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RESUMO 

 

Nesse estudo, a lipase de Thermomyces lanuginosus (TLL) e lipase B de Candida antarctica 

(CALB) foram covalentemente imobilizadas no suporte heterofuncional octil-agarose ativado 

com divinilsulfona. Os biocatalisadores foram bloqueados usando hexilamina (HA), 

etilenodiamina (EDA), glicina (GLI) e ácido aspártico (ASP) e tiveram a atividade, 

estabilidade, especificidade e interações estruturais analisadas. Ambas enzimas mostraram 

diferenças na estabilidade dos biocatalisadores após a inativação em tampão acetato de sódio 

50 mM pH 5 e 70 °C (TLL) e 80 °C (CALB), tampão fosfato de sódio 50 mM pH 7 e 70 °C 

(TLL) e 75 °C (CALB) e tampão carbonato de sódio 50 mM pH 9 e 65 °C (TLL) e 60 °C 

(CALB), além de variações na especificidade utilizando substratos estruturalmente diferentes 

como o pNPB, triacetina e (R)- e (S)- metil mandelato. Para os biocatalisadores compostos pela 

enzima TLL, o bloqueio com glicina apresentou a maior estabilidade em todos os pH avaliados. 

Analisando a atividade dos biocatalisadores de TLL contra os diferentes substratos, a triacetina 

foi o substrato que apresentou uma perda de atividade mais rápida entre todos os bloqueios e 

pH testados. Em pH 7, por exemplo, a atividade residual do biocatalisador bloqueado com ASP 

se mantém em 75 % da atividade inicial usando (R)-metil mandelato como substrato enquanto 

com triacetina foi somente 5 %. Para os biocatalisadores compostos pela enzima CALB, o 

bloqueio com GLI se mostrou o mais estável em pH 5 e 7, enquanto a pH 9 o bloqueio com 

EDA foi o mais estável, mantendo cerca de 25 % da atividade inicial após 10 horas de incubação 

à 60 ºC. Considerando a especificidade aos substratos pelos biocatalisadores CALB, o pNPB 

foi o substrato que manteve maiores atividades em todos os bloqueios e porcentagens de 

inativação. Pode-se concluir que tais diferenças encontradas foram moduladas pelo protocolo 

de imobilização e pelas condições de inativação, sendo confirmadas por estudos de 

fluorescência. Entre os biocatalisadores de TLL, a fluorescência mostrou que, durante o curso 

de inativação, as distorções estruturais de TLL bloqueada com HA foram mais drásticas (valores 

Imax baixos e λmax desviados para o vermelho). Para os biocatalisadores de CALB, a análise do 

espectro de fluorescência novamente revelou alterações estruturais no bloqueio com HA, o que 

pode justificar a menor atividade deste biocatalisador com pNPB. A análise funcional e 

estrutural dos biocatalisadores parcialmente inativados mostraram que a via de inativação é 

dependente das características do suporte e condições de inativação. 

Palavras-chave: octil-VS-agarose; TLL; CALB; agente de bloqueio; interações enzima-

suporte. 



 
 

ABSTRACT 

 

In this study, lipases from Thermomyces lanuginosus (TLL) and lipase B from Candida 

antarctica (CALB) were covalently immobilized on the heterofunctional support octyl-agarose 

activated with divinyl sulfone. The biocatalysts were blocked using hexylamine (HA), 

ethylenediamine (EDA), glycine (GLI), and aspartic acid (ASP) and had their activity, stability, 

specificity and structural interactions analyzed. Both enzymes showed differences in stability 

after inactivation in 50 mM sodium acetate buffer pH 5 and 70 °C (TLL) and 80 °C (CALB), 

50 mM sodium phosphate buffer pH 7 and 70 °C (TLL) and 75 °C (CALB) and 50 mM sodium 

carbonate buffer pH 9 and 65 °C (TLL) and 60 °C (CALB), in addition to showing variations 

in specificity using substrates with distinct structures such as pNPB, triacetin and (R)- and (S)-

methyl mandelate. For the TLL biocatalysts, blocking with glycine showed the highest stability 

under all pH conditions. Analyzing the activity of TLL biocatalysts against different substrates, 

triacetin was the substrate that showed the fastest loss activity among all the blocked agents and 

pH tested. At pH 7, for example, the residual activity of the biocatalyst blocked with ASP 

remained at 75 % of the initial activity using (R)-methyl mandelate as substrate while with 

triacetin it was only 5 %. For CALB biocatalysts, the one blocked with glycine was the most 

stable at pH 5 and 7, while at pH 9, the blocking with EDA was the most stable, maintaining 

about 25 % of the initial activity after 10 hours of incubation at 60 ºC. Considering the substrate 

specificity of CALB biocatalysts, pNPB was the substrate that maintained the highest activities 

in all blocked preparations and inactivation percentages. It can be concluded that such 

differences were modulated by the immobilization protocol with different blocking agents and 

by the inactivation conditions and were confirmed by fluorescence studies. Among the TLL 

biocatalysts, fluorescence showed that, during the inactivation course, the structural distortions 

of HA-blocked TLL were more drastic (low Imax and redshifted λmax values) than with the other 

biocatalysts. For the CALB biocatalysts, the fluorescence spectrum analysis again revealed 

structural changes in the blocking with HA, which may explain the lower activity of this 

biocatalyst using pNPB. The functional and structural analysis of the immobilized and partially 

inactivated enzymes showed that the inactivation pathway depends on the support 

characteristics and inactivation conditions. 

 

Keywords: octyl-VS-agarose; TLL; CALB; blocking agent; enzyme-support interactions. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

Enzimas são catalisadores biológicos que possuem diversas aplicações na indústria 

(HERRERA-MÁRQUEZ et al., 2019; ROY CHOUDHURY, 2020; SHAHEDI et al., 2021), 

principalmente devido às suas características como a alta atividade sob condições brandas de 

pH e temperatura, alta especificidade e seletividade (REETZ, 2013; SCHMID et al., 2001). Em 

2020, o mercado global de enzimas foi estimado em USD 10,68 bilhões, e a projeção de 

crescimento anual desse mercado é de 6,5 % de 2021 a 2028 (SAMPAIO et al., 2022). Isso 

pode ser explicado pela maior procura por processos ecologicamente sustentáveis e pelo 

desenvolvimento de estratégias como a imobilização de enzimas, que pode reduzir os custos da 

aplicação de enzimas em larga escala por permitir o reuso do catalisador e melhor controle do 

processo. 

As características das enzimas são determinadas pela conformação da sua estrutura 

tridimensional. Mudanças nessa estrutura podem alterar tais propriedades, como por exemplo 

mudanças por modificações químicas ou técnicas de Biologia Molecular (KATSIMPOURAS; 

STEPHANOPOULOS, 2021) e por imobilização de enzimas, que podem ocorrer por 

imobilização em diferentes suportes (CHAUBEY et al., 2006; FACCHINI et al., 2018; 

RODRIGUES et al., 2013; TAKAÇ; BAKKAL, 2007) ou por uso de diferentes condições 

experimentais em um mesmo suporte (ABREU SILVEIRA et al., 2019; ARANA-PEÑA et al., 

2020a, 2020b; LOKHA et al., 2020). A inativação de uma enzima promove mudanças na sua 

conformação, e essa nova estrutura pode apresentar atividade catalítica, seletividade e 

especificidades distintas (RODRIGUES et al., 2013). 

As lipases fazem parte do grupo de enzimas mais usadas em processos 

biotecnológicos e são enzimas bastante versáteis (ABREU SILVEIRA et al., 2019; PALOMO, 

2009; RODRIGUES et al., 2009). Nesse trabalho, a lipase de Thermomyces lanuginosus (TLL) 

e a lipase do tipo B de Candida antarctica foram imobilizadas por ativação interfacial em 

superfície hidrofóbica, garantindo a imobilização na sua forma monomérica e com estrutura 

aberta (MANOEL et al., 2015; RODRIGUES et al., 2019). Foi utilizado o suporte 

heterofuncional octil agarose-vinilsulfona no qual permite a ligação covalente após a primeira 

etapa de adsorção (ALBUQUERQUE et al., 2016; VIRGEN-ORTÍZ et al., 2017a). A matriz de 

agarose foi escolhida por se tratar de um suporte inerte, que pode facilmente ser funcionalizado, 

além de ser transparente e permitir a análise das moléculas de enzima por espectroscopia de 

UV-Vis e fluorescência (LOKHA et al., 2020; ZAAK et al., 2017b; ZUCCA; FERNANDEZ-
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LAFUENTE; SANJUST, 2016). Os grupos octil permitem a imobilização via ativação 

interfacial e os grupos vinilsulfona possuem um duplo objetivo: prevenir a perda da enzima sob 

condições extremas por causa da ligação covalente formada, o que descarta a perda como causa 

da inativação, e o bloqueio dos grupos vinilsulfona remanescentes com diferentes agentes de 

bloqueio permitem alterar as interações enzima-suporte (ALBUQUERQUE et al., 2016; DOS 

SANTOS et al., 2015a, 2015d, 2015e). O bloqueio final dos biocatalisadores com diferentes 

agentes permite alterar a estabilidade, atividade e especificidade da enzima (DOS SANTOS et 

al., 2015a; ZAAK et al., 2017b). 

As lipases possuem uma ampla especificidade, permitindo acompanhar sua 

inativação utilizando diferentes substratos. Neste trabalho foram empregados como substrato o 

metil mandelato (isômeros (R) – e (S) –, dessa forma, também podem ser detectadas alterações 

da enantioespecificidade), o p-nitrofenil butirato (pNPB), e a triacetina que é o mais semelhante 

aos substratos naturais das lipases (triglicerídeos). 

Assim, pode-se formular a hipótese de que essas diferentes interações enzima-

suporte também podem alterar a via de inativação da lipase, produzindo diferentes estruturas 

enzimáticas parcialmente inativadas com diferentes propriedades funcionais. Esta informação 

pode ser relevante para entender a inativação de enzimas imobilizadas. Nesse caso, temos 

orientação enzimática idêntica, o número exato de ligações covalentes, e a única diferença são 

as propriedades físicas da superfície do suporte obtidas após a etapa de bloqueio. 

Portanto, o objetivo desse trabalho é o estudo das mudanças conformacionais sob 

diferentes condições de inativação (tampão acetato de sódio 50 mM pH 5 e 70 °C (TLL) e 80 

°C (CALB), tampão fosfato de sódio 50 mM pH 7 e 70 °C (TLL) e 75 °C (CALB) e tampão 

carbonato de sódio 50 mM pH 9 e 65 °C (TLL) e 60 °C (CALB)) de lipases imobilizadas em 

suporte octil-agarose ativado com divinilsulfona e bloqueado com diferentes agentes 

nucleófilos. Tais mudanças serão analisadas com o uso de diferentes substratos, no qual pode-

se avaliar as mudanças na especificidade enzimática, e pelo estudo de fluorescência, para 

analisar se, juntamente com as alterações funcionais, diferentes alterações estruturais podem 

ser encontradas.  
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2 OBJETIVOS 

 

2.1 Objetivo geral 

 

Estudar os biocatalisadores imobilizados e parcialmente inativados da lipase de 

Thermomyces lanuginosus (TLL) e da lipase B de Candida antarctica (CALB) e analisar se as 

interações produzidas entre enzima e suporte podem alterar a via de inativação das lipases pela 

produção de estruturas enzimáticas distintas e, como consequência, alterar as propriedades 

funcionais dessas enzimas. 

 

2.2 Objetivos específicos 

 

• Imobilizar a lipase de Thermomyces lanuginosus (TLL) e a lipase B de Candida 

antarctica (CALB) covalentemente em octil-agarose ativada com divinilsulfona; 

• Bloquear os grupos vinilsulfona remanescentes do suporte com 4 agentes nucleófilos 

diferentes: ácido aspártico, glicina, etilenodiamina e hexilamina; 

• Avaliar a estabilidade térmica dos diferentes derivados produzidos em pH 5, 7 e 9; 

• Avaliar a atividade enzimática dos diferentes biocatalisadores parcialmente inativados 

contra os substratos pNPB, triacetina, (S) – metil mandelato e (R) – metil mandelato; 

• Analisar a estrutura, dinâmica e interações dos biocatalisadores bloqueados e 

parcialmente inativados por espectroscopia de fluorescência. 
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3 REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

 

3.1 Enzimas 

 

Enzimas são catalisadores biológicos eficientes e responsáveis por acelerar diversos 

processos químicos e biológicos. Elas se destacam por sua alta especificidade e atuação sob 

condições de temperatura e pH amenas, minimizando problemas de reações indesejadas. O 

mercado de enzimas industriais pode ser segmentado em setor têxtil, alimentício, ambiental, 

farmacêutico, entre outros (HERRERA-MÁRQUEZ et al., 2019; NAGHDI et al., 2018; 

PATEL, 2018; XIAOKANG; HAITAO; JIANYONG, 2019). A alta seletividade das enzimas 

colabora para que as reações sejam eficientes e gerem poucos subprodutos, o que é uma 

alternativa ecologicamente melhor aos catalisadores químicos convencionais (SCHMID et al., 

2001). Além disso, processos mediados por enzimas podem ser mais econômicos no uso de 

matérias-primas, consumo de água e energia, geram menos resíduos e muitas vezes são mais 

eficientes em termos energéticos (SHELDON, R. A.; VAN PELT, 2013). 

Em meio a grande variedade de enzimas já descobertas e suas diferentes funções, a 

classificação numérica de enzimas foi instituída pela International Union of Biochemistry and 

Molecular Biology, chamado de número E.C. (Enzyme Commission), ele é composto por quatro 

números sendo classificadas conforme a reação em que é catalisada. Atualmente, existem sete 

classes de enzimas: oxidorredutases, transferases, hidrolases, liases, isomerases, ligases e 

translocases (MCDONALD; TIPTON, 2021; NOMENCLATURE COMMITTEE OF THE 

INTERNATIONAL UNION OF BIOCHEMISTRY AND MOLECULAR BIOLOGY, 2018). 

As hidrolases fazem parte da classe de enzimas mais usada em biotransformações 

devido a sua ampla especificidade a diferentes substratos, boa acessibilidade comercial, não 

dependência de cofatores e capacidade de catalisar reações em altas concentrações de substrato 

(RODRIGUES et al., 2019). As reações de clivagem hidrolítica podem ter diferentes funções 

biológicas, como digestão, desativação, degradação ambiental e desintoxicação. Embora a 

função natural das hidrolases seja a clivagem de ligações catalíticas pela reação com a água 

para quebrar moléculas em estruturas menores, outras reações, como condensações, também 

podem ser catalisadas (WOHLGEMUTH, 2010). 

As hidrolases são classificadas com número E.C 3 do sistema de classificação das 

enzimas, subdivididas em 12 subclasses conforme o tipo de ligação hidrolisada. A sua grande 

disponibilidade justifica o amplo uso dessa classe de enzimas na indústria. Elas possuem 
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robustez e escalabilidade, podendo ser aplicadas em diversas funções (WOHLGEMUTH, 

2010). Como exemplo dessa classe estão as amilases, proteases, celulases e lipases, sendo estas 

as mais utilizadas em síntese orgânica (LIMA et al., 2019). 

 

3.1.1 Lipases 

 

As lipases (EC 3.1.1.3) são enzimas que catalisam a hidrólise de triacilgliceróis em 

glicerol, acilgliceróis e ácidos graxos livres. Estudando a modificação física e química dos 

alimentos no intestino dos mamíferos. Claude Bernard observou em 1856 a hidrólise de gotas 

de óleos insolúveis, convertendo-as em produtos solúveis. Ele então atribuiu essa reação a uma 

enzima que foi posteriormente chamada de lipase pancreática (HASAN; SHAH; HAMEED, 

2006). Seu uso é amplamente descrito tanto em escala laboratorial quanto na indústria, por 

possuir características como enantioseletividade, alta estabilidade na presença de solventes 

orgânicos, e especificidade sob uma grande variedade de substratos (CAVALCANTE et al., 

2020; RODRIGUES; FERNANDEZ-LAFUENTE, 2010; SARMAH et al., 2018). 

A estrutura tridimensional das lipases tem sido elucidada por técnicas 

cristalográficas de difração de raios-X, revelando que todas as lipases exibem um padrão de 

dobramento característico, chamado de dobra α/β-hidrolase (STAUCH et al., 2015; 

UPPENBERG et al., 1994). O sítio ativo das lipases é composto por uma tríade catalítica de 

serina, aspartato/glutamato e histidina (DAVID et al., 1992). 

Algumas lipases possuem o sítio ativo coberto por uma cadeia polipeptídica no 

formato de “tampa”, que permite isolar o sítio ativo do meio de reação. Essa “tampa” é bastante 

flexível e pode ser deslocada permitindo a exposição do sítio ativo, configurando a conformação 

aberta (ativa) e fechada (inativa), sendo a forma aberta ativada na presença de superfícies 

hidrofóbicas. Esse mecanismo, chamado de ativação interfacial (Figura 1), permite que as 

lipases sejam adsorvidas em sua forma aberta nessas superfícies e atuem na sua interface (LIU, 

J.; MA; SHI, 2020; MANOEL et al., 2015; SCHMID, R. D; VERGER, 1998). Tais superfícies 

hidrofóbicas podem ser óleos (ARANA-PEÑA et al., 2020b), proteínas hidrofóbicas 

(PALOMO, J. M et al., 2003), outra lipase na sua forma aberta (PALOMO, J. M. et al., 2005) 

ou um suporte hidrofóbico (FERNANDEZ-LAFUENTE et al., 1998). 

A “tampa” que isola o sítio ativo das lipases pode variar de tamanho entre as 

diferentes lipases conhecidas. Em alguns casos, ela é tão pequena que não isola completamente 

o sítio ativo do meio de reação em sua forma fechada, como no caso da lipase do tipo B de 
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Candida antarctica (UPPENBERG et al., 1994), enquanto a lipase de Geobacillus 

thermocatenulatus possui uma estrutura de “tampa” dupla (CARRASCO-LÓPEZ et al., 2009). 

 

Figura 1 - Equilíbrio conformacional e ativação interfacial das lipases 

 
Fonte: Ortiz et al. (2019). 

 

A heterogeneidade de seus substratos naturais (POPPE et al., 2015, 2018; 

RODRIGUES; AYUB, 2011) transformou as lipases em enzimas de ampla especificidade, 

aceitando substratos muito diferentes dos glicerídeos. Assim, além das reações de hidrólise 

(PRECZESKI et al., 2018), as lipases são usadas em esterificação (RIOS, N. S. et al., 2018), 

transesterificação (BAYRAMOGLU et al., 2015), aminólise (LIMA; PORTO, 2017), acidólise 

(CHOJNACKA; GŁADKOWSKI, 2018; PALLA; CARRÍN, 2014), entre outras, como as 

chamadas reações promíscuas (GUEZANE-LAKOUD; TOFFANO; ARIBI-ZOUIOUECHE, 

2017). Essas reações podem ser aplicadas na produção de biodiesel (BINHAYEEDING et al., 

2020), medicamentos (YUAN et al., 2020), alimentos (GERITS; PAREYT; DELCOUR, 2014), 

detergentes (PHUKON et al., 2020) ou tratamento de efluentes (PATEL et al., 2020). 

As lipases podem ser produzidas por animais, plantas, insetos e micro-organismos, 

sendo estes as fontes mais usadas devido ao potencial industrial, disponibilidade, fácil manuseio 

e possibilidade de aumento de escala (SARMAH et al., 2018; ZHENG, 2018). Lipases de 
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diferentes fontes podem apresentar diferentes especificidades quanto ao substrato, o que é 

chamado de regioespecificidade. Elas são classificadas em dois grupos: sn-1,3-específicas, que 

hidrolisam as ligações éster nas posições sn-1 e sn-3 do glicerol, e as não específicas ou 

aleatórias, que agem em todas as três posições (TONGBORIBOON; CHEIRSILP; H-

KITTIKUN, 2010).  

 

3.2 Imobilização de enzimas 

 

As enzimas são catalisadores biológicos que evoluíram para conseguirem responder 

às mudanças do meio e condições de estresse. Assim, elas podem ser inibidas por diversos 

componentes, sua estabilidade é moderada mesmo em condições fisiológicas e suas excelentes 

propriedades são exibidas apenas em reações e substratos fisiológicos (SCHOEMAKER; 

MINK; WUBBOLTS, 2003). Essas propriedades, apesar de fisiologicamente necessárias, são 

um problema se forem usadas como biocatalisadores industriais, onde se espera que 

desempenhem sua função em condições padronizadas (ORTIZ et al., 2019; RODRIGUES et 

al., 2019). Além disso, existem algumas limitações que dificultam o uso na sua forma original 

em larga escala, como, por exemplo, o alto custo, a baixa estabilidade operacional e recuperação 

e reuso insuficientes (ZUCCA; FERNANDEZ-LAFUENTE; SANJUST, 2016). Diante dessas 

limitações, técnicas como a imobilização (MATEO, C. et al., 2007, 2010), metagenômica 

(FERNÁNDEZ-ARROJO et al., 2010; FERRER et al., 2016) e engenharia de proteínas 

(RODRÍGUEZ-NÚÑEZ; BERNAL; MARTÍNEZ, 2021) podem ser usadas como alternativas 

para explorar melhor o potencial das enzimas. 

Uma busca realizada no banco de dados SCOPUS dos termos “immobilization” e 

“enzyme” em títulos, resumos e palavras-chave resultaram em aproximadamente 41 745 

documentos publicados até o ano de 2022, revelando um número anual crescente de publicações 

relacionadas à imobilização enzimática a partir da década de 1970 (Figura 2). Esse aumento 

mostra que essa técnica se destacou nos últimos anos e segue se desenvolvendo com a 

contribuição de novas publicações. Por exemplo, no ano de 2021 foram publicados 1 876 

documentos associados aos termos imobilização e enzimas.  

 

 

 



24 
 

 
 

Figura 2 - Crescimento em números de publicações relacionadas aos termos “immobilization” 

e “enzyme” na base de dados SCOPUS (busca por título, resumo, palavras-chave) 

 

Fonte: SCOPUS (2022). 

 

A imobilização se destaca pela simplicidade e diversidade de métodos que se 

adequam a uma grande variedade de enzimas, conseguindo melhorar a estabilidade, atividade, 

especificidade e resistência a inibidores (MATEO, C. et al., 2007; RODRIGUES et al., 2013). 

Além disso, possui a vantagem de permitir a separação do biocatalisador do meio de reação e 

recuperação dos produtos, reduzindo o custo operacional total. 

As estratégias de imobilização mais utilizadas atualmente podem ser categorizadas 

em três tipos, como descrito a seguir e demonstrado na FIGURA 3. 
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Figura 3 - Métodos de imobilização enzimática. (A) Imobilização por ligação ao suporte, (B) 

imobilização por encapsulamento e (C) imobilização por ligações cruzadas 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

• Imobilização por ligação ao suporte (FIGURA 3A): 

 

A ligação física, que pode ser por interações hidrofóbicas ou força de van der Waals, 

é mais fraca, sendo menos estável sob condições adversas. A imobilização por adsorção iônica 

é um método mais efetivo se comparado à adsorção física, e se dá por atrações eletrostáticas 

entre as cargas opostas do suporte e da enzima. As ligações covalentes podem ser consideradas 

as mais interessantes do ponto de vista industrial, pois são as que fornecem uma maior 

estabilidade da ligação. Esse método pode ser usado para manipular a orientação correta de uma 

enzima por meio das interações do suporte com determinados resíduos de aminoácidos, 

permitindo que a enzima se ligue de forma controlada (FU; REINHOLD; WOODBURY, 2011; 

SHELDON, R. A.; VAN PELT, 2013; WAHAB et al., 2020). 

 

• Imobilização por encapsulamento (FIGURA 3B): 

 

A imobilização por encapsulamento corresponde ao aprisionamento físico de 

enzimas livres ou ligadas, física ou covalentemente, em uma matriz polimérica ou membrana 

que permita a passagem de substratos e produtos. Nesse método, a estrutura da enzima não é 

afetada e pode reduzir a desnaturação por agentes externos, como as proteases, entretanto, pode 

haver limitações na transferência de massa e perda da enzima (HOMAEI et al., 2013; 

SHELDON, R. A.; VAN PELT, 2013; THOMPSON et al., 2019). 
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• Imobilização por ligações cruzadas (FIGURA 3C): 

 

As ligações cruzadas entre moléculas de enzimas, também chamadas de reticulação, 

surgiram como alternativa às estratégias de imobilização em suportes sólidos. Entre as 

vantagens dessa estratégia estão o seu baixo custo e também por resultar em um biocatalisador 

de atividade enzimática bastante concentrada, já que em outros métodos ocorrem a diluição da 

atividade enzimática resultante da adição de uma grande proporção de massa não-catalítica 

(suporte) (SHELDON, R. A., 2007; SHELDON, R. A.; VAN PELT, 2013). 

Existem dois tipos principais de uso de ligações cruzadas, em uma é feita a 

cristalização da enzima (CLECs) e na outra ocorre a formação de agregados enzimáticos 

(CLEAs), ambas formam uma estrutura enzimática insolúvel enquanto mantém sua estrutura 

terciária e, deste modo, sua atividade catalítica (ZUCCA; FERNANDEZ-LAFUENTE; 

SANJUST, 2016). Uma desvantagem dos CLECs é a necessidade da cristalização da enzima, 

que é um processo laborioso e necessita de enzimas com alta pureza. 

As enzimas reticuladas são preparadas por etapas de agregação e precipitação, 

seguidas do uso de um agente bifuncional que vai promover a reticulação, comumente se utiliza 

o glutaraldeído. A reticulação ocorre pela reação dos grupos amino livres dos resíduos de lisina 

da superfície das moléculas de enzimas com os oligômeros ou polímeros de glutaraldeído 

resultantes da condensação aldólica inter e intramolecular (NGUYEN et al., 2019; SHELDON, 

2011). 

Cada estratégia de imobilização possui vantagens e desvantagens, é necessário o 

estudo para adequação dos métodos às enzimas e suportes utilizados no processo. A 

imobilização vai causar alterações físicas que afetarão a atividade e estabilidade enzimática, 

portanto, problemas como distorções, limitações difusionais e o bloqueio físico do sítio ativo 

podem ser comuns. 

Para ocorrer a catálise de uma enzima imobilizada, os substratos devem se difundir 

através de uma solução para o sítio ativo da enzima e os produtos liberados também devem se 

difundir para a solução. Nesse processo, por exemplo, podem ocorrer problemas dentro dos 

poros de um suporte que recebe uma menor concentração de substratos do que as enzimas 

localizadas na superfície. Em outros casos, as limitações difusionais podem ser vantajosas na 

ocorrência de inibição por substrato, pois menores concentrações de substrato dentro dos poros 
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promove uma maior atividade enzimática se comparada a altas concentrações dele 

(RODRIGUES et al., 2013; WAHAB et al., 2020). 

A imobilização de enzimas também fornece uma alternativa para diminuir 

problemas de inibição devido à alta concentração de substrato ou formação de produtos 

inibidores na reação. Isso pode ser alcançado quando a ligação com o suporte bloqueia o sítio 

de inibição da enzima, evitando a ligação do inibidor, ou em casos que o inibidor necessita 

induzir alguma mudança conformacional na enzima, nessa situação, a imobilização covalente 

multipontual pode fornecer maior resistência a este efeito inibitório (GARCIA-GALAN et al., 

2011; RODRIGUES et al., 2013). 

A estabilização operacional é uma característica fundamental para a aplicação de 

um biocatalisador imobilizado em larga escala. Portanto, a utilização de protocolos que visem 

a prevenção de dissociação de subunidades, agregação, autólise ou proteólise são muito 

importantes (WAHAB et al., 2020). As ligações covalentes multipontuais são ligações fortes 

que permitem aumentar a rigidez da estrutura formada entre enzima e suporte, reduzindo a 

flexibilidade da conformação e modificações estruturais causadas por fatores externos 

(RODRIGUES et al., 2013). As ligações covalentes multipontuais são comumente empregadas 

em protocolos de imobilização de enzimas multiméricas (formadas por diferentes subunidades), 

pois elas atuam prevenindo a dissociação de uma ou mais subunidades após a imobilização, o 

que pode causar a inativação completa da enzima (GARCIA-GALAN et al., 2011; WAHAB et 

al., 2020).  

 

3.2.1 Suportes para imobilização de enzimas 

 

Os suportes desenvolvidos para imobilização enzimática devem possuir 

características e funcionalidades que permitam a interação com as enzimas. Destacam-se a não-

toxicidade, biocompatibilidade, biodegradabilidade, capacidade de reutilização e a 

disponibilidade de sítios ativos que permitam a funcionalização de grupos reativos (BILAL; 

IQBAL, 2019). 

Existem outros fatores que influenciam na escolha do suporte, como: o custo da 

matriz e reagentes para a funcionalização, o uso de suportes e reagentes inofensivos para a 

saúde e meio ambiente e as suas propriedades mecânicas devem ser compatíveis com as 

aplicações. Além disso, a área superficial, porosidade e tamanho da partícula também devem 
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ser consideradas para a seleção da matriz (ZUCCA; FERNANDEZ-LAFUENTE; SANJUST, 

2016). 

Uma grande variedade de matrizes tem sido usada para a imobilização enzimática, 

elas podem ser compostas de polímeros sintéticos orgânicos, como as matrizes Sepabeads 

(TORRES; BATISTA-VIERA, 2012) e Eupergit C (KNEZEVIC et al., 2006); biopolímeros 

como a quitosana (PINHEIRO et al., 2019), alginato (DE OLIVEIRA et al., 2018) e agarose 

(RIOS, N. S. et al., 2019); ou polímeros inorgânicos como a sílica (ARCA-RAMOS et al., 

2016) e nanopartículas magnéticas (SINGH et al., 2016). 

O uso de matrizes à base de agarose tem se mostrado eficiente para imobilização de 

enzimas, pois podem ser facilmente manipuladas e ativadas, além de poderem ser analisadas 

por métodos espectrofotométricos (ARANA-PEÑA et al., 2019; GUISÁN, 1988; LOKHA et 

al., 2020). A agarose é um biopolímero extraído de algas marinhas que possui caráter 

hidrofílico, grânulos porosos, resistência mecânica e é inerte química e fisicamente (ZUCCA; 

FERNANDEZ-LAFUENTE; SANJUST, 2016). Os grupos hidroxilas presentes na sua 

estrutura podem ser funcionalizados quimicamente por agentes bifuncionais como a 

epicloridrina (DA SILVA et al., 2019), divinilsulfona (DOS SANTOS et al., 2015a) ou 

glutaraldeído (SATAR; ANSARI, 2017). Ela pode ser comercializada no formato de 

microesferas com diâmetros e tamanhos de poros variados, sendo a Sepharose® um dos 

produtos mais conhecidos.  

 

3.2.2 Grupos funcionais 

 

Para otimizar a estabilização de um biocatalisador imobilizado é importante o uso 

de protocolos de ativação que forneçam uma alta densidade superficial de grupos reativos. Os 

suportes heterofuncionais são materiais que possuem pelo menos dois grupos funcionais com 

diferentes funções em sua superfície. Eles podem produzir uma primeira imobilização, 

geralmente por adsorção, enquanto o outro grupo é responsável por promover a ligação 

covalente, permitindo o controle da imobilização e a possibilidade de formar ligações 

covalentes multipontuais (BARBOSA et al., 2013; ZAAK; SASSI; FERNANDEZ-

LAFUENTE, 2018). 

Os grupos funcionais do suporte que vão se ligar à enzima são chamados de braços 

espaçadores. Eles podem ser longos, evitando que o suporte seja um obstáculo estérico para a 

reação, ou podem ser curtos, fornecendo maior rigidez para a ligação e, consequentemente, 
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maior estabilidade (GARCIA-GALAN et al., 2011). Entre os grupos funcionais mais usados na 

ativação de suportes sólidos estão os grupos glioxil (ARANA-PEÑA et al., 2019), epóxido (DA 

SILVA et al., 2019), aldeídos (SATAR; ANSARI, 2017), glutâmico (RUEDA et al., 2016) e 

divinilsulfona (DOS SANTOS et al., 2015a). 

 

3.3 Ativação de suportes com divinilsulfona 

 

A divinilsulfona é uma molécula que pode ser utilizada para a ativação de matrizes 

contendo grupos hidroxila. Originalmente, ela foi aplicada na reticulação do gel de agarose para 

obter carreadores cromatográficos mais rígidos (PORATH; LS; JANSON, 1975). Suportes 

ativados com divinilsulfona (DVS) são adequados para a estabilização de enzimas por formar 

ligações covalentes multipontuais intensas, além de não necessitar de uma etapa de redução. 

Eles podem ser usados para imobilização em um amplo intervalo de pH (5 – 10), diferente do 

suporte octil-glioxil que requer pH alcalino para a imobilização, permitindo a ligação da enzima 

com diferentes orientações (DOS SANTOS et al., 2015a). 

A divinilsulfona é composta por dois grupos vinil (R-CH = CH2) e um grupo 

sulfona (R-S(=O)(=O)-R’), ao se ligar a um suporte um dos grupos vinil é desfeito, sendo 

chamado de grupo vinilsulfona. A estrutura química da divinilsulfona está demonstrada na 

FIGURA 4 e suas propriedades físico-químicas na TABELA 1. 

 

Figura 4 - Estrutura química da molécula de divinilsulfona 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

 

 

 

 

https://stringfixer.com/pt/Carbon
https://stringfixer.com/pt/Hydrogen
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Tabela 1 - Propriedades físico-químicas do composto divinilsulfona 

Propriedades Físico-Químicas 

Nome (IUPAC) 1-ethenylsulfonylethene 

Classe química Compostos sulfurosos 

Fórmula molecular C4H6O2S 

Peso molecular 118.15 

Cor Incolor 

Forma Líquida 

Ponto de ebulição 234.5 °C 

Ponto de fusão - 26.0 °C 

Ponto de fulgor 217 °F 

Densidade 1.18 g/cm3 a 20 °C 

Pressão de vapor 0.78 [mmHg] 
Fonte: PUBCHEM COMPOUND SUMMARY FOR CID 6496, DIVINYL SULFONE (2022). 

 

Alguns suportes homo e heterofuncionais têm sido ativados com grupos 

vinilsulfona para imobilização enzimática, como, por exemplo, a agarose, octil-agarose, SBA-

15 funcionalizado com grupos amino, nanopartículas magnéticas de Fe3O4 revestidas com ácido 

oleico, entre outros (ALBUQUERQUE et al., 2016; DOS SANTOS et al., 2015b; MEDINA-

CASTILLO et al., 2012; RIOS et al., 2016). 

Com a ativação usando DVS, foram obtidos melhores resultados que os 

encontrados com o suporte glioxil, que já foi descrito como o mais adequado para essa estratégia 

(MATEO, C. et al., 2006). Os grupos vinilsulfona podem reagir com aminas primárias e 

secundárias, hidroxilas, imidazol ou grupos tiol (ILAN; MORTON; CHANG, 1993; ORTEGA-

MUÑOZ et al., 2010) sendo estáveis em um amplo intervalo de pH (de 4 a 10) (DOS SANTOS 

et al., 2015a).   

De acordo com o pH escolhido para a imobilização, os grupos vinilsulfona 

apresentam reatividades distintas com os aminoácidos cisteína, lisina, histidina e tirosina, desse 

modo, é possível imobilizar a enzima sob diferentes orientações alterando os parâmetros de 

imobilização. Além disso, incubação em pH alcalino após a imobilização permite o aumento 

do número de ligações entre a enzima e o suporte ativado com divinilsulfona, aumentando a 

rigidez da ligação e evitando mudanças na estrutura da enzima (DOS SANTOS et al., 2015a, 

2015b).  

O suporte ativado com divinilsulfona é caracterizado por ter braços espaçadores 

relativamente longos, como pode ser observado na FIGURA 5, reduzindo possíveis obstáculos 

estéricos, entretanto, pode diminuir a rigidez da ligação covalente multipontual, obtendo uma 

menor estabilização enzimática se comparado aos suportes ativados com grupos glioxil (DOS 
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SANTOS et al., 2015b, 2015c). Apesar disso, suportes ativados com divinilsulfona foram 

empregados para a imobilização de diversas enzimas como lipases de Candida rugosa, 

Rhizomucor miehei, Thermomyces lanuginosus e Candida antarctica B, quimotripsina e β-

galactosidase (ALBUQUERQUE et al., 2016; DOS SANTOS et al., 2015a; PINHEIRO et al., 

2019; ZAAK; SASSI; FERNANDEZ-LAFUENTE, 2018). 

 

Figura 5 - Ativação da agarose com divinilsulfona e reação do suporte ativado com proteínas 

 

Fonte: Dos Santos; Rueda; Barbosa; Millán-linares et al. (2015). 

 

3.4 Imobilização da lipase de Thermomyces lanuginosus 

 

Thermomyces lanuginosus é um fungo filamentoso termófilo responsável pela 

produção de muitas enzimas de interesse comercial, como as lipases. A lipase de T. lanuginosus 

(TLL) contém 269 resíduos de aminoácidos, massa molecular de 31,7 kDa e ponto isoelétrico 

4,4 (JHA et al., 1999). Ela possui forma esférica de dimensões de 35Å × 45Å × 50 Å, com sítio 

ativo composto pela típica tríade catalítica Ser-His-Asp e uma tampa que cobre o sítio ativo em 

formato de alça móvel, correspondendo aos aminoácidos de posição 86 – 93 (DEREWENDA 

et al., 1994). A tampa possui resíduos hidrofóbicos na face interna que interagem com as regiões 

hidrofóbicas ao redor do sítio ativo, mantendo a enzima na conformação fechada e inativa. 

Enquanto na presença de superfícies hidrofóbicas a tampa é aberta conduzindo a enzima a sua 

forma ativa, pois o sítio ativo está acessível aos substratos (JACOB; SUTHINDHIRAN, 2020; 

MATEO, C. et al., 2007; ŠIBALIĆ et al., 2020). Este mecanismo, chamado de ativação 

interfacial, está demonstrado na TLL na FIGURA 6.  
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Figura 6 - Estrutura 3D da forma fechada e aberta de TLL 

 

Fonte: Protein Data Bank (PDB) obtido no Pymol vs. 0.99 Fernandez-lafuente (2010). 

 

A TLL na sua forma livre apresenta alta estabilidade entre 55 e 60 ºC e máxima 

atividade próximo de pH 9. A alta atividade e estabilidade da TLL permitem a sua aplicação 

em diversos meios de reação (FERNANDEZ-LAFUENTE, 2010; MONTEIRO et al., 2021; 

SHAHEDI et al., 2021). Preparações de TLL são comercializadas pela Novozymes como a 

Lipolase®, obtida a partir de TLL recombinante expressa em Aspergillus oryzae, além de 

também ser vendida na forma imobilizada em sílica por adsorção iônica, com o nome de 

Lipozyme TL IM® (FERNANDEZ-LAFUENTE, 2010; PENG et al., 2002). Apesar de ser uma 

enzima bastante estável, métodos de ativação de TLL podem promover melhor atividade 

catalítica e estabilidade, como, por exemplo, a imobilização pode mantê-la na sua conformação 

aberta constantemente (BASTIDA et al., 1998).  

A estabilização de uma enzima pode ser alcançada por meio da imobilização 

covalente multipontual. Essa ligação intensa entre enzima e suporte, que ocorre em valores de 

pH acima de 10, é resultado de uma orientação da superfície do suporte na região que contém 

maior densidade de grupos lisina da enzima (MATEO, C. et al., 2010). Como a TLL possui 

apenas 7 resíduos de lisina (DEREWENDA et al., 1994), a imobilização covalente se torna 

mais lenta. A aminação química é uma alternativa para a obtenção desse tipo de ligação 

covalente, além de permitir a imobilização em valores de pH abaixo de 10. A imobilização de 

TLL aminada melhorou a estabilização em até 5 vezes se comparada a enzima não modificada 

e obteve atividade recuperada de aproximadamente 70 % (RODRIGUES et al., 2009). 

Estudos de imobilização da TLL demonstraram que as propriedades da enzima 

podem ser moduladas pelas condições de imobilização em octil-agarose, alterando a 

estabilidade, atividade e especificidade (LOKHA et al., 2020). Similarmente, também foi 

demonstrado que a depender do pH de imobilização em resinas hidrofóbicas, a 
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regiosseletividade da enzima pode ser distinta. De tal modo que foram obtidas preparações de 

TLL capazes de hidrolisar a posição 2 dos triglicerídeos (ABREU SILVEIRA et al., 2017), 

apesar de a TLL ser reconhecida como uma lipase específica da posição 1,3 (FERNANDEZ-

LAFUENTE, 2010).  

A TLL imobilizada tem sido aplicada em processos de produção de biodiesel. Dizge 

e colaboradores (2009) imobilizaram a TLL covalentemente em uma matriz polimérica 

microporosa contendo grupos aldeídos, obtendo eficiências de imobilização acima de 80 % e 

manutenção da atividade enzimática por até 10 ciclos. Também foram desenvolvidos CLEAs 

de TLL combinados com nanopartículas magnéticas, o que permitiu combinar características 

como alta especificidade, estabilidade e fácil recuperação da enzima resultando em um 

catalisador promissor para a produção de biodiesel (ZHANG et al., 2015). A Lipozyme-TL IM 

também conseguiu catalisar a transesterificação de óleo de cozinha residual para a produção de 

biodiesel, retendo 36 % da atividade inicial a 45 °C e 1 % a 55 °C após o sétimo ciclo (YAGIZ; 

KAZAN; AKIN, 2007).  

 

3.5 Imobilização da lipase B de Candida antarctica (CALB) 

 

A levedura Candida antarctica foi inicialmente isolada de sedimentos coletados do 

fundo do lago hipersalino e coberto de gelo chamado Vanda, localizado na Antártida 

(NIELSEN; ISHII; KIRK, 1999). Duas α/β hidrolases desta levedura, denominadas lipase A 

(CALA) e lipase B (CALB) foram caracterizadas, purificadas, clonadas e superexpressas em 

Aspergillus oryzae (HØEGH et al., 1995). CALA e CALB estão entre as lipases mais usadas 

em biocatálise. CALA é uma enzima muito interessante, por possuir alta estabilidade térmica e 

por atuar na hidrólise das ligações éster na posição sn-2 dos triglicerídeos. Entretanto, a CALB 

tem se mostrado uma enzima com mais vantagens devido à melhor atividade dessa enzima em 

comparação com a CALA contra os substratos mandelato de metila ou triacetina (ARANA-

PEÑA; LOKHA; FERNÁNDEZ-LAFUENTE, 2019).  

A CALB é uma enzima globular composta por 317 resíduos de aminoácidos, com 

massa molecular de 33 kDa, ponto isoelétrico 6 e seu sítio ativo é constituído pela tríade 

catalítica Serina 105/Histidina 224/Aspartato 187 (UPPENBERG et al., 1994). Aminoácidos 

como valina, leucina, isoleucina, glicina e alanina contribuem com 40,1 % da sequência 

proteica, enquanto serina e treonina contribuem com 18,3 % do total de aminoácidos. Os demais 

aminoácidos consistem em 15,8 % de ácido aspártico, ácido glutâmico, asparagina e glutamina; 
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9,46 % para prolina; 7,6 % para triptofano, tirosina e fenilalanina; 5,6 % para arginina, lisina e 

histidina; e finalmente os últimos 3,15 % correspondem a cisteína e metionina (UPPENBERG 

et al., 1994). 

O pH ótimo da CALB para a catálise é 7, embora seja estável em meio aquoso em 

um intervalo de pH 3,5 a 9,5. A temperatura de desnaturação varia entre 50 °C e 60 °C, 

dependendo do pH do tampão usado, valores de pH mais baixos dão mais estabilidade à enzima, 

suportando maiores temperaturas (ANDERSON; LARSSON; KIRK, 1998).  

A CALB possui uma “tampa” muito pequena que não isola totalmente o centro 

ativo do meio, dessa forma ela não sofre um aumento de atividade pela ativação interfacial. 

Apesar disso, ela foi imobilizada com sucesso em diversos suportes hidrofóbicos como o 

Eupergit C (BARBOSA et al., 2010), octil-agarose (ARANA-PEÑA et al., 2020b) e octil-

glioxil-agarose (RUEDA et al., 2015), pois ainda pode ficar adsorvida neles através das áreas 

hidrofóbicas próximas ao seu centro ativo (BASTIDA et al., 1998; FERNANDEZ-LAFUENTE 

et al., 1998). Além disso, a pequena “tampa” faz com que esta enzima não tenha tendência a 

formar dímeros lipase-lipase (PALOMO, J. M. et al., 2005, 2004). 

A CALB é encontrada comercialmente na forma imobilizada com o nome de 

Novozym 435, produzida pela Novozymes, ela foi imobilizada via ativação interfacial na resina 

acrílica macroporosa Lewatit VP OC 1600 e o primeiro documento que relata o seu uso é de 

1992. Apesar de apresentar alguns problemas em seu uso, como lixiviação enzimática e 

fragilidade mecânica, ele é um biocatalisador de muito sucesso com aplicações em diversas 

áreas (ORTIZ et al., 2019). 

A imobilização da CALB tem sido bastante descrita como uma alternativa para 

melhorar suas características e estabilidade. Dos Santos e colaboradores (2015d) imobilizaram 

a CALB em agarose ativada com divinilsulfona e concluíram que a mudança no pH de 

imobilização permitiu alterar a atividade, estabilidade e especificidade da enzima e a incubação 

em condições alcalinas também apresentou mudanças nas características iniciais da CALB. 

Hernandez e colaboradores (2011) imobilizaram a CALB em octadecil-sepabeads 

e puderam demonstrar este biocatalisador é estável para uso na presença de altas concentrações 

de peróxido de hidrogênio. A enzima não apresentou modificações pela incubação em peróxido 

de hidrogênio. Para obtenção desse resultado, foi feita uma comparação com a CALB da 

Novozym 435, esta aumentou sua mobilidade eletroforética, enquanto a CALB imobilizada em 

octadecil Sepabeads permaneceu quase inalterada. 
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A CALB também foi imobilizada em quitosana ativada com divinilsulfona, o 

protocolo de ativação foi otimizado, produzindo um biocatalisador mais estável, além de 

apresentar melhores atividades na hidrólise do hexanoato de etila quando comparado aos 

resultados encontrados na literatura (PINHEIRO et al., 2019). 

 

3.6 Bloqueio com nucleófilos 

 

Como ponto final da reação de imobilização, é recomendado realizar o bloqueio 

dos grupos funcionais remanescentes não ocupados pela enzima. A escolha do agente para o 

bloqueio irá depender das propriedades da enzima, entre os mais utilizados estão a 

etilenodiamina, glicina, ácido aspártico, lisina, cisteína e mercaptoetanol. 

Os protocolos de bloqueio costumam usar altas concentrações de agente, variando 

entre 1 e 3 molar, dependendo da solubilidade, e pH alcalino (BONOMI et al., 2013). Essa 

etapa previne reações não controladas entre enzima e suporte após a imobilização e também 

podem ser usados para solucionar problemas de hidrofobicidade do suporte (BARBOSA et al., 

2013). A hidrofobicidade do suporte é favorável para a imobilização enzimática, mas pode ser 

um problema para a estabilização final da enzima. Foi demonstrado que o uso de compostos 

hidrofílicos (como os aminoácidos) na etapa de bloqueio pode compensar estes problemas 

(MATEO, C. et al., 2002). 

O bloqueio de grupos remanescentes também modifica as interações enzima-

suporte, influenciando diretamente a estabilidade, atividade e especificidade do biocatalisador 

(DOS SANTOS et al., 2015e). Neste trabalho, foram escolhidos quatro agentes de bloqueio: 

ácido aspártico, glicina, etilenodiamina e hexilamina, cujas estruturas químicas estão 

demonstradas na FIGURA 7. 
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Figura 7 - Estrutura química dos nucleófilos usados para o bloqueio dos biocatalisadores 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

Eles ficarão ligados ao suporte através de interações covalentes muito estáveis, 

tornando as superfícies dos biocatalisadores diferentes em cada bloqueio. O ácido aspártico 

possui dois grupos aniônicos e um catiônico, a etilenodiamina possui dois grupos catiônicos, a 

hexilamina possui um grupo amino secundário que se ligará ao suporte e também uma longa 

cadeia alifática que estará em contato com a enzima, e por fim, a glicina possui pequenos grupos 

muito hidrofílicos, sendo um grupo catiônico e um aniônico (SOUZA et al., 2021). 

 

3.7 Espectroscopia de fluorescência 

 

A espectroscopia de fluorescência é um método utilizado para o estudo da estrutura, 

dinâmica e interações de proteínas em solução (EFTIN, 1991). Este método é uma ferramenta 

importante no desenvolvimento de pesquisas em bioquímica por sua robustez, alta sensibilidade 

(pequena quantidade de amostra necessária) e por permitir a obtenção de informações sobre 

proteínas com pouca modificação da sua estrutura (CHAN et al., 2013).  

Moléculas em seu estado natural, também chamado de estado fundamental, 

apresentam uma configuração cuja energia total é a menor possível. Após absorver radiação, a 

molécula assume uma nova configuração de maior energia, chamada de estado excitado, e então 

pode voltar ao estado fundamental emitindo ou não radiação. A fluorescência é um fenômeno 

que ocorre em uma molécula cromófora após ela absorver fótons do ambiente, eles elevam a 
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energia dos elétrons dessa molécula, passam pelo processo de transição do estado excitado ao 

fundamental e então emitem fótons (EFTIN, 1991; LAKOWICZ, 2006). 

A fluorescência ocorre tipicamente em moléculas aromáticas, como é o exemplo da 

quinina. Grupos fluorescentes intrínsecos (que estão contidos na própria molécula) e 

extrínsecos (que podem ser adicionados ao sistema) são chamados de fluoróforos. Eles 

absorvem a luz em um comprimento de onda específico (chamado de comprimento de onda de 

excitação, λEX), e após um intervalo, denominado de tempo de decaimento da fluorescência (τ), 

a energia é emitida em um comprimento de onda mais longo e específico (chamado de 

comprimento de onda de emissão, λEM) (GHISAIDOOBE; CHUNG, 2014). 

Proteínas contendo os aminoácidos aromáticos fenilalanina, tirosina e triptofano 

absorvem e fluorescem na faixa ultravioleta de 250 – 400 nm. Entre eles, o triptofano é o mais 

estudado e possui o maior rendimento quântico, que é a medida correspondente à eficiência da 

conversão dos fótons absorvidos durante a excitação em fótons de emissão (CHAN et al., 2013). 

Uma propriedade que diferencia a fluorescência do triptofano das demais é o fato dele 

apresentar dois tempos de vida de fluorescência diferentes (∼0,5 e ∼3,1 ns), estudos indicam 

que os dois tempos são inerentes à estrutura do Trp e independentes do comprimento de onda 

de excitação (GHISAIDOOBE; CHUNG, 2014). 

A fluorescência do triptofano é muito sensível à polaridade do meio, pH ou presença 

de inibidores, assim, o seu comprimento de onda de emissão é bastante variável entre as 

proteínas. Por exemplo, o uso de suportes hidrofóbicos, como o octil-agarose, pode promover 

um ambiente mais hidrofóbico para os resíduos de triptofano e assim aumentar a sua intensidade 

de fluorescência intrínseca. Enquanto os resíduos de triptofano que se tornaram mais expostos 

ao solvente após a imobilização vão apresentar uma intensidade de fluorescência intrínseca 

mais baixa (LOKHA et al., 2020).  

A aplicação de técnicas de fluorescência em estudos de imobilização de lipases 

contribui para elucidar a causa de variações na atividade, especificidade ou estabilidade da 

enzima que podem ser causadas por rearranjos estruturais. Suportes à base de agarose tornam 

possíveis tais estudos devido à transparência desse material (ZUCCA; FERNANDEZ-

LAFUENTE; SANJUST, 2016).  

A lipase B de Candida antarctica (CALB) foi imobilizada em suporte ativado com 

divinilsulfona sob diferentes condições. Como resultado, as características entre as preparações 

foram alteradas, sugerindo a ligação ao suporte por diferentes orientações da enzima. Essas 
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diferenças foram confirmadas pelo espectro de fluorescência, com a formação de diferentes 

estruturas após a imobilização (DOS SANTOS et al., 2015b). 

Zaak e colaboradores (2017) imobilizaram as lipases Lecitase Ultra, CALB e TLL 

em suporte octil-glioxil para avaliar o efeito da natureza do tampão na estabilidade das enzimas. 

Nesse trabalho, a espectroscopia de fluorescência revelou um rearranjo estrutural nas enzimas 

imobilizadas na presença de alta de concentração de fosfato (ZAAK et al., 2017b).  

Em outro estudo, a TLL foi imobilizada por ativação interfacial em octil-agarose 

sob 16 condições diferentes, sendo avaliadas as propriedades enzimáticas dos biocatalisadores 

preparados. Os resultados indicaram que as condições de imobilização determinaram as 

propriedades finais da enzima, então foi realizado uma análise de fluorescência que confirmou 

a existência de diferentes estruturas tridimensionais, correlacionando tais diferenças estruturais 

com as diferenças funcionais encontradas (LOKHA et al., 2020).  
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4 METODOLOGIA 

 

4.1 Ativação do suporte Octil-VS 

 

O suporte octil foi ativado conforme o protocolo descrito por Albuquerque e 

colaboradores (2016), com adaptações. Uma porção de 10 g de octil-agarose foram adicionados 

a uma solução de 2,5 mL de divinilsulfona e 66,6 mL de tampão carbonato de sódio 333 mM 

pH 11,5, obtendo uma concentração final de 0,35 M de divinilsulfona. A ativação ocorreu sob 

agitação leve por 2 horas e então o suporte octil-VS foi lavado abundantemente com água, seco 

à vácuo e armazenado a 4 °C. 

 

4.2 Imobilização enzimática 

 

Uma porção de 10 g do suporte octil-vinilsulfona (OC-VS) foi suspensa em 100 mL 

de cada solução enzimática, TLL (2 mg/g) e CALB (1 mg/g), ambas preparadas em tampão 

acetato de sódio 5 mM e pH 5. O pH de imobilização foi escolhido porque nele a taxa de 

imobilização de proteínas aos grupos vinilsulfona é baixa, permitindo apenas a imobilização 

por ativação interfacial com os grupos octil disponíveis no suporte (DOS SANTOS et al., 

2015a). Após a completa imobilização da enzima, os biocatalisadores OC-VS-TLL e OC-VS-

CALB foram incubados em tampão carbonato de sódio 50 mM pH 8 durante 4 horas para 

permitir a formação das ligações covalentes (ALBUQUERQUE et al., 2016). A imobilização e 

a incubação foram acompanhadas periodicamente com medidas da atividade enzimática do 

suporte e do sobrenadante usando pNPB como substrato. Para a imobilização da CALB em 

suporte octil, foi seguido o mesmo protocolo citado acima, com exceção da etapa de incubação 

em pH 8.  

 

4.2.1 Bloqueio com diferentes nucleófilos 

 

Como etapa final da reação, o biocatalisador imobilizado OC-VS-TLL e OC-VS-

CALB foram incubados com diferentes nucleófilos: etilenodiamina (EDA), hexilamina (HA), 

glicina (Gli) e ácido aspártico (ASP) na concentração de 2 M, pH 8 por 24 horas (10 mL de 

solução de bloqueio por grama de suporte). Essa etapa tem a função de bloquear os grupos 



40 
 

 
 

reativos remanescentes (ALBUQUERQUE et al., 2016). Os biocatalisadores foram lavados 

abundantemente com água, secos à vácuo e armazenados a 4 °C. 

 

4.3 Determinação da atividade enzimática usando diferentes substratos 

 

• p-nitrofenilbutirato (pNPB): A atividade enzimática foi determinada pela medida de 

p-nitrofenol liberado pela hidrólise do pNPB. 50 μL de pNPB 50 mM em acetonitrila 

foi adicionado em 2,5 mL de tampão fosfato 25 mM pH 7. A reação é iniciada com a 

adição de 50 μL de enzima (livre ou imobilizada) e quantificada a 348 nm por 90 

segundos sob agitação magnética. Uma unidade de atividade enzimática é definida 

como a quantidade de enzima capaz de hidrolisar 1 μmol de pNPB por minuto a 25 °C 

e pH 7 (sob essas condições, ε = 5150 M−1 cm−1) (LOMBARDO; GUY, 1981); 

 

• Triacetina: Foi preparada de 2 a 4 mL de solução de 50 mM de triacetina em tampão 

fosfato de sódio 50 mM a 25 °C e pH 7. A essa solução foi então adicionado de 0,05 – 

0,1 g do biocatalisador sob leve agitação. A esse pH, a produção de 1,2 diacetina sofre 

migração acil e uma mistura com 1,3 diacetina é obtida. A reação de conversão foi 

determinada por HPLC usando coluna Kromasil C18 (15 cm × 0.46 cm). As amostras 

foram analisadas usando uma solução de 15-85 % (v/v) de acetonitrila-água como fase 

móvel a uma vazão de 1 mL/min e a detecção foi realizada com um detector UV a 230 

nm. Conversões na faixa de 15 a 20 % foram usadas para calcular as taxas de reação 

inicial. Os tempos de retenção foram de 4 minutos para ambos produtos e 18 minutos 

para o substrato; 

 

• (R)- e (S)- mandelato de metila: A reação foi realizada usando 50 mM de R- ou S- 

mandelato de metila em 50 mM de tampão fosfato de sódio a pH 7,0 e 25 °C. De 0,5 – 

3,5 mL do substrato foi adicionado a 0,025 – 0,5 g de biocatalisador, sob agitação leve. 

O produto foi analisado em HPLC usando uma coluna Kromasil C18 (15 cm × 0,46 cm) 

tendo como fase móvel uma solução de 35 % de acetonitrila/65% água Mili-Q contendo 

10 mM de acetato de amônio a pH 2,8 e fluxo de 1 mL/min. Os compostos foram 

determinados com detector UV/VIS a 230 nm e os tempos de retenção foram de cerca 

de 2,4 minutos para ácido mandélico e 4,2 minutos para mandelato de metila. 

Conversões entre 15 e 20 % foram usadas para calcular as taxas de reação inicial. 
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4.4 Inativações enzimáticas 

 

As inativações dos biocatalisadores foram realizadas em pH 5, 7 e 9 e em diferentes 

temperaturas, pois devido as distintas estabilidades encontradas, foi necessário selecionar 

diferentes temperaturas para cada valor de pH. Amostras dos biocatalisadores obtidos pela 

imobilização de TLL em octil-VS e de CALB, em octil e octil-VS, foram incubadas em tampão 

acetato de sódio 50 mM pH 5 a 74 °C para a TLL e 80 °C para a CALB, tampão Tris 50 mM 

pH 7,0 a 73 °C para a TLL e 75 °C para a CALB (tampão fosfato não foi utilizado pelo seu 

efeito negativo na imobilização de lipases (KORNECKI et al., 2020; ZAAK et al., 2017b), e 

tampão carbonato de sódio 50 mM pH 9 a 71 °C para a TLL e 60 °C para a CALB. 

Periodicamente, a atividade residual foi mensurada usando pNPB como substrato. 

A atividade residual foi calculada como a porcentagem remanescente da atividade inicial. Para 

a análise das amostras dos biocatalisadores inativados, o curso de inativação foi interrompido 

quando a atividade residual estava em aproximadamente 75 %, 50 % e 25 %. Os 

biocatalisadores parcialmente inativados foram lavados com tampão Tris 50 mM pH 7, filtrados 

à vácuo e armazenados a 25 °C por 24 horas para permitir possíveis reativações das enzimas 

inativadas, e então foram armazenados a 4 °C para análise das atividades com os demais 

substratos e estudo de fluorescência.  

 

4.5 Análise de fluorescência 

 

A fluorescência intrínseca dos biocatalisadores imobilizados de TLL e CALB, 

suspensos em tampão Tris-HCl 100 mM pH 7, foram analisadas e forneceram informações 

sobre as diferenças estruturais entre eles após passarem por distintos bloqueios e condições de 

inativação. O volume de 100 μL de uma suspensão 1:10 (m/v) de cada biocatalisador contendo 

20 µg de proteína para a TLL e 10 µg de proteína para a CALB foram adicionados em uma 

placa escura de poliestireno de 96 poços. A análise foi feita com excitação a 280 nm, com 

espectro de emissão de 300 a 500 nm e intervalo de 2 nm, em leitor de microplacas Synergy 

Mx, BioTek® utilizando o software Gen5. A variação da intensidade de fluorescência máxima 

(ΔImax) e do comprimento de onda máximo (Δλmax) foram calculados subtraindo os espectros 

dos suportes bloqueados sem enzima imobilizada dos espectros contendo a TLL e a CALB 

imobilizada. 
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4.6 Análise estatística 

 

Os dados de atividade enzimática obtidos durante e após as inativações foram 

avaliados estaticamente por análise de variância (ANOVA) e teste de Tukey a 95 % de nível de 

significância. O software Origin Pro 8.5 foi usado para processar os dados. 
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5 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

PARTE I: Lipase de Thermomyces lanuginosus (TLL) 

 

5.1 Artigo publicado 

 

Priscila M. Paiva Souza, Diego Carballares, Nerea Lopez-Carrobles, Luciana R.B. 

Gonçalves, Fernando Lopez-Gallego, Sueli Rodrigues, Roberto Fernandez-Lafuente, Enzyme-

support interactions and inactivation conditions determine Thermomyces lanuginosus lipase 

inactivation pathways: Functional and florescence studies, International Journal of Biological 

Macromolecules, Volume 191, 2021, Pages 79-91, ISSN 0141-8130, 

https://doi.org/10.1016/j.ijbiomac.2021.09.061. 

 

5.2 Imobilização de TLL em suporte octil-VS 

 

A enzima TLL foi imobilizada por ativação interfacial em octil-VS, usando uma 

concentração de 2 mg de enzima por g de suporte, sob as condições citadas anteriormente na 

sessão de Materiais e Métodos. O pH 5 para a imobilização foi escolhido para permitir apenas 

a imobilização por adsorção da enzima aos grupos octil, pois a taxa de imobilização de grupos 

VS é baixa nessa condição (DOS SANTOS et al., 2015a). A enzima foi imobilizada aos 30 

minutos de reação, obtendo uma porcentagem de imobilização de 98 % e atividade final de 

20,31 U/mL, como é possível observar na TABELA 2. O pouco tempo para a imobilização se 

deu pois, sob baixa força iônica, lipases de diversas fontes são adsorvidas rapidamente ao 

suporte (FERNANDEZ-LAFUENTE et al., 1998).  

 

Tabela 2 – Atividade enzimática durante a imobilização de TLL (2 mg/g) em octil-VS usando 

p-NPB como substrato. As condições de imobilização estão descritas na sessão 4.2 de Materiais 

e Métodos 

 

 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

Tempo (minutos) Atividade enzimática (U/mL) 

0 25,56 ± 0,56 

30 (sobrenadante) 0,45 ± 0,02 

30 (suspensão) 20,31 ± 1,17 
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Após a imobilização, o biocatalisador foi incubado em tampão carbonato 50 mM 

pH 8 durante 4 horas para permitir a formação de ligações covalentes entre a enzima e os grupos 

VS do suporte (ALBUQUERQUE et al., 2016). A atividade enzimática durante a incubação 

(TABELA 3) inicialmente apresentou um aumento na atividade, possivelmente devido à 

mudança de pH e as novas interações formadas. Ao decorrer da incubação, houve uma queda 

na atividade relativa, finalizando esta etapa com 92 % de atividade em relação à etapa anterior 

de imobilização a pH 5. 

O aumento e posterior diminuição na atividade relativa pode ser explicado por uma 

formação de um gradiente de pH. Gradientes internos de pH podem ser formados em enzimas 

imobilizadas em suportes porosos e isso pode ser considerado uma desvantagem, uma vez que 

o pH interno do suporte torna-se diferente daquele do meio. Se o valor de pH externo não 

corresponder ao pH ideal para a atividade enzimática, como na situação do início da incubação 

em pH 8, é possível que a presença de gradientes de pH resulte em aumento da atividade, mas 

ao passar do tempo de incubação ocorre um equilíbrio do pH interno e externo e a atividade 

diminui (RODRIGUES et al., 2013). 

 

Tabela 3 – Atividade enzimática de TLL medida com pNPB durante a incubação em tampão 

carbonato de sódio 50 mM pH 8 

Biocatalisador Atividade relativa (%) 

OC-VS-TLL (após imobilização) 100 ± 5,7 

OC-VS-TLL (0h de incubação) 121,5 ± 14 

OC-VS-TLL (1h de incubação) 114,8 ± 0,7 

OC-VS-TLL (2h de incubação) 118 ± 1,4 

OC-VS-TLL (3h de incubação) 97,1 ± 5,6 

OC-VS-TLL (4h de incubação) 92 ± 0,4 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

5.3 Efeito do bloqueio nos biocatalisadores OC-VS-TLL 

 

Após a incubação a pH 8, os grupos vinilsulfona remanescentes foram bloqueados 

com 4 diferentes nucleófilos visando modular as propriedades da enzima e também alterar as 

interações entre enzima e suporte. Estudos anteriores com lipases imobilizadas em suportes 
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divinilsulfona demonstraram que a etapa de bloqueio permite alterar a atividade enzimática, 

estabilidade e especificidade dessas enzimas (DOS SANTOS et al., 2015e). O bloqueio teve 

duração de 24 horas, e obtiveram-se os biocatalisadores OC-VS-TLL-ASP, bloqueado com 

ácido aspártico, OC-VS-TLL-GLI, bloqueado com glicina, OC-VS-TLL-EDA, bloqueado com 

etilenodiamina e OC-VS-TLL-HA, bloqueado com hexilamina. 

Na TABELA 4, são apresentadas as atividades enzimáticas de cada biocatalisador 

após a incubação por 24 h em cada agente de bloqueio. 

 

Tabela 4 – Efeito do agente de bloqueio no biocatalisador OC-VS-TLL. A atividade enzimática 

foi medida com pNPB durante a incubação com diferentes nucleófilos por 24h a pH 8 

Biocatalisador Atividade relativa (%) 

OC-VS-TLL 100 ± 0,4 

OC-VS-TLL-ASP 125,2 ± 9,6 

OC-VS-TLL-GLI 127,9 ± 6,9 

OC-VS-TLL-EDA 114,5 ± 3 

OC-VS-TLL-HA 58,1 ± 3,8 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

As atividades de ASP, GLI e EDA apresentaram um aumento em relação à atividade 

antes do bloqueio, enquanto no bloqueio com HA houve maior redução de atividade, 

alcançando 58 % de atividade relativa. Esse comportamento é similar ao encontrado por Dos 

Santos (2015e), em que a enzima TLL imobilizada em octil-VS após incubação com hexilamina 

apresentou uma diminuição significativa da atividade enzimática. O que indica que esse 

reagente afeta negativamente as propriedades da enzima ou pode impedir uma interação 

adequada entre enzima e suporte. Para os outros agentes de bloqueio não ocorreram mudanças 

significativas na atividade.  

 

5.4 Efeito da atividade dos biocatalisadores versus diferentes substratos 

 

As atividades iniciais dos diferentes biocatalisadores bloqueados contra os 4 

diferentes substratos usados nesse trabalho são mostrados na TABELA 5.  
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Tabela 5 – Atividade em U/g de diferentes biocatalisadores TLL imobilizados contra os 

substratos (R)- e (S)- metil mandelato, triacetina e pNPB 

*A atividade foi multiplicada por 100. 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

Usando pNPB como substrato, os biocatalisadores apresentaram maior atividade, e 

somente o biocatalisador bloqueado com hexilamina teve uma atividade menor se comparado 

às outras preparações. O biocatalisador bloqueado com EDA apresentou atividade 

aproximadamente 10 % maior se comparado com as outras duas preparações (ASP e GLI). Esse 

mesmo comportamento foi relatado em trabalhos anteriores, no qual a etapa de bloqueio com 

nucleófilos produziu um aumento na atividade enzimática de TLL usando pNPB como 

substrato (DOS SANTOS et al., 2015e). 

Triacetina é o segundo melhor substrato para esses biocatalisadores, apesar do 

biocatalisador bloqueado com hexilamina ter atividade mais de 12 vezes menor se comparado 

ao biocatalisador bloqueado com EDA. Este é o de maior atividade, com aproximadamente 30 

% a mais do que os outros dois biocatalisadores. A atividade de ambos os isômeros de metil 

mandelato são muito baixas, sem preferência relevante entre um dos isômeros. Os 

biocatalisadores bloqueados com EDA e glicina tiveram a maior atividade usando o isômero R, 

enquanto o bloqueado com HA foi novamente o menos ativo (menor que 40 %). Com o isômero 

S os biocatalisadores bloqueados com EDA e ácido aspártico foram os mais ativos, seguido do 

bloqueado com glicina. Desse modo, os biocatalisadores iniciais (sem inativação) apresentaram 

especificidades diferentes em relação a esses 4 substratos, sugerindo que os diferentes 

biocatalisadores podem ter uma estrutura inicial diferente como resultados dos diferentes 

bloqueios. 

 

 

Atividade (U/g de biocatalisador) 

Preparação 

de TLL 

Agente de 

Bloqueio 
pNPB Triacetina 

(R)-Metil 

mandelato* 

(S)-Metil 

mandelato* 

 ASP 197,5 ± 11,8 61,9 ± 3,9 5,52 ± 0,27 7,32 ± 0,51 

OC-VS-

TLL 
GLI 203,2 ± 14,2 67,3 ± 4,6 6,07 ± 0,29 6,68 ± 0,40 

 
EDA 222,9 ± 15,6 85,1 ± 6,8 6,22 ± 0,32 7,29 ± 0,49 

 HA 88,4 ± 7,1 6,9 ± 0,4 2,38 ± 0,13 2.16 ± 0,11 
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5.5 Inativações térmicas dos biocatalisadores TLL 

 

A FIGURA 8 mostra o curso de inativação dos 4 biocatalisadores de TLL em pH 

5, 7 e 9. Foram realizados testes para adequação da temperatura de cada inativação e então 

selecionadas 74 °C para o pH 5, 73 °C para o pH 7 e 71 °C para o pH 9. Essas temperaturas 

foram ajustadas para permitir a obtenção de cursos de inativação confiáveis para todos os 

biocatalisadores no pH determinado, pois foram obtidas preparações com diferentes 

estabilidades. 

 

Figura 8 – Cursos de inativação dos biocatalisadores OC-VS-TLL-ASP (■), OC-VS-TLL-GLI 

(●), OC-VS-TLL-EDA (▲) e OC-VS-TLL-HA (♦). Condições de inativação: (A) Tampão 

acetato de sódio 50 mM pH 5 e 74 °C; (B) Tampão Tris HCl 50 mM p H 7,0 e 73 °C; (C) 

Tampão carbonato de sódio 50 mM pH 9,0 e 71 °C 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 
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A pH 5 e 9 (FIG. 8A e 8C), o biocatalisador bloqueado com glicina mostrou-se o 

mais estável, seguido do bloqueado com aspártico, EDA e por último o menos estável foi o 

bloqueado com hexilamina. A pH 7 (FIG. 8B) o biocatalisador bloqueado com glicina continua 

sendo o mais estável, seguido do aspártico, enquanto os cursos de inativação de EDA e 

hexilamina foram muito similares. Portanto, a glicina, que apresenta grupos catiônicos e 

aniônicos em sua estrutura (FIGURA 7), é o agente que fornece maior estabilidade no bloqueio 

de biocatalisadores OC-VS-TLL. Esse comportamento também foi observado por Albuquerque 

e colaboradores (2016) com a análise de estabilidade de preparações de lipases imobilizadas 

em OC-VS a pH 5. 

Os agentes de bloqueio EDA e HA, que possuem natureza catiônica na superfície 

de suporte, apresentaram a menor estabilidade enzimática. Provavelmente, as interações 

produzidas no bloqueio ajudaram a manter estruturas enzimáticas errôneas durante a inativação 

enzimática, tornando-se negativas para a estabilidade da enzima (VIRGEN-ORTÍZ et al., 2016, 

2017b). O ácido aspártico, que possui natureza aniônica (2 grupos aniônicos e 1 grupo 

catiônico), apresentou diferenças na estabilidade do bloqueio se comparado à glicina. Essas 

diferenças podem ser causadas pelo segundo grupo aniônico ou pelo maior tamanho do 

aspártico, facilitando a interação com mais grupos da enzima imobilizada se comparados com 

a glicina. 

Estudos sugerem que a superfície do suporte com caráter iônico semelhante ao da 

enzima pode colaborar positivamente para a estabilidade enzimática, pois certa repulsão entre 

enzima e superfície do suporte ajudam a manter a conformação da enzima (LIU, H. et al., 2014; 

LIU, H.; DONG; SUN, 2015; WANG; DONG; SUN, 2011; YANG et al., 2012; YU; DONG; 

SUN, 2012). No entanto, isso não é totalmente seguido com a TLL, pois a glicina foi o agente 

de maior estabilidade entre os biocatalisadores. Albuquerque e colaboradores (2016) utilizaram 

a TLL imobilizada em suporte octil ativado com divinilsulfona obtendo um tempo de meia vida 

de aproximadamente 30 minutos em uma inativação em tampão acetato 50 mM, pH 5 a 70 °C. 

Portanto, pode-se concluir que as preparações de TLL bloqueadas com ácido aspártico, glicina 

e EDA forneceram uma maior estabilidade aos biocatalisadores se comparados a essa mesma 

condição de inativação.  

Após as inativações, foram obtidas preparações de diferentes atividades residuais, 

aproximadamente 75 %, 50 % e 25 %, e elas tiveram o efeito das inativações analisadas sob 

diferentes substratos e por espectro de fluorescência. 
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5.6 Reativação enzimática usando pNPB como substrato 

 

As atividades de diferentes amostras dos biocatalisadores foram medidas por pNPB 

durante a inativação e após 24 h de incubação a pH 7 e 25 °C (TABELA 6) para permitir a 

reativação da enzima nesse período e evitar que a determinação da atividade pudesse sofrer 

interferências. 

Na inativação a pH 5, o biocatalisador bloqueado com ácido aspártico apresentou 

uma maior recuperação da atividade após 24 h nas amostras mais ativas (75 % e 50 %), 

aumentando de 63 % para 90 % e de 50 % para 71 %. Enquanto no último ponto (25 %), a 

preparação bloqueada com EDA obteve maior reativação, passando de 26 para 57 % de 

atividade. Na inativação a pH 7, o biocatalisador bloqueado com EDA apresentou a maior 

recuperação de atividade em todos os pontos analisados. Em geral, as enzimas inativadas em 

pH 7 recuperaram menos atividade do que as inativadas em pH 5. Entretanto, para as amostras 

inativadas a pH 9, a preparação bloqueada com EDA apresentou menor recuperação de 

atividade, passando de 22 % para 31 % no último ponto (25 %), enquanto as bloqueadas com 

aspártico recuperaram a maior atividade no biocatalisador mais inativado (25 %), passando de 

22 % para 62 %. No segundo ponto analisado (50 %), o biocatalisador bloqueado com glicina 

permitiu a maior reativação enzimática, passando de 45 % para 88 % após 24 horas. 

Portanto, todos os biocatalisadores puderam recuperar parte da sua atividade 

perdida na inativação, como já foi reportado anteriormente (SOLER et al., 1997; SUESCUN et 

al., 2015). A recuperação da atividade enzimática depende das interações produzidas entre a 

enzima e a superfície do suporte (ALBUQUERQUE et al., 2016; DOS SANTOS et al., 2015a, 

2015b, 2015d, 2015e), e também das condições de inativação, o que pode alterar a via de 

inativação (SANCHEZ et al., 2016). 

 

 

 

 



50 
 

 
 

Tabela 6 – Atividade residual dos diferentes biocatalisadores de TLL durante o curso de inativação, a pH 5 e 74 °C, pH 7 e 73 °C e pH 9 e 71 °C, 

e após 24 h de incubação a pH 7 e 25 °C usando pNPB como substrato 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

Atividade residual (%) 

Condição de 

inativação 

Asp Gli EDA HA 

Inativação Após 24h Inativação Após 24h Inativação Após 24h Inativação Após 24h 

p
H

 5
 

75% 63,3 ± 3,1 90,3 ± 1,3 74,3 ± 2,1 88,1 ± 4,0 59,4 ± 3,0 78,3 ± 3,3 61,4 ± 3,3 81,2 ± 3,9 

50% 50,3 ± 1,8 71,3 ± 3,1 43,6 ± 3,2 68,1 ± 2,9 46,5 ± 2,3 66,6 ± 2,8 47,9 ± 2,4 61,3 ± 3,1 

25% 24,9 ± 1,1 43,2 ± 2,1 24,1 ± 0,9 36,1 ± 2,4 26,9 ± 1,2 57,7± 3,1 26,1 ± 1,3 38,2 ± 2,5 

p
H

 7
 

75% 77,4 ± 3,6 76,7 ± 3,6 70,7 ± 3,1 85,7 ± 3,7 60,7 ± 2,8 83,1 ± 2,4 65,7 ± 2,5 71,4 ± 3,2 

50% 52,6 ± 2,1 50,6 ± 2,6 47,8 ± 2,4 41,9 ± 2,2 50,7 ± 2,6 71,0 ± 3,1 53,8 ± 3,0 50,9 ± 2,8 

25% 24,8 ± 1,1 32,4 ± 1,3 26,1 ± 1,2 24,0 ± 2,1 28,9 ± 0,9 49,6 ± 2,3 26,6 ± 0,5 24,7 ± 2,0 

p
H

 9
 

75% 61,4 ± 2,9 93,9 ± 3,7 70,9 ± 3,4 96,7 ± 4,3 67,2 ± 3,6 84,3 ± 3,3 71,1 ± 4,1 106,9 ± 4,1 

50% 47,0 ± 2,1 78,9 ± 3,2 45,6 ± 2,1 88,2 ± 4,1 49,2 ± 2,4 74,9 ± 4,1 54,4 ± 2,5 60,9 ± 3,2 

25% 22,6 ± 1,2 62,3 ± 3,4 19,2 ± 1,1 49,6 ± 2,8 22,7 ± 1,7 31,6 ± 2,3 24,6 ± 1,1 44,0 ± 2,9 
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5.7 Especificidade enzimática de preparações de TLL inativadas 

 

Na FIGURA 9 é mostrada a atividade residual dos biocatalisadores bloqueados com 

ácido aspártico contra os substratos pNPB, triacetina, (R)-metil mandelato e (S)-metil 

mandelato. Como no eixo X é usada a atividade residual contra pNPB, a comparação entre os 

diferentes biocatalisadores é feita de forma direta, independente de maior ou menor estabilidade 

do biocatalisador. Os valores de atividades residuais analisados no eixo Y correspondem à 

atividade após a reativação. Os valores iniciais (0 % de perda de atividade por pNPB) 

correspondem aos biocatalisadores bloqueados que não passaram pela etapa de inativação. 

Em pH 5 (FIG. 9A), a porcentagem da atividade residual contra pNPB diminui mais 

lentamente quando comparada à de ambos metis mandelatos (que diminuem sua atividade em 

velocidade similar), enquanto a atividade contra triacetina é a que diminui mais rapidamente. 

A inativação dos biocatalisadores a pH 7 (FIG. 9B) já apresenta outro perfil, com a atividade 

residual de (R)-metil mandelato sendo uma das que melhor se manteve, seguida da atividade 

contra o (S)-metil mandelato e contra pNPB. A atividade contra triacetina continuou sendo a 

que mais rapidamente diminui. Os biocatalisadores inativados a pH 9 (FIG. 9C) apresentaram 

perfil similar aos inativados a pH 5, a atividade residual é melhor mantida contra pNPB e pior 

contra triacetina, enquanto os mandelatos permaneceram similares e entre ambos. Nas três 

inativações a atividade contra triacetina diminui de forma similar, ligeiramente mais lenta a pH 

9 do que a pH 5 e um pouco mais rápida a pH 7. Enquanto o (R)-metil mandelato teve a atividade 

residual reduzida mais lentamente a pH 7 do que nos outros dois pH, e com o (S)-metil 

mandelato a atividade diminuiu mais rapidamente a pH 5 e manteve um perfil similar nos outros 

dois pH. 
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Figura 9 – Efeito do pH de inativação na atividade residual dos biocatalisadores de TLL 

bloqueados com ácido aspártico contra diferentes substratos. Condições de inativação: (A) pH 

5,0 e 74 ºC (B) pH 7,0 e 73ºC e (C) pH 9,0 e 71ºC contra os substratos pNPB (■), triacetina 

(●), (R)-metil mandelato (▲) e (S)-metil mandelato (▼) 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

A evolução da atividade residual usando os biocatalisadores bloqueados com 

glicina é mostrada na FIGURA 10. A pH 5 (Fig. 10A), a atividade é melhor mantida usando 

pNPB como substrato, seguida dos isômeros de metil mandelato que decrescem similarmente, 

e a mais baixa atividade recuperada é vista usando triacetina como substrato. Em pH 7 (FIG. 

10B), a atividade residual dos biocatalisadores é maior usando os isômeros de metil mandelato, 

sendo melhor mantida no isômero R. Triacetina é novamente o substrato que perde a atividade 

mais rapidamente. Quando ainda se mantém 75 % da atividade inicial usando (R)-metil 

mandelato como substrato, somente 5 % foi mantida usando triacetina. A pH 9 (FIG. 10C) o 

perfil da atividade residual mostrou-se similar ao pH 5, com a diferença de ter maior perda de 

atividade usando ambos isômeros de metil mandelato como substratos. 
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Analisando o efeito do pH, com (R)-metil mandelato, a atividade residual do 

biocatalisador 75 % inativado por pNPB foi de 70 % na inativação a pH 7, e somente 25-30 % 

nas inativações a pH 5 ou 9. Usando o isômero S, as diferenças na atividade recuperada causada 

pela inativação não são tão evidentes. 

 

Figura 10 – Efeito do pH de inativação na atividade residual dos biocatalisadores de TLL 

bloqueados com glicina contra diferentes substratos. Condições de inativação: (A) pH 5,0 e 74 

ºC (B) pH 7,0 e 73ºC e (C) pH 9,0 e 71ºC contra os substratos pNPB (■), triacetina (●), (R)-

metil mandelato (▲) e (S)-metil mandelato (▼) 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

As atividades obtidas de diferentes inativações dos biocatalisadores bloqueados 

com EDA são mostradas na FIGURA 11. Em pH 5 (FIG. 11A), a maior atividade recuperada 

foi encontrada usando pNPB e (R)-metil mandelato, enquanto a atividade residual contra 

triacetina foi a que reduziu mais rapidamente, com atividade abaixo de 50 % para o 

biocatalisador menos inativado. De forma similar, em pH 7 (FIG. 11B), a atividade retida 

usando triacetina com substrato também diminuiu mais rapidamente. A pH 9 (FIG. 11C), as 
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atividades contra pNPB e (S)-metil mandelato mantiveram os maiores valores, com maior 

atividade usando o (S)-metil mandelato nos biocatalisadores com a menor atividade retida (62 

% contra 32 %). A atividade usando triacetina se manteve sendo a de redução mais rápida, mas 

não se distancia muito da atividade residual usando (R)-metil mandelato. Neste caso, a 

enantioespecificidade da enzima é fortemente afetada, uma vez que a atividade contra (S)-metil 

mandelato foi mantida quase duas vezes melhor do que isômero (R). Isso fez com que este 

biocatalisador, após a inativação, tivesse uma preferência clara pelo isômero (S). 

 

Figura 11 – Efeito do pH de inativação na atividade residual dos biocatalisadores de TLL 

bloqueados com EDA contra diferentes substratos. Condições de inativação: (A) pH 5,0 e 74 

ºC (B) pH 7,0 e 73ºC e (C) pH 9,0 e 71ºC contra os substratos pNPB (■), triacetina (●), (R)-

metil mandelato (▲) e (S)-metil mandelato (▼) 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

Na FIGURA 12 é mostrada a evolução das atividades do biocatalisador bloqueado 

com o agente mais instável, a hexilamina. A pH 5 (FIG. 12A), a atividade recuperada usando 

(S)-metil mandelato como substrato é a maior, seguida pela atividade usando pNPB, enquanto 
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a triacetina segue sendo o substrato com menor atividade recuperada. Em pH 7 (FIG. 12B), a 

atividade recuperada usando ambos os isômeros de metil mandelato são as mais altas, enquanto 

usando triacetina e pNPB, a atividade recuperada do biocatalisador inativado são bastante 

semelhantes. Em pH 9 (FIG. 12C), novamente, a atividade recuperada usando triacetina foi a 

mais baixa, e a usando (S)-metil mandelato a mais alta. Já a atividade dos biocatalisadores 

usando pNPB e (R)-metil mandelato foram semelhantes (exceto para o ponto do biocatalisador 

menos inativado, em que a atividade contra pNPB aumentou ligeiramente em comparação com 

o inicial). 

Analisando o efeito do pH na diminuição da atividade usando os diferentes 

substratos, com a triacetina fica claro que em pH 7 a diminuição da atividade residual é mais 

intensa com o tempo, enquanto usando o (R)-metil mandelato é menos intensa. Usando (S)-

metil mandelato, a atividade residual da enzima é mais alta em todos os valores de pH estudados 

(usando as preparações de enzima mais inativadas, a atividade observada variou de 75 – 80 % 

em pH 5 e 9, a quase 90 % em pH 7). 
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Figura 12 – Efeito do pH de inativação na atividade residual dos biocatalisadores de TLL 

bloqueados com hexilamina contra diferentes substratos. Condições de inativação: (A) pH 5,0 

e 74 ºC (B) pH 7,0 e 73ºC e (C) pH 9,0 e 71ºC contra os substratos pNPB (■), triacetina (●), 

(R)-metil mandelato (▲) e (S)-metil mandelato (▼) 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

Foram realizadas análises comparativas entre os diferentes biocatalisadores contra 

o mesmo substrato e a mesma condição de inativação. Em pH 5 (Figura 13), usando Triacetina 

(Fig. 13A) como substrato para determinar a atividade enzimática, somente os biocatalisadores 

bloqueados com HA mostraram uma diferença significante na retenção da atividade enzimática, 

obtendo a maior atividade recuperada. Usando o substrato (R)-metil mandelato (Fig. 13B), a 

maior porcentagem de atividade inicial foi recuperada pela preparação bloqueada com EDA 

(47% enquanto as demais preparações se mantiveram em torno de 30%). Ao passo que, com o 

(S)-metil mandelato (Fig. 13C), foi a preparação bloqueada com HA que manteve a maior 

atividade (a preparação mais inativada reteve 75% da atividade inicial). A preparação 

bloqueada com EDA foi uma das que recuperou menos atividade com esse substrato nos pontos 
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intermediários, porém, utilizando os biocatalisadores mais inativados, os três bloqueios (ASP, 

GLI e EDA) tiveram atividades semelhantes (cerca de 30%). 

 

Figura 13 – Efeito da inativação a pH 5 e 74 °C na atividade residual de diferentes 

biocatalisadores da lipase de TLL contra diferentes substratos: (A) triacetina, (B) (R)-metil 

mandelato e (C) (S)-metil mandelato. Biocatalisadores bloqueados com ácido aspártico (■), 

glicina (●), EDA (▲) e hexilamina (▼) 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

Em pH 7 (FIGURA 14), o biocatalisador bloqueado com HA foi o que reteve a 

maior atividade inicial em relação à triacetina (19 % com o biocatalisador mais inativado) (FIG. 

14A), seguida do bloqueio com EDA. Os que retiveram a menor porcentagem da atividade 

inicial foram os biocatalisadores bloqueados com GLI ou ASP (com menos de 5 %). Usando 

(R)-metil mandelato (FIG. 14B), a maior porcentagem de atividade inicial é mantida pelos 

biocatalisadores bloqueados com HA. No entanto, o valor é semelhante ao da preparação 

bloqueada com ASP e GLI se olharmos apenas para o ponto mais inativado (cerca de 70 %), 

sendo o bloqueio com EDA o que reteve uma menor porcentagem de atividade. Utilizando 
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como substrato (S)-metil mandelato (FIG. 14C), apenas as preparações bloqueadas com HA 

diferem na retenção de atividade (cerca de 88 % para a preparação mais inativada) quando 

comparadas às demais, que variaram entre 52 e 60 %. 

 

Figura 14 – Efeito da inativação a pH 7 e 73 °C na atividade residual de diferentes 

biocatalisadores da lipase de TLL contra diferentes substratos: (A) triacetina, (B) (R)-metil 

mandelato e (C) (S)-metil mandelato. Biocatalisadores bloqueados com ácido aspártico (■), 

glicina (●), EDA (▲) e hexilamina (▼) 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

Finalmente, em pH 9 (FIGURA 15), usando a triacetina (FIG. 15A), as diferenças 

são relevantes apenas no bloqueio com HA, principalmente no primeiro ponto de inativação, 

em que a retenção da atividade é maior. Usando (R)-metil mandelato (FIGURA 15B), a 

preparação bloqueada com HA é a que reteve mais atividade (mais de 50 % no ponto mais 

inativado), seguida por aquela bloqueada com ASP (quase 40 % de retenção de atividade) e as 

outras duas preparações apresentaram cerca de 30 % da atividade inicial. Usando (S)-metil 

mandelato (FIGURA 15C), a maior retenção de atividade é mostrada pela preparação bloqueada 
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com HA (quase 80 %), seguida pelo bloqueio com EDA (mais de 60 %) e as outras duas 

preparações (menos de 50 %). 

 

Figura 15 – Efeito da inativação a pH 9 e 71 °C na atividade residual de diferentes 

biocatalisadores da lipase de TLL contra diferentes substratos: (A) triacetina, (B) (R)-metil 

mandelato e (C) (S)-metil mandelato. Biocatalisadores bloqueados com ácido aspártico (■), 

glicina (●), EDA (▲) e hexilamina (▼) 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

Os resultados apresentados acima mostram que a perda de atividade quando a 

enzima é submetida à inativação térmica depende fortemente do substrato utilizado na 

determinação da atividade. Isso significa que durante a inativação, a especificidade da enzima 

muda, pois quando a enzima se inativa, a atividade contra um dos isômeros pode diminuir mais 

rapidamente que a atividade contra o outro isômero. 

Uma prova das mudanças na especificidade da enzima durante sua inativação 

térmica é bem visível na atividade contra triacetina. Ela diminui mais rapidamente do que ao 

usar os outros substratos para todos os biocatalisadores e condições de inativação, em alguns 
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casos a atividade da enzima contra este substrato tornou-se quase nula, enquanto com alguns 

dos outros substratos, permaneceu acima de 70 %. Em relação à enantioespecificidade contra 

os isômeros do ácido mandélico, em alguns casos, a atividade diminui de forma semelhante 

com ambos os isômeros. Nesses casos, a enantioespecificidade permaneceu inalterada durante 

a inativação da enzima. No entanto, em outros casos, ela diminuiu mais rapidamente em relação 

ao isômero (R) ou (S), então a enantioespecificidade da enzima mudou durante o processo, 

alterando o desempenho do biocatalisador. 

Além disso, o pH de inativação altera o modo em que a atividade de um 

biocatalisador é perdida em relação a cada substrato, sugerindo que as mudanças 

conformacionais produzidas durante a inativação podem ser diferentes, dependendo do pH de 

inativação. Pode-se observar que, em alguns casos, um biocatalisador perde mais rapidamente 

a atividade em relação a um substrato específico em um pH e isso ocorreu com outro substrato 

em outro valor de pH. Por exemplo, usando a preparação bloqueada com ASP (FIG. 9), a 

atividade residual é maior em pH 5 e 9 usando pNPB, mas em pH 7, a maior atividade residual 

após a inativação é usando (R)-metil mandelato. Usando EDA como agente de bloqueio (FIG. 

11), em pH 5 a recuperação de atividade mais alta é obtida usando pNPB ou (R)-metil 

mandelato, enquanto em pH 9 a diminuição da atividade usando (R)-metil mandelato é a 

segunda pior. Da mesma forma, as mudanças na atividade contra os diferentes substratos não 

são semelhantes sob um valor de pH fixo usando um agente de bloqueio diferente. 

Assim, infere-se que as mudanças conformacionais induzidas pela interação entre 

a enzima e o suporte, sob diferentes condições de inativação, produzem diferentes 

conformações enzimáticas. Para investigar conformações enzimáticas diferentes são geradas 

durante a inativação, foram realizadas análises dos espectros de fluorescência do Trp dos 

diferentes biocatalisadores. 

 

5.8 Espectroscopia de fluorescência dos biocatalisadores TLL 

 

As amostras foram preparadas em Tris pH 7 por pelo menos uma semana antes de 

realizar as análises e, em seguida, elas foram realizadas sob as mesmas condições. Dessa forma, 

as diferenças encontradas devem ser derivadas de mudanças estruturais induzidas pelo agente 

de bloqueio ou pelas condições de inativação. 

Primeiramente, foi analisado o efeito da natureza do agente de bloqueio na estrutura 

dos biocatalisadores imobilizados de TLL pela medida de seus espectros de fluorescência 
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intrínseca (FIGURA 16). Foi possível observar que entre os biocatalisadores inativados a pH 5, 

7 e 9 existem diferenças entre as intensidades de fluorescência de cada biocatalisador inativado. 

Em pH 5, HA foi o agente de bloqueio que mostrou a maior Imáx, já em pH 7, a glicina foi o 

bloqueio de maior Imáx, enquanto em pH 9, todos os agentes tiveram o Imáx similar, com exceção 

da glicina, que teve um menor Imáx. A análise mais detalhada de tais espectros revelam que para 

os biocatalisadores bloqueados com ASP, EDA e GLI, o comprimento de onda de máxima 

intensidade de fluorescência (λmáx) foi de aproximadamente 328 nm, enquanto usando HA como 

agente de bloqueio (FIGURA 17A), o λmáx apresentou um aumento de 4 nm. Este aumento é 

chamado de deslocamento para o vermelho (red-shift). Ao observar as intensidades de 

fluorescência (Imáx) no comprimento de onda máximo, existe uma relação dependente do tipo 

de agente de bloqueio (FIGURA 17B). O bloqueio com aminas como HA e EDA promoveu um 

decaimento significativo se o Imáx for comparado ao observado para os biocatalisadores 

bloqueados com os aminoácidos GLI ou ASP. Esses espectros de fluorescência indicam que os 

biocatalisadores de TLL imobilizados sofreram grande distorção estrutural quando foram 

bloqueados com HA, explicando a atividade recuperada significativamente menor do 

biocatalisador imobilizado final (TABELA 5). 
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Figura 16 – Espectro de fluorescência intrínseca de biocatalisadores de TLL bloqueados com 

diferentes agentes e inativados a pH 5 e 74 °C (A), pH 7 e 73 °C (B) e pH 9 e 71 °C (C) 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 
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Figura 17 – Análise de fluorescência dos biocatalisadores de TLL bloqueados com diferentes 

agentes. (A) Comprimento de onda de máxima intensidade de fluorescência. (B) Intensidade de 

fluorescência em Unidades de Fluorescência Relativa (RFU) no comprimento de onda máximo 

(λmax) excitadas a 280 nm 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

Durante o curso da inativação mostrado na FIGURA 8, foram retiradas amostras 

em diferentes porcentagens de atividade residual (75 %, 50 % e 25 %) para analisar sua 

fluorescência intrínseca. As FIGURAS 18 (λmax) e 19 (Imax) evidenciam as diferentes distorções 

estruturais sofridas pelos biocatalisadores bloqueados com diferentes reagentes e inativados em 

diferentes condições de pH. Nos biocatalisadores inativados a pH neutro, observa-se um desvio 

para o vermelho de λmax quando os biocatalisadores foram bloqueados com ASP e GLI durante 

o curso de inativação (FIG. 18). Enquanto o λmax do biocatalisador bloqueado com HA 

permaneceu quase inalterado, independentemente do grau de inativação. Comportamentos 

semelhantes foram observados quando os biocatalisadores imobilizados foram inativados a pH 

9. No entanto, em pH 5 o λmax foi invariável durante o curso de inativação em todos os casos 

(FIGURA 18).  

Analisando o Imax (FIGURA 19), pode-se perceber que o bloqueio com HA 

promoveu a distorção enzimática mais significativa (valores Imax mais baixos) de todos os 

biocatalisadores imobilizados em pH 7 e 5, mas não em pH 9. Esses dados sugerem que a 

conformação de TLL é significativamente menos compactada quando o grupo HA tem carga 

positiva (pH 5-7) do que quando é mais neutro (pH 9) de acordo com o pKa da HA (cerca de 

10,7). Esses resultados estão de acordo com a funcionalidade desses biocatalisadores 

imobilizados. Na FIGURA 6 é mostrado como o bloqueio de HA torna um biocatalisador 

imobilizado menos estável do que o bloqueio de GLI em condições de inativação de pH 5 e 7, 

no entanto, essas diferenças de estabilidade foram mitigadas em pH 9. Assim, os espectros de 
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fluorescência dos biocatalisadores imobilizados inativados em pH neutro mostram que as 

distorções estruturais de TLL bloqueada com HA foram mais drásticas (valores baixos de Imax 

e deslocamento de λmax para o vermelho) durante o curso de inativação do que aqueles 

observados usando biocatalisadores bloqueados com GLI. Em pH alcalino, essas diferenças 

estruturais entre as preparações bloqueadas com HA e GLI foram menos notórias, o que está de 

acordo com as estabilidades mais semelhantes exibidas pelo biocatalisador bloqueado com estes 

reagentes (FIGURA 8).  

 

Figura 18 – Fluorescência intrínseca (λmax) dos biocatalisadores de TLL bloqueados com 

diferentes agentes e inativados a diferentes pH.  Foram plotados a intensidade de fluorescência 

para diferentes biocatalisadores e graus de inativação. A atividade residual é a atividade do 

biocatalisador após ser incubado a diferentes pH e tempos 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 
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Figura 19 – Fluorescência intrínseca (Imax a λmax) dos biocatalisadores de TLL bloqueados 

plotadas por diferentes graus de inativação dos mesmos. A porcentagem de inativação 

corresponde a atividade perdida pelos diferentes biocatalisadores ao serem incubados a 

determinada temperatura e Ph 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

Dessa forma, os estudos de fluorescência confirmam que as estruturas iniciais dos 

biocatalisadores bloqueados com diferentes agentes são realmente distintas e que tanto o pH de 

inativação quanto o agente de bloqueio condicionaram a via de inativação da enzima. 
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PARTE II: Lipase B de Candida antarctica (CALB) 

 

5.9 Imobilização de CALB em suportes de octil e octil-VS 

 

CALB foi imobilizada utilizando a concentração de 1 mg de enzima por g de 

suporte. A baixa carga enzimática foi selecionada para evitar limitações difusionais 

(BAHAMONDES et al., 2017; BAHAMONDES; ILLANES, 2018) ou interações enzima-

enzima que pudessem alterar os resultados (FERNANDEZ-LOPEZ et al., 2017; ZAAK et al., 

2017a). Apesar de a pH 5 a imobilização nos suportes ativados com divinilsulfona ser muito 

baixa (DOS SANTOS et al., 2015a), a imobilização foi realizada nessa condição de pH (acetato 

de sódio 5 mM) para permitir, em uma primeira etapa, a ligação dos grupos octil via ativação 

interfacial e depois a formação das ligações covalentes com os grupos vinilsulfona. 

Os cursos de imobilização são mostrados na FIGURA 20. Ambas as imobilizações 

foram rápidas, em torno de 15 minutos. Em soluções de baixa força iônica (por exemplo, fosfato 

de sódio 5-10 mM), lipases e diferentes fontes são adsorvidas rapidamente (FERNANDEZ-

LAFUENTE et al., 1998). A atividade do sobrenadante diminuiu rapidamente, enquanto a 

solução de enzima de referência foi mantida durante todo o curso da imobilização. A atividade 

enzimática de CALB diminuiu aproximadamente 10 % após imobilização em ambos suportes. 

Em geral, as lipases aumentam sua atividade quando imobilizadas em octil agarose (MANOEL 

et al., 2015; RODRIGUES et al., 2019), entretanto isso não ocorre com a CALB, que apresentou 

uma diminuição na atividade. Esse fato se deve à sua composição estrutural apresentar uma 

“tampa” pequena que não isola totalmente o sítio ativo do meio reacional, assim ela não sofre 

a hiperativação proporcionada pela ativação interfacial (UPPENBERG et al., 1994). 

Após a imobilização, o biocatalisador octil-VS-CALB foi suspenso em tampão 

bicarbonato de sódio 50 mM pH 8,0 a 25 °C por 4 horas para favorecer a formação das ligações 

covalentes entre enzima e suporte (ALBUQUERQUE et al., 2016). A TABELA 7 mostra a 

atividade enzimática durante a incubação. É possível observar que parte da atividade enzimática 

perdida pôde ser recuperada pela incubação em pH 8. Esse aumento na atividade enzimática 

pode ser explicado pelas alterações conformacionais produzidas pelas novas ligações 

covalentes formadas entre enzima e suporte que, neste caso, apresentou efeitos positivos na 

atividade enzimática (DOS SANTOS et al., 2015b, 2015d). 
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Figura 20 – Curso de imobilização de CALB (1 mg/g) em octil (linha tracejada) e octil-VS 

(linha sólida) a pH 5 e 25 °C. Atividade de referência (■); atividade da suspensão (▲); atividade 

do sobrenadante (●) 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

Tabela 7 – Atividade enzimática de CALB usando pNPB como substrato durante a incubação 

em tampão carbonato de sódio 50 mM pH 8 

Biocatalisador Atividade relativa (%) 

OC-VS-CALB (após a imobilização) 100 ± 4.2 

OC-VS-CALB (0h de incubação) 78.7 ± 3.3 

OC-VS-CALB (1h de incubação) 77.8 ± 1.5 

OC-VS-CALB (2h de incubação) 85.5 ± 5 

OC-VS-CALB (3h de incubação) 84.3 ± 2.2 

OC-VS-CALB (4h de incubação) 84.1 ± 3.1 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

5.10 Efeito do bloqueio nos biocatalisadores OC-VS-CALB 

 

Após a formação de ligações covalentes no biocatalisador OC-VS-CALB, a etapa 

de bloqueio foi realizada para evitar reações descontroladas entre os grupos VS remanescentes 

(DOS SANTOS et al., 2015a, 2015e; PINHEIRO et al., 2019). Desse modo, foi possível 
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analisar se eles conseguem modificar as interações enzima-suporte e, consequentemente, as 

características da enzima. Foram escolhidos agentes de bloqueio de diferentes naturezas físicas 

e químicas, como etilenodiamina (EDA), hexilamina (HA), glicina (GLI) e ácido aspártico 

(ASP). A incubação prosseguiu a pH 8,0 e à temperatura ambiente durante 24 horas. 

A TABELA 8 mostra o efeito de cada agente de bloqueio na atividade dos 

biocatalisadores. Foi considerado como 100 % a atividade da preparação não bloqueada 

(incubada em pH 8 por 4 h). Apenas o biocatalisador bloqueado com EDA aumentou 

ligeiramente a atividade durante o bloqueio, e a preparação bloqueada com ASP apresentou a 

atividade mais diminuída, seguida pela bloqueada com HA e GLI. Portanto, o agente de 

bloqueio parece alterar as interações enzima-suporte, afetando a atividade final da enzima de 

forma diferente a depender das características adquiridas com o bloqueio, pois essa é a única 

diferença entre as preparações (ZAAK; SASSI; FERNANDEZ-LAFUENTE, 2018). Esse 

comportamento pode ocorrer devido à formação de mais ligações covalentes antes que o suporte 

seja bloqueado ou às novas interações físicas com os grupos do suporte (ALBUQUERQUE et 

al., 2016) .  

 

Tabela 8 – Efeito do agente de bloqueio no biocatalisador OC-VS-CALB. A atividade 

enzimática foi medida com pNPB durante a incubação com diferentes nucleófilos por 24 h a 

pH 8 

Biocatalisador Atividade relativa (%) 

OC-VS-CALB 100 ± 3.7 

OC-VS-CALB-Asp 75.9 ± 1 

OC-VS-CALB-Gli 88.5 ± 4.7 

OC-VS-CALB-EDA 104.6 ± 0 

OC-VS-CALB-HA 77.6 ± 4.7 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

5.11 Análise de SDS-PAGE 

 

A análise de eletroforese em condições desnaturantes foi realizada para confirmar 

se as moléculas da enzima estão covalentemente ligadas ao suporte após a etapa de bloqueio. 

As amostras dos biocatalisadores foram inativadas a 100 °C na presença de tampão de ruptura, 
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estas condições devem liberar todas as enzimas adsorvidas ao suporte através de interações 

hidrofóbicas ou iônicas. A FIGURA 21 mostra o resultado da eletroforese de CALB livre (poço 

2), os biocatalisadores OC-CALB (poço 3), OC-VS-CALB-ASP (poço 4), OC-VS-CALB-GLI 

(poço 5), OC-VS-CALB-EDA (poço 6) e OC-VS-CALB-HA (poço 7). As preparações 

bloqueadas revelaram que a maior parte da enzima estava covalentemente ligada ao suporte. 

No entanto, nos poços 5 e 6, uma pequena banda pode ser encontrada no peso molecular 

correspondente a CALB. O gel foi analisado no programa Gel Analyzer e representa menos de 

10 % das moléculas de CALB imobilizadas. Isso mostra que alguma parte de toda a carga 

enzimática contida no biocatalisador não estava ligada covalentemente nas preparações 

bloqueadas com GLI e EDA. 

 

Figura 21 – Análise de eletroforese SDS-PAGE das diferentes preparações de CALB. Poço 1: 

marcador de peso molecular. Poço 2: CALB livre (1 mg/ml). Poço 3: OC-CALB. Poço 4: OC-

VS-CALB-Asp. Poço 5: OC-VS-CALB-Gly. Poço 6: OC-VS-CALB-EDA. Poço 7: OC-VS-

CALB-HÁ 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                   

5.12 Efeito da atividade dos biocatalisadores versus diferentes substratos 

 

As atividades enzimáticas das diferentes preparações de CALB utilizando como 

substrato pNPB, triacetina e (S)-metil mandelato podem ser encontradas na TABELA 9. Para 
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todos os biocatalisadores analisados, a maior atividade foi obtida com pNPB, seguido de 

triacetina e (S)-metil mandelato. Usando pNPB, a atividade foi semelhante entre os agentes de 

bloqueio, exceto para HA, que foi cerca de 30 % menos ativo que o biocatalisador bloqueado 

com ASP com este substrato. A atividade versus triacetina foi maior para a preparação não 

bloqueada, enquanto a menos ativa foi aquela bloqueada com GLI e EDA, com atividades 

semelhantes. 

Usando o isômero (S)- do metil mandelato, a atividade dos diferentes 

biocatalisadores foi menor do que os outros substratos, exceto para a preparação não bloqueada, 

que foi semelhante à sua atividade de triacetina e com cerca de 40 % mais atividade do que a 

segunda maior preparação para este substrato. Ao contrário de outros substratos, com (S)-metil 

mandelato o biocatalisador bloqueado com ASP obteve menor atividade do que nas outras 

preparações. Portanto, os biocatalisadores apresentaram especificidades diferentes em relação 

aos substratos analisados, indicando que, após o bloqueio e sem passar por etapas de 

inativações, os diferentes biocatalisadores já podem apresentar estruturas diferentes resultantes 

das novas interações formadas. 

 

Tabela 9 – Atividade em U/g de diferentes biocatalisadores CALB imobilizados utilizando (S)- 

metil mandelato, triacetina e pNPB como substratos 

Atividade (U/g de biocatalisador) 

Preparação 

de CALB 

Agente de 

bloqueio 
pNPB Triacetina 

(S)-metil 

mandelato 

OC-CALB - 340,6 ± 22,8 22,2 ± 0,4 18,8 ± 0,4 

OC-VS-

CALB 

ASP 378,7 ± 22,7 18,6 ± 0 8,7 ± 0,3 

GLI 323,2 ± 7,1 15,4 ± 0,5 9,4 ± 0,2 

EDA 367,9 ± 5,6 15,6 ± 0,5 11,1 ±0,2 

HA 269,2 ± 9,3 17,7 ± 0,2 8,9 ± 0,3 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 
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5.13 Inativações térmicas dos biocatalisadores CALB 

 

Os biocatalisadores foram incubados em tampão acetato de sódio 50 mM a pH 5,0 

e 80 °C, Tris HCl 50 mM a pH 7,0 e 75 °C e carbonato de sódio 50 mM a pH 9,0 e 60 °C. 

Durante cada incubação, amostras foram retiradas em diferentes porcentagens de atividade 

residual (75, 50 e 25 %) para analisar os efeitos da inativação térmica na especificidade da 

enzima e seu espectro de fluorescência.  

A FIGURA 22 mostra os cursos de inativação de biocatalisadores em diferentes 

valores de pH. Em pH 5 e 7 (FIG. 22A e 22B), OC-VS-CALB-GLI foi a preparação bloqueada 

mais estável, enquanto em pH 9, o biocatalisador bloqueado com EDA foi o mais estável 

seguido pelo bloqueado com glicina. Como esperado, devido às ligações não covalentes deste 

biocatalisador, o OC-CALB, a preparação não bloqueada, perdeu sua atividade mais 

rapidamente. No entanto, isso somente ocorreu em pH 7 e 9 (FIG. 22B e 22C), já em pH 5, este 

biocatalisador foi o segundo mais estável. 

De acordo com Dos Santos e colaboradores (2015), comparando a meia-vida obtida 

na inativação de preparações de CALB imobilizadas, a estabilidade de OC-CALB foi maior em 

pH 5 e 7 do que a de OC-VS-CALB bloqueado com EDA. A alta estabilidade térmica de lipases 

adsorvidas em suportes hidrofóbicos pode ser explicada pela conformação estável que a forma 

aberta das lipases adsorvidas apresenta. Dessa forma, são obtidas preparações mais estáveis do 

que as imobilizadas por ligação covalente em suportes ativados com grupos glioxil ou 

divinilsulfona (ALBUQUERQUE et al., 2016). 
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Figura 22 – Cursos de inativação dos biocatalisadores OC-CALB (□), OC-VS-CALB-ASP (■), 

OC-VS-CALB-GLI (●), OC-VS-CALB-EDA (▲) e OC-VS-CALB-HA (♦). Condições de 

inativação: (A) Tampão acetato de sódio 50 mM pH 5 e 80 °C; (B) Tampão Tris HCl 50 mM p 

H 7,0 e 75 °C; (C) Tampão carbonato de sódio 50 mM pH 9,0 e 60 °C. Na inativação foi usado 

pNPB como substrato 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

Considerando os biocatalisadores bloqueados, OC-VS-CALB-HA foi a preparação 

menos estável em pH 7 e 9 (FIG. 22B e 22C), enquanto em pH 5, OC-VS-CALB-ASP perdeu 

sua atividade mais rapidamente. A melhor estabilidade do biocatalisador bloqueado com glicina 

e a menor obtida com HA já foi descrita anteriormente (Seção 5.5 deste trabalho) com a lipase 

de Thermomyces lanuginosus (TLL). O uso da glicina como agente de bloqueio fornece ao 

biocatalisador uma natureza mista, contendo um grupo catiônico e aniônico, proporcionando 

maior estabilidade. Ao mesmo tempo, a hexilamina modifica o biocatalisador com uma 

superfície catiônica. Provavelmente as interações formadas entre enzima e suporte mantêm 
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estruturas enzimáticas errôneas durante a inativação, tornando-se prejudiciais à estabilidade da 

enzima (VIRGEN-ORTÍZ et al., 2016) .  

 

5.14 Reativação enzimática usando pNPB como substrato 

 

Para analisar se os biocatalisadores poderiam recuperar a atividade perdida durante 

a inativação térmica, quando incubados sob condições brandas, conforme relatado 

anteriormente (SOLER et al., 1997; SOUZA et al., 2021; SUESCUN et al., 2015), as atividades 

enzimáticas dos biocatalisadores parcialmente inativados foram medidas durante a inativação e 

após 24 h de incubação em pH 7 e 25°C para permitir a reativação enzimática (TABELA 10). 

Nas amostras inativadas em pH 5, os biocatalisadores bloqueados com EDA 

apresentaram a maior atividade final na amostra mais inativada, passando de 23 para 64 % de 

atividade recuperada. Após 24 h de incubação, a maioria dos biocatalisadores recuperou alguma 

atividade, apresentando diferença estatística entre as amostras analisadas. No entanto, não 

houve aumento da atividade residual para o biocatalisador bloqueado com glicina. Para a 

amostra mais ativa (75 %), a atividade diminuiu e não houve diferença estatística entre as 

amostras mais inativadas (50 % e 25 %). 

Analisando os biocatalisadores inativados em pH 7, o biocatalisador bloqueado com 

EDA mostrou uma maior recuperação de atividade para as amostras mais ativas (por exemplo, 

passou de 44 % para 69 %). O biocatalisador bloqueado com ASP aumentou a atividade após a 

incubação, mas apenas no ponto mais ativo. Os demais bloqueios não apresentaram diferença 

estatística. O biocatalisador bloqueado por glicina perdeu atividade em todos os pontos, e a 

perda mais acentuada foi no segundo ponto, cuja atividade diminuiu de 63 % para 39 %. O 

biocatalisador bloqueado por HA não apresentou diferença estatística entre as atividades 

durante e 24h após a inativação analisada neste pH. 

Para a inativação a pH 9, os biocatalisadores bloqueados com glicina e EDA não 

apresentaram diferença estatística para os dois primeiros pontos e tiveram um aumento no 

último ponto (por exemplo, de 25 % para 34 %). Em contraste, o biocatalisador bloqueado por 

HA recuperou a maior atividade neste pH em todos os pontos (por exemplo, de 65 % a 83 %). 

O comportamento do biocatalisador bloqueado com EDA em pH 5 e 7, que recuperou maior 

atividade e em pH 9 aumentou levemente a atividade residual, é muito semelhante ao reportado 

para a enzima TLL (SOUZA et al., 2021).  
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Conforme relatado anteriormente, com uma simples reincubação em meio aquoso, 

os biocatalisadores podem sofrer processos de inativação/reativação e recuperar uma parte 

significativa de sua atividade perdida. Entretanto, esse processo é lento e fornece uma 

reativação incompleta (SOLER et al., 1997; SUESCUN et al., 2015). A superfície do suporte e 

as condições de inativação influenciam muito a atividade recuperada. Como mencionado 

anteriormente, o biocatalisador bloqueado com EDA pode recuperar valores de atividade mais 

elevados do que os demais agentes de bloqueio para todos os pHs analisados. Outro exemplo 

da influência das condições de inativação é a mudança na atividade recuperada do 

biocatalisador bloqueado com hexilamina. Em pH 7, não houve diferença na atividade 

recuperada após a incubação, mas em pH 9, foi possível recuperar a maior atividade entre os 

biocatalisadores. 
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Tabela 10 – Atividade residual dos diferentes biocatalisadores de CALB durante o curso de inativação, a pH 5 e 80 °C, pH 7 e 75 °C e pH 9 e 60 

°C, e após 24 h de incubação a pH 7 e 25 °C usando pNPB como substrato. Médias na mesma linha e mesmo agente de bloqueio que compartilham 

da mesma letra não são estatisticamente diferentes de acordo com o Teste de Tukey (p>0,05) 

 
Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

 

 

 

 

 

Atividade residual (%) 

Condição de inativação 

Asp Gli EDA HA 

Inativação Após 24h Inativação Após 24h Inativação Após 24h Inativação Após 24h 

pH 5 

 

75% 60 ± 1,7a 74 ± 0,2b 61 ± 1,7a 52 ± 0,5b 63 ± 3,4a 79 ± 0b 65 ± 5,2a 73 ± 1,7a 

50% 48 ± 3,1a 70 ± 3,2b 47 ± 2,1a 45 ± 2,1a 52 ± 5,7a 74 ± 0,2b 41 ± 2,8a 63 ± 0,2b 

25% 27 ± 3a 35 ± 0,2a 29 ± 0,8a 28 ± 0,4a 23 ± 3,6a 64 ± 0,2b 24 ± 0,7a 45 ± 0,9b 

pH 7 

75% 73 ± 1,1a 91 ± 1,2b 73 ± 2,2a 62 ± 1,1b 69 ± 3,8a 88 ± 2,3b 71 ± 3a 75 ± 2,8a 

50% 52 ± 0,8a 51 ± 3,1a 63 ± 3,2a 39 ± 0,7b 44 ± 2,4a 69 ± 3,4b 47 ± 2,3a 48 ± 1,8a 

25% 34 ± 2,5a 35 ± 1,4a 29 ± 0,6a 26 ± 0a 28 ± 2,4a 29 ± 0,8a 26 ± 2,3a 27 ± 1,2a 

pH 9 

75% 73 ± 1a 69 ± 2,3a 70 ± 1,9a 67 ± 1,2a 65 ± 4,4a 67 ± 1a 65 ± 0a 83 ± 2,1b 

50% 49 ± 0a 43 ± 2b 49 ± 2,6a 52 ± 0,9a 52 ± 2,3a 47 ± 1,6a 49 ± 0a 60 ± 1,4b 

25% 24 ± 1a 30 ± 0,8b 25 ± 1,9a 34 ± 0,6b 24 ± 1,5a 35 ± 0,3b 25 ± 0,8a 32 ± 1,8b 
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5.15 Especificidade enzimática de preparações de CALB inativadas 

 

Diferentes estudos relatam que pequenas alterações no protocolo de imobilização 

enzimática podem alterar sua estrutura e modificar fortemente a especificidade da enzima (DOS 

SANTOS et al., 2015d; HERNANDEZ et al., 2011; LOKHA et al., 2020; RODRIGUES et al., 

2013; SOUZA et al., 2021; VERDASCO-MARTÍN et al., 2018). Então, foram analisadas as 

atividades dos diferentes biocatalisadores versus 3 substratos estruturalmente diferentes: 

triacetina, o mais semelhante aos substratos naturais da enzima (triglicerídeos), o isômero (S)-

metil mandelato, e o monofuncional sintético p-nitrofenilbutirato (pNPB). 

A FIGURA 23 mostra o efeito do pH da inativação nos biocatalisadores bloqueado 

com ASP, para isso, foram realizadas medidas de atividade contra os 3 substratos citados 

anteriormente. Em pH 5 (FIG. 23A), a atividade residual é melhor mantida usando pNPB como 

substrato, e a pior atividade retida é observada usando triacetina como substrato. Para os 

biocatalisadores inativados em pH 7 (FIG. 23B), a situação é muito semelhante à pH 5, com 

maior atividade recuperada usando pNPB como substrato. Por outro lado, quando foi usada a 

triacetina como substrato, a atividade diminuiu mais rapidamente. Em pH 9 (FIG. 23C), a 

situação foi um pouco diferente, o pNPB permaneceu como o substrato de maior atividade 

recuperada, mas o (S)-metil mandelato apresentou atividade ligeiramente inferior à triacetina. 

Considerando os níveis de inativação de cada biocatalisador, a atividade retida versus triacetina 

diminuiu de forma bastante semelhante, ligeiramente mais lenta em pH 5 do que em pH 7 e 9. 

Com (S)-metil mandelato, a atividade residual em pH 5 diminuiu mais lentamente do que nos 

outros dois valores de pH, enquanto em pH 9 foi ligeiramente mais rápida. 
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Figura 23 – Efeito do pH de inativação na atividade residual dos biocatalisadores CALB 

bloqueados com ácido aspártico contra os substratos pNPB (■), (S)-metil mandelato (●) e 

triacetina (▲). Condições da inativação: (A) pH 5,0 e 80 °C, (B) pH 7,0 e 75 °C e (C) pH 9,0 

e 60 °C 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

O efeito da inativação na atividade dos biocatalisadores bloqueados com glicina 

pode ser encontrado na FIGURA 24. Em pH 5 e 7 (FIG. 24A e 24B), observou-se que no 

primeiro ponto de inativação (25 % de perda de atividade de pNPB) houve uma queda 

acentuada na atividade para todos os substratos analisados. Entretanto, isso somente ocorreu 

em pH 9 (FIG. 24C) ao usar (S)-metil mandelato como substrato. Em pH 5 e 9, (S)-metil 

mandelato foi o substrato que teve a menor recuperação de atividade; enquanto a pH 7, foi a 

triacetina. Mais uma vez, pNPB foi o substrato que diminuiu sua atividade mais lentamente.  
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Figura 24 – Efeito do pH de inativação na atividade residual dos biocatalisadores CALB 

bloqueados com glicina contra os substratos pNPB (■), (S)-metil mandelato (●) e triacetina 

(▲). Condições da inativação: (A) pH 5,0 e 80 °C, (B) pH 7,0 e 75 °C e (C) pH 9,0 e 60 °C 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

A FIGURA 25 mostra o efeito da atividade retida usando os biocatalisadores 

bloqueados com EDA. A pH 5 (FIG. 25A), a atividade residual é melhor mantida usando pNPB 

como substrato. Mesmo o biocatalisador mais inativado (75 % de perda de atividade de pNPB) 

aumentou sua atividade em 66 %. A pior recuperação de atividade é observada usando triacetina 

como substrato. Em pH 7 (FIG. 25B), a porcentagem de atividade retida versus pNPB diminuiu 

mais lentamente do que com os outros substratos, que se comportaram de forma semelhante. 

Por exemplo, em 50 % de perda de atividade, a recuperação da atividade por pNPB foi de 70 

%, enquanto a triacetina e o (S)-metil mandelato foram cerca de 35 %. A pH 9 (FIG. 25C), a 

atividade enzimática residual diminui rapidamente com (S)-metil mandelato. No biocatalisador 

menos inativado (25 % de perda de atividade com pNPB), apenas 47 % de recuperação de 
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atividade foi obtida com (S)-metil mandelato, enquanto usando pNPB e triacetina foram cerca 

de 70 %. 

 

Figura 25 – Efeito do pH de inativação na atividade residual dos biocatalisadores CALB 

bloqueados com EDA contra os substratos pNPB (■), (S)-metil mandelato (●) e triacetina (▲). 

Condições da inativação: (A) pH 5,0 e 80 °C, (B) pH 7,0 e 75 °C e (C) pH 9,0 e 60°C 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

A FIGURA 26 mostra os biocatalisadores bloqueados com HA. Em pH 5 (FIG. 

26A), a atividade recuperada no biocatalisador menos inativado (25 % de perda de atividade 

pNPB) foi muito semelhante para todos os substratos. Para os demais pontos, pNPB continuou 

sendo o substrato com maior atividade, seguido por triacetina e (S)-metil mandelato com menor 

recuperação de atividade. Em pH 7 (FIG. 26B), a recuperação da atividade de pNPB e triacetina 

foram similares para todas as porcentagens analisadas. A principal diferença neste pH foi a 

atividade do (S)-metil mandelato que diminuiu ligeiramente mais rápido do que com os outros 

dois substratos. As diferenças entre os substratos analisados em pH 9 (FIG. 26C) foram mais 

pronunciadas. A atividade recuperada usando pNPB como substrato foi a mais alta, seguida por 



80 
 

 
 

triacetina, e (S)-metil mandelato permanece como o substrato com a menor recuperação de 

atividade.  

 

Figura 26 – Efeito do pH de inativação na atividade residual dos biocatalisadores CALB 

bloqueados com hexilamina contra os substratos pNPB (■), (S)-metil mandelato (●) e triacetina 

(▲). Condições da inativação: (A) pH 5,0 e 80 °C, (B) pH 7,0 e 75 °C e (C) pH 9,0 e 60 °C 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

As mudanças na atividade enzimática causadas por inativação térmica observadas 

ao utilizar diferentes substratos, evidenciam diferentes especificidades obtidas a partir das 

condições de preparo de cada biocatalisador. Por exemplo, usando EDA como agente de 

bloqueio em pH 5 e 7 (FIG. 25A e 25B), a atividade medida por pNPB é melhor mantida com 

uma diferença significativa se comparada as atividades recuperadas dos outros dois substratos 

(por exemplo, 71 % versus pNPB e cerca de 35 % versus triacetina e (S)-metil mandelato), 

mostrando uma preferência por pNPB. Em pH 9, essa diferença foi reduzida, e as atividades 

ficaram mais próximas entre os substratos. 
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Portanto, foi proposto que as diferentes interações produzidas entre enzima e 

suporte utilizando diferentes agentes bloqueadores e inativação térmica sob diferentes 

condições produziram mudanças conformacionais na enzima resultando em alterações na sua 

especificidade. O espectro de fluorescência do triptofano dos diferentes biocatalisadores foi 

realizado para analisar se diferentes conformações enzimáticas foram formadas durante a 

inativação. 

 

5.16 Espectroscopia de fluorescência dos biocatalisadores CALB 

 

Com os resultados mostrados até agora, sugere-se que alterações na superfície da 

enzima causadas por diferentes agentes de bloqueio nos grupos vinilsulfona remanescentes e 

por diferentes condições de inativação alteraram significativamente as características da 

enzima, incluindo atividade, especificidade e estabilidade. A espectroscopia de fluorescência 

de resíduos de triptofano pode fornecer informações úteis sobre a estrutura de biomoléculas, 

dinâmica e interações de proteínas em solução (STOBIECKA; WYSOCKI; BRZOZOWSKI, 

1998). Esta análise está relacionada principalmente à exposição dos resíduos de triptofano (Trp) 

ao solvente e é altamente suscetível à polaridade do microambiente (YADAV et al., 2020). A 

sequência de aminoácidos de CALB apresenta 5 resíduos de triptofano em sua estrutura (W52, 

W65, W104, W113 e W155) (UPPENBERG et al., 1994). 

Antes da análise de fluorescência, todos os biocatalisadores foram mantidos em 

tampão Tris-HCl 50 mM pH 7 por pelo menos uma semana. Assim, as alterações estruturais 

mostradas pela análise de fluorescência podem ser resultantes do agente de bloqueio ou das 

condições de inativação. O espectro de fluorescência intrínseca pode ser observado na FIGURA 

27. 

O espectro de fluorescência revela que antes das inativações já existe um perfil de 

fluorescência distinto entre os biocatalisadores, obtido a partir dos diferentes bloqueios. O 

biocatalisador bloqueado com ASP emitiu a maior intensidade de fluorescência, seguido pelo 

bloqueio com EDA e GLI. Em seguida, o octil-VS, biocatalisador não bloqueado, foi o que 

apresentou a segunda menor intensidade de fluorescência, e por fim o biocatalisador bloqueado 

com HA com a menor intensidade de fluorescência, o que corrobora com os baixos valores 

obtidos na atividade enzimática dos biocatalisadores bloqueados com este agente. 
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Figura 27 – Espectro de fluorescência intrínseca de octil-CALB e biocatalisadores de CALB 

bloqueados com diferentes agentes 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

Analisando os dados do espectro com mais detalhes (FIGURA 28), usando ASP, 

GLI e EDA, o comprimento de onda de máxima intensidade de fluorescência (λmax) foi de 

aproximadamente 302 nm, enquanto usando HA como agente de bloqueio, o λmax foi de cerca 

de 300 nm (FIG. 28A). Na FIG. 28B, o Imax mostra que o bloqueio com HA promoveu uma 

diminuição na intensidade máxima de fluorescência quando comparado aos outros agentes. 

Esses espectros de fluorescência indicam que a CALB imobilizada sofre uma alteração 

estrutural quando bloqueado com HA, explicando a menor atividade recuperada do 

biocatalisador imobilizado (TABELA 9). Comportamentos semelhantes foram observados com 

HA como agente de bloqueio usando biocatalisadores TLL (SOUZA et al., 2021) .  
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Figura 28 – Análise de fluorescência dos biocatalisadores de CALB bloqueados com diferentes 

agentes. (A) Comprimento de onda de máxima intensidade de fluorescência. (B) Intensidade de 

fluorescência em Unidades de Fluorescência Relativa (RFU) no comprimento de onda máximo 

(λmax) excitadas a 280 nm 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

Analisando os espectros de fluorescência sob cada condição de pH, a FIGURA 29 

mostra o comprimento de onda de máxima intensidade de fluorescência (λmax) e a FIGURA 

30 mostra a fluorescência intrínseca (Imax) em λmax. O bloqueio com HA não teve variação no 

comprimento de onda máximo em nenhuma porcentagem de inativação para todos os pH. Em 

pH 7, apenas no bloqueio com ASP, houve variação do comprimento de onda máximo. As 

demais foram mantidas para todas as porcentagens de inativação. 
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Figura 29 – Fluorescência intrínseca (λmax) dos biocatalisadores de CALB bloqueados com 

diferentes agentes e inativados a diferentes pH.  Foram plotados a intensidade de fluorescência 

para diferentes biocatalisadores e graus de inativação. A atividade residual é a atividade do 

biocatalisador após ser incubado a diferentes pH e tempos 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 
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Figura 30 – Fluorescência intrínseca (Imax a λmax) dos biocatalisadores de CALB bloqueados 

plotadas por diferentes graus de inativação dos mesmos. A porcentagem de inativação 

corresponde a atividade perdida pelos diferentes biocatalisadores ao serem incubados a 

determinada temperatura e Ph 

 

Fonte: elaborada pela autora (2022). 

 

Considerando as intensidades de fluorescência em pH 5 e 7 (FIG. 30A e 30B), foi 

observado que os biocatalisadores mais ativos apresentaram maior intensidade de fluorescência 

se comparados aos mais inativados. Assim, nesse caso, existe uma relação direta entre a 

atividade enzimática e a intensidade de fluorescência. Em pH 9 (FIG. 30C), o bloqueio com 

ASP resultou em uma maior intensidade de fluorescência nos biocatalisadores de maior 

atividade e intensidade reduzida nos mais inativados. Os demais agentes de bloqueio inativados 

a pH 9 apresentaram uma pequena variação na intensidade de fluorescência entre os níveis de 

inativação. Em pH 7 e 9 (FIG. 30B e 30C), o bloqueio com HA apresentou menor intensidade 

de fluorescência, indicando distorção estrutural mais significativa. Em pH 5 e 7 (FIG. 30A e 

30B) a 25 % de inativação, o biocatalisador bloqueado com glicina apresentou redução na 
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intensidade de fluorescência. Da mesma forma, essa diminuição foi observada na atividade 

enzimática contra os diferentes substratos. Embora a variação no comprimento de onda de 

intensidade máxima tenha sido pequena, analisando a intensidade de fluorescência emitida, 

pode-se observar que houveram mudanças entre os biocatalisadores não inativados e aqueles 

com diferentes níveis de inativação. A fluorescência do triptofano confirma que ocorreram 

mudanças na estrutura da enzima causadas por variações na exposição dos resíduos com o 

incremento da inativação. 
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PARTE III: Análise das interações dos biocatalisadores imobilizados de TLL e CALB 

 

Com os resultados obtidos neste trabalho, pode-se realizar uma análise comparativa 

entre as interações e características encontradas para as enzimas TLL e CALB.  

Inicialmente, a etapa de imobilização em suporte octil ativado com divinilsulfona 

apresentou semelhanças entre ambas as enzimas, com uma imobilização rápida por adsorção 

aos grupos octil e alcançando uma atividade relativa acima de 80 % após a incubação em pH 8.  

Na etapa de bloqueio com diferentes nucleófilos, a TLL imobilizada em suporte 

octil-VS bloqueada com HA apresentou uma redução atividade relativa para 58 %, sendo o 

único agente que apresentou uma redução após a incubação por 24 h. Enquanto no bloqueio do 

biocatalisador CALB, houve uma redução na atividade relativa para o bloqueio com ASP, GLI 

e HA, mas em nenhum caso essa redução foi tão drástica como ocorreu para a TLL no bloqueio 

com HA. 

Analisando as diferenças entre a especificidade enzimática dos biocatalisadores 

bloqueados e avaliados contra diferentes substratos, pode-se observar que para a CALB tais 

diferenças de especificidade entre os bloqueios foram menores que as encontradas 

anteriormente usando TLL. Portanto, as preparações imobilizadas com CALB e bloqueadas 

produziram maior variedade na especificidade aos substratos analisados.  

Para os biocatalisadores bloqueados com glicina, as atividades residuais contra 

triacetina foram similares ao encontrado usando biocatalisadores bloqueados com aspártico, 

sendo a pior entre os substratos analisados. Em pH 7, quando ainda se mantém 75 % da 

atividade inicial usando (R)-metil mandelato como substrato, somente 5 % foi mantida usando 

triacetina.  

Em relação às diferenças de estabilidade térmica sob diferentes pH causadas pelo 

agente de bloqueio, para ambas as enzimas o bloqueio com glicina foi o que forneceu maior 

estabilidade aos biocatalisadores, com no mínimo 7 horas para a perda de aproximadamente 75 

% da atividade enzimática em todos os pH analisados. 

Analisando o efeito do pH nos biocatalisadores parcialmente inativados, é possível 

notar que a TLL apresentou diferenças mais significativas entre as atividades de um mesmo 

biocatalisador quando medido com substratos diferentes. Indicando que a TLL ao ser inativada 

muda a sua especificidade. Isso pode ser notado pela diminuição mais rápida da atividade de 

um biocatalisador com um substrato e mais lenta com o mesmo biocatalisador e usando outro 

substrato em uma mesma condição de inativação. Por exemplo, no bloqueio com glicina, a TLL 
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inativada em pH 7 ainda mantém 75 % da atividade inicial usando (R)-metil mandelato como 

substrato, e somente 5 % foi mantida usando triacetina. Diferenças de especificidade foram 

mais sutis ao analisar o comportamento dos biocatalisadores de CALB. 

Por fim, a análise da estrutura tridimensional dos biocatalisadores por fluorescência 

mostrou que, durante a inativação, as distorções estruturais sofridas tanto por TLL como por 

CALB bloqueada com HA foram mais drásticas do que com os outros bloqueios, justificando 

também a menor atividade desse biocatalisador em algumas condições. Como esse resultado se 

repetiu com ambas as enzimas, pode-se concluir que o bloqueio com HA não alcançou a 

estabilização, atividade e especificidade desejadas para o desenvolvimento de um 

biocatalisador robusto, sendo os demais bloqueios opções melhores para esse objetivo.  
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6 CONCLUSÕES 

 

Os resultados apresentados neste trabalho mostram a complexidade da inativação 

enzimática. Foi demonstrado que a inativação de biocatalisadores imobilizados de TLL e de 

CALB dependem da possibilidade de estabelecer diferentes interações enzima-suporte e das 

condições de inativação. Funcionalmente, foi demonstrado como a especificidade da enzima é 

alterada durante a inativação pela diminuição da atividade mais rápida com alguns substratos 

do que com outros substratos, e essas mudanças dependem da natureza do agente de bloqueio 

e do pH de inativação. Da mesma forma, foi demonstrado por análise de fluorescência que a 

conformação enzimática inicial já dependia do agente de bloqueio e que as mudanças causadas 

pelas condições de inativação também eram determinadas pela superfície do suporte e pelo pH 

de inativação. Este trabalho foi realizado com auxílio de estudos funcionais e estruturais, e 

permite que novas questões sobre o desenvolvimento e uso de biocatalisadores sejam estudadas, 

verificando a estabilidade do biocatalisador nas condições operacionais e usando substratos 

alvo. 

Como trabalhos futuros, os estudos podem ser ampliados para a investigação da 

influência de outras condições de inativação na conformação enzimática. Como exemplo, pode-

se citar o uso de solventes orgânicos, alta força iônica e presença de compostos 

estabilizantes/desestabilizantes. Também podem ser analisadas matrizes de diferentes grupos 

funcionais e enzimas com características distintas da TLL e CALB. Assim, pode-se aumentar 

a compreensão sobre o comportamento de biocatalisadores imobilizados sob condições de 

inativação, permitindo a utilização de substratos específicos e direcionados para cada aplicação 

dos biocatalisadores. 
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