própria (2017).  

 

 

2.3 Fatores que influenciam a produção das lipases 

 

2.3.1 Cultivos microbianos 

 

Os cultivos microbianos são realizados por meio de dois tipos básicos de 

processos de fermentação: fermentação em estado sólido (FES) e fermentação submersa (FS). 

O cultivo submerso facilita a produção em grande escala, pois garante a homogeneidade do 

meio, apresenta simples monitoramento e controle do processo (SILVEIRA et al., 2016; 

CAPUTO 2012; COUTO e SANROMÁN, 2006). O cultivo em estado sólido geralmente 

apresenta baixo custo, dado o reaproveitamento de resíduos agroindustriais e favorece menor 

risco de contaminação no processo (MESSIAS et al., 2011). As enzimas industriais são 

produzidas basicamente através do bioprocesso submerso por cultivos em batelada e batelada 

alimentada (COLLA et al., 2013). Entretanto, os fungos filamentosos possam apresentar 

maiores produtividades através do processo de fermentação em estado sólido (COLLA et al., 

2013; GONZALEZ et al., 2003).  

Para determinar qual tipo de fermentação utilizar, se faz necessário uma avaliação 

sobre o meio de cultura utilizado para o crescimento microbiano (BARBOSA et al, 2011). No 

caso de resíduos que apresentam grande quantidade de água para produção de enzimas, a 

fermentação submersa é a mais adequada (LIMA et al., 2001).  

Existem na literatura muitos estudos de produção de lipases através da 

fermentação submersa. Em De Morais et al. (2016) a lipase foi produzida por C. rugosa e 
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Geotrichum candidum. Em Pinheiro et al. (2008) foi produzida a partir do micro-organismo 

Penicillium verrucoso, em Abrunhosa et al. (2013) a enzima foi produzida a partir de 

Aspergillus ibericus. Em Vakhlu, J.; Kour, A. (2006) estudou-se a produção por C. tropicalis. 

Em Rajendran et al. (2008) foi estudado a partir da levedura C. rugosa. 

 

2.3.2 Meios de culturas e condições 

 

A composição e as condições do meio de cultura são pontos relevantes na 

produção de enzimas (GRBAVCˇIC et al., 2011). A síntese da lipase no meio de cultivo é 

influenciada pelo tipo e concentração das fontes de carbono e nitrogênio, pH, temperatura de 

crescimento, e pela concentração de oxigênio dissolvido, quando o processo é submerso, e a 

concentração de indutores (COLLA et al., 2013; VOLPATO, 2009; GUPTA et al., 2004). Os 

indutores são substratos hidrofóbicos como ácidos graxos, triglicerídeos e alguns ésteres que 

promovem a produção da lipase (BRÍGIDA et al., 2014; MARIMUTHU, 2013; FICKERS et 

al., 2011; FICKERS et al., 2005). A literatura apresenta diversos trabalhos sobre a produção 

da lipase (Tabela 2) com utilização de meios sintéticos e em meios com resíduos. 

 

Tabela 2 – Principais substratos utilizados em meios de cultivos para produção de lipase 

Micro-organismos Substratos  Referência 

Candida sp. 99-125  Óleo e a farinha de 

soja 

 HE e TAN et al., 2006 

 Yarrowia lipolytica NRRL Y-2178 Glicerol, glicose, 

extrato de levedura e 

peptona 

 LEE et al., 2007 

 Aureobasidium pullulans HN2.3  Azeite, glicose, 

sulfato de amônio  

 LIU et al., 2008 

 Candida cylindracea NRRL Y- 17506 Tween e azeite   KASTRANOV et al., 2008 

Penicillium simplicissimum Torta de babaçu 

(rejeito da produção 

do óleo do babaçu) 

suplementado com 

melaço  

CAVALCANTI et al., 

2005  

 Bacillus pumilus RK 31 Azeite de oliva e 

Tween 80  

 KUMAR et al., 2011 
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Yarrowia lipolytica (estirpe CBS6303 

com mutação) 

 Tributirina, glicose, 

glicerol, ácido 

cítrico, peptona  

FICKERS et al., 2011 

C. rugosa CBS 2275 Extrato de levedura 

peptona, glicose e 

OMW 

GONÇALVES et al., 2012 

Geotrichum candidum NRRLY-552 Milhocina e óleo de 

soja 

MALDONADO et al., 

2014 

 Candida viswanathii    Ácido cítrico, 

vitaminas e solução 

salina 

 FABISZEWSKA et al., 

2015 

 

 

O carbono é componente fundamental da célula. A fonte de carbono é um dos 

fatores mais importantes que influenciam a produção de lipase (CAPUTO et al., 2012, WEI et 

al., 2004), sendo essencial na biossíntese enzimática podendo estimular ou inibir sua 

produção (DALMAU et al., 1998). As gorduras, óleos naturais, ácidos graxos, óleos vegetais, 

triglicerídeos, detergentes à base de ésteres são utilizados como fontes de carbono e indutores 

da produção de lipase (TAN et al., 2003; HIOL et al., 2000; YAN et al., 1999).  

O nitrogênio é um elemento encontrado na natureza tanto na forma orgânica 

quanto inorgânica. Fontes de nitrogênio orgânico (FADILOGLU AND ERKMEN, 2001) e 

inorgânico (RIGO et al., 2009; PALMA et al., 2000), têm um papel muito importante na 

síntese da enzima (TAN et al., 2003). Diferentes formas de nitrogênio orgânico e inorgânico 

tem sido utilizado na produção de lipases, especialmente extrato de levedura, peptona, sulfato 

de amônio e uréia (KUMAR et al., 2005; FERRER et al., 2001). 

Os micro-organismos podem produzir diferentes tipos de lipase de acordo com as 

condições de cultivo, e a enzima produzida possui relações diferentes quanto à especificidade 

dos substratos (GONÇALVES et al., 2007).  
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2.3.3 Resíduos agroindustriais 

 

Os meios de culturas contendo resíduos agrícolas representam recursos potenciais 

para uso na biotecnologia, pois possuem baixo custo e composições com abundantes 

nutrientes e minerais, além de serem fontes de carbono e nitrogênio (SALIHU et al., 2012; 

MUSSATTO, 2009; GRAMINHA et al., 2008; PANDEY et al., 2000).  

A utilização desses resíduos alternativos possibilita a redução da poluição, pois 

diminuem a disposição dos mesmos ao ambiente (TREICHEL et al., 2010). Com o uso dos 

resíduos surge-se o termo "Clean technology”. É a técnica de aproveitamento dos materiais 

que apresentam ameaça ao meio ambiente e são ordenadamente utilizados para trazer a 

produtividade dos recursos necessários para fazer a atividade humana sustentável (SALIHU et 

al., 2012). 

O emprego das enzimas lipases em escala industrial ainda é pequeno, embora 

exista uma ampla quantidade de lipase produzidas por micro-organismos, devido aos elevados 

custos do processo de produção (DE MORAIS et al., 2016; JUNQUEIRA, 2014). O uso de 

substratos alternativos como meios de cultivo barateia o processo de obtenção dessas enzimas 

(SALIHU et al., 2012; TREICHEL et al., 2010). 

O melaço, um subproduto do processo de fabricação de açúcar de cana, foi 

validado como uma matéria-prima econômica para a produção de vários produtos 

biotecnológicos, um dos mais aplicados na atualidade é a produção de etanol. O melaço ainda 

é aplicado como aditivo para nutrição animal (SHARMA et al., 2016; GNANSOUNOU et al., 

2015; DASGUPTA et al., 2014). Ele contém uma elevada concentração de carboidratos 

(cerca de 50%), bem como outros compostos de valor agregado, tais como vitaminas 

(GUDIÑA et al., 2015). 

A milhocina é um subproduto líquido gerado pela indústria de moagem úmida do 

milho. É rico em vitaminas, minerais, aminoácidos e proteínas, sendo uma importante fonte 

de nitrogênio para muitos processos biotecnológicos (GUDIÑA et al, 2015; HENKEL et al, 

2012; MADDIPATI et al, 2011). 

No processo de produção de azeite, é necessário a adição de água quente ao 

processo, o que gera a produção de grandes quantidades de resíduos líquidos conhecidos 

como águas residual da produção do azeite (OMW - olive mill wastewater), o que é 

considerado uma significativa fonte de resíduos agroindustrial (ABRUNHOSA et al., 2013). 

Os principais componentes do OMW, além da água (83% a 94%), são lipídios, carboidratos, 
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compostos fenólicos, ácidos orgânicos, taninos, pectinas e minerais (GUDIÑA et al., 2016). 

Muitos micro-organismos, tais como Candida cylindracea (D’ANNIBALE et al., 2006; 

LOTTI et al.,1998), Yarrowia lipolytica (D’ANNIBALE et al., 2006; GONÇALVES et al., 

2009), Geotrichum candidum (ASSES et al., 2009) e outros fungos (D’ANNIBALE et al., 

2006) tiveram um bom desempenho na produção de lipase a partir de meio de cultura 

contendo OMW (ABRUNHOSA et al., 2013). 

 

2.4 Aplicação das lipases  

 

As lipases são empregadas em várias indústrias como na formulação de 

detergentes, na indústria oleoquímica, biocombustíveis, alimentos, laticínios, agroquímicos, 

fabricação de papel, nutrição, cosméticos, produtos farmacêuticos e tratamento de esgoto 

(GUPTA et al., 2015; FENG et al., 2013; SALIHU et al., 2011; SHARMA et al., 2001. A 

variedade de aplicações das lipases tem impulsionado novas pesquisas como foco na 

produção dessas enzimas (GUPTA et al., 2015).  

A Tabela 3 mostra algumas aplicações industriais das lipases. Essas aplicações 

foram mais detalhadas nos itens a seguir. 

 

2.4.1 Alimentos 

 

Essas enzimas são também utilizadas na produção de aditivos em alimentos, que 

nada mais são que ésteres produzidos a partir de ácidos graxos de cadeia curta que atuam na 

modificação do sabor (COLLA et al., 2013; BURKERT et al., 2004; SHARMA et al., 2001). 

Em alimentos, como o queijo, as lipases participam na formação de ácidos graxos livres que 

são constituintes principais para o sabor do queijo (BERTRAM et al., 2008; PERRY 2004). 
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Tabela 3 – Aplicação industrial das lipases  

Área Industrial Aplicação Produto 

 

Alimentação 

 

Hidrólise de gordura de leite 

 

Síntese de ésteres 

  

Aromas para produtos matinais     

 

Aromas para alimentos e bebidas   

 

 

Química 

 

Hidrólise de óleos e gorduras 

 

 

Remoção de gorduras 

 

 

Síntese de ésteres 

 

Ácidos graxos, diglicerídeos, 

monoglicerídeos 

 

Detergente para lavanderias ou uso 

doméstico 

 

Ésteres, emulsificantes 

 

   

 

Alimentação/ 

química/ 

farmacêutica 

 

 

Transesterificação de                    

óleos naturais 

  

Óleos e gorduras (análogo de 

manteiga de cacau) 

 

   

 

Cosméticos 

 

Síntese de ésteres 

  

Fragrância para perfumes 

 
Fonte : Paques e Macedo, 2006. 

 

2.4.2Oleoquímica 

 

 As lipases atuam no aumento do valor nutritivo de óleos e gorduras, fazendo com que 

as estruturas dos triacilgliceróis sejam modificadas, alterando as suas propriedades físico-

químicas, transformando-os em produtos de alto valor agregado. A transesterificação 

catalisada por lipase de óleos mais baratos pode ser utilizada, por exemplo, para produzir 

manteiga de cacau a partir do óleo de palma. Atuam também na interesterificação de gorduras 

sólidas não hidrogenadas e síntese de triacilglicerídeos saturados (GUPTA et al., 2015; 

KAPOOR et al., 2012; HASAN et al., 2006). 
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2.4.3Detergentes 

 

 As lipases são também utilizadas como aditivos na fabricação de detergentes 

para melhorar a capacidade de lavagem e facilitar na remoção de gorduras (GRBAVCˇIC´ et 

al., 2011; JURADO et al., 2007; SAEKI et al., 2007; GAUR et al., 2008). Uma das principais 

vantagens do uso de lipase em detergentes é na retirada dos polissulfatos transformando-os 

em produtos biodegradáveis o que reduz os impactos ambientais (HASAN; SHAH; 

HAMEED, 2006). 

 

2.4.4Química/farmacêutica 

 

Os principais intermediários na síntese de agentes terapêuticos, agroquímicos e 

compostos aromatizantes são normalmente complexos e/ou compostos quirais, que são 

difíceis de sintetizar com métodos químicos, as enzimas lipases auxiliam na aplicação dessas 

sínteses (JAEGER e EGGERT, 2002). As lipases possuem elevadas enantioseletividade 

(OLIVEIRA et al., 2014; BUSSAMARA et al., 2010; GUPTA et al., 2007; HERNANDEZ-

RODRIGUES et al., 2009). Essa propriedade possibilita a utilização em biocatalisadores 

preparados não tóxicos e, portanto, ideais para aplicação na liberação de fármacos e em 

alimentos (MENDES et al., 2011). 

 

2.5 Atividade lipolítica  

 

São várias as metodologias utilizadas para se determinar a atividade hidrolítica de 

lipases (BRÍGIDA et al., 2010; TSUJITA et al., 1984; GELUK et al., 1992; MARTINELLE; 

HULT, 1995; PENCREAC´H e BARATTI, 1996; SECUNDO e CARREA, 2001. Os ensaios 

enzimáticos são muito utilizados para determinação da atividade. Os métodos mais 

recorrentes são os colorimétricos que utilizam substratos sintéticos como ésteres de ácidos 

graxos de p-nitrofenila (acetato, butirato, caproato, caprilato, palmitato e esterato). O uso de 

substratos solúveis em água, tais como p-nitrofenil palmitato (pNFP) (TREVISAN et al., 

2004; MAHADIK et al., 2002), esses apresentam algumas vantagens, devido ao seu curto 

tempo de reação e simples leitura através de espectrofotometria. No entanto, esses substratos 

não são os mais adequados para determinar a atividade da lipase de verdade, porque eles são 

também hidrolisados por esterases (ERDMANN et al., 1990). 
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Os métodos titulométricos são empregados também amplamente para a 

determinação de atividade da lipase (VEERARAGAVAN, 1990). Esses fundamentam-se na 

titulação alcalina dos íons de hidrogênio liberados na dissociação dos ácidos graxos, 

resultantes da ação das lipases sobre as moléculas do triglicerídeo (WATANABE et al., 1977; 

LINFIELD et al., 1985).  

Na mistura de reação o triglicerídeo é adicionado sob a forma de emulsão e seu 

preparo requer a adição de agentes emulsificantes ou estabilizantes de emulsão. Em geral usa-

se a goma arábica como agente estabilizante sem a necessidade de adição de agentes 

tensoativos (COLEN et al., 2006; HOPPE; THEIMER, 1995). Por outro lado, as emulsões de 

óleo de oliva, preparadas com solução de álcool polivinílico, conservam-se completamente 

homogêneas durante o ensaio e podem ser usadas na determinação da atividade lipásica 

(COLEN et al., 2006; WATANABE et al., 1977). 

 

2.6 Métodos de extração  

 

Diferentes métodos podem ser empregados para extração de proteínas 

intracelulares. Métodos mecânicos, físicos, químicos, enzimáticos e a combinação destes 

podem ser aplicados (PANDIT, 2005; VAN HEE et al., 2004). Uma das formas de se 

recuperar materiais intracelulares é utilizando ultrassom através da sonicação que promove a 

ruptura da célula por cavitação (PILLI et al., 2011; KAPUCU et al., 2000; OZBEK; ULGEN, 

2000). 

Para a produção de lipase em Kapturowska et al. (2012) foi utilizada a sonicação 

das células para liberação da enzima a partir da levedura Yarrowia lipolytica, os melhores 

resultados para atividade de lipase foram na potência de 30 e 90 W durante 15 min de 

sonicação. Em Dominguez et al., 2005 a produção de lipase a partir de Thermus thermophilus 

a suspensão celular foi sonicada em dois ciclos de 2 min e 50% da potência máxima. Apesar 

desse método estar sendo muito utilizado, o ultrassom danifica ou remove a parede celular 

liberando uma enorme quantidade de conteúdo ao meio contendo a enzima (WU et al., 2014).  
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2.7 Purificação de lipases 

 

O processo de purificação é relevante na obtenção da enzima e sua aplicação 

industrial. Independentemente da fonte de lipase ou da técnica empregada, a purificação pode 

ser medida por um aumento da atividade específica, porém limitada (GUPTA et al., 2004). 

De forma geral, as enzimas podem ser purificadas por etapa única, no caso da 

cromatografia de afinidade ou por uma combinação de várias etapas, por exemplo, 

precipitação de proteínas, tecnologia de membranas, troca iônica, filtração em gel, etc 

(BARBOSA et al., 2011).  

A precipitação de proteínas é uma técnica de purificação parcial considerada 

rápida e eficiente, sendo empregada para eliminar interferentes do processo e aumentar a 

atividade específica da enzima. Ela consiste na separação das proteínas de outras substâncias 

presentes no extrato (HEIDTMANN et al., 2012; MARTINS et al., 2008). Muitos artigos 

utilizam a purificação parcial de lipase através da precipitação de sais (BORKAR et al., 2009; 

ABBAS et al., 2002 e KUMAR et al., 2005).  

O método de purificação utilizando adsorção hidrofóbica, é muito utilizado, se 

mostra eficientes na purificação de enzimas e se torna muito conhecida devido a vantagem de 

imobilização, entre outros benefícios inerentes na maioria das lipases (VIRGEN-ORTÍZ et 

al., 2017, BARBOSA, et al., 2012; LEE et al., 2009). Para a dessorção da enzima nos 

suportes, normalmente são utilizados detergentes (RUEDA et al., 2015). Dentre os 

adsorventes hidrofóbicos mais utilizados são dos grupos fenil e octil (VOLPATO, 2009).  

Vários trabalhos na literatura citam a utilização de lipases adsorvidas em suportes 

octil-agarose (PEIRCE et al., 2016, MANOEL et al., 2015; BRANCO et al., 2015, 

FERNÁNDEZ-LORENTE et al., 2007, BASTIDA et al., 1998). 

 

2.8 Biorreatores 

 

As fermentações de enzimas microbianas são afetadas por variáveis como 

temperatura, agitação e volume do inóculo quando executadas em escalas de bancadas 

(cultivo em frascos), já na ampliação da escala para biorreatores tem se inúmeros outros 

fatores envolvidos como configuração do rotor, distância do impulsor ao fundo do biorreator, 

taxa de altura contra temperatura (H/T), além de fatores físicos como pressão e distribuição 

dos substratos ao meio são pontos importantes (PUTHLI et al., 2006; JAEGER et al., 1994) 
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Nos frascos, o cultivo pode apresentar uma série de dificuldades experimentais, 

sendo a agitação uma alternativa preferível para manter o oxigênio na concentração adequada 

para a levedura (PUTHLI et al., 2006; BUCHS, 2001; CALAM, 1986). A utilização de 

agitação mecânica nos biorreatores ajuda a fornecer uma área interfacial adequada e uma 

melhor transferência de massa na hidrólise dos lipídios (ROONEY; WEATHERLEY, 2001).  

A literatura apresenta trabalhos utilizando biorreatores na produção de lipase. 

Noor et al. (2006) produziu lipase por Candida cylindracea DSMZ 2031 em biorreator 

utilizando meios de cultura com vários óleos como fonte de carbono, o óleo de palma 

apresentou maior produção da enzima. Em Zhao et al. (2008) estudaram a produção de lipase 

recombinante obtida a partir de C. rugosa expressa em Pichia pastoris, mostrando que o alto 

nível de proteínas produzidas diferente da lipase, limitou reações metabólicas e também 

forneceu uma densidade alta de biomassa afetando o oxigênio dissolvido ao meio (ZHANG et 

al., 2005 SCHMIDT, 2005; MATTANOVICH et al., 2004). Em Bussamara et al. (2010) a 

lipase foi produzida por leveduras isoladas de uma planta através do cultivo em frascos e em 

biorreator, mostrando que o aumento de escala promoveu um aumento na produção da 

enzima. Em Oliveira et al. (2014) estudaram a produção de lipase a partir Candida 

guilliermondii por cultivos em frascos e em biorreator de 14 L, com aeração e sem agitação 

mecânica, obtendo resultados parecidos para ambos os processos. 
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3 OBJETIVOS 

 

3.1 Objetivo geral 

 

O objetivo geral do presente trabalho consiste em avaliar a produção de lipases 

por duas leveduras isoladas do bagaço de caju (Candida tropicalis e Meyerozyma caribbica) e 

depois, avaliar o impacto da utilização de resíduos na produção de lipases por estes micro-

organismos. Em seguida, fazer o estudo da sua produção em biorreator, para possíveis 

aplicações em escala industrial.  

 

3.2 Objetivos específicos 

 

✓ Avaliação de duas leveduras isoladas do bagaço de caju para a 

produção de lipase (extracelular e intracelular) por cultivo submerso; 

✓ Produção de lipase por uma cepa de referência, C. rugosa NRRL Y-95; 

✓ Avaliação de meios alternativos contendo melaço, milhocina e águas 

residuais da produção de azeite, como fonte de nutrientes, em escala de bancada; 

✓ Caracterização bioquímica das lipases produzidas; 

✓ Avaliação da produção das lipases por C. rugosa NRRL Y-95 e 

Candida tropicalis, em Reator batelada 1L. 
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4 MATERIAIS E MÉTODOS 

 

4.1 Micro-organismos 

 

A cepa de C. rugosa NRRL Y-95, pertencente à coleção de cultura da ARS 

(Agricultural Research Service), foi doada pelo United States Department of Agriculture 

(USDA). Meyerozyma caribbica LABIOTEC 4 (antes classificada pela Micoteca - URM da 

Universidade Federal de Pernambuco (UFPE) como Candida guilliermondii) e Candida 

tropicalis URM 7057 foram gentilmente cedidas pelo LABIOTEC. 

Todas as culturas foram ativadas em meios contendo ágar sabouroud dextrose 

(SIGMA) a 30°C por 48 h. Foram feitos repiques em meios contendo 40 g/L de glicose e 10 

g/L de peptona e as culturas foram armazenadas em tubo de glicerol (30% v/v), em freezer 

criogênico a -80 °C. 

 

4.2 Produção da enzima 

 

 A lipase foi produzida pelas leveduras C. rugosa, C. tropicalis e M. caribbica através 

de todas as etapas constadas no Fluxograma da Figura 3. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Caracterização da enzima (Eletroforese) 

sobrenadante 

 

células 

Figura 3- Fluxograma das etapas de cultivo e purificação parcial da produção de lipases. 

Ativação das leveduras 

Estoques de glicerol 

Medida da atividade (pNFL, 40°C) Inóculo 5% v/v 

Purificação (sulfato de amônia ou octil-agarose) 

Produção da enzima (170 rpm, 30°C) 

(170RPM e 30°C) 

Centrifugação (5000 rpm, 20 min) Sonicação (0,1 mg/mL de células, 2min) 

Centrifugação (5000 rpm, 20 min) 
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4.2.1 Propagação do inóculo 

 

O cultivo submerso foi conduzido em frascos de 250 mL, contendo 50 mL de 

meio, a 30 °C e 170 rpm por 20 horas (C. rugosa), 24 horas (C. tropicalis) e 36 h (M. 

caribbica). O meio de propagação do inóculo continha: 10 g/L de glicose, 10 g/L peptona, 4 

g/L de extrato de levedura e 0.5 % de ácido oleico em tampão de fosfato de potássio 50 mM 

pH 7,0. 

 

4.2.2 Meio sintético com adição de vitaminas para produção de lipases por C. rugosa e C. 

tropicalis 

 

Primeiramente foi testado um meio sintético com vitaminas (BENJAMIN e PANDEY 

(1995) para C. rugosa, C. tropicalis e M. caribbica. Composição (g/L): glicose 10, peptona 5, 

extrato de malte 3, extrato de levedura 3, CaCl2.2H2O 0,5, k2HPO4 0,4, KH2HPO4 0,24, 

(NH4)2SO4 1,6, MgSO4.7H2O 0,5, Tween 0,3% e 10% ácido oleico, vitaminas: 2 mg/L de 

biotina, 2 g/L de inositol e 0,4 g/L de tiamina (BEJANMIM; PANDEY, 1995; DALMAU et 

al., 2000). 

 

4.2.3 Meio sintético para produção de lipases por C. rugosa, C. tropicalis e M. caribbica 

 

Nesta etapa foram testados meios sintéticos para a produção da lipase, contendo 

ou não fontes de carbono e nitrogênio alternativas. O meio de cultura sintético testado está 

apresentado na Tabela 4 e as 4 fontes alternativas (as quantidades utilizadas de cada resíduo, 

na composição dos meios, foi relacionada com a quantidade de cada substrato sintético do 

meio (C), apresentadas na Tabela 5. As altas quantidades de extrato de levedura utilizadas no 

meio A e B visaram garantir excesso de nutrientes como uma tentativa de produção da 

enzima, devido a dificuldades reportadas na literatura quando se utilizam meios que não 

contenham vitaminas (TAKAÇ et al., 2010; 2003, MONTESINOS et al., 2003, DALMAU et 

al., 2000).  
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Tabela 4 – Composição do meio sintético 

Componentes Meio de cultura 

 A (g/L) B (g/L) C (g/L) 

Glicose 

NaNO3 

1 10 

1 

20 

- 

Peptona - - 3 

KH2PO4 1 1 1 

MgSO4.7H2O 0,5 0,5 0,5 

Extrato de levedura 70 70 4 

Ácido oleico (v/v) 3% 3% 1% 

 

 

4.2.4 Meio com resíduos para produção de lipases por C. rugosa, C. tropicalis e M. 

caribbica 

 

 Os meios de cultura foram determinados conforme a Tabela 5. Foi ainda calculada 

uma quantidade superior do volume total, porque ocorre um precipitado em torno de 5% 

desse volume proveniente da milhocina. Utilizou-se a centrífuga a 5.000 rpm por 15 min para 

a retirada do precipitado. 

  

 

Tabela 5 – Composições do meio de cultura contendo meios alternativos, resíduos 

agroindustriais, para produção de lipase por C. rugosa, C. tropicalis e M. caribbica  

Nutrientes Carbono 

(5 g/L açúcar redutor) 

Nitrogênio 

(4 g/L) 

Indutor 

1 % (v/v) 

Meio sintético Glicose Extrato de levedura Ácido oleico 

Meio 1 Melaço Extrato de levedura Óleo de oliva 

Meio 2 Glicose milhocina Óleo de oliva 

Meio 3 Glicose Extrato de levedura OMW 

Meio 4 Melaço milhocina OMW 
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4.2.5 Esterilização  

 

Todos os componentes utilizados no cultivo foram esterilizados a uma pressão de 

1,0 atm, a 121°C, por 21 min, sendo o meio de cultura esterilizado a 0,5 atm de pressão, a 

110°C, durante 15 min, numa autoclave. 

 

4.3 Definição da reação modelo para a determinação da medida de atividade enzimática  

 

Com a finalidade de se verificar o melhor substrato para medir a atividade, foram 

realizados testes de hidrólise dos substratos p-nitrofenil butirato (C4), p-nitrofenil laurato 

(C12) e p-nitrofenil palmitato (C16), utilizando a lipase extracelular produzida por C. 

tropicalis. 

Para o preparo do substrato p-nitrofenil laurato (pNFL), foi utilizado o método 

descrito por Brígida (2010). Esse consiste em pesar 0,018 g de pNFL em 1 mL de 

dimetilsulfóxido (CH6OS), dissolver em tampão fosfato de potássio 50 mM pH 7.0, colocar 

em banho-maria a 37 ºC. Em seguida, colocar 2,25 mL do substrato e 0,25 mL da enzima na 

cubeta (absorbância 410 nm) e deixar reagir por 1,5 min e fazer a leitura da absorbância no 

espectrofotômetro. 

Para o substrato p-nitrofenil palmitato (pNFP), foi usada a metodologia proposta 

por Godoy et al. (2011), com modificações. O ensaio foi conduzido a temperatura de 37 

°C/1,5min. A leitura foi realizada em espectrofotómetro a 412 nm para esse substrato. A 

reação foi iniciada pela adição de 0,05 mL do extrato enzimático, mais 0,25 mL de p-

nitrofenil palmitato e 2,2 de tampão fosfato de sódio 25 mM pH 7,0. 

Para o substrato p-nitrofenil butirato (pNFB), foi seguido o método de Gomes et 

al. (2011). Esse consistiu em tomar uma alíquota de 20 μL do sobrenadante centrifugado e 

adicioná-la a 980 μL de uma mistura de reação com a seguinte composição: pNPB 1,12 mM 

dissolvido em 50 mM de tampão fosfato, com pH 7,0, e 4% (v/v) de Triton X-100 nestas 

condições. A reação foi monitorada durante 15 min contra um branco. Uma unidade de 

atividade foi definida como a quantidade de lipase necessária para liberar um μmol de p-

nitrofenol, em um minuto, sob as condições especificadas. 
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4.4 Teste ultrassônico para rompimento das células 

 

As células foram obtidas por centrifugação (5.000 rpm, por 20 min, a 4°C) e 

lavadas uma vez com 20 mL de água destilada. O sobrenadante foi separado e a atividade 

extracelular analisada. Depois, a massa de células foi ressuspendida em tampão fosfato de 

sódio 25 mM pH 7.0, a uma concentração de 0,1 mg/mL. Para o rompimento das células e 

liberação da enzima intracelular, utilizou-se ultrassom de ponteiras (Sonicator Qsonic), em 

tempos de 2 e 4 min, com pulsos de 30 segundos e 10 segundos de descanso, potência do 

equipamento de 500 watts e amplitude utilizada de 35%. Depois da ruptura, o extrato foi 

novamente centrifugado na rotação 5.000 rpm, por 10 min, a 30°C, retirou-se o sobrenadante 

para determinar a atividade enzimática.  

 

4.5 Avaliação da influência da concentração da fonte de carbono e nitrogênio na 

produção de lipase por C. rugosa 

 

A influência da fonte de carbono e nitrogênio na produção de lipases por C. 

rugosa foi avaliada utilizando um planejamento fatorial fracionado (23-1), feito com 3 

repetições no ponto central, em um total de 7 ensaios, apresentado na Tabela 6. As 

concentrações dos substratos no meio de cultura 4 utilizadas foram: melaço (5 para 15 g/L), 

milhocina (2 para 6 g/L) e águas residuais da formação de azeite (0,5 para 1,5% v/v). 

 

 

Tabela 6 – Produção de lipase por C. rugosa utilizando variações na concentração dos 

resíduos do meio número 4 

Ensaio 

Glicose OMW Milhocina 

(açúcar residual g/L) (g/L) (nitrogênio g/L) 

1 5 0.5 6 

2 15 0.5 2 

3 5 1.5 2 

4 15 1.5 6 

5 (C) 10 1 4 

6 (C) 10 1 4 

7 (C) 10 1 4 
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4.6 Determinação da razão carbono-nitrogênio 

 

  Foi feito ainda ensaios mantendo a concentração de carbono (melaço e OMW) fixas e 

variou-se apenas as concentrações de nitrogênio através da milhocina (6, 8, 10, 12, 15 e 20 

g/L). Com esses resultados e o do planejamento fatorial fracionado foi possível determinar 

empiricamente através de dados estequiométricos a massa de carbono e nitrogênio 

relacionados a massa molar de cada substância que estavam presentes. Foram utilizados dados 

na literatura do melaço (490 g/L de carboidratos e 85 g/L de glicose), milhocina (5 g/L de 

proteína e 75 g/L de carboidratos) (GUDIÑA et al., 2015). O OMW contém em maior 

quantidade de ácidos graxos o ácido oleico (78,5%) e ácido palmítico (12%) (MENESES et 

al., 2017). As densidades dessas substâncias pelas especificações da Sigma-Aldrich são 0,896 

g/mL para o ácido oleico e 0,853 g/mL para o ácido palmítico. 

  

4.7 Purificação parcial das enzimas produzidas 

 

4.7.1 Por precipitação das proteínas 

 

As proteínas presentes no meio de cultura foram precipitadas com sulfato de 

amônio sólido (70% de saturação) sob agitação contínua, e incubadas, a 4°C, durante 24 

horas. Após esse período, a amostra foi centrifugada, durante 10 min, a 6.200 rpm. O 

precipitado resultante foi dissolvido em tampão fosfato de sódio 25 mM a pH 7,0 e ainda 

passou por um processo de dessalinização, utilizando-se uma coluna de Sephadex (GE- 

Healthcare). Antes da utilização da coluna foi executado todo um procedimento com a 

mesma, primeiro a coluna foi lavada com água purificada por 5 vezes, depois equilibrada por 

5 vezes com o tampão da enzima. Só então em seguida que foi passado 1,0 mL do extrato, 

logo após a passagem do extrato foi passado novamente 2,1 mL do tampão da enzima e foi 

feito a coleta da amostra em tubos eppendorf. 

 

4.7.2 Por interação hidrofóbica  

 

A metodologia de purificação utilizada foi de GUTARRA et al. (2011) com 

adaptações. A enzima lipase foi extraída do extrato de C. tropicalis através do mecanismo de 

adsorção da enzima em octil-agarose por interação hidrofóbica e posterior dessorção da 

enzima em uma solução de Triton X-100 0,1% ou Triton X-100 1% (v/v em tampão fosfato 
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de potássio 5 mM, pH 7,0). Foi oferecida uma carga enzimática da lipase de 4,22 U/g no 

suporte de octil-agarose. A atividade inicial do extrato era 528 U/L e massa de agarose 0,5 g. 

Ainda em cada 3 mL de extrato foi adicionado 1 mL do tampão fosfato de potássio 5 mM, pH 

7,0. A proporção de imobilização utilizada foi de 1:8 vezes. 

O procedimento de adsorção foi feito colocando a massa de octil (lavada com 

água destilada e seca a vácuo) junto com o extrato enzimático em agitador rotatório por 24 

horas. Depois foram retiradas alíquotas e centrifugadas nos tempos pré-estabelecido. O 

sobrenadante foi retirado e a atividade foi determinada conforme item (4.8.4). Depois do 

processo de adsorção, na tentativa de dessorção, esse derivado foi colocado em contato Triton 

X-100 0,1% (v/v em tampão fosfato de potássio 5 mM, pH 7,0) e conduzido em agitador 

rotatório. O sobrenadante foi retirado e a medida da atividade conforme item (4.8.4) nos 

tempos de 24 em 24 horas nos primeiros dois dias e em 96 horas. 

 

4.8 Métodos Analíticos 

 

4.8.1 Medida de proteína 

 

O teor total de proteína foi determinado pelo método de Bradford (1976). A 

albumina de soro bovino (BSA), na concentração de 1 mg/mL, foi usada como o padrão de 

proteína para a curva de calibração obtida a partir da Sigma-Aldrich Chemical Co. (St. Louis, 

MO). 

 

4.8.2 Medida do açúcar residual 

 

A concentração de açucares redutores foi baseado no método de Miller utilizando 

o reagente de DNS (MILLER, 1959). A curva de calibração foi preparada a partir de uma 

solução de glicose com concentrações de 0,2 g/L a 3 g/L. A metodologia consistiu em agitar 

100 µL da solução do extrato mais 100 µL da solução de DNS. Em seguida a mistura foi 

aquecida a 100 °C por 5 min e adicionada 1 mL de água destilada, resfriada em banho de 

gelo, depois foi medida a leitura da absorbância (540 nm) em um espectrofotômetro 

(Biochrom Libra S11). 
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4.8.3 Crescimento celular 

 

Para se determinar a concentração de biomassa ao longo das fermentações, a 

absorbância foi medida a 600 nm, num espectrofotómetro Biochrom Libra S11. Uma curva de 

calibração foi usada para converter os valores de absorbância obtidos em concentrações de 

biomassa (g/L). 

 

4.8.4 Atividade de lipase 

 

A atividade da lipase extracelular e intracelular foi determinada usando-se o p-

nitrofenil laurato como substrato. Os valores de absorbância foram determinados a 410 nm em 

um espectrofotómetro (Biochrom Libra S22). O substrato (pNFL) foi pesado (0,0090 g) e 

dissolvido em 0,5 ml de dimetilsulfóxido. Em seguida, misturado em 50 ml de fosfato de 

potássio tampão 50 mM a pH 7,0 e 37°C, conforme descrito por BRÍGIDA (2010). Depois, 

foram adicionados, na cubeta, 380 uL de substrato pronto, mais 50 uL do extrato enzimático, 

permitindo-lhe reagir durante 10 min a 40°C (método validado anteriormente com a enzima 

de C. rugosa comercial). Após este tempo, a reação foi parada pela adição de 800 uL de 

acetona (GOMES et al.,2011). Uma unidade de atividade enzimática foi definida como a 

quantidade de enzima que liberou 1,0 umol de p-nitrofenol por minuto, sob as condições de 

ensaio, a 37 °C. 

 

4.8.5 Determinação da atividade de protease 

 

A atividade da protease foi determinada utilizando azocaseína 2% (p/v) como 

substrato, com modificações, de acordo com a metodologia proposta por SANGORRÍN et al. 

(2000). Foi colocado 500 μL de substrato e adicionado 500 μL de amostra. A mistura foi 

incubada a 36,5 ºC por 40 min. A reação foi parada adicionando 500 μL de ácido 

tricloroacético (TCA) 20%. Os tubos foram centrifugados (15 min/6.500 rpm) e 1 mL do 

sobrenadante obtido foi adicionado a 1 mL de solução KOH 5 M. O produto da reação foi 

medido em 428 nm, num espectrofotômetro Biochrom Libra S22. A solução branco foi 

realizada adicionando-se TCA 20% antes da adição da amostra. Todas as reações foram 

realizadas em triplicata.  
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4.8.6 Preparo do inibidor de protease 

 

As medidas de atividade proteolítica nos extratos foram determinadas antes, e 

depois de cada amostra ter sido colocado 1 mL de fluoreto de fenilmetilsulfonilo (PMSF) com 

a finalidade de inibição da atividade da protease no extrato. 

O PMSF foi preparado dissolvendo-se 0,00147 g dessa substância em 100 µL (0,1 

mL) de dimetilsulfóxido e dilui-se a amostra de forma que, a cada 10 mL de extrato, 

contivessem 0,00147 g de PMSF (HERNÁNDEZ-MONTAÑEZ et al., 2007). 

 

4.9 Produção em biorreator 

 

Após a produção de lipase por C. rugosa, C. tropicalis e M. caribbica em frascos 

agitados, seguiu-se para produção em biorreator de 1 L. Em todos os ensaios, foram utilizados 

750 mL de meio e um inóculo de 5% v/v (igual ao meio do cultivo), o pH foi controlado a 7,0 

com NaOH 1,5 M. As fermentações foram conduzidas a 30° C, durante 48 horas ou 72 h a 

300 rpm. 

Para produção da lipase a partir de C. tropicalis foi utilizado inicialmente o meio 

sintético com a composição de glicose (5 g/L), extrato de levedura (6 g/L) e ácido oleico 

(0.5% v/v), além de sulfato de amônio (0,5 g /L) e peptona (3 g /L) em tampão fosfato de 

potássio 50 mM pH 7,0.  

Posteriormente, utilizou-se as leveduras C. tropicalis e C. rugosa em meio de 

cultura com resíduos previamente modificado constituído de melaço (5 g/L), milhocina (6 

g/L), águas residuais da produção de azeite (0,5%), sulfato de amônio (0,5 g/L) e peptona (3 

g/L), em 50 mM de tampão de fosfato de potássio a pH 7,0.  

 

 

4.10 Caracterização da enzima 

 

 

4.10.1 Temperatura e pH ótimos 

 

Para determinar a temperatura e o pH ótimos, extratos (meio sintético para C. 

rugosa e meio com resíduos para C. tropicalis) contendo a enzima intracelular e extracelular 

foram obtidos por cultivo no tempo de 24 horas. 
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O substrato foi preparado em conformidade com o item 4.8.4 e a enzima foi 

incubada a 40°C, durante 10 min, sob diferentes valores de pH, que variaram de 4,0 a 9,0, 

utilizando-se tampões 50 mM, tampão de acetato de sódio, pH 4,0 - 5,0, tampão fosfato de 

potássio, pH 6,0 - 8,0, e tampão de bicarbonato de sódio, pH 9,0. 

Quando se avaliou o efeito da temperatura, o substrato foi preparado em 

conformidade com o item 4.8.4, em 50 mL de tampão fosfato de potássio 50 mM pH 7,0 e as 

enzimas incubada nas temperaturas de 30 a 70°C para C. rugosa e 30 a 80°C para C. 

tropicalis. 

 

4.10.2 Eletroforese 

 

O protocolo utilizado foi o de Laemmli (1970), com a concentração do gel de 

poliacrilamida de 12%, 1,25 mL (tampão de separação de 1,5 M de Tris-HCl a pH 8,8, mais 

0,4% de dodecilsulfato de sódio, 2 mL de bisacrilamida a 30%, 25 uL de dodecilsulfato de 

sódio a 10% e 7 mL de TEMED (N,N,N',N'-tetrametilinediamina). Inicialmente, a solução de 

enzima foi aquecida a 90°C, durante 5 min, e alíquotas de 12 mL de cada amostra foram 

aplicadas ao gel, que foi submetido a uma tensão de 150 volts (BioRad, USA). O tampão de 

ruptura foi preparado conforme metodologia de Garcia-Galan et al. (2014). O marcador 

BenchmarkTM foi utilizado como marcador padrão na eletroforese com peso molecular (MW) 

determinado pela comparação da mistura de proteínas (marcador molecular padrão de baixo 

peso – LMW) presente no primeiro poço. O LMW é contido de misturas de fosforilase (97 

KDa), albumina (66KDa), ovalbumina (45 KDa), anidrase carbônica (30 KDa), inibidor de 

tripsina (20 KDa) e lactalbumina (14KDa). Para análise de comparação, foi posto no segundo 

poço uma alíquota contendo lipases comerciais. Após a eletroforese, foram feitos dois 

métodos de coloração do gel, no primeiro os géis foram corados com 0,25% de Azul 

Brilhante de Cromassie R-250, em 45% de etanol/ácido acético 10%. No seguinte método, foi 

feita a coloração com o reagente nitrato de prata, conforme MORRISSEY (1981). As bandas 

do gel colorido em nitrato de prata foram analisadas no programa utilizando o software 

Gelanalyzer (LAZAR E LAZAR, 2010). 

 

4.10.3 Zimograma 

 

Para a realização do zimograma (eletroforese nativa), utilizou-se um gel 

preparado como descrito no item 4.8.2, em 12% de poliacrilamida, mas em ausência de SDS 
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no gel de SDS e β-mercaptoetanol no tampão de ruptura. Para realizar a eletroforese em 

condições nativas, preparou-se um eletrólito com 1% de SDS. Além disso, as amostras, foram 

adicionadas 0,02% (v/v) de Triton X-100 e não foram submetidas à fervura.  

Após a corrida no equipamento de eletroforese o gel foi lavado 3 vezes com água 

destilada e equilibrado reativando em tampão Tris-HCl 50 mM pH 8,0 com 2,5% (v/v) de 

Triton X-100 por 30 min em temperatura ambiente.  

O outro gel formado foi feito através da seguinte composição: o substrato 

cromogênico foi preparado dissolvendo 2% do substrato lipídico (tributirina) em água 

destilada, contendo ágar (2%, m/v), phenol red (0,01% m/v), e uma solução de CaCl2 10 mM. 

O pH da mistura foi aferido para 7,3-7,4 com uma solução de NaOH ou HCl. A solução foi 

homogeneizada no equipamento Turrax por um min, no ultrassom por mais 2 min, colocada 

em uma placa de Petri e levada a 100 °C. Em seguida, foi colocada na geladeira para que o 

gel fosse resfriado e solidificado. A placa de ágar contendo o gel formado foi sobreposto com 

o gel nativo e, em seguida, incubado a 40 ºC na estufa bacteriológica por 20 horas. A presença 

de lipase foi evidenciada pela formação de um traço amarelo no meio rosa, devido a mudança 

de pH proveniente do ácido graxo liberado (SINGH et al., 2006) na hidrólise da tributirina. A 

determinação da atividade na amostra retida no gel ocorre pela presença de uma coloração 

diferenciada na parte do gel onde se encontra a enzima em contato com o substrato, no caso, a 

tributirina. 

 



48 
 

5 RESULTADOS E DISCUSSÕES 

 

5.1 Ensaios preliminares 

 

5.1.1 Avaliação do tempo necessário para o rompimento celular e liberação da enzima 

 

A Tabela 7 mostra a atividade do extrato contendo a enzima intracelular, após 

ruptura. O tempo de 2 min foi suficiente para a ruptura da célula, visto que quando submetido 

a um período maior (4 min) a atividade no extrato diminuiu. A concentração de células 

utilizada de 0,1 mg por mL de tampão, foi favorável ao rompimento, pois um volume 

pequeno facilitou a homogeneidade de sonicação, no entanto um maior tempo de exposição 

ao calor pode ter ocasionado algum tipo de desnaturação da lipase no extrato.  

 

Tabela 7 – Atividade do extrato enzimático de C. rugosa, lipase intracelular, obtido em 

diferentes tempos (2 e 4 min) de rompimento celular utilizando ultrassom de ponteira 

Tempo de sonicação (min) Atividade enzimática (U/L) 

2 448 ± 11 

4 218 ± 10 

 

 

A ruptura de células através do ultrassom é muito utilizada devido sua eficiência 

(KAPTUROWSKA et al., 2012; KNORR et al., 2004) que permite romper a parede celular 

através da cavitação. E também, para biocatálise esse método de rompimento da parede 

celular é importante por se tratar de uma via verde (KONWARH et al., 2012; OYANE et al., 

2009; VILKHU et al., 2008). Em Ciafardini et al. (2006) foi utilizado uso do ultrassom para o 

rompimento celular de leveduras isoladas do azeite de oliva. O tempo foi de10 min, a uma 

potência de 70 W, para a extração da lipase intracelular produzida pela levedura Williopsis 

californica 1639. Ertugul et al. (2007) trabalharam com bactéria Bacillus sp., também 

utilizaram a sonicação, durante 5 min a 60 W, para a obtenção da lipase intracelular. Desta 

forma, esse método foi utilizado no presente estudo para o rompimento celular das leveduras 

C. rugosa. Para ensaios com C. tropicalis e M. caribbica também foi utilizado o mesmo tipo 

de rompimento uma vez que os resultados também foram adequados. 
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5.1.2 Testes de metodologia de determinação da atividade enzimática 

 

Esse teste foi feito para verificar qual substrato tinha maior afinidade pela lipase 

produzida a partir da levedura isolada por C. tropicalis. Esse processo é importante, uma vez 

que verifica quais substratos a enzima apresenta maior atividade e não há dados ainda na 

literatura sobre o micro-organismo estudado. As lipases de C. rugosa já são bem mais 

exploradas (SHARMA et al., 2013; KANNAPPAN; SANTHI, 2013; ZHAO et al., 2008; 

VAKHLU AND KOUR, 2006).  

 

Tabela 8 – Teste de hidrólise por ésteres sintéticos da lipase produzida por C. tropicalis 

Substratos Atividade (U/L) 

pNFB 0 

pNFL 328,8 ±70 

pNFP 65,1 ± 10 

 

 

A enzima lipase produzida por C. tropicalis não apresentou atividade frente ao 

substrato de cadeia curta (p-nitrofenil butirato - pNFB), como mostrado na Tabela 8. Para os 

substratos de cadeia intermediária (p-nitrofenil laurato - pNFL) e para ésteres de cadeia mais 

longa (p-nitrofenil palmitato - pNFP), a lipase apresentou atividade, sendo a atividade frente a 

p-nitrofenil palmitato menor quando comparada ao p-nitrofenil laurato. O substrato pNFL foi 

utilizado em ensaios posteriores de atividade enzimática. 

Esses resultados mostram que a lipase produzida pela C. tropicalis tem mais 

afinidade com os ésteres de cadeias maiores (C12 - C16). A afinidade de uma lipase a um 

dado substrato é referente, de modo direto, à interação deste com os resíduos de aminoácidos 

presentes no sítio catalítico. Esta afinidade também está relacionada com a quantidade de 

lipase presente no meio (mais de uma isoforma) (BRÍGIDA, 2010). Outros estudos mostram 

lipases produzidas por leveduras com afinidade a substratos de cadeia intermediária, em Liu 

et al. (2008), a produção de lipases a partir de Aureobasidium pullulans HN2.3 foi aplicada na 

hidrólise de óleos comestíveis. Em Kumar et al. (2005) a lipase produzida por Bacillus 

coagulans BTS-3 também teve maior afinidade para hidrólise de ésteres de cadeia média e 

longa, do que para ésteres de menor cadeia e foi indicada para síntese de alguns ésteres de 

interesse industrial. 
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5.1.3 Meio sintético inicial com adição de vitaminas 

 

5.1.3.2 C. tropicalis, M. caribbica e C. rugosa 

 

As leveduras C. tropicalis e M. caribbica foram testadas inicialmente em um 

meio de cultivo com vitaminas. Neste experimento, a produção de lipase extracelular foi 

maior que a intracelular. Esse resultado foi muito bom inicialmente, porque um outro meio 

sintético inicial testado (metodologia de Benjanmin e Pandey, 1995) sem a presença de 

vitaminas apresentou resultado inferior (somente atividade intracelular 60 U/L para C. 

tropicalis e 25 U/L para M. caribbica) (Pantoja et al., 2014), uma vez que as atividades 

lipolíticas determinadas foram quantidades menores comparado ao meio quando se utilizou 

vitaminas.  

Como o objetivo do trabalho é produzir a lipase em meios alternativos para 

minimizar custos, partiu-se para esse propósito, o qual foram testados outros meios sintéticos 

sem a presença de vitaminas e por fim, resíduos agroindustriais de forma a atingir o objetivo. 

 Nesses resultados preliminares, a otimização do meio de cultura e a de 

rompimento ainda não estavam ajustadas, por isso a informação importante que se deve retirar 

desses experimentos é determinar se a levedura produz ou não a enzima. Vale frisar que esses 

ensaios são úteis e podem ser melhorados, a fim de reduzir a quantidade de vitaminas 

utilizadas nesses meios de cultura. No entanto, o objetivo do trabalho é utilizar meios 

alternativos que possam ter boa quantidades de nutrientes. 

A Tabela 9 mostra resultados de biomassa e produção de lipase em meio sintético 

com a adição de vitaminas para as três leveduras testadas. Observa-se que esse meio 

favoreceu o crescimento da biomassa e também a produção da lipase.  

Esse experimento foi importante, porque foi uma forma de comparar a produção 

da lipase da levedura C. rugosa com as leveduras não convencionais. Pôde ser observada que 

a lipase produzida pela C. rugosa foi totalmente extracelular, o que facilita a aplicação em 

larga escala para processos industriais. (SILVEIRA et al., 2016; GUPTA et al., 2002). 

 

Tabela 9 – Lipase produzida por C. tropicalis, M. caribbica e C. rugosa em meio de cultura 

sintético com adição de vitaminas a 30 ºC e pH inicial 6,0  

Levedura Biomassa  

(g/L) 

Atividade 

Intracelular (U/L) 

Atividade 

Extracelular (U/L) 

C. tropicalis 3.08 ± 0.1 37.75 ± 1.1 70.14 ± 4.6 

M. caribbica 2.45 ± 0.1 42.01 ± 0.6 68.90 ± 2.9 

C. rugosa 1.60 ± 0.0 - 175.8 ± 6.5 
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Pela Tabela 9, foi observado também que a levedura M. caribbica apresentou 

bons resultados frente a C. tropicalis, o que mostra que essa levedura produz lipase em meio 

de cultivo com vitaminas. 

 

5.2 Avaliação de meio de cultura sintético para a produção de lipases 

 

5.2.1 C. tropicalis 

 

O mesmo meio de cultura sintético sem nenhum tipo de vitaminas que foi testado 

para C. rugosa também foi utilizado para a produção de lipase pela C. tropicalis (Tabela 10). 

Ensaios preliminares, inicialmente com Tween 80, mostraram que essa cepa também é 

produtora da enzima referida (SÁ et al., 2013; PLOU et al., 1998). Portanto, esta levedura foi 

avaliada e os resultados de produção de lipases estão na Tabela 10. Vê-se que a levedura C. 

tropicalis foi capaz de produzir a lipase no meio sintético C, mas em quantidades menores do 

que a C. rugosa (atividade extracelular 172 U/L e atividade intracelular 282 U/L em 48 h). 

 

 

Tabela 10 – Atividade da lipase produzida por C. tropicalis em 24 h, 48 h e 72 h de cultivo 

em meio sintético C utilizando pNFL como substrato 

 

5.2.2 M. caribbica 

A levedura M. caribbica, quando cultivada em meio sintético, não produziu 

lipases. As formas de assimilação dos substratos pelos micro-organismos são diferentes, por 

isso mesmo assim, a levedura foi ainda testada em cultivo submerso utilizando meio com 

resíduos agroindustriais. Em Kumar et al. (2005) na produção de lipase a partir de Bacillus 

coagulans BST-3 foi melhor em óleo de mostarda, após o estudo de várias fontes de carbono. 

Tempo 

(h) 

Atividade extracelular 

(U/L) 

Atividade intracelular 

(U/L) 

24 73.55 ± 5,0 171.09 ± 3,2 

48 63.64 ± 6,8 136.56 ± 13,1 

72 69.08 ± 4,5 191.56 ± 12,2 
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5.2.3 C. rugosa 

 

 

Verificou-se que os três meios de cultura sintéticos estudados (Tabela 4) foram 

satisfatórios para a produção de lipase (Tabela 11). Todos estes meios continham glicose 

(fonte de carbono), extrato de levedura e peptona (fonte de nitrogênio), além do ácido oleico 

como indutor. A lipase intracelular foi produzida em quantidades semelhantes em todos os 

meios de cultura (A, B e C). A lipase extracelular foi encontrada apenas nos meios de cultura 

C (143,0 ± 18ª U/L) e B (154,7 ± 10ª U/L). Porém a quantidade de extrato de levedura no 

meio C foi bem menor (4 g/L), então esse meio foi escolhido por ser 70% menos dispendioso.  

Não foi detectada atividade de lipase extracelular quando se utilizou meio A. Esse 

meio inicialmente havia apenas 1 g/L de glicose, mas havia uma quantidade muito grande de 

extrato de levedura, que em algumas ocasiões pode ser usada pela levedura como também 

fonte de carbono, isso deve ter ocorrido, por que esse meio propiciou a produção da lipase 

intracelular (60 U/L). 

Pôde ser observado também que a glicose não foi totalmente consumida nos 

meios B e C. O meio B possui inicialmente a metade da quantidade de açúcar do meio C. Por 

esse motivo, a quantidade de glicose foi reduzida pela metade no meio sintético C, para os 

estudos seguintes. 

No meio de cultura C, foi utilizada glicose como fonte de carbono, além de 

extrato de levedura e peptona como fonte de nitrogênio. Outros autores também avaliaram o 

efeito da fonte de carbono para produção da lipase. Lin et al. (2006) estudaram a produção 

lipases por Antrodia cinnamomea. Após ser testados várias fontes de carbono a maior 

atividade lipolítica foi encontrada utilizando o glicerol com 26,69 U/L. O trabalho dele 

apresentou quantidades menores de lipase produzida em relação a este trabalho que utilizou 

glicose como fonte de carbono.  

 

Tabela 11 – Produção de lipase por C. rugosa nos meios de culturas A, B e C em 72 h de 

cultivo 

Meios Atividade 

extracelular (U/L) 

Atividade 

intracellular 

(U/L) 

Açúcar 

residual (g/L) 

Proteína 

(g/L) 

A - 60.0 ± 0a - 0.15 ± 0.0 

B 154.7 ± 10a 82.5 ± 8b 2.34 ± 0.1a 0.85 ± 0.3 

C 143.0 ± 18a 59.7 ± 10a 5.10 ± 0.3b 1.12 ± 0.0 
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A fonte de carbono é um fator importante na produção de lipases (GUPTA et al., 

2004; SHARMA et al., 2001), porque é o principal componente da célula e fornece energia 

para seu crescimento (GONÇALVES et al., 2007). Em De Almeida et al. (2013), foram 

testadas várias fontes de carbono para produção de lipase por Candida viswanathii: glicose, 

galactose, lactose, manitol, sorbitol, glicerol, ácido cítrico e ácido lático. Esses carboidratos 

possibilitaram o crescimento da levedura, mas não a produção da enzima. A enzima só foi 

produzida na presença de ácido oleico no meio de cultura.  

A Figura 4 ilustra o crescimento celular da C. rugosa em meio sintético C, 

contendo glicose, extrato de levedura, MgSO4.7H2O, peptona e ácido oleico em tampão de 

fosfato de potássio 50 mM pH 7,0, bem como produção da lipase intracelular. As atividades 

intracelulares foram 355 ± 13 U/L e 282 ± 14 U/L, em 24 e 48 h de cultivo, respectivamente. 

Esse meio de cultura sintético tamponado proporcionou uma produção de lipase intracelular 

bem maior do que o meio C, sem tampão fosfato. Isso ocorreu porque o pH ótimo da enzima 

lipase é em torno de 7,0 (DE MORAIS et al., 2016; KUMARI e GUPTA, 2012; 

BUSSAMARA et al., 2010). Quando o meio de cultivo não era tamponado, ocorria a 

produção da enzima, mas o crescimento da levedura reduzia bastante o pH, chegando a 4,5, 

fazendo com que a lipase sofresse desnaturação e fosse observado o decaimento de sua 

atividade. 

 

Figura 4 – Lipase produzida por C. rugosa em meio de cultura sintético a 30 ºC e pH 6,5. 

Crescimento celular () e atividade intracelular (). 
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Wei et al. (2004) utilizaram um meio de composição semelhante (contendo ácido 

oleico, sais e vitaminas) e pH 6,3, a 30ºC, como condições de cultivo, para produzir lipase de 

C. rugosa, sendo a atividade da lipase intracelular de 116,91 U/L. O resultado deste trabalho 

foi superior (355 ± 13 U/L) e teve um custo menor devido a não utilização de vitaminas. 

A composição do meio sintético para produção da lipase neste ponto ficou 

definida, com glicose (10 g/L), extrato de levedura (4 g/L) e ácido oleico (1% v/v), além de 

sulfato de amônio (0,5 g /L) e peptona (3 g /L) em tampão fosfato de potássio 50 mM pH 7,0. 

 

5.3 Avaliação de meios de cultura contendo resíduos alternativos para a produção de 

lipases  

 

5.3.1 M. caribbica e C. tropicalis  

Após testada a produção de lipases a partir das leveduras não convencionais em 

meio sintético, seguiu-se para produção da enzima utilizando 4 meios alternativos como meio 

de cultura. Nas Figuras 5 e 6 apresentam resultados de cultivo utilizando 4 meios alternativos 

para a levedura M. caribbica e para a C. tropicalis, respectivamente. 

Na Figura 5, observam-se os resultados para a C. tropicalis. O único meio que 

permitiu a produção de lipase intracelular por C. tropicalis foi o meio 4. Esta levedura 

produziu lipase com atividade intracelular de 110 ± 10 U/L em 24 horas de cultivo, e de 140 ± 

0,0 U/L em 48 horas. Foi observado que, nesse meio, a quantidade de proteína intracelular 

produzida pela C. tropicalis foi maior do que nos outros meios. No meio 2, a levedura C. 

tropicalis também produziu uma quantidade de proteína próxima à do meio 4 (APÊNDICE 

2), mas não se obteve produção de lipase. 

Para Meyerozyma caribbica, os meios 2 e 4 propiciaram a produção de lipase 

(FIGURA 6), no entanto, no meio 4 a produtividade foi maior (6,41 U/L.h), quando 

comparada à produtividade no meio 2 (3,43 U/L.h). O meio 2 também possui em sua 

composição milhocina. A presença da milhocina tornou o meio 2 rico em nutrientes, o que 

pode ter favorecido a produção de lipase pela levedura M. caribbica, não tendo isso ocorrido 

para a C. tropicalis. A M. caribbica utilizou a milhocina do meio 2 como fonte de nitrogênio 

para produção da enzima, isso estar relacionado a via metabólica utilizada por esse micro-

organismo. Observou-se também que a C. tropicalis produziu menos proteína intracelular do 

que a outra levedura, em 24 horas de cultivo (APÊNDICE 2), no entanto, a atividade 

extracelular a lipase produzida foi maior, como mostrado na Tabela 12.  
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Figura 5 – Atividade extracelular e intracelular da lipase produzida pela C. tropicalis nos 4 

meios alternativos. Lipase extracelular 24 h ( ), lipase intracelular 24 h (), lipase 

extracelular 48 h (  ), lipase intracelular 48 h (  ). 

 

 

 

 

  

Figura 6 – Atividade extracelular e intracelular da lipase produzida pela M. caribbica nos 4 

meios alternativos. Lipase extracelular 24 h (), lipase intracelular 24 h (), lipase 

extracelular 48 h (  ), lipase intracelular 48 h ( ). 

 

 

Fazendo um comparativo entre as atividades extracelulares das duas leveduras 
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extracelular foi 233 ± 10 U/L, e para a M. caribbica foi 146 ± 7,30 U/L. Isto mostra que a C. 

tropicalis produziu mais lipase extracelular do que a M. caribbica, em 24 horas de cultivo. 

Para a C. tropicalis, o resultado foi ainda melhor em 48 horas, período no qual a M. caribbica 

não produziu lipase extracelular. Pode-se perceber que ocorreu alguma desnaturação da 

enzima nas últimas 24 horas. A falta de algum nutriente pode ocasionar também mudança no 

perfil metabólico celular, retirando o desvio na produção da enzima lipolítica.  

 

Tabela 12 – Atividade enzimática extracelular para as leveduras C. tropicalis e M. caribbica 

no meio 4 
Tempo (h) C. tropicalis M. caribbica 

Meio 4 (U/L) Meio 4 (U/L) 
24 233 ± 10 146 ± 7,30 

48 355 ± 20 - 

 

 

A literatura relata que outros meios de cultura são testados na produção de lipase. 

No trabalho de Bussamara et al. (2010), foi utilizado um meio com glicose (2,0 g/L), peptona 

(5,0 g/L), MgSO4 (0,1 g/L) e K2HPO4 (1,0 g/L) suplementado com óleo de soja (20,0 g/L) ou 

de gordura de bovina (20,0 g/L), para produção de lipase a partir da cepa P. hubeiensis HB85. 

Os resultados de atividade foram 610 U/L em gordura bovina e 386 U/L em óleo de soja. 

Essas atividades foram maiores do que a deste trabalho, porém esse meio utilizado por eles foi 

mais dispendioso, uma vez que utilizaram componentes sintéticos e uma fonte indutora 

provinda de alimentos. 

 

5.3.2 C. rugosa 

 

Foi utilizado o mesmo protocolo das leveduras não convencionais para a levedura 

C. rugosa. Os resultados foram apresentados na Tabela 13, observa-se que o meio de cultivo 

número 4 (melaço, milhocina, OMW, sulfato de amônio e peptona, Tabela 5) foi o que 

proporcionou a maior produção de lipase pela C. rugosa, em 24 h de cultivo, com uma 

atividade da lipase extracelular de 561 ± 30 U/L e de 269 ± 5 U/L para a atividade 

intracelular. 

O meio de cultura 4, contendo melaço, cerca de 50% de carboidratos, (GUDIÑA 

et al., 2015), 5 g/L de proteína na milhocina e 78,5% de ácido oleico dentre os óleos presentes 

nas águas residuais da produção de azeite (MENESES et al., 2017), favoreceu a produção de 

lipase. Outros meios de cultura também foram satisfatórios para a produção de lipase e o meio 
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de cultura 2 apresentou o segundo melhor resultado para a atividade da lipase extracelular 

(424 ± 20 U/L). 

Tabela 13 – Atividade enzimática da lipase produzida por C. rugosa, depois de 24 h de 

cultivo, usando diferentes meios de cultura (reportado no item 4.1.3) 

Meio 
Biomassa 

(g/L) 

Atividade enzimática (U/L) Atividade 

específica 

intracelular 

(U/mg) 
Extracelular Intracelular 

1 3.63 ± 0.05 143 ± 20 214 ± 10 0.164 ± 0.03 

2 4.88 ± 0.03 424 ± 20 95 ± 30 0.079 ± 0.01 

3 4.83 ± 0.39 213 ± 10 165 ± 20 0.287 ± 0.04 

4 4.39 ± 0.04 561 ± 30 269 ± 5 0.331 ± 0.00 

 

Outras pesquisas relatam a potencial utilização de resíduos alternativos 

agroindustriais para a produção de lipases. Por exemplo, Salihu et al. (2011) produziram 

lipase (20,26 U/mL) por Candida cylindracea, usando um meio contendo óleo de palma 

(retirado a partir de efluentes gerados em uma fábrica de extração desse óleo), além de 

peptona e Tween 80. Tommaso et al. (2010) utilizaram um meio de cultura contendo soro de 

queijo, extrato de malte, extrato de levedura, Tween 80 e azeite, e obtiveram, após 120 h de 

cultivo, uma atividade lipásica de 5,18 U/mL. Maldonado et al. (2012) utilizaram óleo de 

canola, girassol, milho, soja e azeite como indutores de produção de lipases. As condições 

ótimas foram de 3,0% (w/v) de peptona e 0,5% (w/v) de óleo de soja. Os resíduos 

agroindustriais e subprodutos são cada vez mais utilizados como fontes de carbono e 

nitrogênio. Estes meios de cultura tornam possível a redução de custos e geram cadeias 

produtivas para esses meios alternativos. 

 

5.4 Análise da produção de proteases 

 

5.4.1 C. tropicalis e M. caribbica  

 

A Tabela 14 mostra as atividades hidrolíticas de proteases presentes nos extratos 

brutos obtidos, com ou sem a presença de PMSF. Observou-se que o extrato extracelular da 

M. caribbica apresentou elevados níveis de protease, enquanto o extrato extracelular da C. 

tropicalis apresentou um coeficiente baixo, isso pode explicar a maior performance da 

atividade lipásica para C. tropicalis que na M. caribbica.  

Por causa destes resultados, foi acrescentado nos extratos o fluoreto de 



58 
 

fenilmetilsulfonilo (PMSF), um inibidor de serina-proteases (BOSE et al., 2013; KUMARI e 

GUPTA 2012), mas pode ser observado ainda na Tabela 14 que não diminuiu totalmente a 

protease presente nos meios, possivelmente esse inibidor não foi capaz da inibição 

proteolítica destas enzimas. Experimentos mais abrangentes permitem definir qual o melhor 

método de inibição de outras proteases existentes no extrato. 

 

Tabela 14 – Atividade proteolítica das leveduras C. tropicalis e M. caribbica. Amostras 

produzidas através de cultivo em frascos utilizando meio com resíduos por 48 h de cultivo 

Tipo de lipase Antes PMSF Depois PMSF 

C. trop extra (U/L) 50 8,3 

M. carib extra (U/L) 1150 1000 

   
 

 

5.4.2 C. rugosa  

 

Em meios de cultivo com resíduos, as proteases foram também produzidas pela C. 

rugosa. Em 24 horas de cultivo, o extrato de C. rugosa apresentou protease intracelular, com 

atividade de 233 U/L e extracelular 250 U/L (Tabela 15). Em 48 horas, apresentou protease 

extracelular (413 U/L) e intracelular (313 U/L). Esses resultados foram medidos após cultivo. 

Este resultado pode explicar a redução da produção de lipase em 48 horas para essa levedura. 

 

Tabela 15 – Atividade proteolítica de C. rugosa. Amostras produzidas em cultivo submerso 

em reator em meio com resíduos 

Tipo de lipase Proteases 

24 h 48 h 

C. rugosa extra (U/L) 250 413 

C. rugosa intra (U/L) 233 313 

 

 

5.5 Influência da concentração de substratos na produção de lipases 

 

Um planejamento fatorial fracionado foi realizado para se verificar o efeito das 

diferentes concentrações dos substratos presentes no meio 4 na lipase produzida por C. 

rugosa. A Figura 7-a ilustra o impacto do melaço, da milhocina e do OMW na atividade 

extracelular da lipase. Todos os componentes apresentaram um efeito positivo sobre a 

produção de lipase extracelular. No entanto, apenas no caso de milhocina, este efeito foi 

estatisticamente significativo. Por outro lado, todos os componentes avaliados exibiram um 
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efeito negativo na produção da lipase intracelular (Figura 7-b), embora, neste caso, o efeito 

tenha sido estatisticamente significativo apenas para o melaço. 

 

 

 
 

A milhocina teve um efeito positivo sobre a atividade da lipase extracelular, isso 

talvez porque esse componente é um subproduto que, além de ter carboidratos e proteínas, 

tem também substâncias com características similares as de tensoativos (VECINO et al., 

2014). Portanto, a milhocina pode ter o mesmo efeito como Tween 80, que é usado nos meios 

de cultura para a produção de lipase. O Tween 80 estimula a produção de lipase e libera, para 

fora da célula, a enzima produzida, o que resulta num aumento da atividade da lipase 

extracelular (KIM et al, 2010; DALMAU et al., 2000). 

O melaço teve um efeito negativo na produção da lipase intracelular (Figura 7-b). 

Isso aconteceu, talvez, devido à presença de glicose na milhocina, resultando numa 

quantidade de glicose maior do que a necessária para a célula. Alguns trabalhos anteriores 

mostraram que a glicose reprime a produção de lipase. Em seu trabalho, Dalmau et al. (2000) 

relataram que a elevada quantidade de glicose no meio de cultura leva à baixa produção de 

lipase. Fickers et al. (2003) relataram que a produção da lipase extracelular de Yarrowia 

Figura 7 – Efeito dos três substratos, milhocina, OMW (olive mill wastewater) e melaço 

na atividade extracelular (a) e intracelular (b) da lipase. 2 3-1 modelo experimental 

fracionado, MS residual: 0.0059499 
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lipolytica, por CBS6303, foi reprimida por glicose e glicerol, mas aumentou na presença de 

ácido oleico. Kumar et al. (2011), usando um modelo estatístico, descobriram que a glicose 

não foi uma variável importante na produção de lipase por Bacillus pumilus RK31. A glicose 

é muito importante para o crescimento da levedura, mas em quantidade demasiada pode 

atrapalhar, isso porque a levedura precisa consumir também a fonte indutora para a produção 

da lipase, o que não ocorre quando a glicose está em excesso no meio. 

Em resumo, a partir do planejamento fatorial fracionado, o meio 4 foi modificado, 

ficando com a seguinte composição: melaço (5 g/L de açúcar redutor) g e milhocina (6 g/L de 

nitrogênio) e OMW (0,5 % v/v), 0,5 g/L de sulfato de amônio e 3 g/L de peptona.  Depois de 

se ajustar o meio de cultura, a atividade da lipase extracelular obtida foi de 587 ± 12 U/L, e a 

atividade da lipase intracelular de 262 ± 7 U/L, em 24 h de cultivo. 

5.6 Avaliação da influência da razão C/N na produção de lipase por C. rugosa  

 

Com base nos resultados anteriores, o impacto da concentração da milhocina na 

produção da lipase foi ainda avaliado. Estes resultados estão reunidos na Figura 8, na qual se 

pode verificar que um aumento na razão carbono/nitrogênio, acima de 4,68 não promoveu 

uma produção maior de lipase extracelular, isso se deve talvez ao fato de que a razão 

necessária para a produção da lipase foi alcançada. Essa razão de 4,68 é próxima a quantidade 

necessária para a produção de biomassa (razão C/N 4,51), ou seja, nessa faixa existe 

competição entre a produção da enzima e o crescimento celular. Em concentrações maiores 

que essa razão (4.51) a via metabólica da levedura não consegue direcionar-se para produzir 

mais quantidade de enzima, isso acontece porque uma maior quantidade de substrato no meio 

faz com que a célula diminua seu metabolismo (região de não competição). Segundo Hiol et 

al. (1999), a relação carbono-nitrogênio de 10:1 garante um alto conteúdo protéico. O nível de 

produção de enzimas diminuiu lentamente em altas razões C:N (CAPUTO, 2012). Em Rigo 

(2009) para produção de lipases a partir do fungo Penicillium 58F a razão carbono-nitrogênio 

de 6,11 foi a que resultou em melhores resultados de produtividade. 

Outro elemento muito importante na produção da lipase é o oxigênio (TAKAÇ et 

al., 2010, DE MARIA et al., 2006, ALONSO et al., 2005). Uma menor quantidade de 

oxigênio no meio pode também influenciar negativamente a produção da enzima. 

 

 



61 
 

Figura 8 – Efeito da razão carbono e nitrogênio na atividade extracelular () e intracelular da 

lipase produzida () por C. rugosa. 

 

 
. 

5.7 Comparativo entres as leveduras avaliadas  

 

Todos os resultados de comparação das três leveduras obtidas para produção de 

lipase utilizando o meio alternativo número 4 estão apresentados na Tabela 16. Observa-se 

que as atividades extracelulares e intracelulares foram maiores para C. rugosa. Isso resultou 

em parâmetros melhores de atividade intracelular específica e atividade extracelular por 

unidades de células também maiores para essa levedura.  

Pode ser visto, também que, as atividades extracelulares das leveduras C. rugosa, 

C. tropicalis e M. caribbica são maiores que as atividades intracelulares, o que mostra que 

esse meio de cultura 4 evidenciou a produção da lipase extracelular, que é muito importante 

porque reduz gastos de purificação dessa enzima. Para a indústria, as enzimas intracelulares 

não são atrativas, elas somente são utilizadas quando o micro-organismo não excreta de forma 

nenhuma a enzima, uma vez que a etapa de purificação aumenta muito custos de produção. 
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Tabela 16 – Resultados do cultivo em frascos pelas leveduras C. tropicalis, M. caribbica e C. 

rugosa em meio 4 modificado 

Parâmetros C. tropicalis M. caribbica  C. rugosa 

24 h 48 h 24 h 48h  24 h 48 h 

Biomassa (g/L) 3,34 7,00 6,30 6,92 3,51 3,29 

Ativ. extra (U/L) 350 396 268 227 561 399 

Proteína (mg/mL) 1,77 2,83 0,86 0,929 0,889 1,001 

Ativ. intra (U/L) 193 245 208 96 269 262 

Ativ. específica intra (U/mg) 0,109 0,087 0,242 0,103 0,313 0,264 

Ativ.específica extra (U/cel) 0,105 0,057 0,043 0,033 0,159 0,121 

 

Confrontando ainda as duas leveduras isoladas do bagaço de caju, verifica-se que 

suas atividades específicas foram próximas, exceto para a produção da M. caribbica em 24 

horas, que foi o dobro (0,242 U/mg) em relação à da C. tropicalis (0,109 U/mg). As 

produções de biomassa foram bem parecidas, mas a atividade específica extracelular por 

unidades de células (última linha da Tabela) foi maior para a C. tropicalis (0,105 e 0,057 

contra 0,043 e 0,033). Essa levedura foi, então, a escolhida para testes em biorreator. 

 

5.8 Produção de lipase em biorreator 

 

5.8.1 C. rugosa 

 

O meio alternativo 4 após modificado (resultado do planejamento fatorial) foi 

utilizado para o cultivo da C. rugosa em biorreator. A Figura 9 mostra os resultados da 

biomassa comparando os dados obtidos em frascos com os dados alcançados no biorreator. Os 

resultados mostram que as atividades do cultivo realizadas em frascos foram menores (Figura 

10 e Figura 11), exceto para a atividade intracelular em 48 h de cultivo (margem de erro 

grande para atividade produzida em biorreator).  

Em relação à influência do tempo de cultivo, de 24 ou 48 horas, a tendência foi a 

mesma, sendo a produção da lipase maior nas primeiras 24 h. Isso acontece, talvez, porque 

nas 48 h de cultivo haja falta de algum nutriente para as leveduras continuarem a produzir a 

enzima. 

O crescimento da biomassa foi similar para os dois tipos de processo, mas em 36 

horas no cultivo em frascos se manteve praticamente constante (leve declive) isso mostra que 

o estado estacionário foi atingido. No cultivo em biorreator, a biomassa continuou 

aumentando até as 48 horas, não chegando a atingir o estado estacionário, mas a produção de 
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lipase começou a decair, devido possivelmente a falta de algum nutriente para o micro-

organismo ou devido a produção de protease, por isso o processo foi interrompido. 

  

 

Figura 9 – Produção de lipase por C. rugosa usando meio com resíduos: biomassa, frascos 

(), biorreator ().  

 
 

 

Esta diferença observada entre frascos e biorreator está de acordo com outros 

estudos relatados na literatura. Bussamara et al. (2010) relataram uma atividade de lipase de 

386 U/L em frascos e de 1.232 U/L no biorreator. Kastranov et al. (2008) alcançaram 

atividades de lipase em frascos de 1.1050 U/L e no biorreator de 14.530 U/L, a em cultivo 

usando Candida cylindracea NRRL Y-17506. Os valores deste trabalho foram inferiores aos 

dos autores citados, talvez porque não houve fornecimento de oxigênio para o biorreator.  
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Figura 10 – Produção de lipase por C. rugosa usando meio com resíduos: atividade 

extracelular, frascos (   ), biorreator (   ). 

 
  

 

 . 

 Figura 11 – Produção de lipase por C. rugosa usando meio com resíduos: atividade 

intracelular, frascos (), biorreator (). 
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comparação da produção da enzima e melhor condução do crescimento celular entre os dois 

cultivos. A Figura 12 mostra, em resumo, os resultados da produção da C. tropicalis em 

biorreator, meio sintético. 

 

Figura 12 – Produção de lipase por C. tropicalis em biorreator usando meio sintético: 

biomassa (), açúcar (), atividade extracelular () e intracelular (). 

 

Figura 13 – Produção de lipase por C. tropicalis usando meio com resíduos biomassa, frascos 

(), biorreator (). 
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Figura 14 – Produção de lipase por C. tropicalis usando meio com resíduos: atividade 

extracelular, frascos ( ), biorreator ( ). 

 

 

Figura 15 – Produção de lipase por C. tropicalis usando meio com resíduos: atividade 

intracelular, frascos (  ), biorreator (). 
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celular e também a produção da enzima no meio sintético, foram menores em comparação as 

mesmas variáveis no meio com resíduos. Com relação ao tempo de cultivo observa-se que a 

enzima foi produzida a partir de 24 h até 48 horas de cultivo. Verifica-se também no meio 

sintético que o açúcar foi consumido até 28 horas, o que sugere que a célula se empregou, em 

um tempo posterior as 28 h, de outra fonte de carbono para produção da enzima, o OMW. 

Para o meio sintético, foi determinado a taxa de crescimento máxima para a levedura C. 

tropicalis que foi de 0,076 h-1 (APÊNDICE 3). 

Comparando a produção de C. tropicalis em meio com resíduos para as 

fermentações em frascos e em biorreator, verifica-se pela Figuras 13, que o crescimento da 

levedura em frascos e em biorreator foram similares, mas em biorreator a atividade 

extracelular da C. tropicalis foi maior em 48 h (próximo a 500 U/L) comparado ao dos 

frascos (próximo a 400 U/L). As atividades intracelulares (Figura 15) foram bem parecidas 

entre os dois tipos de cultivo. As atividades extracelulares (Figura 14) foram maiores em 

biorreator do que em frascos. A maior produção de lipase por C. tropicalis foi no cultivo em 

biorreator utilizando meio com resíduos mostrando o grande potencial de aplicabilidade 

desses materiais. 

Comparando a produção em biorreator das leveduras C. rugosa e C. tropicalis no 

cultivo utilizando meio com resíduos (Figura 9 e Figura 13), observa-se pela Tabela 17, o 

consumo de açúcar das duas leveduras. A C. rugosa teve um consumo maior que o da C. 

tropicalis, além disso observa-se que o açúcar não foi consumido tão rapidamente como no 

meio sintético (Figura 12), porque como o melaço também possui sacarose, que é um 

dissacarídeo, em algum momento foi quebrada e produziu-se mais açúcares.   

 

 

Tabela 17 –Análise do açúcar consumido pelas leveduras C. rugosa e C. tropicalis em cultivo 

de biorreator através da metodologia de DNS  

Tempo 

(h) 

C. rugosa 

(g/L) 

C. tropicalis 

(g/L) 

0 6,2 ± 0,31 5,8 ± 0,22 

8 5,6 ± 0,35 5,2 ± 0,02 

24 3,6 ± 0,16 4,7 ± 0,30 

36 2,5 ± 0,13 * 

48 1,7 ± 0,05 * 

72 * 3,1 ± 0,19 
  *Dados não determinados. 
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5.9 Caracterização da enzima produzida 

 

5.9.1 Efeito da temperatura e do pH na atividade da enzima produzida 

 

 

5.9.1.1 C. rugosa 

 

A Figura 16 mostra o efeito do pH sobre a lipase extracelular e intracelular. A 

atividade máxima foi observada a pH 7,0. Para valores de pH 4,0, 5,0, 8,0 e 9,0, a atividade 

da lipase foi baixa. A pH 6,0, os valores de atividade relativa foram cerca de 60%. Tendo em 

vista estes resultados, o valor do pH, para os experimentos seguintes, foi fixado em 7,0. 

A Figura 17 mostra os resultados do efeito da temperatura sobre a atividade da 

lipase extracelular e intracelular. A atividade relativa máxima foi obtida em 40 °C. Pode ser 

observado também que atividade da lipase até a temperatura de 60 °C manteve-se acima de 

70% da atividade relativa. Estes valores de pH e temperatura ótimos são similares aos de 

outros estudos de caracterização de lipase (DE MORAIS et al., 2016; KUMARI E GUPTA, 

2012; BUSSAMARA et al., 2010). A forma do gráfico de temperatura da enzima lipase 

produzida por C. rugosa confirma provavelmente a produção de isoenzimas, por apresentar 

um ponto ótimo e outro próximo a ele. Esse resultado pode ser verificado na eletroforese pela 

presença de várias bandas próximas as referidas à lipase (Figura 20). 
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Figura 16 – Efeito do pH na atividade extracelular () e intracelular (). Lipase produzida 

por C. rugosa em 24 h de cultivo em meio sintético. Resultados de uma média de 

experimentos em triplicata com desvio padrão. A atividade enzimática foi expressa em 

atividade relativa (%). Atividade máxima extracelular (590 U/L) e atividade intracelular (443 

U/L). 

 

 

 

 

Figura 17 – Efeito da temperatura na atividade extracelular () e intracelular () da lipase. 

Lipase produzida por C. rugosa em 24 h de cultivo em meio sintético. Resultados de uma 

média de experimentos em triplicata com desvio padrão. A atividade enzimática foi expressa 

em atividade relativa (%). Atividade máxima extracelular (550 U/L) e atividade intracelular 

(330 U/L). 
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5.9.1.2 Candida tropicalis  

 

A Figura 18 mostra o efeito do pH sobre a lipase extracelular e intracelular. A 

atividade máxima foi observada a pH 7,0. Para valores de pH 5,0, 6,0 e 9,0, a atividade da 

lipase foi baixa. A pH 8,0, os valores de atividade relativa foram acima de 60% da atividade 

total.  

A Figura 19 mostra os resultados do efeito da temperatura sobre a atividade da 

lipase extracelular e intracelular. A atividade relativa máxima obtida foi em 70 °C para a 

extracelular e em 60 °C para intracelular. Essa enzima produzida é termotolerante e apresenta 

temperatura elevada igual as lipases produzidas por bactérias (DAOUD et al., 2013, AISAKA 

et al., 1980). Isso apresenta como uma vantagem para processos industriais nas quais 

proteínas comumente usadas são completamente desnaturadas (DELATORRE  et al., 2014). 

  

 

Figura 18 – Efeito do pH na atividade extracelular () e intracelular (). Lipase produzida 

por C. tropicalis em 24 h de cultivo em meio com resíduos. Resultados de uma média de 

experimentos em triplicata com desvio padrão. Atividade relativa (%) e atividade máxima 

extracelular (666 U/L) e atividade intracelular (503 U/L). 
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Figura 19 – Efeito da temperatura na atividade extracelular () e intracelular () da lipase. 

Lipase produzida por C. tropicalis em 24 h de cultivo em meio com resíduos. Resultados de 

uma média de experimentos em triplicata com desvio padrão. Atividade relativa (%) e 

atividade máxima extracelular (553 U/L) e atividade intracelular (457 U/L).  

 

 

5.9.2 Eletroforese 

 

5.9.2.1 C. rugosa 

 

A Figura 20 ilustra o gel de SDS-PAGE obtido para as diferentes amostras de 

lipase extracelular e intracelular produzidas por C. rugosa através do cultivo submerso 

utilizando meio com resíduos e purificação parcial em sulfato de amônia. Além disso, para 

fins de comparação, uma amostra comercial de lipase de C. antarctica (Sigma) foi incluída na 

eletroforese. Para essa enzima comercial, as bandas apresentaram massas molares 

aproximadas de 66 kDa, 37 kDa e 20 kDa (linha 2), sendo a banda da enzima em torno de 40 

KDa (GUTARRA et al. (2011)). As outras bandas são contaminantes do extrato. A lipase 

intracelular de C. rugosa está presente da terceira à sexta linha (Figura 20), o que mostra um 

peso molecular aproximadamente igual de lipase de C. rugosa da Sigma (59 kDa), relatada 

anteriormente por De Morais et al. (2016). 

A lipase extracelular apresenta-se da sétima à décima linha, porém, neste caso, 

não foram apresentadas as bandas. Ficou ainda evidente na lipase intracelular a banda de 37 

KDa como na enzima comercial de C. antartica (linha 2). Isso mostra que o meio com 
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resíduos utilizado no cultivo submerso propiciou a produção da enzima lipase pela levedura 

C. rugosa. 

 

Figura 20 – Perfil eletroforético da lipase intracelular (linhas 3 a 6) e da lipase extracelular 

(linhas 7 a 10) produzida por C. rugosa.  
 

 

 

 

 

5.9.2.2 C. tropicalis e M. caribbica  

 

A Figura 21 ilustra o gel de SDS-PAGE apresentando os resultados obtidos para a 

eletroforese de extratos brutos de lipases produzidas pelas leveduras de C. tropicalis (linha 2) 

e M. caribbica (linha 3) em meio sintético. A C. tropicalis apresentou bandas entre 30 e 60 

KDa, que podem ser lipases, e também outras bandas próximas à 22 KDa (APÊNDICE 4). A 

M. caribbica apresentou a produção de proteínas com bandas próximas a esses mesmos 

valores da levedura C. tropicalis, e também dentro da faixa de pesos moleculares da enzima 

lipase que é de 19 a 97 KDa (CYGLER e SCHRAG, 1997), mas não existem na literatura 

dados destas cepas fúngicas que mostre quais bandas se referem a lipase. Como já mostrado 

anteriormente a produção de lipase desta levedura foi em menor quantidade comparada a 

levedura C. tropicalis, por isso a caracterização foi realizada somente desta segunda. 
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Figura 21 – Perfil eletroforético da lipase intracelular, linhas 2 e 3, produzidas por C. 

tropicalis e M. caribbica, respectivamente.  

 

 

Após a purificação da lipase de C. tropicalis em octil-agarose foi feita novamente 

uma eletroforese (Figura 22). Várias etapas do processo de purificação por adsorção foram 

avaliadas, com a finalidade de mostrar a eficácia do método e comprovar a produção da 

enzima de interesse pela levedura. Pôde-se observar na linha 7 da Figura 22, a presença de 

bandas em torno de 60 KDa, 45 kDa e outras acima de 22 KDa (APÊNDICE 5), acredita-se 

que estas são bandas características de lipase. Isso mostra que o método de isolar a enzima no 

suporte octil-agarose foi eficiente, pois o suporte teve maior afinidade pela a enzima lipase 

através da interação hidrofóbica (BARBOSA et al., 2012a, VOLPATO et al., 2009; CUNHA 

et al., 2008). No processo de dessorção da enzima referida na solução de Triton (linhas 3, 5 e 

6) o tempo de 96 horas não foi suficiente para dessorver toda a lipase pela metodologia 

utilizada, uma vez que a lipase ainda se apresentou adsorvida em octil-agarose (linha 7). 
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Figura 22 – Perfil eletroforético das lipases produzida por C. tropicalis. Linha 1: Marcador. 

Linha 2: C. rugosa comercial. Linha 3: Lipase extracelular recuperada com 1 % de Triton X-

100. Linha 4: Sobrenadante do processo de adsorção da lipase em octil -agarose. Linha 5: 

Lipase Intracelular recuperada com 0,1 % de Triton X-100. Linha 6: Lipase Intracelular 

recuperada com 0,1 % de Triton X-100. Linha 7: Enzima lipase adsorvida em octil-agarose. 

Linha 8: Extrato inicial.  

 

 

 

5.9.3 Processo de purificação  

 

5.9.3.1 C. rugosa 

 

O extrato enzimático produzido por C. rugosa foi precipitado por sulfato de 

amônio, logo após o precipitado foi ressuspendido em tampão fosfato de sódio 25 mM e 

passado em uma coluna Sephadex para a retirada do sal. Os resultados estão apresentados na 

Tabela 18. 

 

Tabela 18 – Sumário do procedimento de purificação da lipase produzida por C. rugosa 

Tempo (h) Proteína 

(mg/mL) 

Atividade 

(U/mL) 

Atividade 

específica 

(U/mg) 

Rendimento 

(%) 

Fator de 

Purificação 

Inicial 0,249 0,964 3,9  100 1 

Precipitado por 

sulfato 

0,101 0,741 7,3  77 1.9 

Após 

dessalinizacao  

0,043 0,565 13,1  59 3.4 
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Nos trabalhos de Abbas et al. (2002) e Kumar et al. (2005), os extratos 

enzimáticos foram submetidos a purificação com sulfato de amônio. Em Abbas et al. (2002), 

o rendimento da lipase foi de 99% após a precipitação com sulfato de amônio 75%, e o fator 

de purificação da enzima foi de 20,48. Em Kumar et al. (2005), a precipitação por sulfato de 

amônio foi seguida de uma dessalinização com tampão tris-HCL 0,1 M, resultando em um 

rendimento de 38%, e um fator de purificação foi de 16. Neste trabalho, o fator de purificação 

foi bem inferior (3,4) o que mostra que a purificação não foi eficiente, porque apesar da 

diminuição da concentração de proteínas no extrato (RIOS et al., 2016), não foi suficiente 

para apresentar na eletroforese apenas bandas referentes a enzima lipases. Além disso, houve 

também uma perda considerável na atividade do extrato (0,399 U/mL), ocorrido 

possivelmente por desnaturação da lipase nas etapas de purificação. 

 

5.9.3.2 C. tropicalis 

 

Tendo em vista que a purificação do extrato de C. rugosa foi apenas parcial, pois 

na eletroforese (Figura 20) ainda apareceram inúmeras bandas que não são referentes a lipase. 

Optou-se então por fazer um novo tipo de purificação para a lipase produzida por C. tropicalis 

através da imobilização da enzima no suporte octil-agarose (Figura 22).  

A enzima lipase (atividade inicial 528 U/L) foi adsorvida ao suporte de octil-

agarose por 24 horas (atividade final 225 U/L), na eletroforese representada na linha 4 (Figura 

22), que ainda pode ser vista uma banda de lipase. Nas linhas 3, 5 e 6 estão apresentadas as 

bandas próximas a 40 KDa, mostram os sobrenadantes após dessorção da enzima. A linha 7 

representa o suporte octil-agarose após 96 horas de dessorção da enzima. É observado que a 

maior quantidade da enzima ainda se manteve no suporte (linha 7). O extrato inicial está 

apresentado ainda na linha 8 (Figura 22). Esse extrato possui toda a lipase inicial do extrato, e 

ainda pode ser representado pela soma das lipases presentes nas linhas 3, 5 e 7 (linha 6 é 

similar a linha 5). 

Na tentativa de purificação a imobilização da enzima produzida foi oportuna, uma 

vez que para aplicações industriais essa técnica é favorável, devido a facilidade de utilização 

da enzima e de sua recuperação (CAO, 2005). Existem muitos trabalhos na literatura que 

citam imobilização de lipases em suportes altamente hidrofóbicos formando por ligações não 

covalentes (BASTIDA et al., 1998; FERNANDEZ-LORENTE, et al., 2008).  
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Após a eletroforese e supostas bandas referentes a lipase da C. tropicalis 

necessitou-se ainda, uma comprovação através do zimograma, que somente a enzima nativa 

referente a lipase reage com o substrato e produz uma coloração diferente no gel. 

 

5.9.4 Zimograma 

 

A Figura 23 apresenta um zimograma, que mostra atividade da lipase frente ao 

substrato tributirina, uma vez que houve a mudança de coloração de acordo com a redução do 

pH nas linhas 2 (Figura 23-a) e nas linhas 2 e 3, (Figura 23-b). Na primeira linha de cada 

figura está a lipase comercial de C. rugosa (seta preta para destaque amarelo no gel), a 

coloração na Figura 23-a foi mais visível que na Figura 23-b. A enzima comercial tem a sua 

banda em 60 KDa (DE MORAIS et al., 2016) e a lipase intracelular também apresentou 

banda próxima a 60 KDa (linha 2, Figura 23-a e linha 3, Figura 23-b) e na lipase extracelular 

bandas menores (linha 2, Figura 23-b), possivelmente 22 KDa devido a eletroforese (linha 3, 

Figura 22). Esse resultado mostra que a lipase de C. tropicalis possui bandas similares a 

lipase de C. rugosa comercial. As Figuras detalhadas estão no Apêndice 6. 

 

Figura 23 – Zimograma contendo pNFL, como substrato, e phenol red (0,01 %), como agente 

revelador. Em ordem, estão: Lipase comercial de Candida rugosa (CRC) (linha 1) e de 

Candida tropicalis intracelular (CTI) (linha 2) (Figura 8-a); Lipase comercial de C. rugosa 

(linha 1), C. tropicalis E (linha 2), C. tropicalis I (linha 3) (Figura 8-b).  
 

 

 

(a)                                                                       (b) 
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6.0. CONCLUSÃO 

 

A C. rugosa foi capaz de produzir lipases em um meio alternativo contendo 5 g/L 

de melaço, 6 g/L de milhocina, 0,5% de OMW, 0,5 g/L de sulfato de amônio e 3 g/L de 

peptona. Este meio favoreceu a produção de lipase extracelular que exibiu uma atividade de 

587 U/L, em contrapartida a atividade intracelular de 262 U/L. Estes resultados demonstram o 

potencial deste meio alternativo para a produção de lipase, com dois benefícios claros, quais 

sejam redução de custos de produção e diminuição de impacto ambiental. O cultivo em 

biorreator resultou em uma atividade de lipase extracelular ainda maior, o que revelou seu 

potencial para a produção da enzima industrial. 

O meio de cultura contendo melaço, milhocina e águas residuais da produção de 

azeite (OMW) também foi adequado para a produção de lipase pelas leveduras C. tropicalis e 

M. caribbica. Para a levedura M. caribbica, a atividade do sobrenadante foi bem inferior à 

atividade produzida pela C. tropicalis.  

A lipase produzida por C. tropicalis é similar à lipase de C. rugosa, apresentando 

o mesmo pH ótimo (pH 7.0) e bandas da eletroforese aproximadamente iguais (60 KDa, 45 

KDa e 22 KDa). Com relação a temperatura ótima, a lipase de C. tropicalis (60 °C para 

intracelular) foi bem maior que a lipase produzida por C. rugosa (40 °C). Com o zimograma 

foi possível detectar qualitativamente a presença de lipase nos extratos extracelular e 

intracelular produzido por C. tropicalis. A levedura isolada por C. tropicalis URM 7057 

apresentou-se como fonte promissora de produção da enzima lipase para o setor industrial. 
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APÊNDICES 

APÊNDICE 1 

 

Tabela 1 – Anova: fator único para atividade extracelular meios B e C (Análise de 

variância Tabela 11) 

Fonte da 

variação SQ gl MQ F valor-P F crítico 

Entre grupos 204.1667 1 204.1667 0.995126 0.37495 7.708647 

Dentro dos 

grupos 820.6667 4 205.1667 

   Total 1024.833 5         

 

Tabela 2 – Anova: fator único para atividade intracelular meios A e C 

Fonte da 

variação SQ gl MQ F valor-P F crítico 

Entre 

grupos 0.220417 1 0.220417 0.00430771 0.950819 7.708647 

Dentro dos 

grupos 204.6717 4 51.16792 

   Total 204.8921 5         

 

 

Tabela 3 – Anova: fator único para atividade intracelular meios B e C 

Fonte da 

variação SQ gl MQ F valor-P F crítico 

Entre grupos 782.0417 1 782.0417 11.79698 0.026422 7.708647 

Dentro dos 

grupos 265.1667 4 66.29167 

   Total 1047.208 5         

 

Tabela 4 – Anova: fator único para açúcar residual meios B e C 

Fonte da 

variação SQ gl MQ F valor-P F crítico 

Entre grupos 7.590025 1 7.590025 204.9973 0.004843 18.51282 

Dentro dos 

grupos 0.07405 2 0.037025 

   Total 7.664075 3         
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APÊNDICE 2 

Tabela 13 – Atividade intracelular e proteína produzida pela C. tropicalis utilizando- 4 

meios alternativos em 24 h e 48 h (referente Figura 5) 

 

Tabela 14 – Atividade intracelular e proteína produzida pela M. caribbica utilizando 4 

meios alternativos em 24 h e 48 h (referente Figura 6) 

 

APÊNDICE 3 

Gráfico 1 – Gráfico de ln (x/x0) versus tempo. Taxa máxima de crescimento igual a 

0.076 h -1 e R2 = 0.99303. 
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Meio 

Atividade intracelular (U/L) Proteína intracelular (g/L) 

24 h 48 h 24 h 48 h 

1 - - 0,239 ± 0,01 0,467 ± 0,00 

2 - - 1,070 ± 0,04 0,876 ± 0,01 

3 - - 0,553 ± 0,00 0,755 ± 0,00 

4 110 ± 10.0 140 ± 0,0 1,220 ± 0,11 1,740± 0,57 

Meio Atividade intracelular (U/L) Proteína intracelular (g/L) 

24 h 48 h 24 h 48 h 

1 - -  1,182 ± 0,10 1,135 ± 0,12 

2 - 165 ± 10  1,445 ± 0,26 1,487 ± 0,55 

3 - -  1,269 ± 0,09 1,943 ± 0,05 

4 154 ± 13 117 ± 9  1,302 ± 0,06 1,035 ± 0,02 
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APÊNDICE 4 

 

Figura 1– Análise da Figura 21 (linhas 2 e 3, produzidas por C. tropicalis e M. 

caribbica, respectivamente) pelo o programa Gelanalyzer (acesso em nov/16). 
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Dados registrados pelo o programa referente a Figura 1 

 

Coluna banda RF Intensidade  MW 

1. 1. 0.023 958 220 

1. 2. 0.042 611 160 

1. 3. 0.08 701 120 

1. 4. 0.116 911 100 

1. 5. 0.135 910 90 

1. 6. 0.158 1006 80 

1. 7. 0.19 1518 70 

1. 8. 0.238 2755 50 

1. 9. 0.305 1504 40 

1. 10. 0.415 2829 30 

1. 11. 0.486 2146 25 

1. 12. 0.563 2778 20 

1. 13. 0.698 2351 15 

1. 14. 0.814 2252 10 

1. 15. 0.897 1106 19 

2. 1. 0.042 1368 175 

2. 2. 0.179 1289 67 

2. 3. 0.218 1788 53 

2. 4. 0.269 1504 41 

2. 5. 0.286 1181 38 

2. 6. 0.334 1854 32 

2. 7. 0.36 882 29 

     

Coluna banda RF Intensidade  MW 

2. 8. 0.399 2188 26 

2. 9. 0.5 2063 22 

2. 10. 0.594 2305 20 

2. 11. 0.672 1230 20 

2. 12. 0.718 1388 19 

2. 13. 0.756 1337 19 

2. 14. 0.786 1506 19 

3. 1. 0.127 1121 94 

3. 2. 0.169 1480 71 

3. 3. 0.214 1718 55 

3. 4. 0.263 1667 42 

3. 5. 0.279 1080 39 

3. 6. 0.312 1353 34 

3. 7. 0.344 1731 31 

3. 8. 0.393 1163 27 

3. 9. 0.455 2310 23 

3. 10. 0.529 1400 21 

3. 11. 0.562 1185 0 

3. 12. 0.604 1735 20 

3. 13. 0.675 1769 20 

3. 14. 0.714 1323 19 

3. 15. 0.773 1140 19 

3. 16. 0.838 2025 19 
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APÊNDICE 5 

 

Figura 1- Análise da Figura 22 (linhas 2 e 3, produzidas por C. rugosa e C. tropicalis, 

respectivamente) pelo o programa Gelanalyzer (acesso em fev/17). 
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Dados registrados pelo o programa referente a Figura 1 

 

 

 

Coluna Banda RF Intensidade  MW 

1. 1. 0.251 207 97 

1. 2. 0.398 2586 66 

1. 3. 0.499 2852 45 

1. 4. 0.64 1706 30 

1. 5. 0.836 1967 20 

1. 6. 0.965 474 14 

2. 1. 0.409 2065 61 

2. 2. 0.535 327 42 

2. 3. 0.768 660 22 

3. 1. 0.401 146 62 

3. 2. 0.518 170 44 

3. 3. 0.752 302 23 

4. 1. 0.401 47 62 

4. 2. 0.508 116 46 

Coluna Banda RF Intensidade  MW 

4. 3. 0.755 370 23 

5. 1. 0.513 374 45 

5. 2. 0.781 284 22 

6. 1. 0.515 258 45 

6. 2. 0.783 137 22 

7. 1. 0.424 121 58 

7. 2. 0.516 2165 45 

7. 3. 0.781 1271 22 

7. 4. 0.813 411 20 

7. 5. 0.851 475 18 

8 1 0.425 163 58 

8 2 0.518 89 44 

8 3 0.785 26 21 
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APÊNDICE 6 

 

Figura 21 – Fotos completas da Figura 23. 

 

Figura a 

 
 

Figura b 

 

 

 

 

 

 

 

 


