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RESUMO 

Lipases (glicerol éster hidrolases, E.C.3.1.1.3) são catalisadores versáteis com amplas e 

diversificadas possibilidades de aplicação industrial. Sua principal aplicação é 

essencialmente catalisar a hidrólise de triglicerídeos. Entretanto, em ambientes micro-

aquosos estas enzimas possuem a habilidade de catalisar a reação reversa de 

esterificação. Estas enzimas não requerem cofatores, possuem custo relativamente 

baixo, são regioespecíficas, enantiosseletivas, além de atuarem em uma larga faixa de 

temperatura e pH. Neste contexto, este trabalho teve por objetivo desenvolver 

tecnologias alternativas utilizando rotas enzimáticas mediadas por lipase de Rhizomucor 

miehei (RmL) imobilizada em suporte  quitosana na presença de algumas classes de 

surfactantes para a produção de butirato de metila e butirato de etila, dois ésteres 

amplamente utilizados na indústria de cosméticos e de alimentos. Neste estudo, duas 

estratégias de imobilização foram avaliadas. Na primeira, a enzima foi imobilizada na 

presença dos surfactantes selecionados  em suporte quitosana previamente reticulado 

com glutaraldeído. Na segunda estratégia de imobilização, o suporte utilizado foi 

reticulado com glutaraldeído após prévia adsorção da enzima na presença dos 

surfactantes. Dentre os procedimentos de imobilização estudados, os melhores 

resultados foram obtidos quando a enzima foi previamente adsorvida  no suporte 

quitosana na presença do surfactante dodecil sulfato de sódio (0,23% m.v-1) por 1h a 

4°C e 220 rpm, seguido de reticulação com glutaraldeído 0,6% (v.v-1) por 1h a 25°C.  

Nos ensaios de esterificação utilizando o melhor derivado obtido, foi efetuado um 

estudo detalhado dos parâmetros que afetam as taxas de conversão. Os melhores 

rendimentos foram obtidos quando as reações foram conduzidas a 25°C, 6h e 150 rpm 

utilizando n-heptano como solvente. Para o butirato de metila, o rendimento máximo de 

esterificação foi de 89% e para o butirato de etila a maior conversão observada foi de 

92%. Os resultados obtidos foram comparáveis aos rendimentos de esterificação 

observados quando foi utilizada a enzima comercial Lipozyme® nas mesmas condições 

reacionais. 
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ABSTRACT 
 

Lipases (glycerol ester hydrolases, EC 3.1.1.3) are versatile catalysts with broad and 

diverse possibilities of industrial applications. Its main application is essentially 

catalyze the hydrolysis of triglycerides. However, in micro-aqueous environments 

these enzymes have the ability to catalyze the reverse reaction of esterification. 

These enzymes do not require cofactors, have relatively low cost, are regioespecific, 

enantioselectives and may act on a broad range of temperature and pH. This work 

aimed to develop alternative technologies using enzymatic routes mediated by lipase 

from Rhizomucor miehei (RmL) immobilized on chitosan support in the presence of 

some classes of surfactants for the production of methyl butyrate and ethyl butyrate, 

two esters widely used in cosmetic and food industries. In this study two 

immobilization strategies were evaluated. In the first, the enzymes were 

immobilized in the presence of selected surfactants on chitosan supports previously 

activated with glutaraldehyde. In the second immobilization strategy, chitosan was 

crosslinked with glutaraldehyde after prior adsorption of the enzymes in the 

presence of surfactants. Among the immobilization procedures studied, the best 

results were achived when the enzyme was immobilized onto chitosan support in the 

presence of the surfactant sodium dodecyl sulphate SDS (0.23% m v-1) for 1 h at 4 ° 

C and 220 rpm, followed by crosslinking with 0.6% glutaraldehyde (v v-1) for 1 h at    

25 ° C. In esterification experiments conducted with the best derivative, a detailed 

study of the parameters that affect the reaction rates were performed. The best yields 

were obtained when the reactions were conducted at 25 ° C, 6h and 150 rpm using 

n-heptane as a solvent. For methyl butyrate maximum esterification yield was 89% 

and for ethyl butyrate the maximum conversion observed was 92%. The results were 

comparable to yields observed when the esterification reactions were carried out 

with the commercial enzyme Lipozyme® and the soluble enzyme under the same 

reaction conditions. 
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1. INTRODUÇÃO 
 
Reações de esterificação são especialmente empregadas na produção de 

compostos de alto valor agregado como intermediários químicos na indústria de 

fármacos e polímeros (Kourist & Bornscheuer, 2011; Liu et. al., 2011), na síntese de 

agroquímicos (Jaeger & Eggert, 2002) e na produção de combustíveis alternativos como 

o biodiesel (Gog et al., 2012; Mendes et al., 2011) e surfactantes biodegradáveis 

(Habulin et al.,2008) 

 Os ésteres de cadeia curta, em especial, por conferirem sabor e/ou aroma 

característico de frutas, são atualmente os mais empregados como agentes flavorizantes 

e aromatizantes na indústria de alimentos, de cosméticos e na indústria farmacêutica 

(Martins et al., 2011 ; Mahapatra et al.,2009). 

 Alguns destes compostos podem ser extraídos de fontes naturais, porém a 

limitação de matéria-prima, os elevados custos de produção e os baixos rendimentos 

obtidos tornam estes processos inadequados sob o ponto de vista industrial (Longo & 

Sároman, 2006).  

 A grande maioria dos ésteres atualmente comercializados é obtida por síntese 

química (esterificação, transesterificação, interesterificação) que utiliza ácido ou bases 

fortes como catalisadores. Estes processos são caracterizados por apresentar uma série 

de desvantagens, tais como: baixas taxas de reação e de conversão, formação de 

subprodutos indesejáveis durante o processo, necessidade de separação e purificação 

dos produtos formados no meio reacional, elevado consumo de energia, sendo também 

considerados agressivos ao meio ambiente (Hills, 2003; Kiss et al., 2004). Além destes 

problemas, ésteres obtidos por processos químicos são considerados “artificiais”, 

possuindo baixo valor de mercado (Bicas et al., 2010; Demyttenaere, 2001). 

A crescente demanda por produtos obtidos de fontes naturais nas últimas 

décadas aliada a grande pressão de órgãos legislativos e ambientais desencadeou um 

significativo avanço nas pesquisas que visam substituir os processos químicos 

tradicionais onerosos e ambientalmente inseguros por rotas biotecnológicas 

(enzimáticas ou fermentativas) economicamente viáveis para a obtenção de alguns 

compostos, incluindo ésteres, que podem ser utilizados por diversos segmentos do setor 

industrial. Os produtos derivados de bioprocessos são considerados “produtos naturais” 
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possuindo um alto valor econômico (Abbas & Comeau, 2003; Dubal et al., 2008; Serra 

et al., 2005). 

A utilização da tecnologia enzimática apresenta como principais vantagens altas 

taxas de conversão e obtenção de produtos com elevada pureza não havendo 

necessidade, na maioria dos casos, de etapas posteriores de purificação, reduzindo o 

consumo de energia no processo. Em adição a estes fatores, as conversões enzimáticas 

são consideradas ambientalmente seguras, atendendo os requisitos da química verde e, 

geralmente, são efetuadas em condições brandas de temperatura e pH evitando a 

degradação dos produtos formados, o que ocorre nas altas condições de temperatura 

usualmente utilizadas na síntese química (Ran et al.,2008 ; Rodriguez-Nogales et al., 

2005).  

 Reações de esterificação mediadas por lipases em meios não convencionais (ex: 

solventes orgânicos, líquidos iônicos ou fluidos supercríticos) ou em meios livres de 

cossolventes tem sido apontadas como uma alternativa promissora para a produção de 

alguns ésteres de interesse comercial em substituição aos processos químicos 

convencionais (Ben Salah et al. 2007; Radzi, 2011). 

 Uma grande limitação da utilização destas enzimas em processos industriais 

reside na falta de estabilidade operacional das mesmas e na impossibilidade de sua 

reutilização na forma solúvel (livre). Uma solução para contornar estas limitações tem 

sido a imobilização destas enzimas em suportes insolúveis que promovem vantagens 

operacionais tais como o aumento da estabilidade térmica do biocatalisador, a 

possibilidade de utilização em processos contínuos ou de bateladas, fácil separação 

enzima/ produtos, baixa geração de efluentes e reutilização do biocatalisador durante 

vários ciclos consecutivos sem perda significativa de sua atividade catalítica 

(Bornscheuer, 2005; Palomo et al., 2002; Torres-Salas et al., 2011).  

 Nos últimos anos, vários métodos de imobilização químicos e físicos utilizando 

suportes de natureza orgânica e inorgânica têm sido estudados na imobilização de 

lipases (Fangkangwanwong, et al., 2006; Knezevic, et al., 2006; Paula et al., 2008). 

  Contudo, o elevado custo de alguns suportes inorgânicos e polímeros sintéticos 

têm incentivado pesquisas na busca de matrizes alternativas de baixo custo, como por 

exemplo, carbonato de cálcio e biopolímeros como a quitina e a quitosana (Cetinus & 

Oztop, 2007; Gonsalves et al., 2011). 
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 A quitosana (poli-N-acetilglicosamina) é um oligossacarídeo derivado da 

quitina, polímero mais abundante na natureza depois da celulose, o qual pode ser 

facilmente obtido de fontes naturais como o rejeito de indústrias pesqueiras, 

principalmente nas carapaças dos crustáceos, notadamente camarão, lagosta e 

caranguejo, constituindo cerca de 30% do exoesqueleto destes últimos. 

   Em função de algumas de suas propriedades como biodegradabilidade e 

biocompatibilidade este polímero tem encontrado uma grande aplicação em diversas 

áreas do conhecimento (Kumar, 2000; Laranjeira & Fávere, 2009)  

A utilização de quitosana como suporte para imobilização de enzimas deve-se, 

principalmente a versatilidade de formas (flocos, partículas porosas, gel, fibra e 

membrana), baixo custo de obtenção e alta afinidade por proteínas (Al-Duri & Yong, 

2000; Krajewska, 2004).  

 Lipases podem ser imobilizadas em quitosana tanto por adsorção quanto por 

imobilização covalente. A presença de grupamentos amino (-NH2) e hidroxila (-OH) 

reativa na superfície deste polímero natural permite a utilização de diferentes agentes de 

funcionalização para obtenção de suportes com características adequadas que permitam 

a sua utilização como matriz para imobilização e estabilização destas enzimas (Chiou & 

Wu, 2004; Silva et al., 2012).Uma estratégia que vem sendo utilizada com bastante 

sucesso consiste na imobilização destas enzimas na presença de algumas classes de 

surfactantes. A adição destes tensoativos promove a imobilização das lipases na sua 

conformação aberta (ativa) fornecendo biocatalisadores com alta atividade catalítica 

(Michaux et al., 2010; Rodrigues et al., 2009). 

 Dentro deste contexto, este trabalho pretende desenvolver metodologias de 

imobilização de lipase de Rhizomucor miehei (RmL) no suporte quitosana na presença 

de surfactantes representativos de várias classes com o objetivo de preparar novos 

biocatalisadores com alta atividade catalítica que permitam sua aplicação na síntese de  

ésteres de interesse industrial.  

 Além de promover uma alternativa de beneficiamento, agregando valor aos 

produtos obtidos de resíduos da indústria pesqueira no estado do Ceará, este estudo 

pretende também contribuir para a expansão e diversificação da tecnologia enzimática 

trazendo potenciais benefícios sociais, econômicos e ambientais através do 

desenvolvimento de uma tecnologia inovadora e de custo acessível.  
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 Ressalte-se que a quitosana no estado do Ceará pode ser considerada um produto 

de baixo custo e fácil aquisição quando comparado a outros países do mundo (Kumar et 

al.,2000).  

  

2. OBJETIVOS 

 
2.1. Objetivos gerais 
 
 Este projeto tem como objetivo a preparação de novos biocatalisadores através 

da imobilização de lipases em suporte quitosana, visando aplicação na síntese de alguns 

ésteres componentes de aromas de interesse comercial. 

2.2. Objetivos específicos 

 

I. Preparação e caracterização de suportes a base de quitosana 

II. Desenvolvimento de protocolos de preparação do suporte a base de quitosana 

para imobilização de lipases de Rhizomucor miehei na presença de 

surfactantes representativos de várias classes; 

III. Avaliação do desempenho dos biocatalisadores obtidos quanto à atividade 

aparente, recuperação de atividade, estabilidade térmica e capacidade de 

carga; 

IV. Avaliação do potencial de aplicação dos derivados imobilizados em reações de 

síntese de ésteres, especialmente aromas naturais. 
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2. REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

2.1. Lipases 

2.1.1. Definição de lipases 

 As lipases (glicerol éster hidrolases, E.C.3.1.1.3) fazem parte de um grupo 

especial de enzimas hidrolíticas que possuem a habilidade de catalisar a quebra de 

ligações éster de acilgliceróis de cadeia longa na interface orgânica-aquosa liberando os 

ácidos graxos correspondentes e glicerol. 

 A clivagem de ligações éster de acilgliceróis geralmente ocorre de maneira 

sequencial, de modo que o meio reacional em um determinado instante pode conter uma 

mistura de acilgliceróis (mono- e diacilgliceróis), glicerol e água (Castro et al., 2004; 

Patil et al.,2011). A Figura 1 mostra o esquema da hidrólise de triacilgliceróis catalisada 

por lipases. 

Figura 1.  Mecanismo geral de hidrólise de um triacilglicerol catalisada por lipases 

 De acordo com Jaeger & Reetz (1998), as lipases podem ser consideradas uma 

classe especial de esterases. As esterases (esterases-carboxiléster hidrolases,            
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E.C.3.1.1.1) também catalisam reações de hidrólise, porém sua atividade enzimática é 

restrita a hidrólise de ligações éster em substratos solúveis em meio aquoso.  

           Durante algum tempo a diferenciação entre lipases e esterases foi baseada em 

suas propriedades cinéticas. Segundo alguns trabalhos, as lipases seriam ativadas na 

presença de substratos emulsionados, enquanto as esterases não apresentariam esta 

ativação, exercendo sua função hidrolítica somente sobre substratos solúveis em água 

(Sarda & Desnuelle, 1958; Sharma et al.,2001).  

O mecanismo de “ativação interfacial” das lipases foi elucidado a partir da 

década de 90, quando as estruturas tridimensionais das lipases de Rhizomucor miehei 

(Brady et al., 1990), Geotrichum candidum (Schrag et al., 1991) e da lipase pancreática 

humana (Winkler et al., 1990) foram determinadas. 

 A maioria das lipases apresenta uma estrutura anfifílica composta por uma 

cadeia polipeptídica helicoidal móvel chamada tampa ou lid que recobre o sítio 

catalítico da enzima isolando-o do meio reacional. Na presença de uma interface 

hidrofóbica (lipídeo-água, água-solvente orgânico, micelas) esta tampa sofre uma 

mudança conformacional expondo o sítio ativo da enzima favorecendo a ligação com o 

substrato (Jaeger et al., 1999; Pleiss, 1998). 

 Embora esta estrutura esteja comumente associada a este fenômeno,        

descobriu-se recentemente que a presença da tampa hidrofóbica não está 

necessariamente correlacionada com a ativação interfacial visto que algumas lipases 

como as de Pseudomonas aeruginosa, Burkholderia glumae e Candida antartica B e a 

lipase pancreática humana possuem uma tampa hidrofóbica recobrindo seus sítios 

ativos, porém não exibem ativação interfacial (Jaeger; Dikstra; Reetz, 1998; Thomas et 

al.,2005). Desta forma, todas as lipases que apresentam o fenômeno de ativação 

interfacial possuem a tampa hidrofóbica, mas o contrário não pode ser afirmado.   

As lipases têm sido definidas nos trabalhos mais recentes como carboxilesterases 

que hidrolisam acilgliceróis de cadeia longa, ou seja, com cadeia acila com mais de 10 

átomos de carbono (Verger, 1997; Sharma et al., 2001). Enzimas que apresentam 

capacidade de hidrolisar apenas acilgliceróis de cadeia curta (10ޒ átomos de carbono) 

são classificadas genericamente como estearases (Bornscheuer, 2002 ; Castro-Ochoa et 

al., 2005). 

A especificidade preferencial dessas duas enzimas também tem sido utilizada 

como critério para diferenciá-las. Os substratos naturais para lipases são óleos e 
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gorduras contendo triacilgliceróis constituídos de ácidos graxos de cadeia longa, ou 

seja, ligações ésteres tríplices, enquanto estearases atuam sobre ligações simples, 

liberando ácidos graxos de baixa massa molar (Brockman, 1984). 

Vale aqui ressaltar que, a maioria das lipases atualmente conhecidas pode 

hidrolisar os substratos de estearases, mas o contrário não é observado (Bornscheuer et 

al. 2002; Nini et al., 2001; Tomic & Ramek, 2006).  

2.1.2. Fontes e Propriedades Bioquímicas das lipases 

 As lipases são enzimas que tem sido isoladas de diferentes organismos (animais, 

vegetais, bactérias, fungos e leveduras) (Kumar et. al.,2005; Trevisan,2004). 

  Atualmente, um grande número de microorganismos é capaz de produzir estas 

enzimas. Contudo, alguns autores destacam que ainda existe uma grande diversidade de 

microorganismos a ser explorada ressaltando a necessidade da triagem e do isolamento 

de novas cepas produtoras de lipases com características desejáveis para aplicação em 

biocatálise (Wubbolts et al., 2000). 

 Do ponto de vista industrial e econômico, as lipases de origem microbiana 

obtidas por fermentação são as mais utilizadas em função da abundância de espécies 

capazes de sintetizá-las, por serem extracelulares e por permitirem um maior controle 

do processo sendo facilmente recuperadas do meio de fermentação (Hasan et al., 2006). 

  As lipases fúngicas (ex. Aspergillus niger, A. oryzae, Mucor javanicus, 

Rhizopus niveus, R.oryzae, Rhizomucor miehei, etc) em especial e as obtidas de algumas 

leveduras (ex: Candida rugosa, Candida Antarctica, Yarrowia lipolytica, etc)  são as 

mais estudadas por serem consideradas não nocivas à saúde humana, sendo 

reconhecidas como GRAS , Generally Regarded as Safe (Jaeger et al., 1994).  

 As lipases de origem bacteriana (ex. Pseudomonas sp., P. fluorescens, 

Bulkholderia (P.) cepacia), Burkholderia sp e Arthrobacter sp, P. fluorescens) 

apresentam como principais vantagens em relação as lipases de origem fúngica o rápido 

crescimento celular e uma maior estabilidade em meios alcalinos (Gupta, 2004; Ruiz et 

al., 2003).  

 As lipases apresentam uma grande variação em suas propriedades moleculares 

tais como massas molares e ponto isoelétrico, e propriedades físico-químicas como  pH 

ótimo e temperatura ótima de atuação, estabilidade frente ao pH e à temperatura, bem 

como especificidade frente a diversos substratos. Porém, estas propriedades podem 
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variar acentuadamente dependendo da origem, ou mesmo entre isoformas produzidas 

por um mesmo microrganismo (Hasan et al., 2006 ; Wilson et al., 2006) 

 Dependendo de sua origem, as lipases podem apresentar massa molecular 

variando entre 20 e 176 kDa, atividade na faixa de pH compreendida entre 4 e 11 e 

temperaturas ótimas de atuação variando desde ambiente até 80°C (Gupta et  al.,2004; 

Pahoja & Sethar, 2002; Patil et al., 2011). 

  Lipases são geralmente estáveis em soluções aquosas neutras à temperatura 

ambiente, apresentando, em sua maioria, uma atividade ótima na faixa de temperatura 

situada no intervalo de 30 a 40°C (Vulfson, 1994). O ponto isoelétrico (pI) comumente 

encontrado em lipases obtidas de fungos e leveduras situa-se entre 4 e 6, com algumas 

exceções cujos valores estão situados no intervalo de 7 a 9, enquanto as lipases 

bacterianas exibem valores de ponto isoelétrico situados no intervalo de 4-10 (Jaeger et 

al., 1999; Lima et al., 2004). 

A Tabela 1 apresenta as características físico-químicas de algumas lipases 

obtidas de diversos organismos. 

Tabela 1. Propriedades físico-químicas de algumas lipases 

Lipases Intervalo de 
pH 

Tatuação (°C) Referência 

Candida rugosa 5 - 8 35 - 50 López et al., 2004 

Candida antarctica A 6 - 10 35 - 70 Pfeffer et al., 2006 

Candida antarctica B 6 - 9 35-70 Olek & Christensen, 2002 

Thermomyces lanuginosus 6 – 9 30 - 50 Fernandes et al., 2004 

Aspergillus niger 6 – 8 40 - 55 Shu et al., 2007 

Pseudomonas aeruginosa 5,5 – 7,5 35 - 45 Ogino et al., 2000 

Bacillus subtilis 8 – 10 30 - 40 Lesuisse et al., 1993 

Geotrichum candidum 6,5 - 8 32 - 42 Burkert et al., 2004 

Streptomyces rimosus 8,5 - 10 45 - 60 Abrimic et al., 1999 

Yarrowia lipolytica 4 - 7 30 - 45 Aloulou et al., 2007 

Rhizopus niveus 5 - 7 30 - 45 Uhlig, 1998 

Rhizomucor miehei 6,5 – 7,5 30 - 40 Abbas et al., 2002 

Pâncreas suíno 6 - 9 40 - 55 Godfrey & West, 1996 



11 

 

 

2.1.3. Estrutura tridimensional, mecanismo catalítico e ativação das lipases 

 A maioria das lipases caracterizadas até o momento por difração de raios X 

apresenta uma estrutura terciária comum, denominada conformação (ou dobramento)     

α/β hidrolase, composta por uma seqüência de α hélices e folhas β-pregueadas 

(Bornscheuer, 2002; Schrag & Cygler, 1997) e  seus sítios catalíticos são formados por 

uma “tríade catalítica” composta pelos resíduos de  aminoácidos serina (Ser), histidina 

(His) e ácido aspártico ou glutâmico (Asp/Glu). 

Este tipo de conformação tridimensional apresenta um núcleo central formado 

por uma folha β central, consistindo de oito diferentes fitas β (β1-β8), conectadas com 

seis α hélices (A-F) (Pouderoyen et al., 2001).  

As fitas β têm orientação para a esquerda, e a primeira e a última fita formam um 

ângulo de aproximadamente 90° entre si. A Figura 2 mostra o modelo estrutural das / 

hidrolases. 

  Figura 2 - Modelo estrutural de α/β hidrolases (Fonte: Pouderoyen et al., 2001, com modificações). 

 O fragmento mínimo deste dobramento, presente em todas as lipases contém 

cinco folhas β e duas α hélices (B e C na Figura 2). Além disso, a hélice A faz parte de 

todas as lipases, com exceção das lipases de Rhizomucor miehei. 

2.1.4. Mecanismo catalítico das lipases 

 As lipases, assim como as esterases e as serino-proteases, catalisam suas reações 

de hidrólise ou esterificação de maneira similar devido à semelhança estrutural entre os 

seus sítios catalíticos. 

 O mecanismo catalítico das lipases é normalmente descrito pelo modelo Ping-

Pong Bi-Bi e foi proposto para o tipo de reação que envolve dois substratos (A e B) e 

dois (Y e Z) produtos (Bi Bi). Neste mecanismo, um ou mais produtos são formados 

antes que todos os substratos tenham se ligado a enzima. A enzima existe como duas 

espécies catalíticamente ativas, cada uma reconhecendo um substrato específico e 
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transformando-os em produtos enquanto sofre uma mudança conformacional (Illanes, 

2008). A Figura 3 ilustra o mecanismo Ping-Pong Bi-Bi: 

E

A

EA E'Y

Y

E'

B

E'B

Z

EZ
E

 

Figura 3. Representação esquemática do mecanismo Ping-pong Bi-Bi. A e B são substratos; Y e Z 
são produtos; E e E’ são diferentes conformações da enzima livre; EA, E’Y, E’B e EZ são estados 
de transição. (Fonte: Illanes, 2008). 

 

 No mecanismo apresentado na Figura 3, a enzima E reconhece o substrato A e o 

converte no produto Y ao mesmo tempo em que sofre uma mudança conformacional 

passando para a forma E’ após a liberação do primeiro produto da reação. Esta nova 

estrutura não reconhece o substrato A, mas se liga ao substrato B convertendo-o no 

produto Z sofrendo novamente uma mudança estrutural retornando a conformação 

inicial E após liberação deste produto. 

 Independente da reação catalisada este mecanismo é o mais aceito para estas 

enzimas (Paiva et al., 2000). 

Para exemplificar este mecanismo, a Figura 4 ilustra a hidrólise de um éster na 

presença destas enzimas. 
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Figura 4. Mecanismo proposto da reação de hidrólise de ligações éster catalisadas por lipases e 
estearases . (1) ataque nucleofílico da hidroxila do resíduo serina ao carbono carbonílico da ligação 
éster; (2) formação do primeiro intermediário tetraédrico; (3) formação do complexo acil-enzima e 
ataque nucleofílico da água; (4,5) formação do segundo intermediário tetraédrico e (6) liberação do 
segundo produto da reação (éster) e restauração do sítio catalítico da enzima para um novo ciclo. 

(Fonte:Silva, 2012; Ghanem, 2007, com modificações) 

Inicialmente o resíduo de histidina que atua como uma base ativa o grupo 

hidroxila da serina aumentando o seu caráter nucleófilo. Em seguida, ocorre o ataque 

nucleofílico do oxigênio da hidroxila serínica ao carbono da ligação éster do substrato 

(doador acila) rompendo a ligação C=O e dando origem ao primeiro intermediário 

tetraédrico (1) que é estabilizado pelos resíduos catalíticos de histidina e aspartato ou 

glutamato. O intermediário tetraédrico é estabilizado por duas ligações de hidrogênio 

formadas com as ligações amida entre os resíduos de aminoácidos específicos que 

pertencem à chamada “cavidade do oxiânion” (representados na figura por Tyr e Gln) 
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que estão localizados de forma apropriada e servem como formadores de pontes de 

hidrogênio, estabilizando a carga negativa do oxigênio do grupamento carbonila. 

Na segunda etapa, o intermediário tetraédrico é desfeito pelo restabelecimento 

da ligação C=O e subsequente clivagem da ligação éster com liberação de uma 

molécula do primeiro produto, um álcool, formando assim o complexo acil-enzima (3). 

 No terceiro passo, uma molécula de água (aceptor acila), que atua como 

nucleófilo ataca o carbono carbonílico do intermediário acil enzima, abrindo a ligação 

C=O, formando um segundo intermediário tetraédrico (4 e 5). Na última etapa (6), com 

a formação de uma nova ligação C=O, o segundo intermediário tetraédrico é desfeito, 

ocorrendo à liberação do segundo produto, um ácido carboxílico e a enzima é 

regenerada para um novo ciclo de reação (Bornscheuer, 2002; Jaeger et. al.,1994) . 

 O desbloqueio do sítio catalítico das lipases para um novo ciclo de reação é 

atribuído a um mecanismo denominado “catapulta eletrostática” proposto por Petersen  

(2001). Este mecanismo considera que o sítio catalítico de uma lipase atuando na sua 

condição de pH ótimo apresenta uma carga negativa que por repulsão eletrostática libera 

o ácido carboxílico obtido na reação de hidrólise deixando  o sítio ativo  disponível para 

um novo ciclo, aumentando a eficiência da enzima. O modelo de desbloqueio do sítio 

catalítico das lipases proposto por Petersen et al. está apresentado na Figura 5.  

 
Figura 5. Mecanismo da catapulta eletrostática (Almeida, 2005; Petersen et al. 2001, com 

modificações). 

Embora a carga do sítio ativo aumente com o pH, a atividade máxima  destas 

enzimas ocorreria em um intervalo de pH entre 6 e 10. Em valores de pH acima do 
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ótimo, ocorreria a desestabilização da estrutura da enzima, ocasionando a perda de sua 

funcionalidade (Petersen et al., 2001). 

2.1.5. Lipases de  Rhizomucor miehei 

 Lipases de Rhizomucor miehei (Rml) ou mucor miehei são proteínas 

extracelulares de origem fúngica constituídas de 269 aminoácidos possuindo uma massa 

molecular de 29 kDa e um ponto isoelétrico (pI) de 3,8 (Rodrigues & Fernandez-

Lafuente, 2010; Wu, 1996). 

 Seus sítios catalíticos são formados pelos resíduos dos aminoácidos serina 144, 

histidina 257 e aspartato 203 (Brady et al., 1990; Hedfors, 2009). O esqueleto dos 

resíduos serina 82 e leucina 145 constituem a “cavidade do oxiânion” (Norin et al., 

1994). A região da tampa hidrofóbica (lid) é constituída de resíduos de aminoácidos que 

vão desde a posição 85 até a 91 (Brzozowski et al., 1991).  A Figura 6 mostra a estrutura 

secundária da lipase de Rhizomucor miehei (Rml). 

 

Figura 6. Estrutura da lipase de Rhizomucor miehei. (Fonte: Brzozowski et al. ,1992). 

 A lipase de Rhizomucor miehei (Rml) foi a primeira lipase cuja estrutura foi 

elucidada (Brady et al., 1990; Derewenda et al., 1992). 
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  Estes estudos também comprovaram que esta enzima exibe uma pronunciada 

ativação interfacial na presença de um substrato específico na interface lipídeo-água. 

A Figura 7 mostra a estrutura e o mecanismo de ativação interfacial para esta 
lipase.

Figura 7. Estrutura da lipase de Rhizomucor miehei mostrando sua conformação fechada (A, C) e 
aberta (B, D). A e B (vista lateral): a tríade catalítica (em amarelo) e a estrutura secundária  
mostrando o dobramento α/β hidrolase comum a todas as lipases. C e D (vista superior): modelo do 
espaço preenchido, colorido por decréscimo de polaridade (azul escuro- levemente azul- branco-
levemente vermelho-vermelho escuro). Após o deslocamento da tampa hidrofóbica, a tríade 
catalítica (em amarelo) torna-se acessível ao substrato (D), e a região ligada à interfase torna-se 
significativamente mais apolar. (Fonte: Schmid & Verger, 1998). 

 

  Atualmente, esta enzima é comercializada na forma solúvel (Palatase 200L) ou 

na forma imobilizada (Lipozyme RM IM) por fabricantes como a Sigma e a 

Novozymes. O suporte utilizado na imobilização desta lipase é a Duolite ES562, uma 

resina de troca iônica fraca formada pelo copolímero fenol-formaldeído                   

(Rodrigues & Fernandez-Lafuente, 2010).  
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2.1.6. Reações catalisadas por lipases 

Além da clivagem de ligações éster, as lipases em ambientes aquo-restritos 

podem catalisar a reação inversa de síntese, com a formação de uma ligação éster a 

partir de uma molécula de álcool e de um ácido carboxílico específico. 

 Na presença de lipases, estes mecanismos catalíticos (hidrólise e síntese) podem 

estar associados resultando em reações de interesterificação (acidólise, alcoólise e 

transesterificação) dependendo dos reagentes de partida e do meio reacional utilizado. 

 Em função dos reagentes utilizados como nucleófilos, estas enzimas podem 

catalisar reações de aminólise (formação de amidas), tioesterificação, lactonização, 

formação de perácidos e polimerização em solventes orgânicos com elevada 

seletividade. 

 Alguns exemplos de reações catalisadas por lipases estão mostrados abaixo. 

1. Hidrólise 
 

R OR1
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OH
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2. Esterificação 
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5. Acidólise 
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7. Lactonização 
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8. Formação de perácidos 
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Lipases de diferentes fontes podem catalisar os mesmos tipos de reações, 

embora o desempenho sob as mesmas condições reacionais possam apresentar 

diferenças acentuadas (Castro et al., 2004; Yahya et al., 1998).  

 A grande versatilidade demonstrada por esta classe especial de enzimas deve-se 

principalmente a algumas de suas características únicas como especificidade, 

enantiosseletividade e regiosseletividade.  

Processos biocatalíticos mediados por lipases permitem a síntese de substâncias 

com elevado grau de pureza, minimizando problemas de reações laterais como 
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decomposição, isomerização, racemização e rearranjo. Além destas características, as 

lipases podem atuar em condições brandas de temperatura e pH. 

Em função destas propriedades, o aproveitamento biotecnológico destas enzimas 

nos mais variados campos de aplicação tem sido estudado (Gupta et al., 2003; 

Villeneuve, 2007 ; Saxena et al.,2003).  

 Dados reportados na literatura mostram que as lipases representam cerca de 

35%  das enzimas utilizadas no desenvolvimento de processos bioquímicos de interesse 

(Paques & Macedo, 2006).   

 Neste contexto, lipases de diversas origens vêm sendo empregadas na produção 

de biossolventes (solventes orgânicos obtidos de fontes renováveis) (Bouaid et al., 

2007), de lubrificantes (Åkerman, 2011), de aditivos para combustíveis (Orrego et al., 

2009), na obtenção de aromatizantes e flavorizantes (Ghamgui et al.,2006; Rajendran et 

al., 2009 ) , na síntese de fármacos (Rasor & Voss, 2001),  na modificação de óleos e 

gorduras (Nunes et al., 2010) e na produção de biodiesel (Salis et al., 2008) entre outras 

aplicações de interesse.  

  Além das aplicações acima mencionadas, vários estudos para a utilização de 

lipases em síntese orgânica têm envolvido a resolução de misturas racêmicas. A 

indústria farmacêutica, por exemplo, é um setor do segmento industrial que tem 

demonstrado grande interesse nesta área uma vez que a atividade biológica de interesse 

de algumas drogas comercializadas na forma de misturas racêmicas está associada a 

apenas um dos enantiômeros (-R ou –S) presentes na mistura (Gotor-Fernandez, 2006; 

Ghanem, 2007).  

  Lipases de diferentes fontes tem sido utilizadas com relativo sucessivo na 

resolução cinética de racematos em meio orgânico (separação em virtude da diferença 

nas velocidades de reação de cada enantiômero com o biocatalisador) para a obtenção 

de substâncias enantiomericamente puras (Chen et al., 2005; Sharma, 2011; Tauchi, 

2006) 

 Lipase de Rhizomucor miehei, em particular, tem sido frequentemente utilizada 

como catalisador industrial na modificação de gorduras, na indústria de cosméticos, em 

reações de esterificação e transesterificação e na indústria de alimentos (Houde et al., 

2004; Srianta, 2010). Além destas aplicações, esta enzima vem sendo empregada na 

resolução de misturas racêmicas de álcoois, ésteres e ácidos quirais (Alcántara et al., 

1998; Stonkus et al., 2001).  
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 Esta enzima também tem sido empregadas com sucesso na síntese de novas 

classes de surfactantes e novos emulsificantes de grande interesse na indústria de 

alimentos (Kiran et al., 2002; Shaw et al., 2003), na síntese de ésteres terpênicos (; 

Laboret et al., 1999; Shieh et al.,2000), na hidrólise e síntese de alguns polímeros 

(Fernandez-Lafuente et al., 2010; Fehling et al., 2007), em reações de lactonização 

(Yadav et al., 2007), formação de ligações amida (Liu et al., 2007) e 

tiotransesterificação (Weber et al., 2006). 

2.2. UTILIZAÇÃO DE ENZIMAS COMO BIOCATALISADORES 
INDUSTRIAIS 

2.2.1. Tecnologia enzimática 

 Do ponto de vista técnico e econômico, a utilização de enzimas em processos 

industriais requer a reutilização ou uso contínuo do biocatalisador por longos períodos 

de tempo com manutenção de sua atividade catalítica. 

 A utilização de enzimas na forma solúvel (livre) apresenta uma série de 

inconvenientes dentre os quais podemos citar o custo relativamente alto das enzimas, 

inativação parcial durante a estocagem, falta de estabilidade operacional das mesmas e a 

necessidade de sistemas eficientes de separação enzima-produtos, geralmente 

dispendiosos, que possibilitem sua reutilização durante vários ciclos de reação evitando 

a contaminação do produto (Guisán, 2006; Lopez-Gallego et al., 2005) . 

 Sendo assim, a estabilização da estrutura tridimensional de uma enzima é o fator 

preponderante para a sua utilização como biocatalisador em processos industriais (Haki 

e Rakshit, 2003).  

 Dentre as várias alternativas sugeridas para contornar as limitações impostas 

pela utilização de enzimas na forma solúvel em processos industriais podemos citar: 

(i) utilização de enzimas termófilas mais resistentes a inativação por efeitos 

de temperatura (Adams & Kelly, 1998); 

(ii) produção de cepas mais resistentes a condições de desnaturação e 

adequadas a finalidades específicas através da utilização de técnicas 

avançadas de engenharia de proteínas (Svendsen, 2000); 

(iii) modificação química da superfície de proteínas (Fernández-Lorente et 

al., 2008; López-Gallego et al., 2005 ); 

(iv) utilização de técnicas de imobilização (Mateo et al., 2004). 
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 As alternativas citadas acima podem ser utilizadas individualmente ou em alguns 

casos podem atuar conjuntamente (Abian et al., 2004; Gupta, 1991). 

O desenvolvimento de métodos de imobilização ainda é de longe a alternativa 

mais utilizada para contornar todos os inconvenientes anteriormente citados e vários 

protocolos de imobilização de enzimas em diversos suportes (matrizes) insolúveis tem 

sido estudados. 

De acordo com a IUPAC (1995), enzimas imobilizadas “são enzimas ou 

sistemas enzimáticos fisicamente confinados ou localizados numa certa região definida 

do espaço com a retenção de suas atividades catalíticas, e que podem ser usadas repetida 

e continuamente”. No processo de imobilização a enzima pode estar fisicamente 

confinada em uma matriz sólida ou pode estar ligada física ou quimicamente a um 

suporte por meio de interações específicas (Vitolo, 2001). 

 As principais vantagens da utilização de enzimas imobilizadas são o aumento da 

estabilidade térmica do biocatalisador, a possibilidade de utilização em processos 

contínuos, maior controle de processos, fácil separação enzima-produtos, redução do 

volume de reação (alta concentração de enzima em um menor volume de reator) e a 

reutilização do biocatalisador durante vários ciclos sem perda significativa de sua 

atividade (Persson et al., 2002; Palomo et al., 2002). 

As técnicas de imobilização de enzimas podem ser agrupadas em três categorias 

distintas: (i) aqueles que envolvem a interação da enzima com uma matriz (suporte) 

usualmente através de uma ligação química e (ii) aqueles em que a enzima está 

confinada em um espaço delimitado e (iii) ligação cruzada intermolecular enzima-

enzima. A Figura 8 mostra os principais métodos de imobilização de enzimas. 
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Figura 8. Principais métodos de imobilização de enzima. (a)adsorção; (b) ligação covalente 
unipontual; (c) ligação covalente multipontual; (d) ligação covalente via espaçadores químicos; (e) 

confinamento em gel; (f) encapsulamento em membranas; (g) encapsulamento em micelas e (h) 
ligação cruzada intermolecular enzima-enzima. (Fonte: Idris & Bukhari, 2012, com modificações).   

Cada método de imobilização apresenta vantagens e desvantagens uma vez que 

este processo é geralmente acompanhado de mudanças na atividade catalítica, no 

intervalo de pH ótimo, na faixa de temperatura de atuação e  na estabilidade da enzima  

( Besanger et  al., 2003; Bommarius & Riebel, 2004).  

As diferenças de comportamento da enzima após imobilização quando 

comparada a sua forma solúvel são, devidas principalmente a: (Ozyilmaz, 2009). 

(a) alterações conformacionais na molécula da enzima durante o processo de 

imobilização modificando a estrutura terciária do sítio ativo; 

(b) efeitos difusionais ou de transferência de massa internos e externos que 

limitam a difusão de substratos em direção ao sítio ativo da enzima e dos produtos 

formados para o meio reacional; 

(c) impedimentos estéricos (efeitos estereoquímicos) que tornam o sítio 

catalítico da enzima inacessível ao substrato. 
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A Figura 9 apresenta alguns dos principais efeitos gerais causados pela 

imobilização na atividade enzimática. 

Figura 9. Efeitos da imobilização na atividade enzimática. 

Estas alterações são decorrentes não só de possíveis mudanças estruturais na 

enzima ao longo do processo de imobilização, mas também das propriedades químicas e 

físicas do suporte empregado que podem influenciar marcadamente a afinidade da 

enzima pelo substrato.   

É importante ressaltar também que, após a imobilização, a enzima estará 

circundada por um microambiente diferente do habitual, o que também pode causar 

alterações pronunciadas na sua atividade.  

A adequada seleção do método que deverá ser utilizado na imobilização de 

enzimas deverá levar em conta: 

(i) o tipo particular de lipase que será imobilizada; 

(ii) as propriedades finais desejadas para a enzima imobilizada; 

(iii) as características do meio reacional (aquoso, orgânico, sistema 

bifásico,etc.) e as condições do processo (pH, temperatura e pressão) a que 

a enzima será submetida após imobilização; 

(iv) a toxicidade dos reagentes empregados na imobilização; 

(v) custo do procedimento de imobilização. 
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2.3. Métodos de imobilização 

2.3.1. Confinamento (aprisionamento) em gel 

 Esta técnica de imobilização consiste na retenção física da enzima nas cavidades 

internas de uma matriz polimérica de baixa porosidade que ao mesmo tempo retém a 

proteína e permite a difusão de substratos e produtos da reação.  

O processo de imobilização ocorre por polimerização in situ de uma solução do 

monômero na qual a enzima se encontra dissolvida (Sheldon et. al, 2007a). Após 

polimerização, obtém-se uma rede polimérica artificial rígida ou semi-rígida delimitada 

por uma membrana porosa. 

 Polímeros naturais como alginato, carragenana e quitosana e alguns polímeros 

sintéticos como a poliacrilamida, poliuretanos e álcool polivinílico (PVA) tem sido 

extensivamente utilizados como matrizes neste tipo de imobilização. 

 Mais recentemente, matrizes porosas a base de sílica obtidas pelo processo      

sol-gel através da polimerização hidrolítica de precursores alquilsilanos (RSi(OCH3)3) e 

suportes híbridos como o polisiloxano (POS) - álcool polivinílico (PVA) tem sido 

empregados nesta técnica. Dependendo das condições de polimerização são obtidos 

xerogéis, aerogéis e ambigéis (Pierre, 2004)   

 A principal vantagem da utilização desta técnica é que a enzima não interage 

com o polímero evitando, assim, sua desnaturação (Dalla-Vecchia et al., 2004). 

   O confinamento no interior dos poros do gel evita que a enzima tenha contato 

direto com o meio reacional, minimizando os efeitos deletérios causados por bolhas de 

ar, agitação mecânica e solventes hidrofóbicos (Lalonde & Margolin, 2002).  

Entretanto, este método de imobilização causa restrições significativas à 

transferência de massa através da membrana sendo necessárias altas concentrações de 

substrato para minimizar este efeito. Além deste inconveniente, os géis obtidos por esta 

técnica apresentam baixa capacidade de carga. 
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2.3.2. Inclusão em membranas 

 Enzimas podem ser retidas em membranas semipermeáveis que permitem a livre 

passagem de substratos e produtos da reação. A retenção da enzima pode ser conseguida 

por microencapsulamento ou pela retenção em membranas de ultrafiltração. 

As membranas semipermeáveis que formam a microcápsula podem ser 

permanentes, quando obtidas por reações de polimerização, ou não permanentes quando 

são compostas por micelas reversas formadas por surfactantes (Arroyo, 1998).  

 A preparação de microcápsulas permanentes é feita misturando-se a solução 

enzimática a um fluido polimérico que solidifica em várias formas dependendo da 

aplicação (geralmente na forma de esferas). Polímeros naturais como alginato, 

quitosana, ágar, colágeno e polímeros sintéticos como a poliacrilamida tem sido 

bastante empregados como matrizes na preparação de microcápsulas. Entretanto, este 

tipo de microencapsulação está sujeito a limitações de transferência de massa e tem 

aplicação restrita a substratos de baixo peso molecular.  

Micelas reversas formadas por surfactantes como o Triton, Tween, o dioctil 

sulfosuccinato de sódio (AOT) e o dodecil sulfato de sódio (SDS) têm sido utilizadas 

com sucesso em várias reações enzimáticas por apresentarem propriedades interessantes 

uma vez que o microambiente é adequado para determinadas enzimas e limitações de 

transferência de massa são negligenciáveis (Carvalho & Cabral, 2000; Naoe et 

al.,2004;).   

A grande desvantagem da utilização deste sistema reside na dificuldade de 

recuperação do produto em larga escala devido à presença do surfactante e de outros 

possíveis componentes do meio reacional, como proteínas e água (Krieger et al., 2004). 

2.3.4. Imobilização não covalente em suportes  

 Geralmente referido como adsorção física, este método promove a ligação entre 

a enzima e um suporte sólido inerte por meio de interações fracas tipo van der Walls, 

ligações de hidrogênio ou interações iônicas.  

     É um método de fácil execução, de baixo custo, que promove pouca perturbação 

na estrutura nativa da enzima e geralmente é acompanhado por altos rendimentos de 

imobilização.  

Sua principal limitação é que a enzima pode ser facilmente dessorvida do 

suporte em sistemas aquosos ou por alterações de temperatura, pH e força iônica do 
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meio (Arroyo et al.,1998). Contudo, em solventes orgânicos, este fenômeno pode ser 

negligenciado e por esta razão, biocatalisadores contendo enzimas adsorvidas podem ser 

empregados com grande sucesso em catálises industriais que utilizam solventes 

imiscíveis em água (Malcata et  al., 1990 ; Secundo et al., 2008). 

 Fatores como pH, força iônica e as propriedades da enzima (ex. ponto 

isoelétrico) e do suporte (ex. diâmetro do poro, caráter hidrofóbico/hidrofílico, área 

superficial, porosidade, etc) exercem influência significativa na eficiência deste tipo de 

imobilização (Villeneuve et al., 2000).  

Alumina, sílica, vidro de porosidade controlada, celite, celulose, nylon, 

polietileno, polipropileno, zeólitas e outros materiais têm sido empregados como 

suportes para adsorção de enzimas.  

 Uma variação dentro da técnica de adsorção consiste na imobilização de enzimas 

por intermédio de interações iônicas visto que a grande maioria das proteínas tende a ser 

adsorvida rapidamente em resinas aniônicas ou catiônicas. Por outro lado, meios com 

baixa força iônica ou súbitas alterações de pH podem promover a dessorção destas 

enzimas. 

2.3.5. Imobilizações covalentes em suportes 

 Esta técnica de imobilização é baseada na união covalente entre grupos 

funcionais disponíveis no suporte e grupos funcionais específicos presentes em resíduos 

de aminoácidos na estrutura da enzima, geralmente grupamentos amino (-NH2), 

hidroxila (-OH), tiol (-SH) e carboxílico (-COOH). 

 Por serem fortes e estáveis, as ligações covalentes estabelecidas entre a enzima e 

o suporte promovem uma grande estabilização da estrutura tridimensional da proteína 

evitando sua dessorção do suporte e prolongando a sua vida útil (Torres-Salas et al., 

2011). 

 Além desta vantagem, enzimas covalentemente ligadas a suportes insolúveis 

geralmente apresentam maior estabilidade térmica, resistência a variações de pH e  

exposição à solventes orgânicos (Miletic et  al., 2009). 

  Grande parte destes suportes não apresenta em suas estruturas grupos funcionais 

reativos que possam ser acoplados a enzima diretamente, mas possuem grupamentos 

amina, hidroxila, amida e carboxílicos que podem ser funcionalizados (ativados) por 

reagentes específicos.  
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 A ativação de suportes pode ser efetuada por meio de reagentes como o brometo 

de cianogênio (CNBr), por espaçadores químicos ou pelo emprego de agentes 

bifuncionais ou polifuncionais como o glutaraldeído e o glicidol.  

A utilização de espaçadores como agentes de alquilação, silanização e 

epoxidação (oxiranos) permite o distanciamento entre a enzima e o suporte de maneira 

que a ocorrência de impedimentos estéricos é minimizada (Cao, 2005; Fernández-

Lorente et al., 2001). A Figura 10 ilustra o mecanismo de ligação entre a enzima e o 

suporte ativado. 

Figura 10. Ligação de enzimas a suportes funcionalizados com espaçadores. ( Fonte: Tardiolli, 
2003, com modificações). 

 

A utilização de braços espaçadores curtos promove também uma maior 

estabilização da enzima tornando-a menos susceptível a inativação por altas 

temperaturas, presença de solventes orgânicos e variações bruscas de pH (Guisán et 

al.,1988). 

O emprego de reagentes bifuncionais como glicidol e glutaraldeído também tem 

sido uma estratégia amplamente utilizada na ativação de suportes para imobilização de 

enzimas. A Figura 11 apresenta resumidamente alguns processos utilizados na ativação 

de suportes e o mecanismo simplificado de ligação à enzima. 
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 Para que esta técnica de imobilização seja conduzida com sucesso alguns requisitos 

devem ser observados (Mateo et al., 2007) : 

i. o suporte  e a enzima deverão apresentar adequada congruência geométrica, isto 

é, o procedimento de imobilização deverá promover o correto alinhamento entre 

os grupos reativos do suporte e da enzima; 

ii. o suporte deverá  apresentar grande superfície interna  e uma alta densidade de 

grupos reativos; 

iii. os grupos reativos do suporte deverão reagir com grupos localizados 

frequentemente na superfície da enzima; 

iv. os grupos de ligação à enzima devem estar moderadamente afastados do suporte 

para que possíveis impedimentos estéricos sejam minimizados possibilitando  

acesso ao substrato ; 

v. os grupos reativos envolvidos na imobilização devem ser suficientemente 

estáveis quando longos períodos de incubação são necessários; 

vi. ao final do processo de imobilização deve ser obtido um biocatalisador com 

superfície inerte, eliminando-se ou bloqueando-se grupos reativos remanescentes 

sem que a enzima seja afetada. 

Pelo exposto acima, apesar das vantagens inerentes a este tipo de imobilização, 

não existe um protocolo geral que possa ser seguido rigorosamente.  

Na maioria dos casos, estudos mais aprofundados devem ser efetuados para a 

seleção de uma condição que atenda a todos ou a maioria dos requisitos acima 

mencionados, visando a obtenção de biocatalisadores apropriados para utilização em 

determinados processos.  

2.3.6. Ligação cruzada intermolecular enzima-enzima 

Nesta técnica, também chamada de auto-agregação ou auto-imobilização por 

alguns autores, enzimas não são imobilizadas em suportes insolúveis, mas estão ligadas 

entre si formando uma estrutura tridimensional complexa (Brady et al., 2009). 

Utilizando este princípio duas modalidades de imobilização podem ser 

desenvolvidas. 

No primeiro caso, as enzimas são inicialmente purificadas através de 

cristalização e logo em seguida são reticuladas com agentes bifuncionais como o 

glutaraldeído formando os CLECs ( cross linked enzyme crystals). Os derivados obtidos 
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neste procedimento geralmente apresentam alta estabilidade mecânica e resistência a 

altas temperaturas, solventes orgânicos e condições extremas de pH (Roy & Abraham, 

2004). Entretanto, para a obtenção de um biocatalisador com estas características, 

extensivas etapas de purificação são requeridas visto que os agregados obtidos devem 

conter somente a enzima de interesse, condição que eleva o custo de sua preparação 

(Brady et al., 2004). 

Uma alternativa de menor custo consiste na reticulação de agregados de 

proteínas produzidos por técnicas convencionais de precipitação. Na preparação de 

CLEAS (cross linked enzyme aggregates) a precipitação de enzimas solúveis é efetuada 

pela adição de sais (ex. (NH4)2SO4), polietilenoglicol (PEG) ou solventes orgânicos 

miscíveis em água. Os agregados físicos de proteínas obtidos são em seguida 

reticulados com glutaraldeído, glutaraldeído-dextrana ou outros reagentes (Majumder et 

al., 2008; Sheldon et al., 2005). 

 Esta metodologia e algumas de sua variações tem sido empregadas na 

imobilização de algumas enzimas como nitrilases (Kaul et al.,2007), penicilina acilase 

(Pchelintsev et al., 2009), amino acilases (Bode et al., 2003) e lipases (Kartal et al., 

2011; López-Serrano, 2002; Sheldon et al., 2007). A Figura 12 ilustra a diferença entre 

estas duas metodologias 

 
Figura 12. Formação de CLEAs e CLECs. (Fonte: López-Serrano et al. ,2002,com modificações). 

2.4. Seleção do suporte para imobilização 

 A escolha do suporte também é um fator determinante para que se obtenham 

biocatalisadores com características operacionais desejáveis. Os materiais utilizados 
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como suporte na imobilização de enzimas podem diferir em tamanho, densidade, 

porosidade e forma. 

 O suporte ideal deve possuir algumas propriedades como elevada estabilidade 

mecânica nas condições de operação do reator onde será empregado, deve ser 

facilmente separado do meio reacional para que possa ser reutilizado e deve apresentar 

resistência ao ataque microbiano.  

Além das propriedades citadas, a seleção do suporte deverá levar em consideração 

características importantes como área superficial, caráter hidrofóbico/hidrofílico, 

disponibilidade de grupos funcionais na sua estrutura, capacidade de carga, porosidade, 

permeabilidade e custo, entre outros. A Figura 13 mostra alguns dos principais suportes 

de origem orgânica e inorgânica utilizados na imobilização de enzimas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 13. Suportes utilizados na imobilização de enzimas 
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            Quanto à morfologia estes materiais geralmente são classificados como porosos, 

não porosos e de estrutura de gel (Dalla-Vechia et al., 2004). 

Os materiais porosos possuem grande área superficial interna disponível para a 

imobilização de enzimas. A imobilização neste tipo de suporte evita que a enzima sofra 

reações intermoleculares como agregação e autólise além de impedir a ação de proteases 

(proteólise) presentes no extrato enzimático bem como evita também interações 

indesejáveis com solventes orgânicos imiscíveis ou bolhas de ar originárias do 

fornecimento de gases ou da agitação turbulenta requerida para o controle do pH do 

meio reacional em  alguns processos. Entretanto, deve-se observar que a maior área 

disponível para imobilização de enzimas nestes materiais se localiza na sua estrutura 

interna. Logo, o diâmetro de poro deste tipo de suporte deverá ser suficientemente 

elevado para permitir a acomodação da enzima e o transporte do substrato e produtos 

(Mateo et al., 2007). 

 Suportes não porosos apresentam como grande limitação a pequena área 

superficial disponível para imobilização. A diminuição do tamanho das partículas ou a 

utilização destes materiais na forma de fibras tem sido apontada como uma maneira de 

contornar este inconveniente. Porém, a utilização do suporte nestas condições pode 

acarretar uma série de problemas em reatores contínuos entre os quais podemos citar a 

diminuição acentuada da vazão de operação e a alta queda de pressão no interior do 

reator.  

Como principais vantagens, os suportes não porosos, ao contrário dos materiais 

porosos, possuem um custo relativamente baixo e apresentam grande compatibilidade 

por substratos macromoleculares. 

    Uma grande variedade de suportes naturais, sintéticos orgânicos, inorgânicos e 

materiais híbridos com diferentes tamanhos, formas e densidades têm sido empregados 

para a imobilização de enzimas. 

   Suportes inorgânicos são considerados mais adequados para uso industrial por 

apresentarem características desejáveis como alta estabilidade mecânica e térmica, 

resistência frente a solventes orgânicos e ao ataque microbiano além de serem 

facilmente regenerados por pirólise. Contudo, a ausência de grupos funcionais reativos 

que possam se ligar a grupos funcionais localizados na superfície das enzimas e o alto 

custo destes suportes torna sua utilização muitas vezes restrita. 
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       O elevado custo na obtenção de biocatalisadores à base de suportes inorgânicos e 

polímeros sintéticos têm incentivado pesquisas no intuito de se buscar substâncias 

alternativas com propriedades semelhantes a estes suportes, porém com baixo custo de 

obtenção. 

 Diversos compostos de natureza orgânica têm sido utilizados para a obtenção de 

biocatalisadores, porém alguns biopolímeros como a quitosana são considerados uma 

alternativa promissora quando comparados aos suportes sintéticos orgânicos e 

inorgânicos por reunir características com grande disponibilidade, baixo custo, pouca 

toxicidade, biocompatibilidade e propriedades multifuncionais. 

2.5. Quitina e quitosana 

2.5.1. Estrutura e propriedades  

A quitina, um polímero linear formado por unidades de N-acetil-D-glucosamina,é 

um produto natural, de baixo custo, renovável e de grande importância econômica e 

ambiental. É o segundo polímero mais abundante na natureza depois da celulose.  

Este biopolímero está presente nas paredes celulares de fungos, leveduras e 

insetos sendo também encontrado nas carapaças de crustáceos, notadamente caranguejo, 

lagosta, siri e camarão que são considerados resíduos típicos da indústria pesqueira.  

 A quitina é um pó incolor, apresentando estrutura parte cristalina e parte amorfa, 

insolúvel em meio aquoso e na maioria dos solventes, porém pode ser solubilizada em 

ácidos minerais concentrados com degradação simultânea da cadeia polimérica (Dallan 

et al., 2005; Rodas et  al.,2004; Santos et al., 2004).  

Estas características aliadas ao fato de que este polímero natural apresenta baixa 

reatividade química torna sua utilização bastante restrita, muito embora modificações 

químicas na sua superfície empregando reagentes específicos possam contornar esta 

limitação (Santos et al., 2004) 

A quitosana (poli-N-acetilglicosamina) é um oligossacarídeo proveniente da       

N-desacetilação da quitina em uma extensão variável caracterizada pelo grau de 

desacetilação (GD) que é uma medida da quantidade de grupamentos amina no 

polissacarídeo. Geralmente, o produto N-desacetilado da quitina só passa a ser 

considerado quitosana quando o grau de desacetilação for igual ou superior a 60%, 

percentagem a partir da qual o biopolímero se torna solúvel em soluções ácidas diluídas 

(Golsalves et al., 2011). 
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Quitina e quitosana podem ser consideradas análogos estruturais da celulose, no 

qual o grupo hidroxila do carbono 2 (C2) é substituído por um grupo acetoamida e um 

grupo amina, respectivamente. A Figura 14 mostra as diferenças estruturais entre a 

celulose, a quitina e a quitosana. 
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Figura 14. Estrutura da celulose (a) , quitina (b)  quitosana(c) 

 Por ser um heteropolissacarídeo constituído de unidades acetiladas e 

desacetiladas, o grau de desacetilação (GD) da quitosana influi marcadente em algumas 

de suas propriedades como o caráter ácido–base, solubilidade, hidrofobicidade e 

viscosidade de suas soluções (Gupta et al., 2006; Kumar et al., 2000).  

A quitosana pode ser considerada uma base fraca, apresentando pKa de seus 

grupos amino (-NH2) variando em torno de 6,3-7,2 o qual está estritamente relacionado 

ao seu grau de desacetilação e a  sua densidade de carga (Yi et  al., 2005). 

 Este biopolímero, da mesma forma que a quitina, é um polímero insolúvel em 

água. Porém a presença de grupos amino (-NH2) em sua estrutura passíveis de 
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protonação (-NH3
+) em valores de pH abaixo de  6,5, torna possível a sua solubilização 

em soluções aquosas ácidas diluídas. 

A quitosana é facilmente dissolvida em soluções diluídas de ácidos orgânicos 

como o ácido fórmico, acético, tartárico e cítrico, formando soluções altamente viscosas  

que precipitam formando um gel em pH alcalino ou pela formação de um complexo 

com polieletrólitos aniônicos (Berger, 2004;Yu, 2009). Géis de quitosana podem ser 

obtidos na forma de esferas (beads), membranas, filmes, cápsulas e esponjas (Krajveska 

et al., 2004). 

A presença de grupos amina (C-2 > C-6 > C-3) e também de grupamentos 

hidroxila bastante reativos (C-6 > C-3) permite que este material sofra inúmeras 

modificações na sua estrutura por intermédio de ligações químicas entre estes 

grupamentos e reagentes específicos fornecendo novas estruturas que podem ser 

utilizadas em diversas aplicações (Jayakumar et al., 2007; Prashanth et al., 2007; 

Rinaudo,2006). Algumas das estruturas modificadas da quitosana estão mostradas na 

Figura 15. 

Figura 15. Estruturas modificadas da quitosana 

Em função de sua característica básica, a quitosana se comporta como um 

polieletrólito catiônico podendo formar agregados com compostos polianiônicos como o 

alginato, carragenana e pectina (Tapia et al., 2004 ;Yu et al., 2009)   e  quelatos com 

vários  íons metálicos (Gotho, 2004; Vieira et al., 2004). 
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Somada a estas propriedades, a quitosana, assim como a quitina, é considerada um 

polímero biocompativel, biodegradável, não tóxico, fisiologicamente inerte, possuindo 

também uma elevada afinidade por proteínas (Krajewska, 2004; Kasimova et  al.,2011). 

Devido a estas peculiaridades aliada a sua grande versatilidade, a utilização da 

quitina e principalmente da quitosana nas suas mais variadas formas tem sido explorada 

em várias áreas do conhecimento.  

A quitosana e seus derivados, em especial, têm sido empregados em processos de 

biorremediação na remoção de íons de metais pesados, de graxas, óleos e como agente 

de floculação de pigmentos e proteínas em efluentes industriais (Chao, 2004; Chen et 

al., 2005; Simionato , 2006; Varma, 2004), como conservante na indústria de alimentos 

(Fai et al, 2008), em sistema de liberação controlada de agroquímicos (Du et al., 2007), 

no encapsulamento de fragrâncias e no preparo de loções e cremes na indústria de 

cosméticos (Kohei  & Maki, 2006). 

Na área biomédica a quitosana tem sido utilizada como agente bacteriostático e 

fungiostático, em sistemas de liberação controlada de drogas, em células artificiais, no 

desenvolvimento de lentes de contato, em membranas para hemodiálise, como peles 

artificiais e como biomaterial na engenharia de tecidos (Don, 2006; Chae, 2005; Wang 

et al., 2006). 

Dentre as inúmeras possibilidades de aplicação, este biopolímero tem sido 

empregado com grande sucesso como suporte para imobilização de uma grande 

variedade de enzimas (Alsarra, 2002; Altun & Cetinius, 2007; Adriano et al., 2008; 

Juang et al., 2002) 

2.5.2. Utilização de quitosana como suporte na imobilização de enzimas 

 Enzimas podem ser imobilizadas em quitosana tanto por adsorção, quanto por 

ligação covalente.   

A presença de grupamentos amina (-NH2) e hidroxila (-OH) reativa na sua 

estrutura permite o uso de diferentes agentes de ativação para obtenção de derivados 

imobilizados através de ligação covalente ou iônica. 

Vários métodos de tratamento empregando uma grande diversidade de reagentes 

têm sido utilizados na modificação química deste suporte. Entretanto, a reticulação com 

reagentes específicos vem sendo o método de tratamento mais estudado. 
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Reações de reticulação (entrecruzamento) promovem a união permanente de sítios 

reativos de cadeias poliméricas diferentes através de ligações intermoleculares ou 

regiões distintas de uma mesma cadeia por meio de ligações intramoleculares (Lee et  

al., 2001). 

As modificações estruturais da quitosana têm promovido entre outras coisas o 

aumento do seu caráter hidrofóbico, de sua resistência mecânica, da sua 

biocompatibilade e de sua estabilidade química (Li & Bai, 2005; Mendes et al., 2006).  

    Estas modificações têm sido efetuadas por diferentes reagentes tais como 

glicidol, epicloridrina, glioxal, formaldeído, e glutaraldeído entre outros, promovendo 

alterações acentuadas na estrutura e propriedades deste suporte (Altun & Cetinus, 2007; 

Deng et al., 2009 ).  

 A epicloridrina e o glicidol reagem com o grupo hidroxila da quitosana 

enquanto os aldeídos monofuncionais (formaldeído) e bifuncionais (glioxal e 

glutaraldeído) reagem preferencialmente com os grupos amino do suporte 

(Fangkangwanwong et  al., 2006; Gupta et al., 2006; Singh et al., 2006). 

Enzimas podem ser imobilizadas em quitosana após ativação de um dos grupos 

funcionais amino ou hidroxila isoladamente ou após ativação simultânea destes dois 

grupos. Reagentes como o 1-etil-3-(3-dimetilaminopropil) carbodiimida (EDC) e alguns 

compostos aminados como a etilenodiamina (EDA) também podem ser utilizados em 

combinação com reagentes como o glutaraldeído ou o glicidol na ativação deste suporte 

(Lafuente et  al., 1993; Silva et  al., 2012). A Figura 16 apresenta diferentes estratégias 

de ativação propostas para o suporte quitosana.    
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Figura 16. Ativação do suporte quitosana com glutaraldeído, glicidol e EDA e a 

combinação de todos. (Fonte: Silva et  al., 2012). 

2.5.3. Imobilização de enzimas em suporte quitosana ativado com glutaraldeído 

A ativação de suportes com glutaraldeído é uma dos métodos mais utilizados na 

imobilização de enzimas. Protocolos de ativação utilizando este dialdeído são de fácil 

execução sendo geralmente efetuados em condições brandas de temperatura e pH 

(Barros et al.,2003; Betancor et. al, 2006). 

O glutaraldeído é um reagente extremamente versátil que em condições 

específicas pode reagir com outra molécula de glutaraldeído ou com diferentes grupos                             

(ex: tióis, imidazóis, etc), mas preferencialmente com grupamentos amino primários de 

proteínas.  

Este composto tem sido amplamente utilizado como agente de reticulação na 

imobilização de moléculas de proteínas em vários tipos de suportes. Porém, na maioria 

dos casos, este reagente bifuncional tem sido comumente empregado na imobilização de 

enzimas em suportes contendo grupamentos amino primários. 
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O glutaraldeído reage rapidamente com grupos amino (- NH2) em valores de pH 

neutro e é considerado o mais eficiente em relação a outros aldeídos na obtenção de 

reticulados térmica e quimicamente estáveis. 

  Apesar da sua ampla utilização, o seu comportamento em solução aquosa e em 

diferentes condições de  pH e temperatura, bem como a maneira pela qual se liga 

quimicamente aos suportes e a proteínas tem sido discutida em vários trabalhos               

(Fernandez-Lafuente et al., 1995; Migneault et  al., 2004; Monsan, 1978). A Figura 17 

mostra de forma resumida algumas estruturas propostas para este reagente em solução 

aquosa e em várias condições de pH. 
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Figura 17. Estruturas do reagente glutaraldeído em função do pH. Estruturas : (I) forma monomérica do glutaraldeído; (II), (III) e (IV) formas reduzidas do 
glutaraldeído; (V) forma oligomérica da estrutura (IV); (VI) estrutura α,β insaturada; (VII) e (VIII) estruturas derivadas da estrutura (VI) após condensação 

aldólica; (IX) poliglutaraldeído; (X) e (XI) formas diméricas do glutaraldeído. (Fonte: Migneault et  al., 2004, com modificações).
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As estruturas apresentadas na Figura 17 evidenciam que o glutaraldeído pode 

existir na sua forma mais simples (dialdeído monomérico) ou na forma de estruturas 

mais complexas como dímeros, trímeros e polímeros em função do pH do meio onde se 

encontra. Desta forma, diferentes mecanismos de interação glutaraldeído-suporte-

enzima podem ocorrer influenciando as propriedades finais do biocatalisador produzido.  

  A ativação do suporte quitosana com glutaraldeído é baseado na formação de 

uma ligação imina (-C=N) irreversível entre grupamentos amino da quitosana e grupo 

aldeído do glutaraldeído. O outro grupo aldeído remanescente (reativo) pode ser ligado 

a grupamentos amino presentes nas cadeias laterais de aminoácidos da enzima pelo 

mesmo mecanismo. 

 A Figura 18 ilustra o mecanismo de formação genérico de ligações imina (bases de 

Schiff) entre o glutaraldeído e o suporte quitosana. Vale aqui enfatizar que outras 

reações paralelas podem ocorrer entre a quitosana e este reagente (Monteiro & Airoldi, 

1999). 

 
Figura 18. Ativação do suporte quitosana com glutaraldeído 

O glutaraldeído pode reagir com diversos grupos pertencentes à estrutura das 

enzimas que se comportam como nucleófilos em determinadas condições. 
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Porém, estes grupos diferem quanto à reatividade em relação a este reagente na 

seguinte ordem: ε-amino>  α-amino> guanidil > amino secundário > hidroxil. 

 O glutaraldeído se liga reversivelmente a grupos amino em uma grande faixa de 

pH (≥ pH 3), porém no intervalo de 7-9 o comportamento reversível da ligação é 

diminuído acentuadamente. A Figura 19 mostra a ligação entre o suporte quitosana 

ativado com glutaraldeído e um grupamento amino de uma enzima com formação de 

uma base de Schiff. 

 

 

Figura 19. Formação de base de Schiff entre o suporte quitosana ativado com glutaraldeído e o 
grupo amino reativo de uma enzima. 

 

 A imobilização de enzimas em suportes ativados com glutaraldeído pode ocorrer de 

duas maneiras:  

I. formação de uma  única ligação entre o grupo aldeído no suporte ativado e o 

grupo α-amino terminal da enzima (ligação covalente unipontual)  ou 

II. através de múltiplas interações entre os grupos aldeídos do suporte ativado e os 

grupos ε-amino de resíduos de lisina presentes na superfície da enzima (ligação 

covalente multipontual). 

        Enzima 
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Imobilizações covalentes unipontuais são conduzidas geralmente em pH neutro 

ou próximo da neutralidade uma vez os grupamentos α-amino terminais das enzimas 

possuem valores de pKa compreendidos no intervalo de 7-8 ( Mateo et al., 2007).  

Neste intervalo de pH, o glutaraldeído é bastante estável permitindo um maior 

controle do processo de imobilização (López-Gallego et al., 2005). Em condições 

controladas, é possível ativar todos os grupamentos amino do suporte com uma ou no 

máximo duas moléculas de glutaraldeído por grupo amino (Guisán et al., 1997; 

Monsan, 1978). 

Quando se deseja obter uma maior estabilização da estrutura tridimensional da 

enzima imobilizada, a imobilização covalente multipontual é sempre considerada a 

melhor opção. 

A maioria das proteínas apresenta em sua estrutura uma quantidade 

relativamente abundante de resíduos de lisina (Lys) afastada do seu sítio ativo. Estes 

grupos quando desprotonados são muitos reativos atuando como nucleófilos (Guisán et. 

al., 1988). 

Os grupamentos ε-amino dos resíduos de lisina (Lys) apresentam um pKa em 

torno de 10,5. Desta forma, para que se tenha uma quantidade significativa de grupos 

amino reativos (desprotonados) disponíveis para a ligação com os grupos aldeídos 

introduzidos no suporte pelo glutaraldeído, a imobilização deve ser efetuada em pH 

acima de 10, sendo necessário também longos tempos de incubação (Cowan, 2011; 

Pedroche et al., 2007). 

A imobilização nestas condições promove múltiplas interações entre a enzima e 

o suporte levando a uma maior estabilização de sua estrutura tridimensional. 

            Por outro lado, em valores de pH  acima de 8 ocorre intensa polimerização do 

glutaraldeído, o que pode ocasionar uma  diminuição da área específica do suporte, 

devido a ligações estabelecidas entre os grupos reativos da matriz e as terminações das 

extensas cadeias poliméricas do agente reticulante.  

A reticulação excessiva do suporte pode promover uma significativa diminuição 

no diâmetro dos poros do suporte e desta forma, nesta condição de pH, a imobilização 

da enzima tende a ocorrer somente na  superfície do mesmo .Como consequência, os 

derivados obtidos nesta condição de imobilização podem apresentar uma diminuição de 

suas atividades aparentes (Adriano et. al, 2008).  Além disso, imobilizações em valores 
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de pH bastante alcalinos empregando este agente de reticulação influenciam 

consideravelmente a capacidade de carga do suporte.  

 

Uma alternativa proposta no intuito de contornar este inconveniente é a prévia 

adsorção da enzima no suporte, geralmente por um mecanismo de troca iônica em 

suportes aminados, seguida de reticulação com glutaraldeído em condições brandas de 

pH (pH 7).  

Nesta estratégia, todos os grupamentos amino primários da enzima e suporte são 

modificados com apenas uma molécula de glutaraldeído e uma intensa ligação 

covalente multipontual enzima-suporte pode ser conseguida. 

2.6. IMOBILIZAÇÃO DE LIPASES 

2.6.1. Técnicas de imobilização de lipases 

 

No intuito de melhorar ou aperfeiçoar o seu aproveitamento biotecnológico em 

processos industriais, lipases de diversas fontes tem sido imobilizadas em inúmeros 

suportes utilizando as várias estratégias comentadas neste trabalho ou mesmo a 

combinação entre algumas delas.  

Em alguns casos, biocatalisadores contendo lipases imobilizadas altamente 

estabilizadas e reunindo características apropriadas para o seu emprego em processos 

industriais tem sido desenvolvidos. A Tabela 2 apresenta alguns processos utilizados na 

imobilização destas enzimas. 
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Tabela 2  .  Técnicas utilizadas na imobilização de lipases 

Obs :  1PVA-POS : álcool polivinílico-polisiloxano; 2HMPC: 4-hidroxi-3-metil-2-(2-propenil)-2-ciclopenteno-1-on 

 

Lipase Suporte Método Aplicação Referência 
C. rugosa Aerogel de metil-SiO2 Adsorção Avaliação de parâmetros  de imobilização S. Gao et al., 2009 
C. rugosa 

Lipase de pâncreas de 

porco 

 
Alginato-Ca2+ 

 
Encapsulamento 

 
Síntese dos ésteres acetato de isoamila, 

Acetato de butila e valerato de etila 

 Ozyilmaz & Gezer, 2010 

Burkholderia cepacia ------ Autoagregação 
(CLEA) 

Transacetilação de citronelol 
 Majumder et al., 2008 

Alcaligenes sp. SiO2 Adsorção Síntese de biodiesel  Park et al., 2006 
Yarrowia lipolytica 

R. miehei 

Polipropileno e 
poliuretano 

Adsorção Hidólise de gorduras Adamczak & Bednarski , 2004 

Lipase de pâncreas de 

porco (PPL) 
Matriz híbrida PVA-POS1 Adsorção Síntese de surfactantes e biodiesel  Paula et al., 2007 

C. rugosa Matriz híbrida 
SiO2-Quitosana 

Ligação 
covalente 

Avaliação de parâmetros de imobilização Simões et al., 2011 

Candida antartica 

B (CALB) 

Reator de membrana 
(gelatina /PEI/α-alumina) 

Ligação 
covalente 

Síntese de butirato de butila 
 

Lozano et  al., 2002 

 

Rhizomucor miehei 

(RmL) 

Octyl-agarose 
Octyl-Sepabeads 
Butyl-Sepabeads 

Eupergit C 
 

 
Adsorção 

 
Resolução enzimática de (R,S)-2-tetralol 

 
 Nieto et al., 2005 

Arthrobacter sp  Sílica gel aminada 
ativada com glutaraldeído 

Ligação 
covalente 

Acilação de HMPC2  Yang et al., 2010 
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Lipase Suporte Método Aplicação Referência 
C. rugosa Nanopartículas de 

quitosana 

Adsorção Avaliação de parâmetros de imobilização Y. Wu et al.,2010 

P. fluorescens 

C. rugosa 

C. antartica B 

(CALB) 

 
Quitosana ativada com 

glutaraldeído 

 
Ligação 

covalente 

 
Síntese de Oleato de etila 

Foresti & Ferreira, 2007 

 

C. rugosa 

C. antartica B 

(CALB) 

-Membranas de 
quitosana 

-Membranas de 
quitosana ativadas com 

glutaraldeído 
-Membranas de 

quitosana-ésteres de 
coroa 

 

 
-Adsorção 

 
-Ligação 
covalente Avaliação de parâmetros de imobilização 

 
 
 

Orrego et al.,2010 

Bacillus coagulans 

BTS-3 
Peneira molecular 4A 

tratada com glutaraldeído 

Adsorção Avaliação de parâmetros de imobilização Raghuvanshi & Gupta, 2010 

C. antartica B 

(CALB) 
Agarose e Quitosana 

reticuladas com glicidol, 
epicloridrina e 
glutaraldeído 

 
Ligação 

covalente 

 
Avaliação do processo de imobilização 

 
D.S.Rodrigues et al.,2008 

C. antartica B 

(CALB) 
Carvão ativo Adsorção Síntese de butirato de butila D.S.Rodrigues et al.,2008 

Rhizopus oryzae Filme 1PVA-HMPC Confinamento Síntese de ésteres de citronelol  Dhake et al.,2011 
C. rugosa Bentonita Adsorção Avaliação de parâmetros de imobilização Yesiloglu, 2005 

TABELA 2 (CONT.) 
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O crescente avanço na preparação de biocatalisadores contendo lipases 

imobilizadas tem permitido a substituição de processos químicos convencionais por 

processos enzimáticos mesmo que de forma discreta por algumas indústrias de 

transformação. A Tabela 3 relaciona alguns destes processos.  

 Tabela 3.  Processos industriais que utilizam lipases imobilizadas (Fonte: Krishna, 2002) 

*BMS= Bristol-Myers-Squibb ;   ** n.e = não especificado  

  

 

Companhia Produtos  Lipase Processo Meio 

 

 

BASF 

Aminas e alcoóis 
quirais (intermediários 

farmacêuticos, 

pesticidas) 

B.plantarii 
imobilizada 

(comercial) 

 

hidrólise 

 

MTBE 

 

 

 *BMS 

 

(3R, 4S)-acetato de 

azetidinona (Taxol) 

P.cepacia 
imobilizada 

(comercial) 

 

hidrólise 

 

Aquoso 

 

 BMS 

Hidroximetil 

coenzima A 

 

P.cepacia 

imobilizada 

(comercial) 

 

acetilação 

 

Tolueno 

 

Glaxo Welcome 

 

Lotrafibran 

CAL B 
imobilizada 
(comercial) 

 

hidrólise 

 

**n.e 

 

Schering P 

 

SCH 56592 

CAL B 
imobilizada 
(comercial) 

 

acilação 

 

n.e 

Schering P SCH 66336 P. aeruginosa 

(comercial) 

Acilação n.e 

 

 

Sepracor 

 

 

S-ibuprofen 

C. cylindrace 

imobilizada em 

membranas 

(comercial) 

 

 

 

hidrólise 

 

 

Multifásico 
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As aplicações apresentadas na Tabela 3 mostram que a totalidade dos 

bioprocessos é conduzida por enzimas imobilizadas vendidas comercialmente, 

geralmente a custos elevados, o que efetivamente aumenta também o custo de produção 

destes compostos. 

Desta forma, a imobilização de lipases ainda é um campo aberto para o 

desenvolvimento de novos biocatalisadores com boas propriedades catalíticas e 

estabilidade operacional desejáveis utilizando matrizes de baixo custo e empregando 

técnicas de imobilização de fácil execução.  

2.6.2. Estratégias para o aumento da atividade catalítica de lipases em protocolos 

de imobilização 

As lipases em solução possuem duas conformações em equilíbrio dinâmico: uma 

fechada (inativa) onde o sítio catalítico encontra-se recoberto por uma tampa 

hidrofóbica e uma aberta (ativa) onde esta tampa é deslocada e o sítio catalítico é 

completamente exposto ao meio reacional.  

Desta forma, para que se tenha um biocatalisador com alta atividade catalítica 

estas enzimas devem ser imobilizadas na sua conformação aberta (ativa). 

Na presença de uma interface hidrofóbica o equilíbrio conformacional entre as 

formas aberta e fechada das lipases pode ser deslocado no sentido de sua conformação 

aberta (ativação interfacial). 

Aproveitando esta propriedade, algumas estratégias de imobilização têm sido 

utilizadas para a imobilização de lipases na sua forma ativa.  

2.6.2.1. Adsorção em suportes hidrofóbicos 

A maioria das lipases mostra um grande aumento de sua atividade catalítica 

quando adsorvidas em suportes hidrofóbicos e em condições de baixa força iônica          

(tampão fosfato 5-25 mmol.L-1) pelo fato de reconhecerem a superfície destas matrizes 

de maneira similar ao seu substrato natural (gotas de óleo). Desta forma, a enzima é 

imobilizada na sua conformação aberta (ativa) produzindo biocatalisadores com alta 

atividade (Guisán et al., 1998). A Figura 20 mostra a adsorção de uma lipase na 

superfície de um suporte hidrofóbico. 
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Figura 20. Adsorção de lipases em suportes hidrofóbicos . (Fonte : Mateo et. al, 2007, com 
modificações). 

 

Derivados obtidos de algumas lipases imobilizadas em suportes altamente 

hidrofóbicos como a octil-agarose e octadecil-Sepabeads além de mostrarem alta 

atividade, também aumentaram sua capacidade enantiosseletiva em algumas reações 

quando comparados à enzima na forma solúvel (Batisda et al., 1998; Guisán et al., 

2002). 

A imobilização em suportes com características hidrofóbicas permite também o 

isolamento (purificação) destas enzimas em um extrato enzimático aquoso contendo 

diferentes proteínas contaminantes. 

Em um meio com baixa força iônica, proteínas solúveis em água possuem pouca 

afinidade por suportes hidrofóbicos enquanto as lipases são fortemente adsorvidas na 

sua forma ativa. Nesta condição, tem-se um processo integrado purificação-

imobilização (Bastida et al.,1998; Fernández-Lafuente et al., 1998). 

Apesar destas vantagens, deve-se levar em consideração que as interações 

hidrofóbicas estabelecidas entre a enzima e o suporte são de fraca intensidade 

restringindo o campo de aplicação do biocatalisador obtido neste processo em meios de 

reação não convencionais (ex. solventes orgânicos).  

No intuito de contornar esta limitação, alguns trabalhos propõem a utilização da 

união covalente após adsorção da lipase. A Figura 21 ilustra bem estas duas 

possibilidades de imobilização de lipases. 
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 Figura 21. Estratégias para imobilização de lipases (A) adsorção seletiva de lipases em      

suportes hidrofóbicos e (B) adsorção seletiva seguida de reticulação do suporte com um reagente 
específico na presença de contaminantes. (Fonte: Garcia-Galan et al., 2011, com modificações). 

 

A introdução de um grupo reativo que promova a união covalente entre enzima e 

suporte traz, além dos benefícios já explicitados, o aumento da estabilidade química do 

biocatalisador ampliando também sua utilização. 

 2.6.2.2. Imobilização na presença de surfactantes  

 
 A utilização de surfactantes tem permitido a estabilização da conformação aberta 

e aumento da atividade das lipases na sua forma solúvel e em vários procedimentos de 

imobilização. 

Braco (1995) e Fukunaga (2003) observaram um grande aumento da atividade 

catalítica de lipases precipitadas na presença de detergentes quando utilizadas em meio 

orgânico. 

Entretanto, a pouca estabilidade dos agregados de enzima formados permitem 

sua utilização somente em meios orgânicos visto que em soluções aquosas ocorre a 

solubilização dos mesmos (Garcia Galan et  al., 2011) 

Quando são utilizados suportes aminados, uma estratégia que vem sendo 

utilizada com bastante freqüência é a imobilização de lípases na presença de baixas 

concentrações de algumas classes de surfactantes que promovem a estabilização da 

conformação aberta (ativa) das enzimas (Fernandez-Lorente et al., 2006).  
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 A lipase é incubada no suporte na presença de surfactantes e, após este período 

de incubação, é feito o entrecruzamento dos grupamentos amino do suporte e da enzima 

com reagentes bifuncionais como o glutaraldeído com o objetivo de conferir rigidez à 

estrutura da enzima necessária para evitar alguma distorção do seu sítio catalítico 

(Fernandez-Lorente et al., 2007) . A Figura 22 mostra as etapas desta estratégia de 

imobilização. 

Figura 22. Imobilização de lipases na presença de surfactantes. (Fonte: Mateo et al., 2007, com 
modificações). 

 
 Surfactantes de várias classes como o Triton X-100, o dodecilsulfato de sódio 

(SDS) e o brometo de hexadeciltrimetilamônio (CTAB) têm sido empregados na 

estabilização da estrutura aberta das lipases de diversas origens na sua forma livre ou no 

desenvolvimento de protocolos de imobilização (Mogensen et al.,2000; Michaux et  al., 

2010; Rodrigues et al., 2009). 

A adição de tensoativos no meio de imobilização pode produzir dois efeitos 

significativos na atividade catalítica da enzima: (i) a interação do tensoativo com o sítio 

catalítico da enzima pode ser suficientemente intensa podendo ocasionar uma 

diminuição da afinidade da enzima pelo substrato (aumento do valor de Km) pelo 

mecanismo de inibição competitiva e (ii) o deslocamento do equilíbrio para a 

conformação aberta (ativa) da enzima promove um aumento na velocidade máxima 

(Vmáx.) da enzima (Fernandez-Lorente et  al.,2007). 

 Geralmente, concentrações de surfactantes acima de suas concentrações 

micelares críticas (cmc) podem promover distorções no sítio ativo da enzima 
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diminuindo a sua atividade catalítica ou mesmo inativando-a (Fernandez-Lorente et. al, 

2006) 

Alguns trabalhos comprovam que a estabilização da conformação aberta (ativa) 

das lipases em processos de imobilização na presença de surfactantes é influenciada não 

só pela natureza e concentração do tensoativo utilizado, mas também pelo tipo de 

suporte, estratégia de imobilização adotada e a origem da enzima utilizada (Filice et. al, 

2011). 

2.7. SÍNTESE DE ÉSTERES 

2.7.1. Ésteres: definição e aplicações 

 Os ésteres são considerados atualmente uma das mais importantes classes de 

compostos orgânicos. Em virtude de suas grandes variações em termos de composição e 

propriedades, estes compostos têm encontrado variadas aplicações em diversos 

segmentos da indústria. 

 Estes compostos são utilizados como monômeros na produção de plásticos e 

resinas e como solventes em reações orgânicas (Costa, 2003). 

 Alguns ésteres do álcool isopropílico têm sido empregados como biossolventes 

(solventes verdes) em diversas sínteses orgânicas (Bouaid et al., 2007) 

 Ésteres de açúcares são utilizados como surfactantes não iônicos biodegradáveis 

e com propriedades antimicrobianas que os tornam atrativos na indústria de cosméticos, 

farmacêuticas e de alimentos (Coulon et  al., 1998; Gumel et  al., 2011). 

 Ésteres de glicidol (glicidol quiral) são importantes “blocos de construção” na 

síntese de vários fármacos enantiopuros, incluindo beta-bloqueadores e substâncias 

antivirais (Lozano et al., 2004) 

 Ésteres do ácido mirístico e do ácido palmítico têm sido utilizados na 

formulação de produtos de higiene pessoal como emolientes em cremes para a pele e 

óleos de banho (Hasan et  al., 2002) 

 Os ésteres de ácidos graxos de cadeia longa, como os oleatos, palmitatos, 

lauratos e linolenatos são os principais constituintes do biodiesel (Tan et  al., 2010) 

  Oleato de etila é utilizado como aditivo biológico, plastificante do policloreto de 

vinila (PVC), agente resistente à água e como fluído hidráulico (Hazarika et al., 2002). 
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2.7.2.  Ésteres componentes de aromas 

 Ésteres utilizados como flavorizantes e aromatizantes são geralmente compostos 

de cadeia curta (C2-C8) obtidos principalmente a partir de reações de esterificação entre 

um ácido e um álcool com eliminação de água (Güvenç et al., 2002; Majumder et al., 

2006; Salah et al., 2007). 

  Acetatos de etila, butila, amila e isoamila são frequentemente utilizados como 

componentes de flavorizantes enquanto acetatos de isopropila, benzila e metila são 

importantes aditivos utilizados na formulação de perfumes (Radzi, et  al., 2011). A 

Tabela 4 apresenta alguns dos principais ésteres que são utilizados como flavorizantes e 

aromatizantes em várias indústrias. 

 

Tabela  4. Flavorizantes e aromatizantes utilizados na indústria 
Fórmula estrutural Nome  Aroma 

CH3-COO-CH2-CH2-CH(CH3)2 Acetato de isoamila banana 

CH3CH2-COO-CH2CH(CH3)2 Propanoato de isobutila rum 

CH3-COO-CH2-C6H5 Acetato de benzila pessego, rum 

CH3CH2CH2 - COO-CH3 Butirato de metila morango 

CH3CH2CH2 - COO-CH2CH3 Butirato de etila abacaxi 

CH3-COO-CH2-(CH2)6CH3 Acetato de n-octila laranja 

CH3-COO-CH2-(CH2)2CH3 Acetato de butila abacaxi 

CH3 - COO - (CH2)4CH3 Acetato de pentila pera 

CH3 - COO - CH2CH3 Acetato de etila menta 

CH3 - COO - (CH2)3CH3 Acetato de butila morango 

Fonte: SAFC Flavor & Fragrances Catalog  2007-2008. 

 Estes compostos podem ser obtidos através da extração direta de fontes naturais, 

por síntese química ou por processos biotecnológicos como fermentação ou síntese 

enzimática (Franco, 2004). 

 A extração direta de fontes naturais é limitada em função da baixa concentração 

dos materiais desejados nas matérias-primas, sendo necessários processos de extração e 

purificação mais rigorosos, o que torna este processo bastante oneroso. Além disso, a 

http://pt.wikipedia.org/wiki/P%C3%AAra
http://pt.wikipedia.org/wiki/Morango
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produção de matéria-prima em grande quantidade é dependente de fatores climáticos 

nem sempre favoráveis e sazonalidade que são condições de difícil controle (Longo & 

Sároman, 2006). 

 A obtenção de ésteres por via química ainda é o processo mais utilizado e o de 

menor custo quando comparado aos demais processos.  

Neste processo, as reações químicas são geralmente conduzidas na presença de 

catalisadores inorgânicos como ácidos fortes (ex: ácido sulfúrico ou ácido clorídrico 

anidro), bases fortes ou compostos à base de metais (ex. oxalato de estanho) que atuam 

como ácidos de Lewis (Battistel et al., 2011; Hills, 2003).  

Devido a sua viabilidade econômica, o processo químico mais utilizado para a 

obtenção industrial de ésteres baseia-se na esterificação de Fischer, que é uma reação de 

substituição nucleofílica do grupamento acila catalisada por ácido mineral (ex. H2SO4), 

entre um ácido carboxílico e um álcool. O ácido protona o átomo de oxigênio do grupo 

carbonila, tornado o ácido carboxílico muito mais reativo ao ataque nucleofílico do 

álcool. A posterior eliminação de água do intermediário tetraédrico formado leva a 

formação do éster. A Figura 23 mostra o processo de obtenção de ésteres pelo método 

de Fischer. 

 
                                             Figura 23.  Mecanismo da catálise ácida de ésteres 
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Estas reações são caracterizadas por apresentarem, em alguns casos, baixas taxas 

de conversão, são consideradas não seletivas e agressivas ao ambiente e geralmente 

ocorrem com formação de produtos secundários, requerendo extensivas etapas de 

purificação e concentração para a obtenção dos produtos desejados (Bicas et al., 2010; 

Radzi, 2001). Além destes incovenientes, o ácido mineral utilizado como catalisador 

pode promover a desidratação do substrato alcoólico, diminuindo o rendimento da 

reação. 

Altas taxas de conversão só são conseguidas quando um grande excesso de um 

dos reagentes (geralmente álcool) é utilizado ou quando um dos produtos da reação é 

removido do meio reacional. 

Na síntese de ésteres por via química, a eliminação de água formada durante o 

processo é considerada um ponto crítico, pois devido ao equilíbrio, interrompe a reação 

em um ponto de baixo rendimento de éster (Liu et al., 2006). 

Uma das maneiras de se contornar este problema consiste na adição de agentes 

secantes como cloreto de cálcio (CaCl2) ou sulfato de magnésio (MgSO4) no sistema de 

reação para a remoção da água formada ou a utilização de um solvente auxiliar que 

solubilize os reagentes e produtos da reação exceto a água , desta forma, favorecendo o 

deslocamento máximo de equilíbrio no sentido da formação do éster (Medeiros, 2008). 

Além das desvantagens mencionadas, os processos químicos de obtenção de 

ésteres utilizam reagentes que podem causar corrosão nos equipamentos e em muitos 

casos temperaturas acima de 160°C que favorecem o escurecimento do sistema 

reacional e a formação de odores que implicam em tratamentos adicionais como 

branqueamento, desodorização e neutralização para que o produto final apresente 

características adequadas para comercialização (Kiss et al., 2004). 

As técnicas de pós-tratamento são selecionadas em função das propriedades 

finais do meio reacional (ex. solubilidade em água) e da volatilidade do éster obtido. 

Geralmente são baseadas em processos de decantação, destilação e retificação ou em 

alguns casos, a combinação destes três processos. A Figura 24 mostra o processo 

industrial por bateladas para a obtenção do acetato de butila, um éster de média 

volatilidade bastante utilizado como flavorizante na indústria de alimentos e cosméticos.  
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   Figura 24 . Obtenção industrial do acetato de butila por processo tipo batelada                                            

(Fonte: Barcza, com modificações). 
 

 O esquema apresentado na Figura 24 mostra também que a utilização da via 

química para a obtenção de ésteres em larga escala é também acompanhada pelo grande 

consumo de energia em função das várias etapas de isolamento do produto final.  

 Os ésteres obtidos por processo químicos são classificados como “artificiais” ou 

“aromas sintéticos idênticos aos naturais” e seu valor econômico tem diminuído 

consideravelmente nas últimas décadas devido a grande exigência do mercado 

consumidor por substâncias de origem natural (Bicas et al., 2010). 

 A utilização de processos biotecnológicos, especialmente a catálise enzimática 

mediada por lipases tem sido apontada como um grande salto tecnológico na obtenção 

destes compostos (Hasan et al., 2002). 

 Devido às características já explicitadas neste trabalho, estas enzimas reúnem 

propriedades desejáveis para sua utilização na síntese destes compostos.  

 A alta seletividade e especificidade destas enzimas permite a obtenção de 

produtos com elevada pureza sem geração de sub-produtos ou resíduos tóxicos, não 

sendo necessárias, portanto, na maioria dos casos, etapas subsequentes de purificação, 

diminuindo os custos de produção (Aravindan et al., 2007). 

 Em adição a estes fatores, ésteres obtidos em processos de biotransformação 

como a catálise enzimática são considerados “naturais” ou “naturalmente produzidos” , 

apresentando maior valor de mercado (Bicas et al.,2010; Demyttenaere, 2001). 



57 

 

 

 Reações de esterificação catalisadas por lipases podem ser conduzidas em baixas 

temperaturas na presença solventes orgânicos, em meios livres de cossolventes ou 

outros sistemas como fluidos supercríticos e líquidos iônicos. 

2.8. BIOCATÁLISE EM MEIOS NÃO CONVENCIONAIS UTILIZANDO 
LIPASES 
Water is aearly all applications in 
 A idéia pré-concebida de que enzimas como as lipases sofreriam desnaturação 

em meios diferentes do seu ambiente natural (aquoso) restringiu durante algum tempo a 

utilização destas enzimas em síntese orgânica, tendo em vista que grande parte dos 

compostos utilizados como reagentes e os produtos destas reações é insolúvel e instável 

em meio aquoso. 

 Nas últimas décadas, entretanto, vários trabalhos reportados na literatura 

demonstraram que estas enzimas podem reter sua integridade estrutural e sua atividade 

catalítica na presença de pequenas quantidades de água no meio reacional. 

 Desta forma, reações consideradas importantes do ponto de vista industrial como 

esterificação, transesterificação e tiotransesterificação, que em meio aquoso seriam 

inviáveis, passaram a ser efetuadas na presença destas enzimas em meios aquo-restritos, 

onde são termodinamicamente favorecidas. 

  Em meios não-aquosos, um álcool, um tiol ou uma amina podem ser utilizados 

como nucleófilos (aceptores acila) e os produtos finais de reação serão respectivamente 

um novo éster, um tioéster ou uma amida. O esquema simplificado para estas reações 

está ilustrado na Figura 25.  
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Figura 25. Produtos de reação obtidos em catálises mediadas por lipases em  meios não-aquosos em 

função dos aceptores acila. (Fonte: Hedfors, 2009, com modificações). 

 Em biocatálise, o termo meio não-aquoso, aquo-restrito ou não-convencional é 

utilizado para designar sistemas em que a água é substituída por solventes ou sistemas 

onde aditivos são adicionados à água no intuito de favorecer algumas propriedades 

específicas do biocatalisador ou a reação catalisadas por ele (Krieger et al., 2004). 

 Os meios aquo-restritos para biocatálise incluem os solventes orgânicos, fluidos 

supercríticos, sistemas em que solventes orgânicos não são utilizados (fases sólidas, 

líquidas e gasosas), ou líquidos iônicos (Aires-Barros, 2002). 

 Os sistemas não convencionais utilizados em biocatálise podem ser classificados 

como macro heterogêneos e micro heterogêneos. Nos sistemas macro heterogêneos 

onde a separação de fases é visível, são utilizadas enzimas imobilizadas ou enzimas 

sólidas (liofilizadas) suspensas em solventes orgânicos. Já nos sistemas micro 

heterogêneos como aqueles que empregam micelas reversas, a separação de fases só 

consegue ser visualizada com o auxílio da microscopia (Krieger et al., 2004; Torres et 

al., 2004). 
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 Geralmente, por conta de sua simplicidade e disponibilidade de reagentes, a 

maioria das reações de esterificação catalisadas por lipases tem sido conduzida em 

solventes orgânicos. A utilização de fluidos supercríticos e líquidos iônicos em reações 

de esterificação são processos que apesar de serem utilizados, ainda estão limitados pelo 

custo e execução. 

 Mais recentemente, a síntese de ésteres em meios livres de co-solventes (o meio 

reacional contém apenas os substratos e o biocatalisador) tem sido proposta como uma 

alternativa a utilização de solventes orgânicos, tendo em vista que neste sistema, ao 

término da reação, a etapa de remoção do solvente seria eliminada, minimizando a 

geração de resíduos e barateando os custos de produção (Foresti et al., 2005; Plazl, 

2009). 

2.9. Utilização de lipases em solventes orgânicos 

 A utilização de solventes orgânicos em reações de esterificação mediadas por 

lipases apresentam as seguintes vantagens (Baron et  al., 2005; Krieger et al., 2004): 

           ◊ redução da inibição devido a substratos e produtos; 

 ◊ facilidade de recuperação de produtos e biocatalisador; 

 ◊ aumento da termoestabilidade do biocatalisador; 

 ◊ aumento da estereoespecificidade na resolução de misturas racêmicas; 

 ◊ variação na especificidade de algumas enzimas por seus substratos; 

 ◊ aumento da solubilidade de substratos hidrofóbicos; 

 ◊ o deslocamento do equilíbrio termodinâmico a favor das reações de síntese; 

 ◊ a eliminação da possibilidade de reações secundárias causadas pela água e a          

proteção contra contaminação microbiana; 

  ◊ inibição da ação de enzimas proteolíticas que atuam em meio aquoso. 
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 Apesar das vantagens acima citadas, o desenvolvimento de um processo em que 

se deseje obter uma elevada eficiência catalítica empregando lipases neste tipo de 

sistema é influenciado por diversos fatores como temperatura, solvente utilizado, 

concentração dos substratos, relação molar álcool/ácido, quantidade de biocatalisador, 

agitação, entre outros. 
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3. PARTE EXPERIMENTAL 

 
3.1. Etapas do trabalho 

 
 No intuito de se obter biocatalisadores apropriados para aplicação na síntese de 

alguns ésteres de interesse comercial, uma série de derivados foram sintetizados 

utilizando lipases de Rhizomucor miehei imobilizadas no suporte quitosana e os 

biocatalisadores obtidos foram caracterizados de acordo com alguns critérios 

usualmente adotados na avaliação das propriedades catalíticas de derivados 

imobilizados.O fluxograma da Figura 26 mostra os procedimentos adotados na 

obtenção, caracterização e seleção do biocatalisador. 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 26. Fluxograma das etapas de obtenção, caracterização e seleção do suporte de quitosana 
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3.2. MATERIAIS E MÉTODOS 

 3.2.1. Materiais 

 

 3.2.1.1. Enzimas 

  
 Lipase de Rhizomuchor miehei (128 U.mL-1 de atividade enzimática; 4,134 

mg.mL-1 de acordo com Bradford, 1976) e Lypozyme® obtida de mucor miehei 

imobilizada em resina de troca iônica (atividade > 30 U.g-1) foram adquiridas junto  a 

Sigma Chemical Co. (St. Louis, MO). 

3.2.1.2. Suporte 

 Quitosana em pó com grau mínimo de desacetilação de 85% foi adquirida junto 

a Polymar Ind. Ltda (Fortaleza-Ce). 

3.2.1.3. Reagentes 

 Para a determinação da atividade hidrolítica da enzima solúvel e enzima 

imobilizada foi utilizado o butirato de p-nitrofenila (pNPB) adquirido junto a Sigma 

Chemical Co. (St. Louis, MO). 

  Para a imobilização da lipase foram utilizados os surfactantes Triton X-100, 

dodecil sulfato de sódio (SDS), brometo de hexadeciltrimetilamônio (CTAB) adquiridos 

junto a Sigma Chemical Co. (St. Louis, MO). 

 Glutaraldeído 25 % (v.v-1) fornecido pela Sigma Chemical Co. (St. Louis, MO) 

foi utilizado como agente de ativação do suporte quitosana. 

 Álcool isopropílico UV/HPLC foi fornecido pela VETEC. Demais reagentes 

foram de grau analítico e fornecidos por diversos fabricantes. 

 

3.3. Métodos 

3.3.1. Preparação do suporte quitosana 2,5% m.v-1 

 

 Quitosana em pó (grau de desacetilação 85%) foi dissolvida em solução de ácido 

acético 5 % (v.v-1). Após completa dissolução, a solução resultante foi adicionada 

lentamente a uma de solução de NaOH 100 mmol.L-1 (proporção quitosana/NaOH = 

1:10) mantida sob agitação lenta e constante. Em seguida, o sistema foi deixado em 

repouso por 24h à temperatura ambiente. O gel obtido após este tempo foi lavado 
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exaustivamente com água destilada até a neutralidade sendo, em seguida, secado por 

filtração a vácuo. 

3.3.2. Reticulação dos suportes com glutaraldeído 

 
 O gel de quitosana foi reticulado em solução tampão fosfato de sódio               

100 mmol L-1 pH 7 contendo glutaraldeído 0,6 % v.v-1 (razão Vgel/Vtotal de 1/10) por 1h  

a 25°C sob lenta agitação. Após reticulação, o suporte foi lavado exaustivamente com 

água destilada para remoção do excesso de glutaraldeído e, em seguida, foi secado por 

filtração a vácuo. 

3.3.3. Imobilização de lipases de Rhizomucor miehei na presença de surfactantes 

Nesta etapa do projeto, duas estratégias de imobilização foram utilizadas: 

Estratégia 1: reticulação do suporte com glutaraldeído 0,6 % (v.v-1) seguida de 

imobilização das enzimas na presença dos surfactantes Triton X-100 e SDS adicionados 

em várias concentrações em tampão fosfato 100 mmol L-1, pH 7. O fluxograma da 

Figura 27 mostra as etapas da metodologia utilizada.  

 

 

        

         

 

 

 

 

 

 

        

Figura 27. Fluxograma das etapas de imobilização de lipases em quitosana 2,5% (m.v-1) reticulada 
com glutaraldeído 0,6% (v.v-1) na presença dos surfactantes Triton X-100 e SDS. 

 

Imobilização das lipases em tampão fosfato  
100 mmol L-1, pH 7, na presença de surfactantes;   

timobilização= 5 h; T = 25 °C 

Gel de quitosana 2,5 % (m.v-1) 

Secagem a
 

 vácuo 

Reticulação do suporte com glutaraldeído 0,6 % (v.v-1) 
em tampão fosfato 100 mmol L-1, pH  7;  

treticulação = 1h; T= 25° C 

Remoção do surfactante com água 
destilada 

Remoção do excesso de glutaraldeído com 
água destilada e secagem do suporte a vácuo 

Lipases imobilizadas 
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 Antes da adição do gel (t=0) e após o término da imobilização (t= 5h), alíquotas 

do meio reacional foram retiradas para a determinação do rendimento de imobilização.   

A carga oferecida em todos os experimentos foi de 16 U.g-1. Após imobilização os 

derivados obtidos foram submetidos a ensaios de atividade hidrolítica de acordo com a 

metodologia proposta neste trabalho. 

Estratégia 2: adsorção física das lipases no suporte quitosana na presença dos 

surfactantes Triton X-100 e SDS em tampão fosfato 100 mmol L-1, pH 7, seguida de 

reticulação com glutaraldeído 0,6 % (v.v-1) de acordo com o procedimento descrito no 

item anterior.  O fluxograma apresentado na Figura 28 detalha as etapas envolvidas 

nesta estratégia. 

 

 

        

         

 

 

 

 

 

 

        

 

 

Figura 28. Fluxograma das etapas de adsorção de lipases em gel de quitosana na presença dos 
surfactantes Triton X-100 e  SDS   seguida de reticulação do suporte com glutaraldeído 0,6%(v.v-1). 

 

 Antes da adição do gel (t=0) e após o término da imobilização (t= 5h), alíquotas 

do meio reacional foram retiradas para a determinação do rendimento de imobilização.  

Reticulação do suporte com glutaraldeído            
0,6% (v.v-1) em tampão fosfato 100 mmol L-1,        

pH  7; treticulação= 1h; T = 25 °C 

 

Secagem a
 

 vácuo 

Remoção do excesso de 
glutaraldeído e surfactante com água 

destilada e secagem do suporte a 
vácuo 

Lipases imobilizadas 

Gel de quitosana 2,5% (m.v-1) 

Adsorção das lipases em quitosana em tampão 
fosfato 100 mmol L-1, pH 7 na presença dos 

surfactantes; timobilização = 5 h; T = 25 °C 
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Os derivados obtidos após imobilização foram submetidos a ensaios de atividade 

hidrolítica. A carga oferecida em todos os experimentos foi de 16 U.g-1.  

3.4. Determinação da atividade hidrolítica das lipases 

 A atividade hidrolítica da lipase solúvel e imobilizada foi quantificada através da 

hidrólise do butirato de p-nitrofenila (pNPB) 0,5 mmol L-1 em tampão fosfato              

25 mmol L-1, pH 7, sendo o produto da reação o p-nitrofenol (pNP) monitorado 

espectrofotometricamente utilizando um comprimento de onda de 400 nm em cubeta de 

quartzo de caminho óptico de 1cm (adaptado de Mogensen et al., 2005).  A reação de 

hidrólise do butirato de p-nitrofenila (pNPB) é mostrada na Figura 29. 

O

O

N

O

O

+     H2O

OH

N

O O

+
O

OH

p-nitrofenol (pNP)
ácido butírico

butirato de p-nitrofenila (pNPB)

Figura 29. Reação de hidrólise do butirato de p-nitrofenila (pNPB) 

3.4.1. Atividade da enzima solúvel (livre) 

 Para a determinação da atividade enzimática da enzima solúvel foi previamente 

obtida uma taxa de consumo (hidrólise) do pNPB a partir da construção de uma curva 

de calibração com diferentes concentrações de pNP. Uma unidade de atividade 

enzimática foi definida como sendo a quantidade de enzima capaz de hidrolisar 1 mol 

de pNPB por minuto em pH 7 à 25 °C. A determinação da atividade da enzima solúvel 

(livre) e das alíquotas do sobrenadante antes e após o processo de imobilização da 

enzima no suporte foi calculada de acordo com a  seguinte equação: 

enzima

rc
t

V

DVf
A ...                                                                                     (1) 

Em que: 

At = Atividade enzimática (U.mL-1)                              

α = (coeficiente angular da curva Abs x t (min) para a solução da enzima – 

coeficiente  angular da curva  Abs x t (min) para o branco) (abs.min-1) 

fc = fator da curva de calibração do pNP (fc = 0.092281) 
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Vr = volume de reação (mL) 

D= diluição da amostra 

Venzima = volume da solução de enzima (mL) 

3.4.2. Atividade hidrolítica dos derivados (Atderivado) 

 Nestas determinações, a reação foi conduzida em reator de 30 mL à temperatura 

ambiente sob contínua agitação, sendo a mesma iniciada com a adição de uma massa 

pré-estabelecida do biocatalisador. A hidrólise do pNPB é monitorada retirando-se 

alíquotas de 2 mL do meio reacional em diferentes tempos de reação lendo-se a 

absorbância da solução no espectrofotômetro nas condições citadas anteriormente. O 

tempo de monitoramento da reação estabelecido para esta determinação foi de 12 

minutos. A atividade hidrolítica do derivado foi dada em unidades por grama de 

biocatalisador (UpNPB.ggel
-1). 

derivado

rc
derivado

m

Vf
At ...                                                                          ( 2) 

 

onde: 

 Atderivado (ou Atividade aparente) é a atividade enzimática do derivado (UpNPB.ggel
-1);     

α ( coeficiente angular da curva A x t (min) para o derivado – coeficiente angular da 

curva A x t (min) para o branco);  fc é o fator da curva de calibração do  p-nitrofenol 

(pNP) , Vr é o volume de reação (mL) e mderivado é a massa de derivado utilizada (g). 

 3.5.  Determinação da atividade recuperada (Atrec.) e do rendimento de 
imobiliização (%RI) 

 

 O rendimento de imobilização RI (%), foi calculado medindo-se a diferença entre 

a atividade hidrolítica do sobrenadante (enzima solúvel) antes (At0) e após (Atf) 

imobilização, de acordo com a eq (3):  

100
0At

fAt0At
(%)IR                            (3)
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 Neste trabalho, a atividade recuperada (AR) foi definida como sendo a razão 

entre atividade hidrolítica aparente (ou atividade do derivado) , obtida pela medida 

direta da atividade hidrolítica do derivado (Atd) e a atividade teórica do derivado.  

100. 
teórica

derivado

rec
At

At
At                                                                                     (4)

  

sendo: 

Atderivado : a atividade hidrolítica no derivado (UpNPB.ggel
-1) 

Atteórica:  atividade teórica do derivado (UpNPB.ggel
-1) 

 A atividade teórica (Atteórica do derivado foi definida como sendo o produto da 

carga enzimática oferecida ou atividade oferecida (Atoferecida) em UpNPB.gsuporte
-1 pelo 

rendimento de imobilização (RI) 

Ioferecidateórica RAtAt                          ( 5)

              

3.6. Determinação da estabilidade térmica, do tempo de meia-vida (t1/2) e fator de 

estabilidade (FE) 

 Ensaios de inativação térmica da enzima solúvel e imobilizada foram 

conduzidos incubando-se a lipase solúvel e os suportes em tampão fosfato 25 mmol L-1,     

pH 7 à 60 °C. Amostras das soluções e suspensões enzimáticas foram coletadas em 

intervalos de tempo pré-estabelecidos sendo as atividades residuais medidas a 

temperatura ambiente de acordo com o método de determinação da atividade enzimática 

descrito anteriormente. 

 O tempo de meia-vida da enzima livre e derivados foi calculado utilizando o 

modelo de dois parâmetros de Sadana e Henley (Sadana & Henley, 1987) ajustado para 

os resultados experimentais de inativação térmica segundo a equação : 

 

                    R = (1-) * exp-kt +                                              (6) 

onde: 
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aR= atividade relativa (adimensional); 

α= relação entre atividade específica no estado final A e no estado inicial A1; 

k = constante de desativação de primeira ordem (tempo-1) 

 k descreve o processo de desdobramento ou inativação enzimática e α a 

estabilização da atividade 

O fator de estabilidade  foi calculado a partir da seguinte expressão:  

 

livreenzimat
FE

2/1

1/2 derivadot                       (7) 

3.7.  Avaliação de efeitos difusionais externos e internos no biocatalisador 
selecionado 

 A presença de resistência de transferência de massa externa foi estudada 

variando-se a velocidade de agitação no intervalo de 200-800 rpm do sistema reacional 

mantendo-se todas as demais condições constantes. A carga enzimática nestes 

experimentos foi de 8 U.g-1 para assegurar que a reação de hidrólise do butirato de        

p-nitrofenila  (pNPB) em estudo ocorresse na ausência de limitações difusionais  

internas. 

 A avaliação da presença de efeitos difusionais internos foi efetuada variando-se 

as cargas enzimáticas oferecidas medindo-se as atividades dos derivados (Atderivado ou 

aparente -Atap) para cada carga adicionada. 

 Em seguida, um gráfico de efetividade (η) x carga oferecida (U.g-1)  foi  

plotado. O fator de efetividade (η) foi calculado pela seguinte expressão: 

teóricaAtividade

AparenteAtividade                                                                                         (8) 

3.8. Microscopia de varredura eletrônica (MEV) 

 O objetivo deste ensaio foi verificar as mudanças estruturais causadas pelo 

agente de ativação (glutaraldeído) na superfície do suporte quitosana. Neste contexo, 

análises do suporte utilizado neste trabalho antes e após reticulação com glutaraldeído 

foram efetuadas por microscopia de varredura eletrônica (MEV). Estas análises foram 

efetuadas em microscópio eletrônico TESCAN SEM (Modelo VEGA/XMU, Brno, 
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Czech Republc) utilizando tensão de aceleração de  30Kv. Todas as amostras analisadas 

foram previamente recobertas com uma camada de ouro (~ 15nm). 

3.9. Análise dos ésteres por espectroscopia no infravermelho com transformada de 

Fourier (FTIR) 

Os espectros vibracionais na região do Infravermelho foram obtidos    

utilizando-se um espectrofotômetro FTLA 2000-102, ABB-BOMEM, na região de 4000 

a  250 cm-1.  As amostras (filme líquido) foram depositadas sobre cristais de seleneto de 

zinco. Para a análise foram efetuados 15 scans. 

3.10. Síntese de ésteres 

 As reações de esterificação foram efetuadas em erlenmeyers de 125 mL 

fechados com rolha esmerilhada. Os reagentes utilizados nestes experimentos foram 

adicionados ao solvente selecionado nos experimentos preliminares e a mistura 

reacional (V = 20 mL) contendo o biocatalisador foi incubada sob agitação constante 

em um shaker tipo orbital (Tecnal TE-420, Piracicaba, Brasil). 

 Neste trabalho, alguns fatores que influenciam os rendimentos em reações de 

esterificação foram avaliados: 

(i) Seleção do solvente adequado; 

(ii) Influência da temperatura; 

(iii) Influência da concentração dos substratos; 

(iv) Influência da razão molar álcool/ácido ([álcool]/[ácido]); 

(v) Influência da carga enzimática adicionada ao meio reacional; 

(vi) Influência da massa de biocatalisador; 

(vii) Influência da agitação; 

(viii) Influência da quantidade de água; 

(ix) Influência da presença de agente dessecante; 

(x) Estabilidade operacional do biocatalisador. 
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3.10.1.  Seleção do solvente 

 No intuito de selecionar o meio reacional mais adequado para a síntese dos 

ésteres estudados, solventes de diferentes polaridades e estruturas foram utilizados nos 

experimentos prévios de esterificação. Os solventes utilizados nestes experimentos 

foram o n-hexano (log P = 3,5), n-heptano (log P = 4,0), ciclo-hexano (log P = 3,2) e        

1,4-Dioxano (log P = -1,1). As reações foram conduzidas a 25 °C sob agitação constante 

de 150 rpm. A razão molar [álcool]/[ácido] utilizada em  foi a de 1:1 (0,2 mol L-1 de 

cada substrato) e a massa do biocatalisador foi de 100 mg para o butirato de metila e 

200 mg para o butirato de etila. Os percentuais de conversão foram determinados após 

8h de reação. A carga do biocatalisador utilizada foi de 1,61 mgproteína.g
-1

suporte . 

3.10.2. Influência da temperatura 

 Neste estudo, as reações de esterificação foram conduzidas no solvente 

selecionado sob agitação constante de 150 rpm em várias temperaturas situadas no 

intervalo de 25-60 °C. A razão molar [álcool]/[ácido] utilizada em todos os 

experimentos foi a de 1:1 (0,2 mol L-1 de cada substrato) e a massa do biocatalisador foi 

de 100 mg para o butirato de metila e 200 mg para o butirato de etila. Os percentuais de 

conversão foram determinados após 8h de reação. A carga do biocatalisador utilizada 

foi de 1,61 mgproteína.g
-1

suporte 

3.10.3. Influência da concentração dos substratos 

Nestes experimentos, concentrações equimolares de álcool e ácido butírico no 

intervalo de 0,1-1 mol L-1 foram adicionadas ao meio reacional na temperatura 

selecionada e os rendimentos das reações foram determinados após 8h de reação . A 

velocidade de agitação foi de 150 rpm e a carga do biocatalisador utilizada foi de       

1,61 mgproteína.g
-1

suporte. A massa do biocatalisador utilizada nestes experimentos foi de 

100 mg para o butirato de metila e 200 mg para o butirato de etila. 

3.10.4. Influência da razão molar álcool/ácido ([álcool]/[ácido]) 

 Nestes experimentos, no intuito de avaliar possíveis efeitos inibitórios na 

atividade da enzima imobilizada causados pelos substratos, as reações de esterificação 

foram executadas sob constante agitação na temperatura ótima determinada no ítem 5.2 

de duas maneiras: (a) mantendo uma concentração fixa de ácido e variando a 
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concentração de álcool e (b) mantendo a concentração do álcool constante e variando a 

concentração de ácido. 

  A massa de biocatalisador utilizada em todas as reações foi de 100 mg para o 

butirato de metila e 200 mg para o butirato de etila. As taxas de conversão foram 

determinadas após 8h de reação sob contínua agitação de 150 rpm. A carga do 

biocatalisador utilizada nestes experimentos foi de 1,61 mgproteína.g
-1

suporte. 

3.10.5. Influência da massa de biocatalisador adicionada ao meio reacional 

 Nesta série de experimentos, a catálise enzimática foi avaliada variando-se a 

quantidade de enzima imobilizada adicionada ao meio reacional. Os percentuais de 

biocatalisador adicionado variaram de 50-250 mg. As reações foram efetuadas nas 

condições otimizadas de temperatura e concentração de substratos determinadas nos 

itens anteriores. A velocidade de agitação nestes experimentos foi de 150 rpm. Os 

percentuais de rendimento foram calculados após 8 h de reação. A carga do 

biocatalisador utilizada nestes ensaios foi de 1,61 mgproteína.g
-1

suporte. 

3.10.6. Influência da quantidade de enzima adicionada ao meio reacional 

 Neste estudo, com o objetivo de se obter altas taxas de conversão em tempos 

relativamente curtos de reação cargas enzimáticas variando de 0,52 a                          

3,22 mgproteína.g
-1

suporte  (16-100 U.g-1) foram imobilizadas no suporte quitosana. Os 

derivados obtidos nestas preparações foram  utilizados nas sínteses do ésteres estudados 

e os rendimentos de reação foram calculados para cada carga utilizada. A velocidade de 

agitação nestes experimentos foi de 150 rpm. Os percentuais de rendimento foram 

calculados após 8 h de reação.  

3.10.7. Influência da velocidade de agitação nos rendimentos das esterificações 

 Neste estudo, nas condições otimizadas dos itens anteriores, a mistura reacional 

foi incubada em shaker em diferentes velocidades de agitação (50-250 rpm) com o 

objetivo de se avaliar possíveis efeitos de transferência de massa externa na reação.O 

tempo de reação nestes experimentos foi de 8 h  e os percentuais de conversão foram 

calculados de acordo com o procedimento adotado. 
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3.10.8.  Influência da quantidade de água nos  rendimentos das esterificações 

 Neste experimento, a síntese dos ésteres foi efetuada na presença de 

concentrações crescentes de água que foi adicionada ao meio reacional  no intervalo de 

0,5-2,0 % (m.m-1) em relação ao peso total dos reagentes .Os  resultados obtidos foram 

comparados com as reações executadas na ausência de água. As sínteses foram 

realizadas nas condições otimizadas para cada éster de acordo com os resultados obtidos 

nos experimentos anteriores. O tempo de reação nestes experimentos foi de 8 h. 

3.10.9. Influência da presença de agente dessecante nas taxas de conversão 

 Neste ensaio, com o intuito de verificar se a remoção de água do meio reacional 

exerce efeito significativo nos rendimentos das reações estudadas, foi utilizado como 

agente dessecante a Peneira Molecular 4A previamente ativada a 300 °C por 24 h. O 

agente dessecante foi adicionado em quantidades situadas no intervalo de 5-40 % (p.v-1) 

sendo os rendimentos das reações medidos após 8 h. 

 3.10.10. Acompanhamento das reações de esterificação 

 Dentro das condições de reação otimizadas para cada éster, obtidas a partir dos 

experimentos anteriores, foi traçado um perfil cinético da reação tomando-se alíquotas 

do meio reacional em intervalos de tempo pré-determinados. As determinações dos 

rendimentos foram efetuadas segundo a metodologia proposta e uma curva taxa de 

conversão vs. tempo de reação foi construída para cada éster. 

3.10.11. Estabilidade operacional do biocatalisador 

 Este estudo visa estabelecer o número máximo de ciclos consecutivos em que o 

biocatalisador pode ser utilizado sem perda significativa de sua atividade catalítica e 

diminuição dos rendimentos de esterificação. Neste ensaio, nas condições otimizadas de 

síntese, o biocatalisador, após cada ciclo de reação, foi lavado com n-heptano para 

remover reagentes e produtos adsorvidos na matriz sendo em seguida secado a vácuo a 

temperatura ambiente e ressuspenso em um novo meio reacional que foi novamente 

incubado nas mesmas condições anteriores. Os rendimentos em termos de conversão de 

éster foram calculados para cada ciclo de acordo com o método utilizado no 

desenvolvimento deste trabalho. 
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 Neste trabalho, um estudo comparativo dos rendimentos de esterificação obtidos 

com a utilização do biocatalisador selecionado nestes experimentos nas condições 

otimizadas e a enzima comercial Lipozyme® foi efetuado.  

3.10.12. Determinação do rendimento de esterificação na síntese dos ésteres 

 O percentual de esterificação para cada síntese foi calculado a partir da 

concentração de ácido inicial e consumido na reação medido por titulação com solução 

alcoólica de KOH 0,01 mol L-1 ou 0,02 mol L-1 utilizando fenolftaleína como indicador.   

O rendimento de esterificação foi calculado através da seguinte expressão: 

100(%)
0

.0 x
C

CC
çãoEsterifica


 

onde C0 é a concentração de ácido real medida antes do início da reação e C é a 

concentação de ácido residual medida após o tempo t(h) de reação. 

A Tabela 5 apresenta algumas propriedades dos reagentes e produtos das 

sínteses estudadas neste trabalho. 

Tabela 5.

 

Propriedades físico-químicas dos reagentes e ésteres 

Composto PM 
(g.mol-1) 

PE 
(°C) 

d (g/cm3) Solubilidade em água  log P 

 
Butirato de 

metila 
 

 
102,13 

 
103 

 
0,900 

 
1,5 x104 mg L-1 a  25 º C 

 
1,29 

 
Butirato de etila 

 

 
116,16 

 
121 

 
0,879 

 
4,9 x103 mg L-1 a 20 ° C 

 
1,73 

Ácido butírico 88,10 163,5 0,960 
(20°C) 

6,0 x 104 mg L-1 a 25°C 0,79 

 
Metanol 

 

 
32,04 

 
64,7 

 
0,790 

 
miscível 

 
-0,77 

 
Etanol 

 
46,07 

 
78,5 

 
0,789 

 
miscível 

 
-0,31 

Fonte: www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed, acessado em 02/12/2012 

 

    (9) 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed
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4. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

4.1.  IMOBILIZAÇÕES NA PRESENÇA DE SURFACTANTES 

4.1.1. Efeito da adição de surfactantes na atividade da enzima solúvel 

 
 Vários trabalhos têm demonstrado que em meio aquoso homogêneo algumas 

lipases, incluindo as lipases de Rhizomucor miehei (RmL), tendem  a formar agregados 

bimoleculares (dímeros) com  reduzida atividade (Palomo et al., 2003, 2005) 

De acordo com o mecanismo proposto por Palomo et al. (2003), duas lipases em 

sua conformação aberta podem interagir entre si através de suas grandes superfícies 

hidrofóbicas que circundam seus centros catalíticos. O agregado resultante desta 

interação terá um centro ativo aberto, porém parcialmente bloqueado, o que levará a 

certas implicações em algumas de suas propriedades bioquímicas como atividade, 

estabilidade e enantiosseletividade. Os resultados obtidos em vários experimentos no 

trabalho acima citado comprovaram esta hipótese. A Figura 30 mostra o mecanismo de 

formação de dímeros de lipases 

 

Figura 30. Mecanismo de formação de dímeros lípase-lipase. (Fonte: Palomo et al.,2003, 
com modificações). 

No mesmo trabalho, a forma monomolecular (enzimas individuais) das enzimas 

foi observada  somente em soluções diluídas ou na presença de detergentes. 
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Alguns trabalhos tem evidenciado que as atividades catalíticas de algumas 

lipases podem ser significativamente aumentadas na presença de certas classes de 

surfactantes. Este efeito geralmente tem sido atribuído principalmente: (i) a quebra dos 

agregados ou dímeros lipase-lipase em solução e/ou (ii) o deslocamento do equilíbrio 

forma fechada-forma aberta das moléculas individuais das enzimas em direção a 

conformação aberta (forma ativa) das lipases. O mecanismo de interação lipase-

surfactante tem  sido discutido em vários trabalhos, porém ainda não foi completamente 

elucidado.  Acredita-se que estas interações sejam primariamente hidrofóbicas, mas a 

natureza dos grupos hidrofílicos nas estruturas dos detergentes também  contribui para 

esta interação exercendo efeitos nas propriedades finais da enzima. 

Desta forma, o efeito de concentrações crescentes de diferentes surfactantes na 

atividade hidrolítica da lipase de Rhizomucor miehei (RmL)  na forma solúvel foi  

inicialmente avaliado e os resultados estão apresentados na Figura 31.  

A presença de diferentes tensoativos adicionados em vários níveis no meio de 

reação, promoveu diferentes efeitos sobre a atividade hidrolítica da RmL solúvel vs. 

pNPB após exposição. A atividade inicial para todos os casos foi considerada 100% na 

ausência do tensoativo. 

 
Figura 31. Efeito dos surfactantes na atividade da lipase de R. miehei solúvel vs. pNPB. A 

atividade da lipase foi considerada 100% na ausência dos surfactantes. Eixo x está plotado em 
escala logarítmica. () SDS; (■) Triton X-100;  () CTAB. 
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Como pode ser observado na Figura 31, a enzima solúvel exibiu um moderado 

aumento em sua atividade (1,5 vezes) na presença do surfactante não-iônico            

Triton X-100  adicionado na sua concentração micelar crítica (cmc = 0,015%) (Helisto 

& Korpela, 1998). Em valores de concentração acima deste nível a atividade da enzima 

diminuiu marcadamente. 

A enzima solúvel também mostrou um aumento quase linear de sua atividade 

hidrolítica após incrementos consecutivos do tensoativo aniônico dodecilsulfato de 

sódio (SDS), exibindo um valor máximo de atividade quando a concentração do 

surfactante foi adicionada  em torno de sua concentração micelar crítica ( 0,23 % m.v-1).        

Nesta concentração, a atividade hidrolítica da enzima solúvel foi aproximadamente 3 

vezes maior quando comparada a atividade medida na ausência deste surfactante. Acima 

da concentração micelar crítica do surfactante, a atividade da enzima solúvel diminuiu 

sensivelmente, porém ainda foi maior do que a atividade medida na ausência de SDS. 

Este mesmo comportamento foi observado na atividade da enzima solúvel da 

lipase de Thermomyces lanuginosus vs. pNPB na presença deste surfactante (Mogensen 

et al., 2005). 

Os efeitos observados na Figura 31 podem ser atribuídos a quebra da estrutura 

dimérica lipase-lipase na presença destes tensoativos, levando a formação de moléculas 

individuais que podem ser estabilizadas em solução na sua conformação mais ativa 

(forma aberta) tendo como consequência um incremento em suas atividades. Por outro 

lado, moléculas adicionais de detergentes adicionadas ao meio reacional acima da cmc  

(nestes experimentos, em particular), podem se ligar a região em torno do sítio ativo da 

enzima, bloqueando o acesso do substrato, induzindo a inibição da enzima ,aumentando 

o valor de Km (constante de Michaelis-Menten). 

Também pode ser observado na Figura 31 que o surfactante SDS adicionado na 

sua concentração micelar crítica (cmc) promoveu efeitos mais positivos na atividade da 

enzima solúvel quando comparado ao Triton X-100.  

Neste caso, há duas possíveis considerações para explicar este fenômeno: (i) o 

SDS, através de uma interação específica na região do sítio ativo da enzima, 

promovendo um aumento na atividade enzimática e (ii) em adição a isto, este 

surfactante, pode se ligar inespecíficamente à superfície da proteína, e a sua carga pode 

ocasionar um enfraquecimento das interações eletrostáticas da enzima na sua forma 

nativa, tornando-a mais flexível (parcialmente desestabilizada), permitindo a 
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acomodação de mais moléculas de substrato, aumentando assim, o κcat (número de 

turnover,que é uma medida do número máximo de moléculas de substrato que podem 

ser convertidas em produtos por centro ativo de enzima e por unidade de tempo,s-1) e, 

portanto, aumentando a atividade enzimática (Mogensen et al., 2005) 

Ao contrário, o tensoativo não iônico Triton X-100, interage com superfície da 

proteína sem promover alterações significativas na estrutura nativa e na estabilidade da 

enzima. 

A presença do brometo de hexadeciltrimetilamônio (CTAB), um tensoativo 

catiônico no meio reacional, exerceu um efeito negativo nas atividades hidrolíticas 

medidas. Após um ligeiro aumento na atividade da RmL solúvel quando adicionado em 

baixa concentração (0,000 15 % m.v-1), sucessivos incrementos deste detergente 

resultaram em um decréscimo nas atividades hidrolíticas determinadas. Em 

concentrações acima de 0,1 % foi evidenciada uma completa inibição da atividade 

enzimática. Surfactantes carregados positivamente tendem a formar complexos com a 

lipase de Rhizomucor miehei (RmL) em uma grande faixa de pH devido a combinação 

de atrações eletrostáticas e interações hidrofóbicas (Folmer et al., 1997; Rodrigues & 

Fernandez-Lafuente, 2010) . 

Levando-se em consideração estes resultados preliminares, os procedimentos de 

imobilização adotados foram efetuados somente na presença dos surfactantes SDS e 

Triton X-100. 

4.2. Efeito da presença dos surfactantes triton X-100 e SDS na atividade da lipase 

de Rhizomucor miehei (RmL) imobilizada no suporte quitosana 

4.2.1. Efeito do surfactante Triton X-100  

 Nestes experimentos, Triton X-100 foi adicionado nas mesmas concentrações 

utilizadas nos ensaios preliminares efetuados para a enzima solúvel. Os resultados das 

duas estratégias de imobilização empregadas neste trabalho estão mostrados na Figura 

32. A atividade inicial para todos os casos foi considerada 100% na ausência do 

tensoativo. As atividades dos derivados foram medidas após 5h de imobilização. 
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Figura 32. Efeito do surfactante Triton X-100 na atividade dos derivados preparados utilizando a 
primeira () e a segunda estratégia de imobilização (). Os experimentos foram executados de 

acordo com o procedimento experimental descrito na seção materiais e métodos. A atividade 
relativa foi considerada 100%  para os derivados produzidos na ausência do surfactante. O eixo x 

está plotado em escala logarítmica. 

 Triton X-100 é um surfactante comumente utilizado para desorver enzimas 

imobilizadas em suportes, incluindo as lipases. Contudo, em muitos casos, este 

detergente tem sido adicionado durante alguns procedimentos de imobilização de 

lipases resultando em rendimentos de imobilização variando de 60-100 % (Palomo et 

al., 2003; Rodrigues et al., 2002). 

Nas duas estratégias de imobilização inicialmente efetudas neste trabalho, as 

estratégias, os rendimentos de imobilização (RI) foram similares variando no intervalo 

de 80-99 %, estando de acordo com dados reportados na literatura. Entretanto, em 

termos de atividade relativa dos derivados obtidos, os dois métodos de imobilização 

exibiram diferenças bastante acentuadas. 

Os resultados mostrados na Figura 32 indicam que a reticulação do suporte 

seguida de imobilização da enzima na presença de Triton X-100 (primeira estratégia) 

não resultou em aumentos significativos nas atividades catalíticas dos derivados 

produzidos. Um ligeiro aumento na atividade foi observado somente quando a 

concentração do surfactante no meio de imobilização foi 0,015 % m.v-1. Acima desta 

concentração, as atividades dos derivados foram marcadamente reduzidas a valores 

menores quando comparadas aos derivados obtidos na ausência do surfactante. 
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Em contraste, a Figura 32 mostra que a reticulação com glutaraldeído de 

enzimas previamente adsorvidas no suporte utilizado, parece ser a melhor estratégia 

para se obter derivados com  boa  atividade catalítica, utilizando este detergente. 

A quitosana é um suporte de característica hidrofílica enquanto a lipase de 

Rhizomucor miehei possui um número apreciável de aminoácidos apolares em sua 

estrutura.  

A adsorção destas enzimas em quitosana pode ser atribuída à combinação de 

dois fatores:  

(i) troca iônica, através dos aminoácidos carregados (ex: Asp  e Glu ) da 

proteína com os grupos NH3
+ da quitosana em valores de pH nas 

proximidades de seu pKa onde a fração NH2/ NH3
+ está em torno de 

0,5; 

(ii) através de interações hidrofóbicas (ex; forças de van der Waals) e 

ligações de hidrogênio envolvendo os grupos NH2/OH do suporte.  

A Figura 33 mostra as possíveis interações entre a lipase de Rhizomucor miehei 

e o suporte quitosana por união covalente ao suporte ativado com glutaraldeído e por 

adsorção propostas por Collins et al., 2011.   

 
Figura 33. Mecanismos de interação  entre a lipase de Rhizomucor miehei e o suporte 

quitosana: (a) por união covalente ao suporte ativado com glutaraldeído e (b) por adsorção.              
(Fonte: Collins et al.,  2011,  com modificações.) 
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Concentrações situadas no intervalo de 0,00015 %-0,015 % m.v-1 resultaram em 

derivados imobilizados com atividades catalíticas aumentadas quando comparados com 

os derivados obtidos quando a primeira estratégia de imobilização foi utilizada. 

Assim como na primeira estratégia de imobilização, a máxima atividade para os 

derivados foi observada quando a concentração de Triton X-100 adicionada foi de   

0,015 % m.v-1. Acima deste nível de concentração, as atividades dos derivados 

diminuíram apreciavelmente, contudo em menor extensão em comparação aos 

derivados produzidos pela primeira estratégia de imobilização ou quando a imobilização 

foi conduzida na ausência de surfactante.  

 Lipase de Geobacilus thermoleovorans foi imobilizada em polipropileno 

(Accurel EP-100) na presença de Triton X-100 0,1 % em pH 6,5. O derivado obtido 

nestas condições apresentou um aumento de 4-5 vezes na atividade lipolítica utilizando 

laurato de p-nitrofenila como substrato quando comparada ao derivado produzido nas 

mesmas condições, porém, na ausência de surfactante (Sanchez-Otero et al., 2008).  

É consensual que o grau de hiperativação das lipases na presença de certas 

classes de tensoativos é marcadamente influenciado pelo tipo de enzima utilizado, pelas 

características e concentração do surfactante adicionado ao meio de imobilização, pelas 

propriedades do suporte, condições de imobilização bem como pelos substratos 

utilizados na determinação das atividades, uma vez que os surfactantes também podem 

alterar a seletividade das enzimas em relação a diferentes substratos (Fernandez-

Lorente, et al., 2007; Mogensen et al., 2005) . 

4.2.2. Efeito do surfactante dodecil sulfato de sódio (SDS) 

 Nestes experimentos, o surfactante SDS foi adicionado nas mesmas 

concentrações utilizadas nos ensaios preliminares efetuados para a enzima solúvel. Os 

resultados para as duas estratégias de imobilização utilizadas neste trabalho estão 

mostrados na Figura 34. A atividade inicial para todos os casos foi considerada 100 % 

na ausência do tensoativo. As atividades dos derivados foram medidas após 5 h de 

imobilização. 
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Figura 34. Efeito do surfactante SDS na atividade dos derivados preparados utilizando a primeira 

() e a segunda estratégia de imobilização (). Os experimentos foram executados de acordo com o 
procedimento experimental descrito na seção materiais e métodos. A atividade relativa foi 

considerada 100%  para os derivados produzidos na ausência do surfactante. O eixo x está plotado 
em escala logarítmica. 

 

  Os rendimentos de imobilização (RI) variaram no intervalo de 82-98 % quando 

a primeira estratégia (reticulação do suporte quitosana com glutaraldeído seguida de 

imobilização da lipase na presença do surfactante) foi utilizada e se situaram no 

intervalo de 74-99 % quando a segunda estratégia (adsorção prévia da enzima seguida 

de reticulação com glutaraldeído) foi empregada. 

A Figura 34 mostra que ao contrário do que foi observado nas imobilizações 

efetuadas na presença de Triton X-100, a adição do surfactante SDS no intervalo de 

concentrações de 0,00015- 0,23 % m.v-1, independente da estratégia de imobilização 

utilizada, foi sempre acompanhada de um aumento crescente nas atividades dos 

derivados obtidos. Nas duas estratégias, a atividade máxima foi conseguida quando a 

concentração do tensoativo adicionada foi 0,23 % m.v-1. Nesta concentração, as 

atividades dos derivados foram aumentadas por um fator de 2,9 vezes e 3,4 vezes 

respectivamente, para a primeira e para a segunda estratégia de imobilização. Os 

resultados apresentados foram bastante similares aos resultados obtidos com a enzima 

solúvel. Para concentrações acima de sua concentração micelar crítica , foi verificado 

um decréscimo nas atividades dos derivados. Porém os valores de atividades medidos 
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ainda foram superiores aos valores observados quando as imobilizações foram efetuadas 

na ausência deste surfactante.  

Em trabalho recente, lipase de Rhizomucor miehei foi imobilizada em diferentes 

suportes na presença do detergente aniônico laurato de sacarose utilizando três 

protocolos de imobilização (Filice et al., 2011). Quando a enzima foi fisicamente 

adsorvida no suporte Sepharose-Q, um forte trocador aniônico, em pH 7 e a 25 °C, após 

prévia purificação e hiperativação com o detergente mencionado na concentração de            

0,5 % m.v-1, o derivado obtido reteve mais de 90 % de sua hiperativação mesmo após a 

remoção do surfactante com água. Quando a enzima foi ligada unipontualmente ao 

suporte Sepharose-CNBr, a hiperativação foi completamente eliminada após  a remoção 

do detergente. Em um terceiro procedimento, a imobilização da enzima previamente 

hiperativada no suporte glioxil-agarose foi efetuada em pH 10 (ligação covalente 

multipontual). Neste procedimento, os autores observaram uma queda em torno de 50 % 

na atividade da enzima durante a imobilização nestas condições, sendo evidenciado 

também que após a remoção do tensoativo a hiperativação, já reduzida na etapa de 

imobilização, foi inteiramente eliminada.  

O melhor resultado obtido com a resina aniônica foi atribuído a uma possível 

mudança na região de maior densidade de cargas negativas envolvidas na adsorção da 

enzima quando a forma fechada (inativa) da lipase é deslocada para a sua conformação 

aberta (ativa). Além deste fator, a presença do detergente aparentemente induziria uma 

complexa mudança no centro ativo da enzima promovendo um rearranjo estrutural nas 

outras regiões da proteína. 

Estas considerações podem em parte explicar os resultados obtidos neste 

trabalho. A quitosana em pH 7 é um eletrólito policatiônico atuando como um trocador 

aniônico tal como o suporte Sepharose-Q. Portanto, a presença do surfactante SDS no 

meio de imobilização pode causar as mesmas alterações estruturais na molécula da 

enzima levando a uma estabilização de sua  forma ativa, mesmo após a remoção do 

surfactante. 

Os resultados apresentados nas Figuras 32 e 34 também comprovaram que o 

tensoativo aniônico SDS foi muito mais efetivo do que o Triton X-100 na obtenção de 

derivados com alta atividade catalítica.  

Desta forma, na continuidade deste trabalho, baseando-se nos resultados obtidos 

nos ensaios de imobilização, todos os experimentos subsequentes foram efetuados  
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utilizando a segunda estratégia de imobilização na presença do surfactante  dodecil 

sulfato de sódio (SDS), adicionado ao meio de imobilização na concentração de       

0,23 % m.v-1. 

No intuito de verificar possíveis efeitos inibitórios provocados pela exposição 

prolongada da enzima solúvel ao surfactante SDS durante a imobilização, a cinética de 

hiperativação da enzima solúvel na presença de SDS 0,23% m.v-1 foi acompanhada por 

5 horas. A Figura 35 mostra os resultados obtidos neste experimento. A atividade inicial 

para todos os casos foi considerada 100 % na ausência do tensoativo. 

 
Figura 35. Cinética de hiperativação da lipase de R. miehei imobilizada em quitosana na 
presença de SDS 0,23% m.v-1 utilizando a segunda estratégia de imobilização. 

 

Os resultados mostrados na Figura 35 mostram que a lipase de R. miehei  na  

forma solúvel sofrem uma queda acentuada em suas atividade após exposição 

prolongada ao surfactante SDS nas condições  experimentais estabelecidas.  Após uma 

intensa ativação inicial, a atividade da enzima solúvel decresce após poucos minutos de 

contato com o surfactante. Entretanto, pode-se observar também, que após um tempo de 

incubação de 50 minutos, mesmo com a atividade diminuída, a enzima solúvel exibiu 

ainda uma atividade maior quando comparada a enzima solúvel incubada na ausência do 

surfactante (considerada como 100 %). 

Em função dos resultados observados no ensaio anterior e com o objetivo de 

minimizar os efeitos da exposição prolongada das enzimas nas condições estabelecidas, 
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novas imobilizações foram efetuadas variando-se a velocidade de agitação, temperatura 

e tempos de imobilização. A Tabela 6 mostra os efeitos destes parâmetros de 

imobilização nos biocatalisadores produzidos. O tempo de ativação com glutaraldeído 

foi mantido em 1h a 25 °C e velocidade de agitação de 25 rpm para todas as 

imobilizações. 

Tabela 6. Resultados para imobilização de lipases em quitosana utilizando o segundo método de 
imobilização na presença de SDS 0,23% m.v-1.  Carga oferecida: 16 U.g-1; (n=3). Temperatura de 

imobilização (Timob., °C), tempo de imobilização (timob,h), velocidade de agitação (vagitação,rpm), 
Rendimento de Imobilização (RI- %), Ativ.Derivado(Atder.- UpNPB.ggel

-1),                                           
Ativ. Recuperada (Atrec.- %) 

 

Os resultados apresentados na Tabela 6 mostram a grande influência das 

condições de imobilização avaliadas nas atividades dos biocatalisadores produzidos. Os 

rendimentos de imobilização não sofreram variações significativas. Porém, as atividades 

dos derivados foram grandemente influenciadas pelas condições de imobilização.  

Em função dos resultados apresentados na Tabela 6 as melhores condições de 

imobilização da lipase de R. miehei  na presença de SDS 0,23% m.v-1 foram observadas 

na temperatura de 4 °C, velocidade de agitação de 220 rpm , tempo de imobilização de 

1h e reticulação com glutaraldeído 0,6 % v.v-1 por 1h a 25 °C, 25 rpm. Estas condições 

otimizadas de imobilização permitiram a obtenção de biocatalisadores com elevada 

atividade catalítica. 

% SDS 

  ( m.v-1) 

Timob. 
(°C)  

timob.(h)  vagitação 

(rpm) 
 RI Atder.   

(UpNPB.ggel
-1) 

Atrec.(%) 

 

0,00 4 1 220 100 4,10 ± 0,2 24,9 ± 2 

0,23 4 1 220 96,2 ± 1 10,64 ± 0,1 69,1 ± 1 

0,00 25 5 25 93,9 ± 2 2,60 ± 0,3 16,9 ± 2 

0,23 25 5 25 99,1 ± 4 8,10 ± 0,3 49,8 ± 1 

0,00 25 1 25 91,1 ± 1 4,10 ± 0,1 27,4 ± 1 

0,23 25 1 25 95,6 ± 1 8,65 ± 0,4 56,4 ± 2 

0,23 25 1 220 96,1 ± 2 6,90 ± 0,1 45,1 ± 2 
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4.2.3. Caracterização do suporte quitosana por microscopia de varredura 

eletrônica (MEV)  

O suporte quitosana pode sofrer apreciáveis modificações em sua morfologia 

após tratamento com glutaraldeído. Neste sentido, as possíveis mudanças na superfície 

deste suporte antes e após reticulação da quitosana com glutaraldeído 0,6 % v.v-1 foram 

examinadas utilizando-se a técnica de microscopia de varredura eletrônica (MEV). 

Além disso, outro experimento utilizando esta técnica foi efetuado para verificar as 

mudanças estruturais deste suporte após imobilização da lipase de Rhizomucor miehei 

nas condições otimizadas no ítem anterior . A Figura 36 mostra três microfotografias de 

varredura eletrônica de: (a) Quitosana comercial  (QUIT ), (b) Quitosana  tratada com 

glutaraldeído 0,6 % v.v-1  (QUIT/GLU 0.6% v.v-1)  e  (c) Suporte quitosana  reticulado 

com glutaraldeído 0,6 % v.v-1 após imobilização por adsorção de lipase de Rhizomucor 

miehei (RML) QUI/GLU 0,6 % (v.v-1) / RML  

 

Figura 36. Microfotografias de varredura eletrônica de:  (a) Quitosana comercial  (QUI),(b) 
Quitosana  tratada com glutaraldeído 0,6 % v.v-1  (QUI/GLU 0.6% v.v-1)  e  (c) Suporte quitosana  
reticulado com glutaraldeído 0,6 % v.v-1 após imobilização por adsorção de lipases de Rhizomucor 

miehei (RmL) QUI/GLU 0,6 % (v.v-1) / RmL 

 

 Os ensaios de microscopia de varredura eletrônica (MEV) nas condições 

descritas na seção materiais e métodos evidenciam a grande mudança estrutural causada 

pelo agente de reticulação no suporte utilizado nas imobilizações. Podemos observar na 

Figura 36 uma grande diferença entre a quitosana comercial (quitosana em pó)           

(Fig. 36A) e a quitosana após 1h de tratamento com glutaraldeído 0,6% v.v-1 em tampão 

fosfato 100 mmol L-1, pH 7 a 25 °C (Fig. 36B).  Após ativação, a superfície do suporte 

utilizado fornece uma maior área de contato para a imobilização das lipases. Esta 
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mudança estrutural pode explicar em parte os altos rendimentos de imobilização 

observados nos experimentos de imobilização (Foresti, 2007). As estruturas 

arredondadas na Figura 36C podem ser atribuídas à formação de agregados de proteínas 

sobre o suporte durante a imobilização (Foresti, 2007). 

4.2.4. Determinação da estabilidade térmica dos biocatalisadores 

 Os derivados produzidos na segunda metodologia de imobilização em  

condições otimizadas nos experimentos anteriores foram  avaliados quanto a sua 

estabilidade térmica a 60 °C. Os resultados obtidos foram comparados com a 

estabilidade térmica da enzima solúvel e com a enzima comercial Lipozyme® na 

mesma temperatura. O tempo de meia-vida (t½) e o fator de estabilidade (FE) foram 

determinados para cada derivado utilizado nestes ensaios.  

 Adicionalmente, o efeito da concentração de glutaraldeído adicionado na etapa 

de reticulação do suporte contendo a enzima adsorvida também foi avaliado nestes 

experimentos. A concentração de glutaraldeído nestes experimentos variou no intervalo 

de 0,6-5 % v.v-1.  

 Alguns trabalhos têm mostrado que diferentes concentrações de glutaraldeído 

utilizadas na reticulação ou ativação de suportes como a quitosana podem resultar na 

obtenção de biocatalisadores com diferenças significativas em suas propriedades tais  

como atividade e estabilidade térmica (Silva et al., 2012). Os resultados para estes 

experimentos estão apresentados na Tabela 7. 

Tabela 7. Resultados para estabilidade térmica a 60°C de lipases imobilizadas em quitosana 
utilizando o método II na presença de SDS 0,23% m.v-1.  Carga oferecida: 16 U.g-1; (n=3). Tempo 

de meia-vida (t½,min) , Fator de estabilidade (FE), Rendimento de Imobilização (RI- %), Ativ. 
Derivado(Atder- U.g-1), Ativ. Recuperada ((Atrec.- %) 

Biocatalisador RI ,% Atder. 

(UpNPB.ggel 
-1) 

Atrec.% t1/2,min FE 

Enzima solúvel - - - 0,64 - 

Lipozyme® - - - 3,15 ± 0,6 4,80 ± 0,9 

QUI-GLU 0,6% v.v-1 96 ± 4 9,45 ± 0,4 61 ± 2 42,54  ± 3,5 64,44 ± 5,3 

QUI-GLU 1,5% v.v-1 93,1 ± 1 7,50 ± 0,2 50,5 ±1 19,85 ± 1,7 30,10 ± 2,5 

QUI-GLU 2,5% v.v-1 96,9 ± 1 7,20 ± 0,2 46,8 ± 1 14,95 ± 0,7 22,65 ± 1,1 

QUI-GLU 5% v.v-1 97,1 ± 1 7,54 ± 0,2 45,7 ± 3 22,49 ± 6,2 34,10 ± 9,4 
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Os resultados apresentados na Tabela 7 mostram que os rendimentos de 

imobilização em todos os experimentos foram muito similares e acima de 90%. 

Entretanto, os dados  apresentados  também indicam que  o melhor derivado  em 

termos de atividade recuperada (Atrec.)  e estabilidade térmica à 60 °C foi obtido quando 

a ativação do suporte foi efetuada em baixa concentração de glutaraldeído (0,6 % v.v-1).  

   O derivado obtido (t½ = 42,54 min) foi 65 vezes mais estável do que a enzima 

solúvel  (t½ = 0,64 min) e 13 vezes mais estável do que a enzima comercial Lipozyme®           

(t½ = 3,15 min)  na temperatura do experimento.  

Podemos observar também que quantidades  crescentes de glutaraldeído na etapa 

de reticulação do suporte provocaram uma diminuição na atividade dos derivados bem 

como uma redução nos tempos de meia-vida dos biocatalisadores produzidos.   

A Figura 37 mostra o perfil de inativação térmica dos derivados produzidos na 

temperatura de 60°C. 

 
Figura 37. Perfil de inativação térmica da lipase de R. miehei solúvel  e dos derivados quitosana-

glutaraldeído (QUI-GLU). Imobilização em pH 7, 4°C,1h.carga oferecida: 16 U.g-1. Enzima solúvel 
e derivados foram incubados em tampão fosfato de sódio 25 mol.L-1, pH 7 a 60 °C.(  )RML 
solúvel ; () Lipozyme®;  (●) QUI-GLU 0.6%; ()QUI-GLU 1,5%; () QUI-GLU 2,5%;           

() QUI-GLU 5%. As linhas representam o ajuste do modelo de Sadana e Henley. 

A diminuição nas atividades dos derivados obtidos pode ser explicado pela 

redução do diâmetro dos poros do suporte após reticulação, devido a alta reatividade do 

glutaraldeído. Além disso, este agente de reticulação também pode reagir com outros 

grupos da enzima e um grande número de ligações entre os grupos ativos da enzima e 
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do suporte podem ser estabelecidas promovendo distorções na estrutura terciária da 

enzima (Silva et al., 2012).      

Sendo assim, o biocatalisador obtido por adsorção das lipases a 4° C seguida de 

reticulação com glutaraldeído 0,6 % v.v-1 a 25 °C foi selecionado para a continuidade 

deste trabalho. 

 A estabilidade térmica do melhor derivado também foi avaliada a 37 °C. Os 

resultados deste experimento estão mostrados na Figura 38. 

 
Figura 38. Estabilidade térmica do derivado QUI-GLU 0,6% v.v-1 a 37°C. 

 Os resultados apresentados na Figura 38 mostram que o biocatalisador 

produzido em condições otimizadas foi bastante estável em condições brandas de 

temperatura. Após 120 h de incubação a 37 °C, o derivado reteve 89 % de sua atividade 

inicial indicando que o derivado selecionado pode ser utilizado sem perda significativa 

de sua atividade na síntese de compostos que requeiram longos tempos de reação nesta 

temperatura. 

4.2.5. Influência dos efeitos de transferência de massa externa e interna na 

hidrólise do butirato de p-nitrofenila (pNPB). 

Quando se trabalha com enzimas imobilizadas, assim como com qualquer   outro  

catalisador suportado, os substratos, para atingirem o centro catalítico das enzimas 

localizadas  na superfície externa do biocatalisador, devem primeiro se difundir do seio 



91 

 

 

da fase líquida  até à superfície das partículas e atravessar uma camada estagnada de 

fluido (camada de Nernst) que rodeia a sua superfície e que é responsável pelo 

transporte de substratos e produtos por difusão. 

 Para enzimas imobilizadas em suportes porosos, além do efeito de resistência de 

transferência de massa externa mencionado anteriormente, podem ocorrer efeitos de 

resistência à difusão interna do substrato, uma vez que este deve ser transportado no 

interior dos poros do biocatalisador até atingir o centro ativo da enzima para que a 

reação ocorra (Cabral et al., 2003).  

Desta maneira, um gradiente de concentração do substrato no interior dos poros 

é estabelecido, ocasionando uma diminuição da concentração do substrato ao longo da 

distância em relação à superfície do suporte de imobilização. 

 A mesma consideração deve ser feita para os produtos de uma reação particular 

que também devem se difundir do interior dos poros do biocatalisador para o 

macroambiente da solução.  

 Efeitos de transferência de massa externa podem ser minimizados ou mesmo 

eliminados reduzindo-se a espessura da camada de filme em torno do biocatalisador 

aumentando-se a velocidade de agitação da mistura reacional. 

A influência da transferência interna de massa num determinado processo pode 

ser minimizada reduzindo-se o tamanho de partícula, desta forma, diminuindo o 

caminho para a difusão do substrato , podendo resultar  em um aumento da velocidade 

de reação.  

 A presença de resistência de transferência de massa externa foi estudada 

variando-se a velocidade de agitação do sistema reacional mantendo-se todas as demais 

condições experimentais constantes. A carga enzimática nestes experimentos foi de        

8 U.g-1 para assegurar que a reação de hidrólise em estudo ocorresse na ausência de 

limitações difusionais  internas. As velocidades de agitação nestes ensaios  variaram no 

intervalo de 200-800 rpm.Os resultados para estes experimentos estão apresentados na 

Figura 39. 
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Figura 39. Influência da velocidade de agitação na atividade hidrolítica das lipases de R. 

miehei imobilizadas no suporte quitosana na presença de SDS 0,23% m.v-1. Carga oferecida: 8 U.g-1 

 

Os resultados mostrados na Figura 39 mostram que as atividades hidrolíticas dos 

derivados aumentaram progressivamente com o aumento da agitação atingindo um valor 

máximo quando a velocidade de agitação foi de 600 rpm. 

 Acima deste valor, uma ligeira diminuição nas atividades medidas foi 

observada, indicando que a resistência de transferência de massa externa pode ser 

negligenciada nestas velocidades de agitação. O aumento gradual da velocidade de 

agitação reduz a espessura da camada de filme que circunda a partícula do 

biocatalisador, reduzindo os efeitos de resistência de transferência de massa externa. 

 Neste trabalho, experimentos também foram efetuados no intuito de se avaliar a 

capacidade de adsorção das microesferas de quitosana e os efeitos de difusão de massa 

internos na atividade hidrolítica dos derivados. As cargas oferecidas nestes 

experimentos situaram-se no intervalo de 8-100 U.g-1. A velocidade de agitação foi 

mantida constante (600 rpm) em todos os experimentos de hidrólise do substrato 

utilizado.  
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Os resultados destes ensaios estão mostrados na Figura 40. 

 

 
Figura 40. Efetivade (η) x carga oferecida (U.g-1) para lipases de R. miehei imobilizadas no 

suporte quitosana 2,5 % m.v-1 na presença de SDS 0,23% m.v-1. Efetividade foi calculada como a 
razão entre a atividade  do derivado e  atividade teórica. 

 

Como mostrado na Figura 40, houve um decréscimo nos valores das efetividades 

calculadas à medida que quantidades crescentes de enzima foram oferecidas ao suporte 

a 25 °C.  

Este fato pode ser explicado por restrições difusionais impostas pela grande 

quantidade de enzimas no interior dos poros do gel que podem formar barreiras efetivas 

limitando a difusão do substrato do seio da solução para o interior dos mesmos 

(Adriano, 2005) 

Além deste fator, a dificuldade de acesso da molécula do substrato ao sítio ativo 

da enzima (impedimento estérico) que pode ter sido imobilizada com orientação errada, 

obstruindo o sítio ativo pode explicar o fenômeno observado (Silva et al., 2012).  
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4.3. SÍNTESES DOS ÉSTERES BUTIRATO DE METILA E BUTIRATO DE 
ETILA 

4.3.1. Seleção do solvente 

 

A natureza do solvente pode influenciar a velocidade de reações enzimáticas 

direta ou indiretamente. Os efeitos indiretos estão relacionados à partição de substratos 

e produtos, o deslocamento do equilíbrio químico da reação e fenômenos de 

transferência de massa entre as fases que compõem o sistema reacional. Já os efeitos 

diretos estão estritamente relacionados à interação entre o solvente e a enzima e 

geralmente são responsáveis pela atenuação da atividade ou inativação da proteína 

(Lima & Angnes, 1999). 

A inativação da enzima pode ocorrer através da interação do solvente com 

regiões hidrofóbicas da enzima provocando a quebra de interações hidrofóbicas e 

ligações de hidrogênio na sua estrutura nativa ou pela remoção da camada de água que 

envolve a enzima, considerada essencial para a manutenção de sua atividade catalítica 

(Dordick et al., 1989, Macarie & Baratti, 2000; Wu et al., 2002). 

Desta forma, a seleção de um solvente apropriado que apresente um bom grau de 

compatibilidade com a enzima e os substratos da reação é de fundamental importância  

para que as reações de esterificação ocorram com elevada eficiência (Villeneuve, 2007).  

Considerando estes fatores, um estudo inicial foi efetuado com a finalidade  de 

selecionar o solvente mais adequado que minimizasse os efeitos negativos acima citados 

promovendo altas  taxas  de conversão para os ésteres estudados.  

Neste estudo, a seleção dos solventes foi baseada nos valores de seus respectivos 

coeficientes de partição octanol/água ( log P ou log Pow) que é uma medida do caráter 

hidrofóbico (log P 3,0 ޓ) ou hidrofílico (log P < 2,0) de um solvente. 

De acordo com o procedimento descrito no ítem 3.10.1. , a Tabela 8 apresenta os 

resultados obtidos para as sínteses dos ésteres butirato de metila e butirato de etila nos 

solventes selecionados nesta etapa inicial do estudo. 
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Tabela 8. Influência do solvente nas taxas de conversão dos ésteres butirato de metila e butirato de 
etila. Condições: massa de biocatalisador(m): 100mg (butirato de metila) e 200 mg (butirato de 

etila); Temperatura(T)= 25°C; Razão molar [álcool]/[ácido]= 1:1; Vreação= 20mL;                        
Conc. dos substratos: 0,2 mol.L-1 ;Agitação= 150 rpm; Tempo de reação(t): 8h. 

 

Os resultados apresentados na Tabela 8 mostram que as maiores taxas de 

conversão para os dois ésteres estudados foram observadas quando o solvente              

n-heptano foi utilizado nas condições reacionais descritas. Para o butirato de etila, o 

rendimento de esterificação máximo foi de 85 % utilizando n-heptano como solvente e 

para o butirato de metila a maior taxa de conversão foi de 30 % utilizando o mesmo 

solvente. 

Observando os dados apresentados na tabela 8, podemos constatar que nenhuma 

diferença significativa em termos de rendimento de esterificação foi evidenciada quando 

os solventes n-heptano (85 %), n-hexano (82 %) e ciclo-hexano (83 %) foram utilizados 

nas reações de síntese do butirato de etila. Estes resultados podem ser explicados em 

função da proximidade dos valores de log P para estes solventes, embora exista uma 

diferença estrutural entre o ciclohexano e os solventes n-heptano e n-hexano. 

 Entretanto, o mesmo comportamento não foi observado na síntese do butirato de 

metila. Diferenças significativas podem ser observadas quando os mesmos solventes 

foram utilizados na síntese deste éster. O solvente n-heptano aumentou em 50 % o 

rendimento da reação quando comparado aos solventes n-hexano e ciclohexano. 

Desta forma, pode-se concluir, a partir dos resultados obtidos na síntese destes 

compostos, que a utilização de solventes com valores próximos de log P podem ou não 

fornecer graus de esterificação bastante divergentes. O butirato de metila e o butirato de 

etila de acordo com os dados apresentados não foram sintetizados na presença do 

solvente 1,4-dioxano, que devido a sua natureza altamente hidrofílica pode ter 

eliminado a camada de água presente na superfície da enzima, essencial para a sua 

atividade, distorcendo a sua conformação nativa e promovendo sua completa inativação. 

% de conversão 

Solvente Log P Butirato de metila Butirato de etila 

n-heptano 4,0 30 ± 1 85 ± 2 

n-hexano 3,5 20 ± 1 82 ± 2 

Ciclo-hexano 3,2 19 ± 1 83 

1,4-dioxano -1,1 0 0 
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Tomando por base estas considerações e os resultados obtidos nos experimentos 

realizados, dois solventes de natureza química similar (n-hexano e n-heptano) poderiam 

ser utilizados na síntese dos ésteres estudados. 

 Entretanto, o hexano possui baixo ponto de ebulição (p.e.= 68,5 °C) e alguns 

trabalhos demonstraram que em temperaturas superiores a 40 °C altas taxas de 

evaporação deste solvente no meio reacional foram observadas limitando a sua 

utilização (Castro et al., 1997). 

Diante do exposto, o solvente n-heptano (p.e.= 98,4 °C) foi selecionado para as 

demais etapas deste estudo. 

4.3.2. Efeito da temperatura nas reações de esterificação 

 

 Em reações catalisadas por lipases, a temperatura influencia marcadamente a 

velocidade inicial da reação, posição de equilíbrio e a estabilidade da enzima podendo 

modificar também algumas das propriedades dos substratos e produtos  da reação como 

estado de ionização e solubilidade (Mahapatra et al. 2009;  Ozyilmaz & Gezer, 2010). 

 Reações conduzidas em temperaturas próximas a ambiente, na maioria dos 

casos, resultam em baixos rendimentos de reação. Porém, quando efetuadas em 

temperaturas mais elevadas, aumentam as taxas de reação resultando em aumentos 

significativos nos seus rendimentos (Lortie et  al., 1997). 

 Apesar destes efeitos desejáveis, o aumento da temperatura de grande parte das 

reações de síntese catalisadas por lipases vem sempre acompanhado de um declínio na 

estabilidade das enzimas e na conversão de substratos (Foresti & Ferreira, 2007; Garcia 

et al., 1999), embora trabalhos recentes tenham demonstrado que algumas lipases como 

a lipase de C. antarctica  B (Novozyme 435) podem ser empregadas em reações de 

esterificação em temperaturas de 60-80 °C, sem perda significativa de sua atividade 

catalítica (Šabeder et al., 2006; Yan et al.,1999). 

 Em adição a isto, a utilização de altas temperaturas pode ocasionar a perda do 

solvente e dos substratos por volatilização (Lu et al.,2007; Sebrão et al., 2007). 

 A temperatura ótima para uma dada conversão enzimática geralmente é 

influenciada por fatores como o tipo de enzima utilizada, as características do suporte 

empregado na imobilização destas enzimas e da natureza do solvente e dos substratos 

utilizados na reação (Güvenç et al., 2002). 
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 Entretanto, alguns autores sugerem que a temperatura máxima que pode ser 

utilizada nestas reações sem ocasionar a desnaturação das lipases deve estar situada em 

torno de 45 °C, pois acima deste valor a maioria das lipases sofre gradual desnaturação  

(Yong & Al-Duri, 1996). 

De acordo com o procedimento experimental descrito no ítem 3.10.2., a Figura 

41 apresenta os resultados obtidos para o estudo da influência da temperatura nas 

sínteses dos ésteres butirato de metila e butirato de etila  em n-heptano. 

 

Figura 41. Estudo do efeito da temperatura na síntese dos ésteres butirato de metila () e butirato 
de etila (). Condições: Solvente: n-heptano; Vreação = 20 mL;                                                         

carga oferecida = 1,61 mgproteína.g
-1

suporte ; massa de biocatalisador (m): 100 mg (butirato de metila) e 
200 mg (butirato de etila); Razão molar [álcool]/[ácido] = 1:1; Conc. dos substratos: 0,2 mol.L-1 ;  

Agitação = 150 rpm;Tempo de reação(t): 8h. 

 Os resultados apresentados na Figura 41 evidenciam que as maiores taxas de 

conversão, para os dois ésteres, contrariando as afirmações comentadas inicialmente, 

foram obtidas à temperatura de 25 °C. Nas condições estudadas, o butirato de metila 

apresentou um rendimento de reação de 30 % e o butirato de etila apresentou uma taxa 

de conversão de 85 %. 

Em temperaturas acima deste valor, as reações de esterificação experimentaram 

um declínio em seus rendimentos. Temperaturas superiores a 45 °C reduziram 

acentuadamente os rendimentos para ambas as reações, muito provavelmente devido a 

desnaturação térmica das lipases. 
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 O aumento da temperatura pode afetar os vários equilíbrios envolvidos em 

reações de esterificação notadamente os equilíbrios de ligação enzima-substratos e 

enzima-éster envolvidos na reação. Além disso, exerce efeito na solubilidade e partição 

do ácido na interface microaquosa enzime-água-solvente. Altas temperaturas também 

podem aumentar a dissociação do ácido utilizado na reação. Desta forma, enquanto a 

constante de equilíbrio de ligação decresce com o aumento da temperatura, a 

dissociação e a solubilidade do ácido aumentam, tornando menos favorável a reação de 

esterificação (Krishna et al.,1999). 

Vários trabalhos reportados na literatura indicam que baixas temperaturas de 

reação favorecem a síntese de ésteres de ácido butírico catalisados por lipases. 

 Shieh et al.(1996) mostraram que altas taxas de obtenção na síntese por 

transesterificação do éster butirato de geranila foram conseguidas quando a temperatura 

do meio reacional foi fixada em 35°C utilizando lípase de Candida rugosa.  

Da mesma forma, butirato de isoamila foi sintetizado com altos rendimentos de 

esterificação a 30 °C pela enzima comercial Lipozyme IM-20 (lipase de Rhizomucor 

miehei) (Krishna et al.,1999). 

Butirato de etila foi sintetizado com 72,9 % de rendimento a 34 °C utilizando a 

enzima comercial Novozym 435 (lipase de C. Antarctica) em n-heptano (Rodriguez-

Nogales et al.,2005). 

  Levando-se em consideração os resultados apresentados neste estudo, a 

temperatura de 25 °C foi selecionada para os estudos posteriores de otimização das 

sínteses destes dois ésteres. 

4.3.3. Influência da concentração inicial dos substratos nas reações de esterificação 

 

  No intuito de verificar o aumento ou diminuição das taxas de conversão dos 

ésteres estudados em função das concentrações dos substratos utilizados nas reações de 

esterificação, experimentos foram executados variando-se as concentrações de misturas 

equimolares dos substratos utilizados. As concentrações variaram de 0,1-1 mol L-1. O 

solvente utilizado nestes experimentos foi o n-heptano e as reações foram conduzidas a 

25 °C sob agitação de 150 rpm 

 A Figura 42 apresenta os resultados obtidos para os dois ésteres nas condições 

experimentais descritas após 8 h de reação. 
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Figura 42. Infulência da concentração dos substratos nas reações de síntese do butirato de metila 
() butirato de etila (■). Condições: Solvente: n-heptano; Vreação = 20 mL;                                     

carga oferecida=1,61 mgproteína.g
-1

suporte; massa de biocatalisador(m): 100 mg (butirato de metila) e 
200 mg (butirato de etila); Razão molar [álcool]/[ácido] = 1:1;  Agitação = 150 rpm; Tempo de 

reação(t): 8h. 

 Os resultados apresentados na Figura 42 mostram que a concentração dos 

substratos exerce um efeito significativo nas taxas de esterificação para ambos os 

ésteres. Para o butirato de metila (em vermelho no gráfico) a máxima taxa de conversão 

(80 %) foi verificada quando a concentração dos substratos foi de 0,1 mol L-1. 

Concentrações equimolares dos substratos acima deste valor promoveram uma queda 

bastante acentuada nos rendimentos de esterificação. 

 Já para o butirato de etila, após um ligeiro incremento no rendimento de reação 

no intervalo de concentração de substratos de 0,1-0,2 mol L-1, as taxas de conversão 

para concentrações de substratos superiores a 0,2 mol L-1 foram reduzidas 

sensivelmente. A maior taxa de conversão para este composto foi observada quando a 

concentração dos substratos foi de 0,2 mol L-1 (85 %). 

 Uma das possíveis explicações para os resultados observados é que na presença 

de altas concentrações dos substratos (ácido e álcool), a polaridade do meio é alterada, 

tornando a fase orgânica mais hidrofílica. Como consequência, os coeficientes de 

partição tornam-se menos favoráveis aos ésteres formados (mais hidrofóbicos), 

deslocando o equilíbrio da reação no sentido contrário ao da formação destes compostos 

(Romero et al., 2005). 
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 Os resultados apresentados na Figura 42 sugerem também que um ou os dois 

substratos utilizados nas reações podem exercer efeitos inibitórios na função catalítica 

da enzima (Krishna et al., 2001). 

4.3.4. Estudos de otimização da razão molar álcool/ácido na síntese dos ésteres 

  

A razão molar entre os substratos é um dos parâmetros que mais influenciam o 

rendimento de reações de esterificação catalisadas por lipases. Uma vez que a reação é 

reversível, o aumento da concentração de um dos reagentes pode deslocar o equilíbrio 

no sentido da formação de produtos, resultando em altas conversões ou por efeitos de 

inibição tanto dos substratos como dos produtos da reação podem diminuir 

drasticamente o rendimento das mesmas (Belafi-Bakog et. al., 2004, Ceni et. al, 2010). 

 Neste sentido, no intuito de avaliar possíveis efeitos inibitórios causados pelos 

substratos utilizados, experimentos foram conduzidos fixando-se a concentração dos 

álcoois utilizados variando-se a concentração do ácido butírico. 

 Em outra série de experimentos, a concentração do ácido butírico foi mantida 

constante e concentrações crescentes de etanol e metanol foram adicionadas ao sistema 

reacional. 

 Para o butirato de etila, na primeira série de experimentos a concentração de 

etanol foi fixada em 0,2 mol L-1 e as concentrações de ácido butírico foram 

acrescentadas no intervalo de 0,2-0,8 mol L-1. 

 Para o mesmo éster, uma segunda série de experimentos foi efetuada desta vez 

mantendo-se a concentração de ácido butírico constante em 0,2 mol L-1 e adicionando 

concentrações crescentes do álcool também no intervalo de 0,2-0,8 mol L-1. 

 Os resultados para a síntese do butirato de etila estão mostrados na Figura 43. 
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Figura 43. Influência da razão molar álcool/ácido no rendimento da síntese do butirato de etila. 

Condições: Solvente: n-heptano; Vreação=20 mL; carga oferecida=1,61 mgproteína.g
-1

suporte ;   massa de 
biocatalisador(m): 200 mg; T = 25 °C; Agitação= 150 rpm; Tempo de reação(t): 8h.              

Legenda: concentração de ácido (); concentração de álcool () 
 

  De acordo com os resultados apresentados na Figura 43 a máxima conversão em 

éster (85 %) foi observada quando a razão molar álcool/ácido foi 1:1 para concentrações 

de ácido butírico e etanol de 0,2 mol L-1.  

  Os resultados apresentados mostram também que mantendo-se uma 

concentração fixa de etanol (0,2 mol L-1), concentrações crescentes de ácido acima da 

concentração inicialmente utilizada (0,2 mol L-1) promoveram uma grande inibição da 

atividade enzimática. Quando a concentração de ácido adicionada foi de 0,8 mol L-1 

(razão molar álcool/ácido = 1:4) o rendimento da reação foi de 5 %. 

A presença de ácido em excesso pode alterar o pH do microambiente aquoso em 

torno da enzima causando a hidrólise do éster formado ou ocasionando a diminuição  na 

atividade da enzima (Krishna et al., 2001). 

Uma série de trabalhos sugere que alguns ácidos de cadeia curta como o ácido 

acético e butírico podem se ligar ao resíduo de serina (Ser) no sítio catalítico da lipases 

promovendo a inibição de sua atividade, diminuído o rendimento das reações (Langrand 

et al., 1990; Sebrão et.al, 2007). 

Em reações de esterificação mediadas por lipases, a primeira etapa da reação 

consiste na ligação preferencial da molécula do substrato ácido no centro ativo da 
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enzima. Esta transferência acila geralmente é afetada pela concentração de álcool livre 

disponível (Pires-Cabral et al.,2009). 

 De acordo com os resultados apresentados na Figura 36 , a máxima taxa de 

esterificação (85 %) foi observada a uma razão molar álcool:ácido de 1:1, 

provavelmente na situação em que a máxima transferência acila ocorreu. Para razões 

molares superiores a este valor foi observado um decréscimo acentuado nos percentuais 

de conversão. 

Em altas razões molares, o maior incremento na concentração de etanol pode 

promover a ligação das moléculas deste substrato com a lipase, durante a primeira etapa 

da reação, competindo com o ácido, tendo como consequência uma diminuição da 

quantidade de ácido butírico ligado à enzima. Nesta situação, um decréscimo nas taxas 

de reação irá ocorrer, uma vez que a reação estará limitada pela quantidade de ácido na 

vizinhança da enzima. Também é possível evidenciar que concentrações de etanol 

acima de 0,2 mol L-1, onde a máxima conversão também foi observada (85 %), 

promoveram inibição da atividade enzimática, porém em menor extensão quando 

comparada ao efeito inibidor do ácido utilizado nos experimentos (destacado em azul no 

gráfico). 

Além destes fatores, álcoois de baixo peso molecular, como o metanol ou etanol, 

podem ser acumulados no microambiente aquoso da enzima, atingindo uma 

concentração suficientemente elevada para induzir a desnaturação da proteína 

bloqueando a porção nucleofílica do seu sítio ativo (Lane et. al, 1987; Zaidi et. al, 

2002). Outro possível mecanismo de inativação é que estes substratos, em função de 

suas altas polaridades, podem remover a camada de água necessária para a manutenção 

da integridade estrutural da enzima, distorcendo a sua estrutura tridimensional (Paiva et. 

al, 2000). 

 Em uma segunda série de experimentos, o efeito da razão molar álcool/ácido foi 

avaliado também na síntese do butirato de metila. 

 Inicialmente, a concentração de ácido butírico foi fixada em 0,1 mol L-1 e a 

concentração de metanol foi adicionada no intervalo de concentrações de                    

0,1-0,8 mol L-1. Em outro experimento, a concentração de metanol foi mantida 

constante em 0,1 mol L-1 e a concentração de ácido butírico variou no intervalo de 0,1-

0,8 mol L-1.  
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 Os resultados para a otimização da razão molar álcool/ácido para o butirato de 

metila estão mostrados na Figura 44. 

 
Figura 44. Influência da razão molar álcool/ácido no rendimento da síntese do butirato de 

metila.Condições: Solvente: n-heptano; Vreação=20 mL; carga oferecida=1,61 mgproteína.g
-1

suporte;  
massa de biocatalisador(m): 100 mg;  T = 25 °C; Agitação= 150 rpm; Tempo de reação(t): 8h. 

Legenda: concentração de ácido (); concentração de álcool () 
 

 Os resultados apresentados na Figura 44  mostram que em uma concentração 

fixa de álcool, concentrações adicionais de ácido acima de 0,1 mol L-1 (80 % de 

conversão), promoveram uma redução bastante significativa nos rendimentos 

calculados. Para uma razão molar álcool/ácido 1:4, o rendimento de esterificação foi de 

13 %. Os resultados comprovam como no caso anterior, a grande inibição da atividade 

enzimática ocasionada pelo substrato ácido. 

 Na outra série de experimentos, os resultados mostrados na figura 44  mostram 

que, em uma razão molar álcool/ácido de 1,5:1, o rendimento máximo para esta reação 

foi alcançado (89 %). Razões molares superiores a 1,5:1 promoveram uma diminuição 

bastante acentuada nos rendimentos de reação observados. Para uma razão molar 

álcool:ácido de 4:1, o rendimento da reação foi de    9 %. 

 As mesmas considerações explicitadas anteriormente podem ser utilizadas para 

explicar os resultados obtidos para o butirato de metila. 
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 Entretanto, pode-se observar, pelos resultados apresentados nas Figuras 43 e 44, 

que o metanol promove uma maior inibição da atividade enzimática quando comparado 

ao etanol. 

 Em função dos resultados obtidos, para a síntese do butirato de etila a razão 

molar álcool/ácido 1:1 foi utilizada nos experimentos subsequentes. 

 Para o butirato de metila, a razão molar álcool/ácido 1,5:1 foi selecionada para a 

continuidade dos experimentos de otimização das sínteses estudadas. 

4.3.5. Influência da quantidade de enzima no rendimento da esterificação 

 Geralmente, as taxas de conversão em uma reação aumentam à medida que 

quantidades crescentes do biocatalisador são adicionadas ao meio de reação (Varma & 

Madras, 2008; Yadav & Devi, 2004). O aumento da quantidade de enzimas no meio 

reacional também pode promover uma diminuição acentuada nos tempos de reação, 

diminuindo os custos dos processos (Hills, 2003). 

  Portanto, para uma dada reação específica e para cada tipo de suporte 

empregado, o estabelecimento de uma quantidade ótima do biocatalisador necessita ser 

determinada experimentalmente (Ghamgui et. al., 2006).  

 Diante do exposto, no intuito de se obter altas taxas de reação nas sínteses dos 

ésteres estudados em tempos curtos de reação, várias cargas enzimáticas variando no 

intervalo de 0,52 a 3,22 mgproteína.g
-1

suporte  (16-100 U.g-1)  foram oferecidas ao suporte. 

Em seguida, cada derivado obtido foi utilizado na síntese do butirato de metila e 

butirato de etila e os rendimentos de reação foram calculados após 8h. A Figura 45 

apresenta os resultados obtidos para cada éster nestes ensaios. 
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Figura 45. Influência da quantidade de enzima nos rendimentos das reações de síntese do butirato 
de metila () e butirato de etila (). Condições: Solvente: n-heptano; Vreação = 20 mL;      massa de 

biocatalisador(m): 100 mg (butirato de metila) e 200 mg (butirato de etila);                                 
Razão molar [álcool]/[ácido]: butirato de metila = 1,5:1 e butirato de etila = 1:1;                  

Agitação= 150 rpm; Tempo de reação(t)= 8h. 

 Os resultados mostrados na Figura 45 evidenciam que os rendimentos de síntese 

para cada éster aumentam quase linearmente à medida que quantidades crescentes de 

enzima no intervalo de 0,52 a 1,61 mgproteína.g
-1

suporte (16 -50 U.g-1) são oferecidas ao 

suporte quitosana. 

 Os rendimentos máximos de reação para os dois ésteres foram observados 

quando a carga enzimática oferecida foi de 1,61 mgproteína.g
-1

suporte (50 U.g-1).  

A partir deste valor, cargas adicionais oferecidas ao suporte utilizado não 

promoveram mudanças significativas nos rendimentos obtidos que, após uma leve 

diminuição, permaneceram praticamente inalterados, provavelmente devido a restrições 

difusionais dos substratos ao sítio ativo das enzimas localizadas no interior do 

biocatalisador (Châabouni, 2006). Neste caso, os sítios ativos de moléculas adicionais 

da enzima não ficam expostos aos substratos permanecendo no interior das partículas 

dos biocatalisadores sem contribuir significativamente para a reação (Gandhi et 

al.,1995). 

Em função dos resultados obtidos, a carga enzimática utilizada nos experimentos 

subsequentes foi a de 1,61 mgproteína.g
-1

suporte (50 U.g-1). 
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4.3.6.  Influência da massa de biocatalisador no rendimento de esterificação 

          Em uma reação catalisada por enzimas imobilizadas em um suporte,o aumento da 

quantidade de enzima poderá, dentro de um certo limite, afetar positivamente as taxas 

de reação  (Mahapatra, 2009). 

 Neste estudo, a massa do biocatalisador adicionada ao sistema reacional em 

ambos os casos variou de 50-250 mg. 

 Os resultados destes experimentos apresentados na Figura 46  mostram que para 

os dois ésteres quantidades crescentes de massa do biocatalisador promoveram um 

aumento nas taxas de conversão, porém até certo limite.  

 Para o butirato de metila a taxa máxima de conversão (89 %) foi conseguida 

quando 100 mg do biocatalisador foi adicionado ao sistema reacional. Acima deste 

valor, uma pequena redução dos rendimentos foi observada sendo que os mesmos 

mantiveram-se constantes quando quantidades acima de 150 mg foram adicionadas no 

meio reacional. 

 
Figura 46. Influência da massa de biocatalisador no rendimento das sínteses do butirato de metila 

() e do butirato de etila (■). Condições: Solvente: n-heptano; Vreação = 20 mL;                             
carga oferecida=1,61 mgproteína.g

-1
suporte ; Razão molar [álcool]/[ácido]: butirato de metila=1,5:1 e 

butirato de etila = 1:1;  Agitação= 150 rpm; Tempo de reação(t)= 8h. 
 

 Para o butirato de etila, a máxima conversão (85 %) foi observada quando       

200 mg do biocatalisador foram adicionadas na reação. Quantidades superiores a este 

valor produziram uma diminuição no rendimento desta reação. 
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 Um grande aumento na quantidade de biocatalisador utilizado nas reações pode 

levar a uma diminuição na atividade de síntese, que pode ser ocasionada pela 

distribuição aleatória da enzima no suporte resultando em um menor contato entre a 

enzima e o substrato (Chengliang et al., 2011). 

 A partir dos resultados obtidos nestes experimentos, a massa de biocatalisador 

utilizado nos experimentos seguintes foram 100 mg para o butirato de metila e 200 mg 

para o butirato de etila. 

4.3.7. Influência da velocidade de agitação no rendimento de esterificação 

 No intuito de observar possíveis limitações de transferência de massa externa, 

experimentos foram conduzidos em diferentes graus de velocidade de agitação que 

variaram de 50 a 250 rpm.Os resultados obtidos nestes experimentos estão mostrados na 

Figura 47. 

 
Figura 47. Influência da velocidade de agitação no rendimento das sínteses do butirato de metila    

() e do butirato de etila (). Condições: Solvente: n-heptano; Vreação = 20 mL;                            
carga oferecida=1,61 mgproteína.g

-1
suporte ; massa de biocatalisador (m): 100 mg (butirato de metila)  e 

200 mg (butirato de etila); Razão molar [álcool]/[ácido]: butirato de metila=1,5:1   e                  
butirato de etila = 1:1;  Agitação = 150 rpm; Tempo de reação(t)= 8h.     

 

Podemos observar na Figura 47 que a conversão dos substratos para os dois 

ésteres estudados aumentou progressivamente com o aumento da velocidade de agitação 

atingindo um valor máximo a 150 rpm, após o qual, as taxas de conversão não sofreram 

alterações acentuadas. 
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Com o aumento da velocidade de agitação a espessura da camada do filme ao 

redor das partículas do biocatalisador diminui tendo como consequência uma 

diminuição na resistência de transferência de massa. 

Em função dos resultados obtidos, a velocidade de agitação utilizada nos demais 

experimentos foi 150 rpm. 

4.3.8. Influência da quantidade inicial de água no rendimento de esterificação 

 A quantidade de água presente na superfície de algumas enzimas como as 

lipases contribui para a manutenção de sua integridade estrutural, limita a solubilidade 

de substratos hidrofóbicos na vizinhança da enzima e afeta o equilíbrio da reação sendo 

considerado um fator crítico para o seu desempenho em sistemas orgânicos (Klibanov, 

2001) 

            As lipases exercem sua atividade catalítica com alta eficiência na presença de 

uma interface aquosa-orgânica e, desta forma, mesmo em meios constituídos 

basicamente por substratos dissolvidos em solventes hidrofóbicos, uma pequena 

quantidade de água é requerida para manter a conformação ativa da enzima e para 

facilitar a difusão dos reagentes (Krishna, 2002). 

   A água mantém a estrutura ativa das lipases inalterada, aumentando a 

mobilidade e a flexibilidade dos seus sítios ativos. Por outro lado, também participa de 

reações de desamidação, hidrólise de peptídeos e decomposição da cistina que levam à 

inativação irreversível da enzima (Lima & Angnes, 1999). 

 A maioria das lipases requer apenas uma pequena quantidade de água para 

manter a sua conformação ativa e promover reações de esterificação em sistemas 

orgânicos com alta eficiência (Dordick, 1989). Contudo, estes valores podem variar de 

acordo com as características das lipases utilizadas na reação e das propriedades do 

solvente utilizado, geralmente apresentando um valor ótimo ou crítico para cada enzima 

(Grunwald, 2009). 

 Quantidades excessivas de água presentes no meio reacional acima do valor 

crítico provocam podem também deslocar o equilíbrio das reações no sentido da 

hidrólise dos ésteres formados (Villeneuve, 2007).   

 O efeito da concentração inicial de água na atividade enzimática foi examinado 

adicionando água ao sistema reacional variando no intervalo de 0,5 a 2% em relação a 
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massa total dos reagentes sendo as taxas de conversão para os dois ésteres medidas após 

8h de reação, mantendo-se as demais condições constantes.  

 A Figura 48 mostra os resultados obtidos nestes experimentos. Para ambos os 

ésteres, as taxas de conversão decresceram com o aumento da quantidade de água 

adicionada ao meio reacional. Os maiores rendimentos foram observados na ausência de 

água (89 % para o butirato de metila e 85 % para o butirato de etila). 

 
Figura 48. Influência da quantidade inicial de água no rendimento das sínteses do butirato de 

metila () e do butirato de etila (). Condições: Solvente: n-heptano; Vreação= 20 mL;      carga 
oferecida=1,61 mgproteína.g

-1
suporte ; massa de biocatalisador(m): 100 mg (butirato de metila) e 200 mg 

(butirato de etila); Razão molar [álcool]/[ácido]: butirato de metila=1,5:1 e   butirato de etila = 1:1;  
Agitação= 150 rpm; Tempo de reação(t)= 8h. 

 

  Desta forma, pode-se concluir que a quantidade de água inicialmente adsorvida 

no suporte quitosana pode ser considerada suficiente para a enzima exibir sua máxima 

atividade na síntese destes dois ésteres em particular. 

 Quantidades adicionais de água podem ter aumentado acentuadamente o grau de 

hidratação do suporte implicando em um aumento da espessura da camada de filme em 

torno da enzima. Este fenômeno pode ter resultado em problemas de difusão dos 

substratos para o sítio ativo da enzima desfavorecendo as reações de esterificação. 

 Resultados similares foram reportados por Gamgui et. al. (2004) na síntese 

enzimática do oleato de butila. 

 Sendo assim, os demais experimentos de síntese destes dois ésteres foram 

efetuados na ausência de água. 
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 4.3.9. Influência da adição de agente dessecante no rendimento de esterificação 

Um importante aspecto a ser considerado em reações de esterificação é que a 

água também é um produto do processo e o seu acúmulo no meio reacional, 

especialmente quando estas requerem tempos longos para atingir o equilíbrio 

termodinâmico, pode causar uma progressiva diminuição nos rendimentos das reações 

(Krishna et al., 2001; Longo &  Sanromán, 2006). 

  Sendo assim, no curso da reação, a água formada no processo, de acordo com 

alguns trabalhos, deve ser permanentemente removida para que o valor de sua atividade 

termodinâmica (aw) seja mantido constante e estes inconvenientes sejam 

pormenorizados (Yadav & Lathi, 2003).  

  A adição de sais hidratados como o CuSO4.3H2O ou CuSO4.5H2O (Wehtje et 

al., 1997), a utilização de técnicas de pervaporação (Keehoon et al., 2006), circulação 

da mistura reacional através de uma coluna preenchida com materiais adsorventes como 

celite e algumas zeólitas (Fontes et al., 2002; Peres et al.,2005 ) , destilação azeotrópica 

(Gubicza et al., 2000) ou mesmo a adição de pequenas quantidades de solventes polares 

como a acetona ou 2-metil-2-propanol (Colombié et al., 1998) tem sido recursos 

empregados para o controle da atividade da água nestes processos . 

Além dos métodos acima mencionados, técnicas de pervaporação (processo de 

separação em que um dos componentes de uma mistura líquida passa preferencialmente 

através de uma membrana polimérica por difusão diferenciada para o outro lado, sendo 

o permeado, obtido na fase vapor)  também tem encontrado utilização na remoção de 

água em sistemas reacionais utilizados na síntese e separação  de alguns ésteres ( Isci et 

al.,200 ;Pereira et al., 2005).  

 Neste contexto, no intuito de observar os efeitos produzidos pela remoção de 

água no sistema reacional utilizado na síntese do butirato de metila e butirato de etila,  

Peneira Molecular 4A previamente ativada a 300°C por 24 h foi utilizada como agente 

dessecante sendo adicionada ao meio reacional no intervalo de 5 a 40 % (p.v-1).Os 

resultados destes experimentos estão mostrados na Figura 49. 

 Para o butirato de etila quantidades crescentes do agente dessecante 

aumentaram o rendimento da reação de síntese deste composto. O rendimento máximo 

(92 %) foi observado na presença de 20 % (p.v-1) do agente dessecante. Para 

quantidades acima deste valor, uma diminuição do rendimento desta reação foi 

observada. 
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 Uma possível explicação para este fenômeno é que em quantidades maiores de 

agente dessecante talvez possa ocorrer à remoção da camada essencial de água que 

circunda a enzima, provocando a sua inativação. 

  
Figura 49. Influência da quantidade de agente dessecante no rendimento das sínteses do butirato de 

metila () e do butirato de etila (■). Condições: Solvente: n-heptano; Vreação= 20 mL; carga 
oferecida= 1,61 mgproteína.g

-1
suporte; massa de biocatalisador(m): 100 mg (butirato de metila) e 200 mg 

(butirato de etila); Razão molar [álcool]/[ácido]: butirato de metila=1,5:1 e butirato de etila = 1:1;  
Agitação = 150 rpm; Tempo de reação(t)= 8h. 

 Para o butirato de metila, a presença do agente dessecante na reação produziu 

um efeito contrário ao observado na síntese do butirato de etila. Quantidades crescentes 

de peneira molecular 4A promoveram reduções significativas nas taxas de conversão 

em éster. Para 40 % (p.v-1), o rendimento que na ausência deste dessecante foi de 89 %, 

foi reduzido para 46 %. 

 Desta forma, para o butirato de etila os experimentos foram conduzidos na 

presença de 20% (p.v-1) do agente dessecante e para o butirato de metila as reações de 

síntese foram efetuadas na ausência da peneira molecular 4A. 

4.3.10. Acompanhamento do tempo de reação na  síntese dos ésteres butirato de 

metila e butirato de etila 

 Geralmente, um processo biocatalítico para ser utilizado em larga escala deve 

aliar altas taxas de conversão em tempos relativamente curtos de reação, utilizando a 

menor quantidade de enzima possível (Martins et al.,2011). 
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O tempo de reação, neste contexto, pode ser considerado um importante 

indicador da efetividade e desempenho econômico do processo. 

 Neste sentido, dentro dos parâmetros até aqui otimizados, um acompanhamento 

cinético das reações estudadas foi efetuado. As taxas de conversão foram determinadas 

em tempos de reação pré-estabelecidos e uma curva tempo vs. percentual de conversão 

foi obtida para cada reação. Os resultados destes acompanhamentos estão apresentados 

na Figura 50. 

 

Figura 50. Acompanhamento  das sínteses dos ésteres butirato de metila (■) e do butirato de etila 
(). Condições: Solvente: n-heptano; Vreação = 20 mL;  carga oferecida=1,61 mgproteína.g

-1
suporte; 

massa de biocatalisador (m): 100 mg (butirato de metila) e 200 mg (butirato de etila); Razão molar 
[álcool]/[ácido]: butirato de metila = 1,5:1 e   butirato de etila = 1:1;  Agitação= 150 rpm; Agente 

dessecante : butirato de etila = 20% p.v-1, butirato de metila = 0%. 

 O perfil cinético traçado para a síntese dos ésteres estudados apresentado na         

figura 50 mostra que para ambos os casos a máxima taxa de conversão foi obtida em 6h 

de reação. Para tempos superiores a 6h, as reações estudadas sofreram uma pequena 

diminuição em seus rendimentos muito provavelmente pela formação de água no meio 

reacional que desloca o equilíbrio no sentido oposto ao da formação dos produtos. 
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4.3.11. Análise dos produtos das reações de esterificação por espectroscopia no 

infravermelho com transformada de Fourier (FTIR) 

 

 Para avaliar qualitativamente a geração dos ésteres estudados no meio reacional, 

foram efetuadas análises de Espectroscopia no Infravermelho com Transformada de 

Fourier (FTIR). 

 Inicialmente foram obtidos espectros IV de padrões puros de cada éster 

dissolvidos no solvente utilizado nas reações.  

Ao término das reações, alíquotas do meio reacional foram retiradas e, em 

seguida, espectros IV foram obtidos sem tratamento prévio das amostras. 

 Os espectros obtidos para os dois ésteres também foram comparados com 

espectros IV  disponíveis na literatura. 

De acordo com o procedimento experimental descrito, as Figuras 51 a 54   

mostram os resultados obtidos nestes experimentos. 
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          Figura 51  .  Espectro na região do infravermelho  do padrão butirato de etila  em n-heptano. 

 

 

Figura 52 . Espectro na região do infravermelho da mistura reacional (síntese do butirato de etila) 

após 6h de reação.  
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Figura 53 . Espectro na região do infravermelho do padrão butirato de metila   em n-heptano. 

 

 

Figura 54 . Espectro na região do infravermelho da mistura reacional (síntese do butirato de 
metila) após 6h de reação. 
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Figura 55.  Espectro na região do infravermelho  do butirato de etila   em CCl4                                       

(Fonte: http://riodb01.ibase.aist.go.jp/sdbs/cgi-bin/direct_frame_top.cgi, acessado em 20/11/12). 
 

Figura 56.  Espectro na região do infravermelho  do butirato de  metila  em CCl4.                                 

(Fonte: http://riodb01.ibase.aist.go.jp/sdbs/cgi-bin/direct_frame_top.cgi, acessado em 20/11/12). 

 

 Pela análise dos espectros  IV obtidos  para os padrões dos ésteres butirato de 

etila e butirato de metila em n-heptano nas Figuras 51 e 53  observa-se, em  ambos os 

casos,  uma banda na região em torno  de   3000 cm-1 referente  ao estiramentos de 

grupos C-H (alquila), uma banda  de absorção intensa  na região entre 1735-1750 cm-1  

do grupo carbonila de ésteres alifáticos e duas ou mais bandas situadas na faixa de 

1000-1300 cm-1 referentes ao estiramento C-O . 

http://riodb01.ibase.aist.go.jp/sdbs/cgi-bin/direct_frame_top.cgi
http://riodb01.ibase.aist.go.jp/sdbs/cgi-bin/direct_frame_top.cgi
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As mesmas bandas características observadas nos espectros IV obtidos para os 

padrões puros também foram observadas nos espectros na região do  infravermelho 

obtidos para as misturas reacionais  após 6 horas de reação (Figuras 52 e 54). 

Além disto, fazendo-se uma comparação entre os espectros obtidos 

experimentalmente e os espectros obtidos na literatura (Figuras 55 e 56), podemos 

observar estas bandas características para os ésteres estudados, o que garante a 

confirmação das sínteses efetuadas. 

4.3.12. Determinação dos parâmetros otimizados para a síntese dos ésteres butirato 

de metila e butirato de etila  

 A partir dos resultados obtidos em todos os experimentos efetuados, os 

parâmetros otimizados para a síntese dos ésteres butirato de metila e butirato de etila 

estão colocados na Tabela 9. 

Tabela 9. Parâmetros otimizados para a síntese dos ésteres butirato de metila e butirato de etila. 

Ésteres 

Parâmetros da reação Butirato de etila Butirato de metila 

Solvente n-heptano n-heptano 
Temperatura, T (°C) 25 25 

Razão molar [álcool]/[ácido] 1:1 1,5:1 
Quantidade de enzima (mgproteína.g

-1
suporte  ) 1,61 1,61 

Massa de biocatalisador (mg) 200 100 
Velocidade de agitação (rpm) 150 150 
Quantidade de água (% m.m-1) 0,0 0,0 

Agente dessecante (% p.v-1) 20 0,0 
Tempo de reação, t (h) 6 6 

 

4.3.13. Estudo comparativo dos rendimentos da reação obtidos nas sínteses dos 

éteres butirato de metila e butirato de etila em condições otimizadas 

 Dentro das condições de obtenção otimizadas para os dois ésteres estudados no 

presente trabalho, um estudo comparativo foi efetuado utilizando a enzima comercial 

Lipozyme®, a enzima solúvel e o derivado produzido na ausência do surfactante 

dodecilsulfato de sódio (SDS). Os resultados deste estudo estão apresentados nas 

Figuras 57  e  58. 
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Figura 57. Síntese do  butirato de etila. Condições: Solvente: n-heptano; Vreação=20 mL;              

carga oferecida= 1,61 mgproteína.g
-1

suporte; massa de biocatalisador (m): 200 mg ;                                      
Conc. dos substratos (mol L-1): 0,2; Razão molar [álcool]/[ácido]:  1:1 ;  Agitação= 150 rpm ; 

Agente dessecante : 20% p.v-1 ; Tempo de reação (t) = 6h . Biocatalisadores: (I) enzima solúvel  ;   
(II) derivado produzido na ausência do surfactante SDS nas condições otimizadas de imobilização; 
(III) derivado obtido na presença de SDS 0,23% m.v-1 nas condições otimizadas de imobilização; 

(IV) Enzima  comercial Lipozyme®. 
  

 

Figura 58. Síntese do butirato de metila. Condições: Solvente: n-heptano; Vreação= 20 mL;                              
carga oferecida= 1,61 mgproteína.g

-1
suporte  ; massa de biocatalisador (m) = 100 mg ;                         

Razão molar [álcool]/[ácido] = 1,5:1 ; Agitação = 150 rpm; ;Tempo de reação (t) =  6h.  
Biocatalisadores: (I) enzima solúvel (II) derivado produzido na ausência do surfactante SDS nas 
condições otimizadas de imobilização; (III) derivado obtido na presença de SDS 0,23% m.v-1 nas 

condições otimizadas de imobilização; (IV) Enzima comercial Lipozyme®. 
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O biocatalisador preparado neste trabalho nas condições otimizadas de 

imobilização (derivado III) discutidas anteriormente foi muito mais efetivo na produção 

dos ésteres estudados quando comparado ao derivado I (enzima solúvel) e a enzima 

comercial Lipozyme® (derivado IV). 

 Para o butirato de etila (Figura 57), o rendimento da esterificação obtido com  o 

derivado III (92 ± 1 %) foi 2,3 vezes maior do que o derivado II (37 ± 2 %) e maior do 

que a enzima comercial Lipozyme® (86 ± 1%) e a enzima solúvel (89 ± 1 %) . 

Os resultados obtidos com o biocatalisador produzido neste trabalho para a 

síntese do butirato de etila concordam com alguns trabalhos reportados na literatura 

(Chengliang et al., 2011; Thakar & Madamwar, 2005). 

 Em relação ao butirato de metila (Figura 58), a taxa de conversão do derivado III 

(89 ± 1 %) foi 4,5 vezes superior a taxa de conversão do éster utilizando o derivado 

obtido quando a imobilização foi efetuada na ausência do surfactante SDS (derivado II) 

que apresentou um percentual de conversão de 20 %. 

Na preparação deste éster, o biocatalisador obtido em condições otimizadas 

também proporcionou taxas de reação ligeiramente superiores às obtidas quando a 

enzima comercial Lipozyme® (derivado IV) e a enzima solúvel (derivado I) foram 

utilizadas nas mesmas condições reacionais, que apresentaram rendimentos de 

esterificação de (86 ± 1 %) e (87 ± 2 %), respectivamente. 

Os resultados obtidos com o biocatalisador produzido neste trabalho para a 

síntese do butirato de metila também concordam com alguns trabalhos reportados na 

literatura (Abbas & Comeau, 2003). 

 Os resultados apresentados neste trabalho mostram que o biocatalisador 

produzido em condições otimizadas mostrou alta eficiência catalítica na síntese dos 

ésteres estudados comparável a enzima comercial Lipozyme® amplamente utilizada na 

síntese destes compostos. 

4.3.14. Estabilidade operacional do biocatalisador 

 

 Os resultados apresentados no presente trabalho mostraram que para a síntese 

dos ésteres butirato de metila e butirato de etila, o biocatalisador produzido apresentou 

grande eficiência catalítica fornecendo altos rendimentos de reação mesmo quando 

comparado à enzima comercial Lipozyme®. 
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Entretanto, além de sua performance em termos de atividade catalítica, para que 

um biocatalisador seja considerado apropriado para aplicações industriais, substituindo 

com sucesso os métodos tradicionais de obtenção de compostos de interesse, outros 

fatores críticos como custos de obtenção e desempenho em termos estabilidade 

operacional (reutilização por vários ciclos consecutivos sem perda de atividade 

catalítica) deverão ser avaliados pois contribuem significativamente para a avaliação do 

custo total do processo (Tufvesson et al., 2011). 

Neste sentido, um estudo de estabilidade operacional para cada éster foi efetuado 

nas condições otimizadas de reação utilizando o biocatalisador selecionado neste 

trabalho. 

Paralelamente, um estudo comparativo dos rendimentos de esterificação obtidos 

com a utilização do biocatalisador selecionado nestes experimentos nas condições 

otimizadas e a enzima comercial Lipozyme® foi efetuado. 

Nestes experimentos, duas cargas foram oferecidas ao biocatalisador: 1,61 e   

3,22 mgproteína.gsuporte
-1.Os resultados da estabilidade operacional para a síntese do 

butirato de etila estão apresentados na Figura 59. 

 

Figura 59. Resultados para estabilidade operacional do butirato de etila.                             
Condições: Solvente: n-heptano; Vreação = 20 mL; massa de biocatalisador (m): 200 mg ; Conc. dos 

substratos (mol L-1): 0,2 ; Razão molar [álcool]/[ácido]:  1:1 ;  Agitação= 150 rpm ;  Agente 
dessecante (PM 4A): 20% p.v-1 ; Tempo de reação(t)= 6h. Legenda: Lipozyme® (); biocatalisador 

I (1,61 mgproteína.g
-1

suporte) (); biocatalisador II (3,22 mgproteína.g
-1

suporte) (). 
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 Os resultados apresentados na Figura 59 mostram que uma diminuição linear dos 

rendimentos de esterificação quando a carga oferecida foi de 1,61 mgproteína.g
-1

suporte      

(50 U.gsuporte
-1) . Após 3 ciclos consecutivos, o rendimento de esterificação inicialmente 

de 92 %  diminuiu acentuadamente para  22 %. 

 No intutito de contornar este problema, novos experimentos foram efetuados 

aumentando-se a carga oferecida ao biocatalisador para 3,22 mgproteína.g
-1

suporte           

(100 U.gsuporte
-1). 

 Para uma carga oferecida de 3,22 mgproteína.g
-1

suporte , podemos observar uma 

ligeira melhora no desempenho do biocatalisador. 

Para 3 ciclos de reação consecutivos os rendimentos de esterificação calculados  

foram de 89, 89 e 84 % respectivamente. No quarto e quinto ciclos de reação os 

rendimentos obtidos foram de 71 e 67% respectivamente. 

  A partir do sexto ciclo de reação foi evidenciada uma queda acentuada na 

atividade catalítica do derivado, sendo que, ao final do oitavo ciclo de reação o 

biocatalisador perdeu 85 % de sua atividade catalítica inicial. 

  Os decréscimos dos rendimentos de esterificação observados em cada caso 

podem ser consequência de um efeito combinado de desativação/dessorção da lipase e a 

perda de biocatalisador devido a agitação do meio reacional durante a reação e as 

sucessivas etapas de manipulação do derivado (remoção do meio 

reacional/filtração/secagem/adição de uma nova mistura de substratos) após cada ciclo 

de reação (Foresti  & Ferreira, 2007).  

 Para a maior carga oferecida ao suporte, a massa média inicalmente adicionada 

foi de 0,2080 ± 0,002 g. Ao final do oitavo ciclo de reação a massa média pesada foi de 

0,046733g, o que significa uma perda de massa em torno de 78 % em relação a 

quantidade inicialmente adicionada no primeiro ciclo de reação.  

 Esta considerável perda de massa do biocatalisador ao longo dos ciclos 

consecutivos de reação pode, em parte, explicar a diminuição das taxas de conversão 

observadas para cada ciclo de reação. 

Alguns trabalhos indicam também, que, quando reações de esterificação são 

efetuadas com concentrações equimolares de álcool e de ácido, a água liberada durante 

a reação pode se acumular na superfície da enzima, resultando em uma perda acelerada 

de sua atividade catalítica (Krishna et al.,2001). 
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 O estudo de estabilidade operacional para a síntese do butirato de metila está 

apresentado na Figura 60. 

 
Figura 60. Resultados para estabilidade operacional do butirato de metila.                             

Condições: Solvente: n-heptano; Vreação= 20 mL; massa de biocatalisador (m): 100 mg ; Razão 
molar [álcool]/[ácido]:  1,5:1 ;  Agitação= 150 rpm ;  Tempo de reação(t)= 6h. Legenda: Lipozyme® 

(▲); biocatalisador I (1,61 mgproteína.g
-1

suporte) (); biocatalisador II (3,22 mgproteína.g
-1

suporte) (). 
 

 Os resultados apresentados na Figura 60 mostram que, independente da carga 

enzimática oferecida ao suporte quitosana, uma diminuição significativa nos 

rendimentos de esterificação podem ser evidenciados.  

 Entretanto, para uma carga oferecida de 3,22 mgproteína.g
-1

suporte , o decréscimo 

nas taxas de conversão foram ligeiramente inferiores. 

 Da mesma forma que no caso anterior, uma grande perda de massa foi observada 

ao longo dos ciclos de reação quando uma carga de 3,22 mg de proteína foi oferecida ao 

suporte. A massa média inicialmente adicionada foi de 0,1069 g. Após o quarto ciclo de 

reação a massa residual média pesada foi de 0,0359 g (33 % da massa inicalmente 

adicionada). 

 Desta forma, as mesmas considerações feitas para explicar a diminuição dos 

rendimentos de esterificação calculados na síntese do butirato de etila, também podem 

justificar os resultados obtidos neste estudo para a o butirato de metila.  
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 Além destes fatores, a acumulação de água formada na reação em torno da 

enzima pode contribuir para a desestabilização de sua estrutura ativa (Dave & 

Madamwar, 2008). 

 Em contraste, a enzima comercial Lipozyme® mostrou uma grande estabilidade 

operacional quando comparada aos biocatalisadores utilizados neste trabalho, 

mostrando uma discreta diminuição de sua atividade de esterificação ao longo de 10 

ciclos de reação consecutivos para ambos os ésteres.  

 Lipase de Rhizopus oligosporus imobilizada em sílica gel 60 previamente 

aminada com EDA (etilenodiamina) e reticulada com glutaraldeído 2,5% (v.v-1) foi 

utilizada na síntese dos ésteres acetato de n-butila e acetato de n-propila. O número 

máximo de reutilizações deste biocatalisador foi de 3 ciclos (carga oferecida ao suporte 

de 20 U g-1) com taxas de conversão de 54,6% para o acetato de n-butila e de 56,5% 

para o acetato de n-propila após 28h de reação (Mahapatra et al., 2009). 

 Neste contexto, lipase de Candida rugosa (CRL) previamente adsorvida em 

algodão tratado com polietilenoimina (PEI) e em seguida reticulado com glutaraldeído 

(1% m.v-1) a pH 7 por 1h foi utilizada na síntese de butirato de etila em ciclohexano a 

25°C (91,2% de conversão em 24 h de reação).  

O biocatalisador obtido nas condições mencionadas foi reutilizado por 12 ciclos 

consecutivos de reação sem perda considerável de sua atividade catalítica. Entretanto, 

este grande número de reutilizações foi conseguido somente quando uma carga de 0,6 g 

de enzima foi oferecida a 1,5 g de suporte (Chengliang et al., 2011).  

Diante do exposto e dependendo da capacidade de carga do suporte, a utilização 

de altas cargas enzimáticas pode ser uma maneira viável de contornar as limitações 

observadas para os biocatalisadores produzidos neste trabalho, visto que altas cargas de 

proteínas tendem a favorecer a estabilidade operacional dos biocatalisadores (Adriano, 

2005; Porto et al.,2002). 

Neste sentido, novos experimentos foram efetuados aumentando-se a carga 

oferecida ao biocatalisador. 

Nestes novos ensaios, a quantidade de proteína oferecida foi de                            

27 mg proteína.g
-1

suporte  e as demais condições foram mantidas constantes. Os resultados 

destes novos reciclos para os dois ésteres estudados estão apresentados na Figura 61. 
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Figura 61. Resultados para estabilidade operacional do butirato de etila () e do butirato de metila 

(■). Condições: Solvente: n-heptano; Vreação = 20 mL;  carga oferecida = 27  mgproteína.g
-1

suporte;  
massa de biocatalisador(m): 100 mg (butirato de metila) e 200 mg (butirato de etila); Razão molar 
[álcool]/[ácido]: butirato de metila =1,5:1 e  butirato de etila = 1:1;  Agitação = 150 rpm; Agente 

dessecante: butirato de etila = 20% p.v-1,  butirato de metila=0%. 
 

 Os resultados apresentados na Figura 61 evidenciam que a utilização de cargas 

altas de proteínas oferecidas ao suporte quitosana promoveu efeitos positivos na 

estabilidade operacional dos biocatalisadores utilizados. 

 Para o butirato de metila, os rendimentos de esterificação foram de 87 % durante 

4 ciclos consecutivos. A partir do quinto um decréscimo no percentual de conversão foi 

observado (76 %), porém este valor ainda é equivalente aos processos de esterificação 

que utilizam a via química. 

 Após o sexto ciclo (rendimento de 61 %), as reações experimentaram um 

declínio acentuado nos percentuais de esterificação, muito provalmente devido a 

inativação da enzima pelos substratos utilizados na reação, especialmente o metanol. 

 Além desta inativação pelos substratos, uma perda de massa acentuada ao longo 

dos ciclos de reação também foi verificada. 

 Já para o butirato de etila, pode-se observar que durante 7 ciclos consecutivos de 

reação as taxas de conversão em éster não sofreram alterações significativas. No 

primeiro ciclo o rendimento da reação calculado foi de 93 % e após o sétimo ciclo, o 

percentual de conversão foi de 87 %. 
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Em termos de percentual de conversão pode-se observar que os resultados  

obtidos nestes 7 ciclos foram superiores aos resultados obtidos quando a enzima 

comercial Lipozyme® foi utilizada. 

 No oitavo ciclo, o rendimento observado de 72 % ainda é um valor próximo dos 

rendimentos obtidos em processos convencionais. 

 No nono e décimo ciclo de reação, a diminuição nos rendimentos de 

esterificação foram um pouco mais acentuadas (60 e 49 %, respectivamente), 

provalmente devido a inativação da enzima pelo substrato alcoólico. 

 Para este caso, também foi evidenciada uma grande perda de massa do 

biocatalisador utilizado durante os vários ciclos consecutivos de reação, o que também 

pode ter contribuído sobremaneira para a queda nos rendimentos obtidos. 

 Analisando os resultados obtidos para os dois ésteres podemos também concluir 

que o metanol exerce um efeito inibitório na enzima utilizada bem maior do que o 

etanol. 

 Em suma, o efeito de inibição parcialmente contornado quando uma quantidade 

maior de proteína foi imobilizada no suporte, pode ser minimizado em maior grau 

aumentando-se ainda mais a carga oferecida ao suporte e dentro deste contexto, novos 

experimentos deverão ser efetuados para a síntese destes dois ésteres.  
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5. CONCLUSÕES 

 
Neste trabalho, lipases de Rhizomucor miehei (RmL) foram imobilizadas no 

suporte quitosana 2,5% m.v-1 utilizando dois protocolos de imobilização na presença 

dos surfactantes Triton X-100, dodecilsulfato de sódio (SDS) e brometo de 

hexadeciltrimetilamônio (CTAB) com vistas a se obter biocatalisadores que 

permitissem a síntese de dois ésteres de interesse comercial, butirato de metila e butirato 

de etila, com elevada eficiência catalítica e alta estabilidade operacional. 

Os resultados obtidos neste projeto de pesquisa mostraram que: 

 A presença de diferentes tensoativos adicionados em vários níveis no meio de reação, 

promoveu diferentes efeitos sobre a atividade hidrolítica da RmL solúvel vs. pNPB após 

exposição; 

 para os surfactantes Titon X-100 e SDS, as máximas atividades hidrolíticas foram 

observadas quando as concentrações destes surfactantes foram adicionadas em suas 

respectivas concentrações micelares críticas (0,0015 e 0,23 % m.v-1); 

 o brometo de hexadeciltrimetilamônio (CTAB), um tensoativo catiônico exerceu um 

efeito negativo nas atividades hidrolíticas medidas, sendo evidenciada uma completa 

inibição da atividade enzimática para algumas concentrações adicionadas ao meio 

reacional; 

  dentre as  estratégias de imobilização estudadadas, a adsorção prévia de enzimas no 

suporte quitosana seguida de reticulação com glutaraldeído produziu biocatalisadores 

com maior atividade hidrolítica (vs. pNPB) quando comparada a  imobilização da lipase 

na presença dos surfactantes em suportes previamente ativados com glutaraldeído; 

 

 a estratégia de adsorção prévia das lipases no gel de quitosana a 4 °C, por 1h a 220 

rpm na presença do surfactante aniônico SDS 0,23 % m.v-1 seguida de reticulação com 

glutaraldeído 0,6 %v.v-1 por 1h a 25 °C foi a que propiciou os melhores resultados em 

termos de rendimento de imobilização (96 %) e atividade recuperada do biocatalisador 

(69 %); 
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 O derivado obtido (t½ = 42,54 min)  nas condições anteriormente mencionadas foi 65 

vezes mais estável do que a enzima solúvel   (t½ = 0,64 min) e 13 vezes mais estável do 

que a enzima comercial Lipozyme®  (t½ = 3,15 min)  a     60 °C , apresentando também 

elevada estabilidade térmica a 37 °C, retendo 89 % de sua atividade inicial após 96h de 

exposição a esta temperatura; 

 

para o biocatalisador selecionado, efeitos de transferência de massa externa foram 

negligenciáveis a partir da velocidade de agitação de 600 rpm; 

 

a partir da carga oferecida de 1,04 mgproteína.gsuporte
-1   (32U.g-1) não houve mudanças 

significativas nas taxas de hidrólise do substrato, indicando que a partir desta carga o 

suporte apresentou restrições difusionais internas o que foi constatado a partir dos dados 

de efetividade calculados; 

Na síntese do  butirato de metila, o rendimento máximo de esterificação (89%) em 6h 

de reação foi obtido quando a reação foi conduzida em n-heptano, razão molar 

álcool/ácido 1,5:1, carga oferecida de 1,61 mgproteína.gsuporte
-1 (50 U.gsuporte

-1), massa de 

biocatalisador 100mg e  velocidade de agitação  de 150 rpm; nas mesmas condições 

reacionais, a enzima comercial Lipozyme® ,a enzima solúvel e o biocatalisador 

produzido na ausência do surfactante apresentaram taxas de conversão de  (86 ± 1%), 

(87 ± 2 %) e  20 % respectivamente; 

 

para o butirato de etila, o rendimento máximo de esterificação (92%) em 6h de reação 

foi obtido quando a reação foi conduzida em n-heptano, razão molar álcool/ácido 1:1, 

concentração dos substratos 0,2 mol L-1, carga oferecida de 1,61 mgproteína.gsuporte
-1       

(50 U.gsuporte
-1) , massa de biocatalisador 200 mg , velocidade de agitação  de 150 rpm 

na presença de 20% (p.v-1) do agente dessecante peneira molecular 4A; o rendimento da 

esterificação obtido com  o derivado produzido em condições otimizadas foi 

ligeiramente superior aos rendimentos obtidos com a enzima solúvel ( 89 ± 1 %) e a 

enzima comercial Lipozyme® (86 ± 1 %) e   foi 2,3 vezes maior do que o derivado  

produzido na ausência do surfactante II (37 ± 2 %);  
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 para o butirato de etila, os melhores resultados em termos de estabilidade 

operacional, foram obtidos quando a carga oferecida ao suporte foi de                        

3,22 mgproteína.gsuporte-
1 (100 U.gsuporte

-1). Nesta condição, após 5 ciclos de reação 

consecutivos, o rendimento de esterificação que inicialmente foi de 89 % caiu para      

67 %; 

 

 Entretanto, para este caso, a utilização de uma alta carga enzimática                          

27 mgproteína.gsuporte-
1, aumentou significativamente a estabilidade operacional do 

biocatalisador utilizado que manteve altos rendimentos de esterificação comparáveis a 

enzima comercial Lipozyme® após sete ciclos de reação consecutivos;  

 

 para o butirato de metila, baixas cargas enzimáticas oferecidas ao suporte quitosana 

neste trabalho, promoveram uma diminuição significativa nos rendimentos de 

esterificação  evidenciados a partir do segundo ciclo de reação; 

 

 Como no caso anterior, a utilização de uma maior carga de proteínas                        

(27 mgproteína.gsuporte-
1) promoveu um ligeiro incremento na estabilidade operacional do 

biocatalisador utilizado que manteve altos percentuais de conversão em éster durante 4 

ciclos de reação consecutivos, porém bem inferior a estabilidade operacional 

evidenciada na síntese do butirato de etila; 

 

 para os dois casos, a enzima comercial Lipozyme® apresentou uma alta estabilidade 

operacional quando comparada aos biocatalisadores produzidos neste trabalho 

mostrando apenas um ligeiro decréscimo em sua atividade ao longo de 10 ciclos 

consecutivos de reação. 

Os resultados apresentados neste trabalho demostraram claramente que a 

utilização de baixas concentrações de surfactantes como o SDS pode ser considerada 

uma simples e eficiente maneira de se obter biocatalisadores com alta eficiência 

catalítica.  

Além disso, o suporte quitosana, um biopolímero de origem natural, pode ser 

empregado com grande sucesso na obtenção de biocatalisadores com alta atividade 
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catalítica e baixo custo de obtenção quando comparada aos biocatalisadores 

comercializados atualmente. 

Apesar dos resultados promissores obtidos neste trabalho, estudos posteriores 

deverão ser efetuados visando à obtenção de biocatalisadores que aliem as altas taxas de 

esterificação evidenciadas com uma maior resistência mecânica e estabilidade 

operacional requerida para que os mesmos possam ser utilizados em escala ampliada. 

 

 
 
 



 

 

 
 
 
 
 
 
 

Capítulo 6-SUGESTÕES 
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6. Sugestões 

 
 Levando-se em consideração os resultados apresentados neste trabalho, alguns 

estudos são sugeridos: 

 

(i) efetuar novos estudos de estabilidade operacional utilizando cargas maiores de 

enzima oferecidas ao suporte visando aumentar o número de reutilizações dos 

biocatalisadores obtidos na síntese dos ésteres estudados neste trabalho; 

 
(ii) utilizar outras classes de surfactantes nos procedimentos de imobilização visando 

diminuir ainda mais os custos de obtenção em relação aos biocatalisadores preparados 

no presente trabalho; 

 

(ii) efetuar novos estudos de imobilização utilizando, quando possível, a estratégia de 

imobilização covalente multipontual na presença de surfactantes; 

 

(iv) desenvolver novos biocatalisadores a base de suportes híbridos formados pela 

quitosana e outros polímeros naturais ou sintéticos visando a obtenção de 

biocatalisadores com elevada estabilidade operacional e resistência mecânica; 

 

(v) desenvolver novos processos utilizando reatores contínuos na síntese dos ésteres 

estudados. 
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Abstract 

Lipase from Rhizomucor miehei (RML) was immobilized onto chitosan support in the 

presence of some surfactants added at low levels using two different strategies. First, 

lipases were immobilized in the presence of surfactants on chitosan supports previously 

activated with glutaraldehyde. Then, chitosan was crosslinked with glutaraldehyde after 

prior enzyme adsorption. The effects of surfactant concentrations on the activities of 

soluble and immobilized RML were evaluated. Hexadecyltrimethylammonium bromide 

(CTAB) promoted a great inhibition of enzyme activity while the non-ionic surfactant 

Triton X-100 caused a slight increase in the catalytic activity of soluble enzyme and the 

derivatives produced in both methods of immobilization. The best results were achieved 

for the second immobilization strategy at 4 °C, 1 h, 220 rpm in the presence of sodium 

dodecyl sulfate (SDS) 0.23%. The derivatives obtained under these conditions showed 

high catalytic activity and good thermal stability at 60° and 37°C. The best derivative 

was evaluated in the synthesis of two flavor esters (methyl butyrate and butyl butyrate) 

and esterification yields where similar to those obtained when the commercial enzyme 

Lipozyme® was used in the same reaction conditions.  

 

Keywords: RML hyperactivation; surfactants; immobilization; chitosan; ester synthesis 

 



 

 

1. Introduction 

Lipases (glyclerol ester hydrolases E.C. 3.1.1.3) are biocatalysts with excellent 

properties that can be useful in many biotechnological applications: high activity under 

mild conditions of temperature and pH, relatively low cost of production, do not require 

cofactors, high enantio-  regio-selectivity and high substrate specificity. The versatility 

of these enzymes leads to various applications in food and flavour making, 

pharmaceutical and cosmetic industries, among others [1-4] 

Despite the advantages of these biocatalystis, problems arise when these enzymes are 

utilized in its soluble form. They are unstable on moderately high temperatures and 

solvents and hard to be recovered from the reaction medium [5]. Therefore, 

immobilization is often requested for most of the industrial applications involving these 

enzymes. Immobilization of lipases on an insoluble support can overcome the 

mentioned limitations, avoiding product contamination, diminishing thermal 

deactivation of the enzyme and allowing easy biocatalyst recovery, reuse and 

continuous operation, minimizing downstream process costs as well as environmental 

impact. Lipases have been immobilized using several types of carriers and by numerous 

methods like physical adsorption, covalent attachment to a solid matrix, entrapment or 

encapsulation in an insoluble carrier.  Various inorganic and organic supports have been 

used for the immobilization of lipases. However, the high cost of some materials like 

silica-based carriers, acrylic resins, synthetic polymers and exchange resins, as well as 

the techniques commonly used on immobilization of these enzymes, significantly 

increases the costs of biocatalysts. Among several supports employed for the 

immobilization of lipases, chitosan has shown suitable properties for this purpose[6-8]  

 



 

 

Chitosan is a low-cost linear β-1, 4-linked polysaccharide that is obtained by the partial 

deacetylation of chitin. Chitin is an abundant raw material found in cell walls of some 

fungi and especially in the shells of some shellfish (mainly shrimp, lobster, krill and 

crabs),wastes of the seafood industry[9]. Chitosan has found wide application in the 

immobilization of enzymes to present very attractive properties such 

hydrophilicity, biocompatibility, biodegradability, nontoxicity, physiological inertness 

also possessing high affinity for proteins [10-11]. 

Due to its amine groups, chitosan is a cationic polyelectrolyte (pKa = 6.5) being 

insoluble in neutral aqueous solutions, but it is soluble in acidic solutions below pH 6.5.  

This biopolymer has hydroxyl and reactive amine groups in its structure amenable to 

modification with bifunctional reagents such as glycidol and glutaraldehyde [12]. 

Chitosan amine groups can directly react with glutaradehyde to generate aldehyde 

groups, which in turn binds to the enzyme due to formation of an imine bond (Schiff’s 

bases) with the amine groups of side chains of amino acids of the enzyme, such as ɛ-

lysine or α-amine terminal groups [13].  Immobilization of lipases onto glutaraldehyde-

pretreated chitosan has been described in literature by some authors [14-15]  

R.miehei lipases in an homogeneous aqueous solutions exhibit two different 

conformations in equilibrium: a closed form (inactive) where the catalytic site of the 

enzyme is secluded from the reaction medium by means of a helicoidal polypeptide 

chain (flat or lid) and the second form (open form) active, where this lid is fully 

displaced in the presence of hydrophobic surfaces exposing the catalytic site of the 

enzyme to the reaction medium [16-19]. 

Thus, a suitable method to obtain biocatalysts with high catalytical activity should try to 

immobilize these enzymes in a given support in their most active form (open form) [20]. 

In this sense, some strategies such as the immobilization of lipases on porous 



 

 

hydrophobic supports or in the presence of additives like surfactants have been 

proposed [21-23]. Several studies have shown that the presence of some surfactants 

stabilize the open form of lipases which can be fixed to a support via chemical or 

physical immobilization leading to the formation of hyperactivated biocatalysts [24] .In 

order to obtain biocatalysts with high catalytic efficiency R. miehei lipases were 

immobilized on chitosan support in the presence of some surfactants added at low 

concentrations. Two immobilization strategies were adopted. In the first, lipases were 

immobilized in the presence of surfactants on chitosan supports previously activated 

with glutaraldehyde. In the second protocol, chitosan was crosslinked with 

glutaraldehyde after prior adsorption of the enzymes. This study evaluated the influence 

of surfactants added at various concentrations levels on the enzymatic activity of soluble 

and immobilized enzymes. Although some studies on the use of surfactants for the 

stabilization of lipases have been reported, to our knowledge this is the first report on 

the use of surfactants to improve catalytical properties of immobilized R. miehei lipase. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

2. Materials and methods 

2.1. Materials 

Powdered chitosan, 85.2% deacetylation degree, was purchased from Polymar Ind Ltda 

(Ceará, Brazil). Soluble R. miehei lipase (128 ± 3 U/mL), Lipozyme® (immobilized 

lipase from Mucor miehei, > 30 U.g-1 against tristearin at pH 8.0 and 70 °C), p-

nitrophenyl butyrate (pNPB) and Glutaraldehyde 25% (v/v) were acquired from Sigma–

Aldrich Chemical Co. (St. Louis, MO). All other reagents and solvents used were of 

analytical grade. 

 

2.2. Methods 

2.2.1. Support preparation and activation: Preparation of chitosan beads 

Powdered chitosan was dissolved in an acetic acid 5%v.v-1 solution. The obtained 

solution of 2.5% (m.v-1) was dropped into a gently stirred NaOH 100mM solution at 

room temperature (ratio chitosan/NaOH = 1:10). After 24h, chitosan gel was washed 

exhaustively with distilled water until neutrality and then dried by vacuum filtration. 

 

2.2.2. Activation using glutaraldehyde 

Chitosan gel was activated in sodium phosphate buffer solution 100 mM pH 7.0 

containing 0,6% (v.v-1) glutaraldehyde (ratio Vgel/Vtotal 1:10) for 60min at 25°C under 

slow stirring. After activation, chitosan support was washed thoroughly with distilled 

water to remove excess from the activating agent and then dried under vacuum. 

 

 

 

 



 

 

2.2.3. Immobilization strategies 

In this work, two immobilization strategies were performed, named: Immobilization 

strategy I and Immobilization strategy II. 

Immobilization strategy I: In the first step chitosan gel was activated with 

glutaraldehyde according to the methodology described above. After that, activated 

support and the enzymes were incubated in the presence of surfactants under slow 

stirring for 5h at 25°C. Afterwards, the immobilized enzyme was washed several times 

with distilled water to remove excess of surfactant and glutaraldehyde and stored at 

4°C. 

Immobilization strategy II: R. miehei lipases (RML) were firstly adsorbed at the support 

in the presence of surfactants in phosphate buffer 100mM pH 7.0 under low agitation 

for 5h at 25°C. Then, chitosan was cross-linked with glutaraldehyde under the same 

conditions described for strategy I. The support containing the enzyme was washed with 

distilled water and stored at 4°C. 

In all strategies, in order to evaluate enzyme deactivation during immobilization 

(control assay), a solution of RML was placed in a reactor under the same conditions of 

immobilization, but in the absence of support. 

 

2.2.4. Assay of Hydrolytic Activity: Hydrolysis of pNPB 

The hydrolysis of p-nitrophenyl butyrate (pNPB) was used to follow the soluble and 

immobilized enzyme hydrolytic activities. Assays were performed by measuring the 

increase in the absorbance at 400 nm produced by the release of p-nitrophenol in the 

hydrolysis of  0.5 mM pNPB  in 25 mM sodium phosphate buffer at pH 7.0 and 25 ◦C, 

according to the methodology described in the literature, with some modifications [25]. 



 

 

One unit of pNPB activity was defined as the amount of enzyme that is necessary to 

hydrolyze 1 µmol of pNPB per minute (IU) under the conditions described.  

 

2.2.5. Assay of thermal stabilities of soluble and immobilized RML 

Soluble and immobilized enzyme were incubated in a sodium phosphate buffer 25 mM 

and pH 7.0 at 37 ºC or 60 °C. Periodically, samples were withdrawn and their residual 

hydrolytic activities were assayed. The single-step non first-order model, proposed by 

Sadana and Henley [26] was fitted to the experimental data. This model considers that a 

single step inactivation leads to a final state that exhibits a residual activity, which is 

very stable. The activity-time expression is expressed in equation 1: 

     tk

R
deA 1                (1) 

where AR is the residual activity (dimensionless), the ratio between the specific activity 

of the final state, Atf, and one of the initial state, Ato; and kd is the first-order 

deactivation rate constant (time-1). With the exponential nonlinear decay model and its 

parameters, it was possible to determine the inactivation constant (kd) and the half-lives 

(t1/2) of the immobilized and soluble enzyme. Stabilization factor (SF) was given as the 

ratio between the half-life of the immobilized enzyme and the half-life (t1/2) of the 

soluble enzyme at the same conditions. 

 

2.2.6. Enzymatic synthesis of methyl and butyl butyrate 

The esterification reactions were carried out in 125 mL glass stoppered flasks. The 

reaction mixture consisted of 20 mL of n-heptane and equimolar concentrations (0,1M) 

of butyric acid and related alcohols. To initiate the reaction, 150mg of the biocatalyst 

was added to the freshly prepared reaction medium and kept on orbital shaker (Tecnal 

TE-420, Piracicaba, Brazil) at 37 °C and 160 rpm.  Before and after 24h reaction 



 

 

aliquots of the reaction mixture were withdrawn and titrated against standard potassium 

hydroxide using phenolphthalein as an indicator to determine the residual acid 

concentration [27] .Ethanol was used as quenching agent [28]. The percentage of 

esterification was calculated from the acid consumed in the reaction mixture according 

to equation 2: 

  100%
0

0 
C

CC
tionEsterifica                (2) 

where C0 is the true concentration of acid measured before the start of reaction and C is 

the residual acid concentration after 24 h reaction time. Control experiments were also 

conducted without lipase under similar reaction conditions. 

 

2.2.7. Scanning Electron Microscopy (SEM) 

The scanning electron microscopy analyses were performed in a TESCAN electron 

microscope SEM (Model VEGA / Xmu, Brno, Czech Republic) using accelerating 

voltage of 30kV. The samples were sputter-coated with gold prior to analysis. 

 

2.3 Immobilization Parameters 

The immobilization parameters: immobilization yield (IY), theoretical activity (At t) of 

immobilized lipase and recovery activity (Atr) were calculated according to Silva et. al. 

(2012). 

3. Results and discussion 

3.1. Effect of surfactants on the activity of soluble RML 

Several works [25,29] have shown that lipase activity can be further improved in the 

presence of surfactants and this effect has been attributed to breakdown of lipase 

aggregates (dimmers) and/or the shift on the open-closed equilibrium of the individual 

enzyme molecules towards the open form more active. RML in homogenous aqueous 



 

 

medium tends to form bimolecular aggregates (dimmers) with reduced activity that may 

be broken by action of some surfactants [30,31]. Therefore, the effect of increasing 

concentrations of different surfactants on the activity of soluble RML was evaluated and 

results are shown in figure 1. The presence of different surfactants, added at various 

levels to the reaction medium, promoted different effects on the hydrolytic activity of 

soluble RML. 

 

FIGURE 1. 

 

As can be seen in Figure 1, soluble RML exhibited a moderate increase in its activity 

(1.5-fold) in the presence of Triton X-100, using 0.015% of surfactant, the critical 

micellar concentration of this surfactant [32]. At concentrations above this level, the 

biocatalyst activity decreased markedly. 

Soluble RML showed a nearly linear behavior in its hydrolytic activity after consecutive 

increments of SDS added reaching a maximum when the concentration of surfactant 

was 0.23%, around its critical micellar concentration (CMC), Figure 1. At this 

concentration the activity of soluble RML was approximately three times higher than 

the activity of soluble enzyme in the absence of surfactant. Above CMC, the enzyme 

activity declined but it was still higher when compared with enzyme activity in the 

absence of surfactant. The same behavior was observed on activity of soluble 

Thermomyces lanuginosus lipase against pNPB in the presence of that surfactant [25 ]. 

The different effects caused by the addition of surfactants on the activity of soluble 

lipases can be attributed to two factors. First, the detergents can act breaking the lipase-

lipase aggregates rendering individual enzyme molecules that can be stabilized in their 

most active conformation (open form) with improved activities. Otherwise, the 



 

 

detergents added at high concentrations behave as a competitive inhibitor due to 

formation of an enzyme-detergent complex, increasing the Km value [25,33].  

The presence of  Hexadecyltrimethylammonium bromide (CTAB) in the reaction 

medium exerted a negative effect on the hydrolytic activity of the soluble RML. After a 

slight increase in enzyme activity when the surfactant was added at a low concentration 

(0.00015%), increasing amounts of surfactant resulted in a decrease in the hydrolytic 

activity of soluble enzyme. At concentrations above 0.1%, the surfactant led to 

complete inhibition of enzyme. Positive charged surfactants tends to form complexes 

with RML over a broad pH range, even below its isoeletrical point due to a combination 

of electrostatic or hydrophobic interactions or the presence of carboxylic groups in the 

enzyme with very low pKa values located adjacent to hydrophobic amino acid residues 

leading to activity reduction or enzyme inactivation [34-35]. 

Taking into account these preliminary results, the immobilizations were performed only 

in the presence of the surfactants Triton X-100 and SDS. 

 

3.2. Effect of the presence of Surfactants on the Activity of the Immobilized 

enzyme 

3.2.1. Effect of Triton X-100 

In these experiments, Triton X-100 was added in the same range of concentrations used 

in earlier experiments to soluble RML. The results of the two immobilization strategies 

adopted in this study are displayed at Figure 2. In both strategies, the immobilization 

yields (IY) were quite similar varying in the interval of 80-99%. However in terms of 

relative activity the two immobilization strategies exhibited very significant differences. 

 

FIGURE 2. 



 

 

 

The results displayed at figure 2 shows that the first immobilization strategy did not 

yield the desirable effects on the catalytic activities of the immobilized enzyme. A small 

increase in the activity of the immobilized enzyme was evidenced only when the 

surfactant concentration in the immobilization medium was 0.015%. Above this 

concentration value, the activities of the immobilized enzyme were strongly reduced to 

values lower than those obtained when the immobilization was carried out in the 

absence of surfactant. 

In contrast, Figure 2 indicates that crosslinking with glutaraldehyde of lipases 

previously adsorbed on chitosan support in the presence of Triton X-100 seems to be 

the best choice to obtain derivatives with good catalytical properties.  

Chitosan is a support which has hydrophilic characteristics while RML have a large 

number of non-polar amino acid in its structure. The RML adsorption onto chitosan 

support may be attributed to a combination of two interaction mechanism: (i) ionic, 

through charged amino acids (eg. Asp A. and Glu A.) of the protein with NH3
+ groups 

of chitosan on pH values near to its pKa where the fraction NH2/ NH3
+ approaches to 

0,5 and (ii) through hydrophobic interactions ( e.g. van der Waals interactions) and 

hydrogen bonding involving NH2/OH groups of the support [ 5,36]. 

Surfactant concentration greater than 0.00015% and up to 0.015% resulted in 

immobilized enzyme derivatives with improved catalytic activities as compared to the 

derivatives obtained when the first immobilization strategy was employed. As well as in 

the first strategy, maximum activity was observed when the concentration of surfactant 

added was 0.015%. Above this level, the derivative activity was appreciably diminished 

but to a lesser extent in comparison with activities of those derivatives produced in the 

first strategy or when the immobilizations were performed in the absence of surfactant. 



 

 

On the immobilization of lipases from Candida rugosa (CRL) and isoforms A and B 

from Candida antarctica (CAL-A and CAL-b) at monoaminoethyl-N-aminoethyl 

(MANAE)-agarose beads Fernández-Lorente et. al 2006. showed that the treatment with 

0,5% (v/v) glutaraldehyde at pH 7.0 of the previously adsorbed enzyme in the presence 

of 1% Triton X-100 permitted a significant increase in the enzyme derivatives  toward  

some substrates. In contrast, when the detergent was added after the glutaraldehyde 

crossinking no significant effect was observed after removal of the detergent. In our 

study, the best derivative was achieved when the washing of the detergent occurred after 

the reaction with glutaraldehyde ensuring that the surfactant was present during the 

crosslinking procedure. 

 In another work [37], the same author showed that Triton X-100 exerted the same 

positive effect on the immobilization of Pseudomonas fluorescens (PFL) lipase onto 

glyoxyl-agarose  6BCL at pH 10 and commercial CNBr-activated Sepharose 4BCL 

support at pH 7.0. In the first support maximum hyperactivation was reached at 

0,1%(above cmc) Triton X-100 measured against p-nitrophenyl-palmitate (pNPP) while 

in the second one the maximal activity was achieved at 0,01% of the detergent. The 

authors have also demonstrated that in both cases lipases adsorbed at different supports 

in the presence of some surfactants may undergo alterations in its enantioselectivity 

with respect to different substrates.  

 At 0,1% triton X-100 Geobacillus thermoleovorans CCR11 lipase was immobilized at 

25°C at pH 6.0 on porous polypropylene (Accurel EP-100) and an increase in lipolytic 

activity by a 4-5 fold factor was observed with respect to the lipolytic activity measured 

against p-nitrophenyl-laurate (pNFL) of the obtained enzyme derivatives in the absence 

of the surfactant [ 38 ].  



 

 

Thus, the degree of hyperactivation of lipases is markedly influenced by the used 

enzyme, the characteristics and the concentration of the surfactant added to the medium 

of immobilization, the properties of the support,the immobilization conditions  as well 

as the substrate used in the reactions. 

These considerations may in part explain the slight differences between the above 

mentioned results as compared to our experiments.  

3.2.2. Effect of SDS 

Figure 3 shows that unlike what was observed to immobilizations carried out in the 

presence of Triton X-100, the presence of SDS in the concentration range of 0.00015 to 

0.23%, regardless of the immobilization strategy, was always accompanied of an  

almost linear increase in the activities of the immobilized enzyme derivatives. In both 

strategies, the maximum activity was achieved when the SDS concentration reached its 

CMC, around 0.23%.  At this concentration, the activities of the derivatives were 

increased by a 2.9-fold factor and by a 3.4-fold, respectively, for the first and the second 

immobilization strategy. The results were very similar to the results obtained with 

soluble RML. Above the CMC value, the derivatives activities declined but yet these 

activities were higher than the activities measured for derivatives produced in the 

absence of surfactant. 

In a recent work [ 24 ], RML was immobilized onto support with different 

characteristics using three immobilization protocols in the presence of anionic detergent 

sucrose laurate.  When the enzyme was physically adsorbed on               Q-Sepharose 

support, a strong anionic exchanger at pH 7.0 and 25 °C after prior purification and 

hyperactivation with 0,5% sucrose laurate, the enzyme immobilized derivatives 

preserved more than 90% of its hyperactivation  eafter removal of the detergent. On 

CNBr-activeted Sepharose (one-point immobilization), the hyperactivation was 



 

 

completely removed after removal of the detergent. In multipoint covalent attachment at 

pH 10 on activated glyoxyl-Sepharose the enzyme lost 50% of its hyperactivation 

during immobilization  and after removal of the detergent the entire value was losted. 

The best results obtained with the anionic exchanger was attributed to a possible change 

in the region with the highest density of negative charge  involved in the adsorption 

when the closed form of the lipase is transformed into hyperactivated open form. 

Besides, the presence of the detergent induces an complex change in the enzyme’s  

active center  promoting too a structural rearrangement in the other regions of the 

enzyme. 

These considerations can be to explain the results achieved in the actual work. Chitosan 

support at pH 7.0 is a policationic electrolyte acting as an ion exchanger like Q-

Sepharose. Thus, the presence of the anionic surfactant SDS in the immobilization 

medium may cause the same structural change in the enzyme molecule leading to a 

stabilization of RML open form even after removal of the  detergent. The data presented 

at Fig. 1 and Fig. 3 shows that no differences was observed on the relative activites of 

the soluble enzyme and the derivatives obtained when the second immobilization 

strategy was used. The results reported so far showed that SDS was more effective to 

obtain derivatives with higher catalytic activities as compared to the same derivatives 

achieved when Triton X-100 was used to RML immobilization on chitosan support. 

Therefore, further assays were performed in the presence of this surfactant at a 

concentration level of 0.23% by using the second immobilization strategy. 

In order to check possible inhibition effects of long-term incubation of soluble RML on 

the presence of SDS, which was added to the immobilization medium in its critical 

micellar concentration, the hyperactivation kinetics of soluble RML was accompanied 

for five hours in the same conditions adopted by the two immobilizations methods in 



 

 

the preliminary studies of  RML immobilization  on chitosan support. The results are 

shown on Figure 4. 

 

FIGURE 4. 

 

The results presented in Figure 4 shows that RML undergo a marked inhibition of their 

activities after prolonged exposure to SDS at the concentration added. After an intensive 

initial activation, the soluble enzyme activities started to decrease after few minutes of 

exposure at this surfactant concentration. However, Figure 4 also reveals that after an 

incubation time of fifty minutes, even with greatly diminished activity, the soluble 

enzyme exhibited a high activity as compared to soluble enzyme incubated in the 

absence of surfactant. 

Taking into account the results of this assay and in order to minimize the effects of 

extended exposure of the enzymes to SDS under the conditions previously established 

new experiments were performed varying the immobilization conditions. Some factors 

such as temperature an agitation speed were studied. The immobilization time in all 

experiments was 1h and the support activation conditions were the same as used in 

previous experiments. Table 1 shows the effects of these parameters in the properties of 

the obtained biocatalysts. 

 

Table 1. 

 

The immobilization yields did not vary significantly. However, table 1 shows that the 

immobilized enzyme activities were markedly influenced by the immobilization 

conditions. Enzyme immobilization carried out for 1h in mild temperature and at high 



 

 

agitation speed yielded biocatalysts with increased catalytic activities. By using the 

second immobilization method in the presence of 0.23% of SDS, the best immobilized 

enzyme derivatives were achieved when the immobilization temperature was kept at 

4°C and the agitation speed was 220 rpm. Thus, these optimized conditions were used 

for further studies. 

 

3.3. Scanning Electron Microscopy (SEM) 

Chitosan support may undergo considerable changes in its morphology after treatment 

with glutaraldehyde. The morphological changes on chitosan surface before and after 

crosslinking with glutaraldehyde was examined. Figure 5  shows four scanning electron 

microphotographs of (a) chitosan powder (CHIT), (b) CHIT/GLU 0.6% (v/v),              

(c) CHIT/GLU 5%(v/v), and (d) CHIT/GLU 0,6%(v/v) after the immobilization of 

RML. 

 

FIGURE 5. 

 

It can be observed that there’s an accentuated difference between the chitosan powder 

(Fig. 5A) and the chitosan after treatment with glutaraldehyde. After activation, the 

chitosan surface becomes flatter providing a large contact area for enzyme 

immobilization (Fig 5B and Fig. 5C). The rounded structures (Fig. 5D) may be due to 

protein aggregates after RML immobilization [14-15]. 

 These structural changes on chitosan may explain the high yields of RML 

immobilization on this support.  

 

 



 

 

3.4. Thermal stability of the immobilized enzyme 

The derivatives produced from strategy II in optimized conditions were subjected to 

thermal stability assay at 60 °C. The obtained results were compared with the thermal 

stability of the soluble RML and of a commercial derivative (Lipozyme®) at the same 

temperature. For each thermal stability assay, the half-life (t1/2) and the stabilization 

factor (SF) were determined. 

In these assays, the effect of the concentration of the crosslinking agent on the activities 

and thermal stabilities of the immobilized enzyme was also evaluated.  Some studies 

have pointed out that different concentrations of glutaraldehyde used on support 

activation can lead to significant alterations on the biocatalysts properties [12,39 ]. The 

results for these experiments are presented in Table 2 and Figure 6. 

 

Table 2. 

 

The results presented on Table 2 show that the immobilization yields in all experiments 

were quite similar. However, increased glutaraldehyde concentrations on the support 

activation yielded biocatalysts with low recovery activity as compared with those 

obtained when the used glutaraldehyde concentration on support activation was 0.6% 

and 1.5 % (v/v). The lower immobilized enzyme activites of CHIT-GLU 2.5 % and 

CHIT-GLU 5 %   may be due to some distortion in enzyme tertiary structure caused by 

strong interaction between enzyme and the support used [40]. 

Furthermore, the high reactivity of this reactant also may have led to excessive 

crosslinking in the support leading to a decrease in the pore diameter, hindering the 

entrance of enzyme within the pores of the support [8,39]. 



 

 

The immobilized enzyme derivative that showed a higher stabilization factor (SF) was 

CHIT-GLU 0.6% (v/v), being approximately 76 times more stable than the soluble 

enzyme. The derivative CHIT-GLU 1.5% (v/v) was 60 times more stable than the 

soluble enzyme. 

Recently, Candida Antarctica lipase was immobilized by covalent attachment on 

chitosan-based hydrogels using  diffent support activation strategies [12] 

At 60 °C the best derivative (Chitosan-Alginate hybrid crosslinking  with 2% 

glutaraldehyde) showed a stabilization factor of 33  as compared with various obtained 

derivatives.  

FIGURE 6. 

The thermal stability of best derivative was also evaluated at 37°C. The results are 

shown in Figure 7. 

 

FIGURE 7. 

 

The results presented in Figure 7 show that the biocatalyst produced in optimum 

conditions during this study was very stable under mild temperature. After 120-h  

incubation time at 37 ° C,  the derivative retained 89% of its initial activity indicating 

that the biocatalyst can be used for the synthesis of compounds that require long 

reaction times at this temperature  without significant loss of its biocatalytical activity. 

 

 

 

 



 

 

3.5. Influence of external and internal mass transfer limitations on the hydrolysis 

of pNPB 

 

To observe the effect of external mass transfer limitations, experiments were carried out 

by varying the agitation speeds from 200 to 800 rpm maintaining all other conditions 

constant. The offered enzyme load in these experiments was an 8U.g-1 to ensure that the 

hydrolysis reaction under study occurred without internal diffusion effects. 

Figure 8 shows the results of this set of experiments. 

 

FIGURE 8. 

As can be observed in Figure 8 the activity derivative increased progressively 

reaching a maximum at 600 rpm exhibiting slight decreased above this value, indicating 

that the external resistance transfer can be neglected at agitation speeds higher than the 

aforementioned value. The gradual increase in the agitation speed reduces the film 

thickness around the biocatalyst particles leading to a decrease on the effects of external 

mass transfer resistance [41]. 

In this study, further experiments were carried out in order to evaluate the adsorption 

capacity of chitosan gel and the hydrolytical activity of the derivatives obtained after 

addition of increasing amounts of the enzyme. RML were added in the range of 8-100 

U.g-1
support (0,3-3,2 mg.g-1

support). The results for these experiments are displayed in 

Figure 9. 

 

FIGURE 9. 

 



 

 

As can be seen in Figure 8, the hydrolytic activity of the immobilized enzyme increased 

as more lipase was loaded onto the support. However, in amounts above                        

32 units.g-1
support ( 1,04  mg / g of support), the activity per gram of support is not 

significantly altered, becoming nearly constant, since it is has more protein 

immobilized, but with the same activity. 

 When the results are stated in terms of efficiency (activity/loading), higher activities 

were obtained only when lower amounts of enzyme were added. The results suggest 

that for loadings over 32 units.g-1
support, multilayer adsorption may occur, leading to 

blocking or hindering the diffusion of substrates to the active site of immobilized 

enzymes in the lower layers. This behavior has been reported by several authors in 

adsorption studies of C. rugosa and C. antarctica lipase on silica aerogel modified with 

methyl groups [42] and  silica modified with octyl groups [43]. 

 

3.6. Synthesis of methyl and butyl butyrate 

The biocatalyst selected was used in the synthesis of some esters of commercial interest. 

The reaction yields obtained in the experimental conditions described previously were 

compared with the results observed for reactions carried out with the commercial 

enzyme Lipozyme ®. The results are shown in Figure 10. 

 

FIGURE 10. 

The results displayed in Figure 9 shows that the biocatalyst was very efficient in the 

synthesis of the esters investigated featuring reaction yields comparable to the yields 

obtained when the commercial enzyme was used in the same experimental conditions. 



 

 

In the synthesis of methyl butyrate, when the selected derivative was used a maximum 

yield of 73% ( 73 ± 4) was observed while the commercial enzyme Lipozyme ® 

showed a conversion yield of 77% (77±2) after 24 h. 

 The reaction yield of butyl butyrate synthesis using Lipozyme® was 75% (75±2) 

whereas the derivative showed an esterification yield  of 62% (62±3). It is worth 

mentioning that the reaction conditions for obtaining these esters were not optimized. 

Further studies will be carried out to establish the optimum conditions for the synthesis 

of these compounds. 

This results is in agreement with other reports from the literature using lipases from 

different sources [44-45 ]. 

 

4. Conclusions 

The results presented in this study clearly demonstrated that the use of low 

concentrations of some surfactants can be considered as a simple and efficient way to 

achieve biocatalysts with high catalytic activity. The maximum increase in RML 

activity not only on the soluble enzyme but also on the immobilized enzyme derivatives 

obtained was observed when the surfactants Triton X-100 and sodium dodecyl sulfate 

(SDS) were added near their miccelar critical concentrations (cmc). However, as 

observed for CTAB in our experiments, the surfactants may also exert some negative 

effects on the enzymatic activity behaving as an inhibitor or deactivating the enzyme 

even when added at low levels. Thus, it can be concluded that the surfactants favor the 

shifting of the closed-open form of RML towards the open forms, although it depends 

on the particular type of enzyme, the characteristics of support used in immobilization 

and the properties of the surfactant. Last but not least, the use of selected biocatalyst in 

the synthesis of some esters of commercial interest was also evaluated. In non-



 

 

optimized conditions, the esterification yields for the two esters used as models were 

similar to those obtained when the commercial enzyme Lipozyme® was used in the 

same reaction conditions indicating that the latter may be replaced by low cost 

biocatalysts with high efficiency. Thus, the results reported in this study show that the 

immobilization of RML lipase onto chitosan support in the presence of surfactants like 

SDS seems to be a good choice to getting biocatalysts with improved activity and which 

can be used with success to obtain products of great industrial interest. 
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Figure legends 

Figure 1. Effect of surfactants on the activity of soluble RML against pNPB. Relative 

activity considers 100% the lipase activity in absence of surfactant.X-axis plotted in log 

scale. Squares, SDS; triangle, Triton X-100; circles, CTAB. 

 

Figure 2. Effect of Triton X-100 on the activity against pNPB of Chitosan (CHIT) 

immobilized RML preparations. Experiments were performed as describe in Material 

and Methods. Relative activity considers 100% the lipase activity in absence of 

surfactant. X-axis plotted in log scale. square, strategy I; circle, strategy II. 

 

Figure 3. Effect of SDS on the activity against pNPB of Chitosan (CHIT) immobilized 

RML preparations. Experiments were performed as describe in Material and Methods. 

Relative activity considers 100% the lipase activity in absence of surfactant. X-axis 

plotted in log scale. Triangle, strategy I; square, strategy II. 

 

Figure 4. Time courses of the hyperactivation of soluble RML incubated in the presence 

of 0,23% SDS. Experiments were carried out as described in Materials and Methods 

section. The activity of the enzyme incubated in the absence of surfactant was assigned 

as 100%. 

 

Figure 5. Scanning electron micrographs of the chitosan (CHIT) (a) chitosan powder 

(90 x) ,           (b) after crosslinking with glutaraldehyde (GLU) 0,6%(v/v) (1000 x) and 

(c) after crosslinking with glutaraldehyde (GLU) 5%(v/v) (1000x) and (d)  after RML 

immobilization on chitosan crosslinkimg with glutaraldehyde 0,6% (v/v)  (1000 x). 

 



 

 

Figure 6. Thermal inactivation profile of soluble RML and chitosan-glutaraldehyde 

derivatives. Immobilization at pH 7.0, 4°C, 1 h., offered enzyme load of 16 U· ggel 
-1. 

Soluble enzyme and derivatives were incubated in a sodium phosphate buffer 25 mM , 

pH 7.0 at 60 °C : () soluble RML; ( ) CHI-GLU 0.6%; (●)CHI-GLU 1,5%; 

()CHI-GLU 2,5%; ()CHI-GLU 5%.  

 

Figure 7.Time courses of the thermal inactivation of RML immobilized onto chitosan 

support in the presence of SDS 0,23%. Derivative was incubated at 37°C in a sodium 

phosphate buffer 25 mM , pH 7.0.Offered enzyme load:16 U.g-1.  

 

Figure 8. Influence of the agitation speed on hydrolytic activity of R. miehei lipases 

(RML) immobilized on chitosan in the presence of SDS 0,23%.                             

Offered enzyme load:8 U.g-1. 

 

Figure 9. Effect of lipase loading on hydrolytic activity () and efficiency () for R. 

miehei lipases (RML) immobilized on chitosan in the presence of SDS 0,23%. 

Efficiency was the ratio between of the catalytic activity (U.g-1) and lipase loading 

(mg.g-1). 

 

Figure 10. Results for methyl butyrate and butyl butyrate synthesis using commercial 

enzyme Lipozyme ® (light gray) and derivative produced (white). 

Conditions: reaction time: 24h ; biocatalysts mass: 150mg; temperature: 37°C;    

agitation speed:160 rpm; solvent: n-heptane; enzyme loaded: 50 U.g-1; molar ratio 

(alcohol:acid): 1:1. 

 



 

 

Table 1: Influence of the immobilization conditions on the activity of RML  derivatives. 

Chitosan supports were activated with 0,6% (v/v) with  glutaraldehyde for 1 h at 25°C;                            

enzyme loaded: 16U enzyme.g-1 of gel. Immobilization parameters: immobilization yield (IY), 

recovered activity (Atrec.), derivative activity (Atd), agitation speed (Sag..), immobilization 

temperature (T), immobilization time (timob). 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

% SDS  Timob(°C) timob.(h) Sag. (rpm) IY (%) Atd (UpNPB.ggel
-1) Atr(%) 

0 4 1 220 100 4 ± 1 25 ± 2 

0.23 4 1 220 96 ± 1 11  69 ± 1 

0 25 5 50 94 ± 2 3  17 ± 2 

0.23 25 5 50 99 ± 4 8 ± 1 50 ± 1 

0 25 1 50 91 ± 1 4.0  27± 1 

0.23 25 1 50 96 ± 1 9 ± 1 56 ± 2 

0.23 25 1 220 96 ± 2 7 45 ± 1 



 

 

 
Table 2. Thermal inactivation of soluble RML and chitosan-glutaraldehyde derivatives. 

Immobilization at pH 7, 4°C, for 1 h, offered enzyme load of  16 U· ggel 
-1). Soluble 

enzyme and derivatives were incubated at 60 °C and pH 7.0. Parameters: 

immobilization yield (IY), recovered activity (Atrec.), derivative activity (Atd), half-life 

(t1/2) and stabilization factor (SF) at 60°C. 

 

Biocatalyst IY(%) Atd 

(UpNPB.ggel
-1) 

Atrec (%) t1/2 (min) Stabilization 
fator (SF) 

Soluble RML - - - 0.7  

Lipozyme® - - -   

CHIT-GLU 0.6 % 96±1 11  69 ± 1 53 ± 12 76 ± 16 

CHIT-GLU 1.5 % 93 ± 1 7.5  50 ± 1 42 ± 7 60 ± 18 

CHIT-GLU 2.5 % 97 ± 1 7.2  47 ± 1 17 ± 3 24 ± 5 

CHIT-GLU 5 % 97 ± 1 7.5  48 ± 2 26 37 
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ABSTRACT 

 

In this work, lipase from Rhizomucor miehei was immobilized onto chitosan support in 

the presence of the surfactant sodium dodecyl sulphate (SDS) added at low levels 

during the immobilization procedure in order to obtain a biocatalyst with high catalytic 

efficiency to be used on the synthesis of two fruit flavor esters namely methyl and 

ethyl butyrate. Various parameters that affect the esterification yields were evaluated. 

The best esterification yields for both esters were obtained when the reactions were 

conducted at 25°C using n-heptane as a solvent. In the optimized conditions maximum 

esterification yield for ethyl butyrate was (92 ± 1%) and (89 ± 1%) for methyl butyrate. 

The esterifications yields for both reactions were comparable or even superior to a 

commercial enzyme Lipozyme® used at the same reaction conditions. For ethyl 

butyrate the developed biocatalyst was used for seven consecutive cycles of reaction 

with retention of its catalytic activity and for methyl butyrate synthesis the  biocatalyst  

was used for four consecutive cycles without loss of its catalytic activity. The results 

presented at this study show that chitosan support, a low cost natural biopolymer may 

be employed with   in obtaining biocatalysts with high catalytic efficiency and can 

successfully replace the currently commercial available biocatalysts. 
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INTRODUCTION 

Short chain aliphatic esters are the major components of some natural flavors and 

fragrances widely used in the food, beverages, cosmetics and pharmaceutical industries 

[1,2]. 

Currently, most of these  compounds are extracted from natural sources or produced by 

chemical routes [3,4]. 

Extractions from natural sources are too expensive due to their low concentrations in the 

natural products and very low extraction yields [5]. Chemical synthesis  is considered 

economical but makes use of  strong acids such as sulfuric acid, p-toluene sulfonic or 

phosphoric acid as catalyst and sometimes high temperature and pressure conditions, 

requiring  additional steps for the separation and purification of  the obtained products, 

being considered environmentally unsafe [6,7].   

"Clean technologies" based on enzymatic processes mediated by lipases mainly in its 

immobilized form are emerging and promising techniques that may successfully replace 

the methods traditionally used on the ester synthesis [8,9]. 

Compared to conventional chemical synthesis the enzymatic approach allows the ester 

synthesis at mild conditions with better product purity, elimination of side reactions 

with low energy requirements [10,11]. Moreover, products obtained by enzymatic 

processes are labeled as “natural” having high market value [12,13].  

Lipases from different sources immobilized onto various kinds of supports have been 

used in some non-conventional media (e.g. ionic liquids, supercritical fluids)  but 

especially on organic solvents aiming at the production of various flavoring esters           

[ 14-16]. 

Chitosan (linear  β-1, 4-linked polysaccharide), a  natural biopolymer  obtained by the 

partial deacetylation of chitin has shown suitable  properties for enzyme immobilization 



 

 

such as low cost of obtaining, variety of forms, high affinity for proteins, nontoxicity, 

physiological inertness, hydrophilicity, among others  [17,18]. 

Lipases may be immobilized on chitosan supports by physical adsorption or through 

covalent attachment after modification of its hydroxyl (-OH) and primary amino groups        

(-NH2) with specific reagents like epichlorohydrin, glycidol or glutaraldehyde            

[19-21 ]. 

In ester synthesis, the development of biocatalysts that fulfill some requirements such as 

high catalytic activity, thermal stability and good operational stability and a better 

understanding of the  various parameters affecting the esterification reactions  are key 

factors for possible large-scale production of such compounds using lipases [22,23 ]. 

Besides, the availability of less expensive immobilized preparations with high activity 

may contribute for a reduction in the overall cost of the processes where these enzymes 

are used. 

In the present work, enzymatic synthesis of two short chain flavor esters (methyl  and 

ethyl butyrate) have been attempted using Rhizomucor miehei lipases (RmL) 

immobilized on chitosan support in the presence of the surfactant sodium dodecyl 

sulphate (SDS).  

Immobilization in the presence of some class of surfactants at low concentration levels 

has proved to be a valuable method for improving enzymatic activity of some lipases      

[ 24,25 ] 

A detailed study of various parameters that affects the reaction rates was evaluated. At 

the optimized reaction conditions the operational stability of the developed biocatalyst 

was compared to a commercial enzyme Lipozyme. 

 

 



 

 

2. MATERIALS AND METHODS 

2.1. Materials 

Powdered chitosan, 85.2% deacetylation degree, was purchased from Polymar Ind. 

Ltda. (Ceará, Brazil). Soluble Rhizomucor miehei lipase (128 U mL-1 or 4,12 mg mL-1 

according Bradford [26]), Lipozyme® (immobilized lipase from Mucor miehei, > 30 

U.g-1 against tristearin at pH 8.0 and 70 °C) and Glutaraldehyde 25% (v/v) were 

acquired from Sigma–Aldrich Chemical Co. (St. Louis, MO).  All other reagents and 

solvents used were of analytical grade. 

2.2. Methods 

Support preparation  

Powdered chitosan was dissolved in an acetic acid 5% v.v-1 solution. The obtained 

solution of 2.5% (m.v-1) was dropped into a gently stirred NaOH 100mmol L-1 solution 

at room temperature (ratio chitosan/NaOH = 1:10). After 24h, chitosan beads was 

washed exhaustively with distilled water until neutrality and then dried by vacuum 

filtration. 

Immobilization procedure 

Rhizomucor miehei lipases (RmL) were firstly adsorbed onto chitosan beads in the 

presence of SDS 0,23% m.v-1 in phosphate buffer 100mmol L-1 pH 7.0 at 220 rpm for 

1h and 4°C. Then, the composite RmL-chitosan-detergent was cross-linked with 

glutaraldehyde 0.6% v.v-1 in phosphate buffer 100mmol L-1 pH 7.0 under low stirring at 

25°C for  1h. After that, the support was washed several times with distilled water to 

remove excess of surfactant and glutaraldehyde, dried under vacuum and stored at 4°C. 

 

 

 



 

 

Enzymatic synthesis of   esters 

The esterification reactions were carried out in 125 mL glass stoppered flasks using      

n-heptane as a solvent. The reaction mixture (20 mL) containing substrates and 

biocatalyst was incubated on an orbital shaker (Tecnal TE-420, Piracicaba, Brazil) at 

different conditions.  Before and after reaction aliquots of the reaction mixture were 

withdrawn and titrated against standard potassium hydroxide using phenolphthalein as 

an indicator to determine the residual acid concentration [27]. Ethanol was used as 

quenching agent [28]. 

The percentage of esterification was calculated from the acid consumed in the reaction 

system according to the following expression: 

C0 - C

C0

Esterification (%)= x  100

 
where C0 is the true concentration of acid measured before the start of reaction and C is 

the residual acid concentration after  reaction time. 

Control experiments were also conducted without lipase under similar conditions. 

FTIR Analysis 

Qualitative analysis of esters standards and the reaction mixture in n-heptane were made 

by Fourier Transform Infrared Spectra (FTIR) from a FTLA 2000-102, ABB-BOMEM,   

with 15 scans at a resolution of 4 cm-1. A frequency range of 4000-400 cm-1 was used. 

 

 

 

 



 

 

Biocatalyst Reuse 

In order to evaluate the reusability of the biocatalyst produced in this work successive 

reaction cycles were performed for both esters under the optimum reactions conditions.  

At the end of the reaction, the biocatalyst was washing with n-heptane to remove 

adsorbed reagents and reaction products in the matrix, dried under vacuum at room 

temperature and introduced in a new reaction medium with freshly reactants. 

 

RESULTS AND DISCUSSION 

 

Effect of the temperature  

In lipase-catalyze systems, temperature markedly influences the reaction rates and the 

stability of the enzyme altering too some properties of the substrates and reaction 

products like solubility and ionization state [29]. 

While the binding equilibrium of substrates and products with enzyme decrease with the 

increase in temperature, acid dissociation and solubility increase with temperature, all 

resulting in unfavorable esterification conditions (Krishna et al, 1999). 

In most cases, an increase in temperature reaction improves the conversions rates, but 

the stability of enzymes declines [29, 30]. 

To study the influence of temperature the esterification reactions were performed in the 

range of 25-60 °C for ethyl butyrate and 25-50°C for methyl butyrate due to low boiling 

point of methanol (65°C). The results of this set of experiments are displayed at Figure 

1.  

 

FIGURE 1.  

 



 

 

Fig. 1 shows that for both esters maximum conversion yield under the experimental 

conditions described were observed at 25 ° C.  

For ethyl butyrate a temperature increase from 25 to 37°C did not promote a great 

decrease in conversion rates.  However, temperatures higher than 37°C drastically 

reduced the esterification yields. Further increase on the temperature leading to a drastic 

decrease on conversion ratios probably due to heat deactivation of enzyme [  ] 

For methyl butyrate, the conversion rates were conversion rates were drastically reduced 

in the temperature range 37-50°C.  

Some works have pointed out too that the decrease of catalytic activities of immobilized 

enzymes at higher temperature may be brought about to some restrictions on the 

enzyme movements due to the covalent bonds established between the enzyme and the 

support or a low restriction for the diffusion of substrates  [Dave & Madamwar]. 

Considering the results obtained in these experiments 25 ° C was adopted as the optimal 

reaction temperature 

 

Effect of substrate concentration 

The effect of varying of acid and alcohol concentrations added at equimolar proportions 

on the reaction medium in the range of 0.1-1 mol L-1 was investigated. 

Figure 2 shows the results for these experiments. 

 

FIGURE 2. 

 

For ethyl butyrate maximum esterification yielding of 85% was observed at 0.02mol L-1 

of each substrate. An increase of the substrates concentration above 0.02 mol L-1 



 

 

promoted a sharp decrease on esterification yield. At 1 mol L-1 of each substrate the 

esterification yield was only 5%. 

On the methyl butyrate synthesis the best result in terms of conversion (80%) was 

achieved when the concentration was 0.1 mol L-1 for both substrates. According to Fig 

2, above this concentration value the esterification reactions have experienced a 

pronounced decrease in their yields. 

A possible explanation for the observed results is that in the presence of high 

concentrations of substrates (acid or alcohol), the polarity of the medium is altered 

making the organic phase more hydrophilic. Consequently, the partition coefficients 

become less favorable to esters formed (more hydrophobic) shifting the equilibrium of 

the reaction in the opposite direction of formation of these compounds (Romero et al. 

2005). 

Furthermore, possible inhibitory effects of one or by the two substrates used in the 

reactions should also be considered. 

 

Effect of alcohol to acid molar ratio 

The molar ratio of the substrates is one of the parameters that influence the yield of 

esterification reactions catalyzed by lipases. Since the reaction is reversible, the 

increased concentration of one of the reactants may shift the equilibrium towards 

products formation resulting in high conversions. By the other hand, inhibitory effects 

occasioned by both substrates or by the products of the reaction can drastically reduce 

the esterification yields  (Belafi-Bakog et. al., 2004, Ceni et. al, 2010). 

 For ethyl butyrate the effect of alcohol to acid molar ratio on esterification yields was 

studied by fixing the alcohol concentration  at 0.2 mol L-1 varying acid concentration in 

the interval of  0.2-0.8 mol L-1 and vice versa. The experiments were performed with 



 

 

200 mg of the biocatalyst (protein loaded= 1.61 mgprotein g
-1

support).   For methyl butyrate 

the alcohol concentration was fixed at 0.1 mol L-1 varying acid concentration in the 

interval of    0.1-0.8 mol L-1 and vice versa. For this series of experiments 100 mg of the 

biocatalyst was utilized (protein loaded= 1.61 mgprotein g
-1

support). 

In both reaction systems, the reaction medium was incubated for 8h at 25°C and 150 

rpm. 

The results for the synthesis of the two esters are shown in Figure 3. 

 

FIGURE 3. 

 

For ethyl butyrate (Fig 3A) the maximum ester conversion (85%) was obtained  when 

the molar ratio of alcohol / acid was 1:1 (0.2 mol L-1 each). 

Figure 3A also show that by fixing the ethanol concentration at 0.2 mol L-1 and 

increasing the acid concentration above this value a large inhibition of the enzyme 

activity can be observed. When the concentration of acid added was 0.8 mol L-1 (molar 

ratio alcohol / acid = 1:4) the reaction yield was about 5%. 

Several papers have related that high acid concentrations may result in a strong 

inhibition on enzyme activity probably due to the acid dissociation which in turn leads 

to a decrease  of pH in the microaqueous environment of the enzyme( Krishna et al., 

2001). 

Besides, some short-chain acids such as acetic, propionic and butyric acid can bind to 

the serine residue (Ser) in the catalytic site of lipases leading to  inhibition of its 

activities, decreasing the yield of the reactions (Langrand et al., 1990; Sebrão et.al , 

2007). 



 

 

In the second set of experiments by fixing the concentration of butyric acid at               

0,2 mol L-1 and increasing the concentration of ethyl alcohol Fig 3A reveals that 

concentrations higher than 0,2 mol L-1 of this substrate also promoted a  great 

diminishing on the esterification yields. 

A major increment at ethanol concentration may promote the binding of  molecules of 

this substrate with the lipase during the first step of the reaction competing with the acid 

molecules  and thus  resulting in a decrease in the amount of butyric acid on the 

enzyme. In this situation, a decrease in the reaction rate will occur, since the reaction is 

limited by the amount of acid in the vicinity of the enzyme (Pires-Cabral et al.,2009). 

In addition to these factors, low molecular weight alcohols such as methanol or ethanol 

can be accumulated in the aqueous microenvironment of the enzyme reaching a 

sufficiently high concentration to induce protein denaturation blocking the nucleophilic 

portion of its active site (Lane et. Al, 1987; Zaidi et. al, 2002). Another possible 

mechanism of inactivation is that these substrates, due to their high polarity, can remove 

the layer of water necessary for maintaining the structural integrity of the enzyme, 

distorting its three dimensional structure (Paiva et. Al, 2000). 

The results for the study of the effect of alcohol to acid molar ratio on the synthesis of 

methyl butyrate are showed at Figure 3B. 

The results presented in Figure 3B show that at a fixed concentration of alcohol, 

additional acid concentrations above 0.1 mol L-1 (80% conversion), promoted a very 

significant reduction in yields calculated. For a molar ratio alcohol / acid 1:4, the yield 

of esterification was 13%. The results show as in the previous case, the large inhibition 

of enzyme activity caused by acid substrate. 

In another series of experiments, the results shown in Figure 3B  show that in a molar 

ratio alcohol / acid of 1.5:1, the maximum yield for this reaction was achieved (89%).  



 

 

Molar ratios above 1.5:1 promoted a fairly sharp decline in yields of reaction obtained. 

For a molar ratio of alcohol: acid ratio of 4:1, the reaction yield was only 9%. 

The same considerations described previously can be used to explain the results 

observed for the methyl butyrate synthesis. 

From the results obtained on the synthesis of these two esters, the optimal molar ratio 

alcohol / acid for ethyl butyrate was 1:1 (0.2 mol L-1 each) and the methyl butyrate was 

1.5:1. 

These optimal conditions were used in subsequent experiments. 

 

Effect of protein load  on esterification reactions 

From the standpoint of practical and economical it is desirable that high yields of 

reaction should be achieved using a small amount of enzyme in a short reaction time. 

The esterification reactions were carried out at 25°C and 150 rpm in n-heptane using 

variable amounts of immobilized lipase (0.52 -3.22 mgprotein g
-1

support ). 

For ethyl butyrate the reactions were performed by using an equimolar mixture of 

butyric acid and ethanol (0.2 mol L-1). For methyl butyrate, an alcohol to acid molar 

ratio of 1.5:1 (0.15/0.1 mol L-1) was used in these experiments. The results for both 

esters are showed at Figure 4. 

 

FIGURE 4. 

 

As depicted in Fig. 4, the conversion percentage for both esters is increased as more 

lipase was present in the reaction medium but until certain limit. The maximal 

conversion for ethyl and methyl butyrate was achieved at a protein load of                    

1.61 mgprotein g
-1

support. 



 

 

For the two esters the conversions remained almost constant when amounts of protein 

greater than the aforementioned value were added on the reaction probably due to 

diffusional limitations of substrates to the active site of enzymes located inside the 

biocatalyst (Chaâbouni, 2006). In this case, the additional active sites of the enzyme 

molecules are not exposed to the substrates remaining within the particles of 

biocatalysts without contributing significantly to reaction (Gandhi et. al. 1995). 

According to the results obtained, the protein load used in further experiments was     

1.61 mgprotein.g
-1

support. 

 

Effect of biocatalyst load  

In a reaction catalyzed by enzymes immobilized on a support  increasing the amount of 

enzyme can  within a certain limit  positively affect the reaction rates (Mahapatra, 

2009). 

The effect of increasing the mass of biocatalyst used in reaction systems was evaluated. 

The results for this experiment are displayed at Figure 5. 

 

FIGURE 5. 

 

The results of these experiments presented in Fig. 5  show that for both esters increasing 

amounts of mass biocatalyst promoted an increase in conversion rates, but up to a 

certain limit. 

For methyl butyrate the maximum rate of conversion (89%) was obtained when 100 mg 

biocatalyst was added to the reaction system. Amounts of biocatalyst above 100mg did 

not produce significant differences on reaction rates.  



 

 

For ethyl butyrate, the maximum conversion (85%) was observed when 200 mg of the 

biocatalyst were added to the reaction. Amounts of biocatalyst above this value 

produced a slight decrease in the yield of this reaction. 

According to Shu et al,2001 [  ] a  large increase in the amount of biocatalyst used in the 

reactions may lead to a decrease in synthesis activity due to  the random distribution of 

the enzyme on the support resulting in less contact between enzyme and substrate. 

From the results obtained in these experiments, the mass of biocatalyst used in the 

following experiments were 100 and 200mg for  methyl and  ethyl butyrate 

respectively. 

 

Effect of agitation  speed 

In order to evaluate the possible effects of mass external transference limitations 

experiments were carried out by varying the agitation speeds from 50-250 rpm 

Fig 6 shows the effect of agitation speed  on the esterification reactions 

 

FIGURE 6. 

 
As can be seen in Figure 6 the rate of esterification for both esters increased by 

increasing the stirring rate reaching a maximum at 150 rpm. No significant difference in 

the reaction rates was observed between 150-250 rpm indicating that the external 

resistance transfer is negligible at agitation speeds higher than 150 rpm. 

Therefore,the rotational speed of 150 rpm was chosen for all further studies. 
 
 
 
 
 
 
 



 

 

Effect of initial amount of water 

The amount of water present on the surface of some enzymes such as lipases contributes 

to the maintenance of its structural integrity, limits the solubility of hydrophobic 

substrates in the vicinity of enzyme and affects the reaction equilibrium (Klibanov, 

2001) 

Most lipases require only a small amount of water needed to maintain its active 

conformation and to promote esterification reactions in organic systems with high 

efficiency (Dordick et al, 1989). 

Indeed, a large amount of water may inhibit the esterification reactions shifting the 

equilibrium toward hydrolysis or may induce enzyme inactivation.  

In these experiments water was added in reaction mixture on the interval of 0.5-2% (wt) 

with respect to total mass of reagents. The results are displayed at Figure 7. 

 

FIGURE 7. 

 

As can been seen in Fig 7  for both esters, conversion rates decreased with the increased 

amount of water added to the reaction medium. Highest yields were observed in the 

absence of water (89% for methyl butyrate and 85% for ethyl butyrate). 

Thus, it can be concluded that the amount of water initially adsorbed on the support 

chitosan can be considered sufficient for the enzyme showing its maximum activity for 

the synthesis of these two esters in particular. 

Additional amounts of water may have markedly increased the degree of hydration of 

support resulting in an increase in the thickness of the film around the enzyme. This 

phenomenon may have resulted in problems of diffusion of substrates to the active site 

of the enzyme disadvantaging esterification reactions [Mahapatra et al 2009 ]. 



 

 

Similar results were reported by Gamgui et. al. (2004) [  ] on the enzymatic synthesis of 

butyl oleate. 

 

Effect of time on the esterification reactions 

 

Generally, a biocatalytic process to be used on a large scale should combine high 

conversion rates in relatively short times of reaction, using the least amount of enzyme 

possible (Martins et al. May 2011). 

Thus, the reaction time in this context can be considered an important indicator of 

economic performance and effectiveness of the process. 

In this sense, the time courses of both reactions were accompanied. The reactions were 

assayed at various reaction time intervals and the esterification percentage were 

determined as described earlier.  

 The profiles of production for the studied esters at various time intervals  are presented 

in Fig 8. 

 

FIGURE 8. 

 

Fig 8 shows that the conversions for the studied esters were increased with increasing 

reaction time but after 6 hours of reaction  the conversion percentage for both esters 

started to decrease probably due to large amount of water produced during reactions      

[Radzi,2011 ]. 

According to the results obtained in these assays the optimal conditions for the synthesis 

of methyl butyrate and ethyl butyrate are summarized in Table 1 

 



 

 

Table 1. 

 

 

 

Identification of reaction products   

After completion of the  reactions, the synthetized esters were analyzed using Fourier 

transform infrared (FTIR) spectroscopy.  

In the conditions previously  described  Figure 9 shows the spectra obtained for the  

synthesized esters. 

 

FIGURE 9. 

 

According to Figure 9A and 9B, a strong peak indicating the presence of ester carbonyl 

group (C=O) about 1740 cm-1 for both esters was evidenced. These results are in 

agreement with some results reported at literature [ Radzi et al, 2005 ] 

 

Comparative study 

Within the optimized conditions to obtain the esters studied , a comparative study of 

esterification yields  between the  biocatalyst produced in this work, the commercial 

enzyme Lipozyme ®, the soluble enzyme  and  the biocatalyst produced in the absence 

of the surfactant sodium dodecyl sulfate (SDS)  was performed. 

The results for both synthesis are shown in Figure 10 

 

FIGURE 10. 

 



 

 

For ethyl butyrate (Fig 10 A) , the conversion yield  for  the derivative III (92 ± 1%) 

was comparable to the commercial enzyme Lipozyme ® (86 ± 1%) and soluble enzyme      

(89 ± 1%). 

Making a comparison between yields obtained with the biocatalysts produced in the 

presence and absence of SDS (II and III, respectively) the results clearly show the 

increase in enzymatic activity promoted by the addition of this tensoactive used during   

the immobilization procedure. The esterification yield for biocatalyst III was 2.3 greater 

than biocatalyst II (37 ± 2%). 

For methyl butyrate according to  Fig 10B the conversion rate of the derivative III                  

(89 ± 1%) was 4.5 times the rate of conversion of the ester derivative obtained when 

using the immobilization was effected in the absence of surfactant SDS (derivative II) 

that showed a percentage conversion of 20%. 

In the preparation of this ester  the biocatalyst obtained in the presence of SDS also has 

provided reaction rates slightly higher than those obtained when commercial enzyme 

Lipozyme ® (86 ± 1%)  and soluble enzyme (87 ± 2%)  were used under the same 

reaction conditions. 

The presented results show that the biocatalyst produced in this work under optimized 

conditions showed high catalytic efficiency in the synthesis of esters studied 

comparable to commercial enzyme Lipozyme ® widely used in the  ester synthesis. 

 

 

 

 

 

 



 

 

Operational stability of immobilized lipase 

The reusability of immobilized lipase is one of the major advantages to makes an 

enzymatic process cost effective. 

In this set of experiments the protein load was 27 mgprotein.g
-1

support . 

A comparison between our preparations and the commercial enzyme Lipozyme ® was 

made. 

According to procedure described in material and methods section Figure 11 shows the  

results for both esters. 

 

FIGURE 11. 

 

As can been seen the biocatalyst used for the synthesis of methyl  butyrate (Fig 11 A)  

retained its high activity only until the fourth cycle. Until this cycle the developed 

biocatalyst showed esterification conversions higher than the commercial enzyme 

Lipozyme ® used in the same conditions. From the fourth reaction cycle the  

esterification yields experienced a decrease  almost linear  in their values and after eight 

consecutive cycles the conversion percentage was only 13%. The decreases on the 

esterification yields observed may have been a consequence from  loss of mass of the 

biocatalyst due to the successive steps of handling of the derivative after each reaction 

cycle (Foresti & Ferreira, 2007). 

For ethyl butyrate synthesis the biocatalyst was used for seven consecutive cycles 

without loss of its catalytic activity (Fig 10B). The conversion yields during these 

cycles were higher than the conversions obtained by the commercial enzyme   

Lipozyme ®. After ten cycles the esterification yield remained at 50%. 



 

 

As in the first case, possible loss of mass of the biocatalyst during the successive cycles 

of reaction may have contributed to the reduction of yields esterification reaction after 

seven cycles. 

Besides, the reductions on the esterification  percentages for the two esters studied can 

also be attributed to enzyme denaturation caused by one or both  substrates used in the 

reactions after many cycles. 

 

CONCLUSIONS 

 

In this work, Rhizomucor miehei lipases were immobilized onto chitosan support  in the 

presence of surfactant SDS 0,23% (w.v-1) in order to obtain low cost  biocatalysts for 

use in  the synthesis of two flavor esters methyl butyrate and  ethyl butyrate with high 

catalytic efficiency and  operational stability. 

In the optimized conditions throughout this study, the biocatalysts produced  showed 

high catalytic efficiency in obtaining the mentioned esters providing esterification 

yields comparable and even superior to commercial enzyme Lipozyme ® used under the 

same reaction conditions. 

For ethyl butyrate the biocatalyst was used for seven consecutive cycles of reaction with 

retention of its catalytic activity and for  methyl butyrate synthesis  the  biocatalyst  was 

used for four consecutive cycles without loss of its catalytic activity. The results shows 

that an increase in the load of immobilized protein can minimize the effect of loss of 

mass of the biocatalyst and inactivation of the enzyme observed in this study during the 

repeated reaction cycles. 

It was proved that the addition of surfactant SDS at low levels for this particular case 

during the immobilization procedure produced biocatalyst with high catalytic activity. 



 

 

Moreover, the chitosan support, a low cost natural biopolymer may be employed  in 

obtaining biocatalysts with high catalytic efficiency and can successfully replace the 

currently commercial available  biocatalysts. 
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Figure captions 

Figure 1. Effect of temperature on the synthesis of methyl butyrate (●) and ethyl 

butyrate (). Conditions: Solvent: n-heptane;  vreaction = 20 mL;                             

protein load (mgprotein.g
-1

support ) = 1.61; biocatalyst amount (mg): 100 (methyl butyrate) 

and 200 (ethyl butyrate); molar ratio [alcohol] / [acid] = 1:1;  substrates concentration: 

0.2 mol L-1 ; agitation speed = 150 rpm, reaction time (t): 8h. 

 

Figure 2. Effect of substrates concentration on esterification yields of methyl 

butyrate()   and ethyl butyrate ( ■ ).Conditions: Solvent: n-heptane; vreaction = 20 mL;                             

protein load (mgprotein.g
-1

support ) = 1.61; biocatalyst amount (mg): 100 (methyl butyrate) 

and 200 (ethyl butyrate); molar ratio [alcohol] / [acid] = 1:1; agitation speed = 150 rpm, 

reaction time (t): 8h; temperatute (T): 25°C. 

 

Figure 3. Effect of alcohol to acid molar ratio on esterification yields of methyl butyrate 

(B) and ethyl butyrate synthesis (A): alcohol concentration fixed at 0.1 mol L-1 (●) and 

acid concentration fixed at 0.2 mol L-1 () 

Figure 4. Effect of protein load on esterification yields of methyl butyrate ()  and ethyl 

butyrate synthesis (●).Conditions: Solvent: n-heptane; vreaction = 20 mL;                             

molar ratio [alcohol] / [acid] : methyl butyrate 1,5:1 and ethyl butyrate 1:1; biocatalyst 

amount (mg): 100 (methyl butyrate) and 200 (ethyl butyrate); agitation speed = 150 

rpm;  reaction time (t): 8h; temperature (T): 25°C. 

 

 



 

 

Figure 5. Effect of biocatalyst load on esterification yields of methyl butyrate ()  and 

ethyl butyrate synthesis (▲).Conditions: Solvent: n-heptane; vreaction = 20 mL;                             

protein load (mgprotein.g
-1

support ) = 1.61; molar ratio [alcohol] / [acid] : methyl butyrate 

1,5:1 and ethyl butyrate 1:1; agitation speed = 150 rpm, reaction time (t): 8h; 

temperature (T): 25°C. 

 

Figure 6. Effect of agitation  speed on esterification yields of methyl butyrate ()  and 

ethyl butyrate (●). Conditions: Solvent: n-heptane; vreaction = 20 mL;                             

protein load (mgprotein.g
-1

support ) = 1.61; biocatalyst amount (mg): 100 (methyl butyrate) 

and 200 (ethyl butyrate); molar ratio [alcohol] / [acid] : methyl butyrate 1,5:1 and ethyl 

butyrate 1:1;  reaction time (t): 8h; temperature (T): 25°C. 

 

Figure 7. Effect of initial amount of water on the synthesis of methyl butyrate () and 

ethyl butyrate (■). Conditions: Solvent: n-heptane; vreaction = 20 mL;                             

protein load (mgprotein.g
-1

support ) = 1.61; biocatalyst amount (mg): 100 (methyl butyrate) 

and 200 (ethyl butyrate); molar ratio [alcohol] / [acid] : methyl butyrate 1,5:1 and ethyl 

butyrate 1:1;  reaction time (t): 8h; temperature (T): 25°C. 

 

Figure 8. Effect of time on the esterification reactions for ethyl butyrate () and methyl 

butyrate (●). Conditions: Solvent: n-heptane; vreaction = 20 mL;                             

protein load (mgprotein.g
-1

support ) = 1.61; biocatalyst amount (mg): 100 (methyl butyrate) 

and 200 (ethyl butyrate); molar ratio [alcohol] / [acid] : methyl butyrate 1,5:1 and ethyl 

butyrate 1:1; temperature (T): 25°C. 

 



 

 

Figure 9. FTIR spectra for methyl butyrate (A) and ethyl butyrate (B) after 6h reaction. 

 

Figure 10. Comparative study of esterification yields in the synthesis of esters ethyl 

butyrate (A) and  methyl butyrate (B) with biocatalysts: (I) free enzyme; (II) biocatalyst 

produced in the absence of surfactant; (III) biocatalyst produced in the presence of 

surfactant and (IV) commercial enzyme Lipozyme ®. 

 

Figure 11. Operation stability study for the synthesis of methyl butyrate (A) and ethyl 

butyrate (B). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

Table captions 

 

Table 1. Optimized conditions for the synthesis of methyl butyrate and ethyl 

butyrate 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

Table 1: 

 

Esters 

Reaction parameters Ethyl butyrate Methyl butyrate 

Temperature, T (°C) 25 25 

 molar ratio [alcohol]/[acid] 1:1 1.5:1 

Protein load (mgprotein.g
-1

support  ) 1.61 1.61 

Biocatalyst amount (mg) 200 100 

Agitation speed (rpm) 150 150 

Water amount (% w.w
-1

) 0.0 0.0 

Reaction time , t (h) 6 6 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

Figures 
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Figure 2. 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure  3. 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure  4. 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure  5. 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure  6. 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

Figure  7. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

Figure  8. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

Figure  9. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

Figure  10.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure  11. 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 
 
 
 


