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RESUMO 

 

A proposta desse trabalho foi imobilizar a Lecitase Ultra ® (LU) no suporte Immobead-350 

(IB- 350) através de diferentes protocolos de imobilização, utilizando o suporte sem 

modificação e o suporte modificado (ativado com grupos funcionais por diversas estratégias) 

e, também, através da imobilização por cross-linking. Os diferentes protocolos foram 

executados com o intuito de modular as propriedades da enzima e avaliar o efeito que o tempo 

de incubação, a utilização de diferentes pHs na ionização dos grupos funcionais da enzima e 

do suporte, assim como a etapa de bloqueio, podem exercer na conformação final da enzima e 

nas propriedades dos biocatalisadores. Além disso, avaliou-se a versatilidade dos 

biocatalisadores imobilizados em suportes ativados com grupos epóxi, aldeído, divinilsulfona 

e glutaraldeído. Os resultados obtidos mostraram que todos os biocatalisadores produzidos 

foram ativos frente à hidrólise do p-nitrofenolbutirato (p-NPB), porém Leci-GLU apresentou 

a maior atividade do derivado (17,39 U/g) e foi a preparação mais estável na temperatura de 

50 °C (1,9 h) e na presença de acetonitrila-30 % (42,6 h). Os derivados também foram 

testados quanto à estabilidade operacional e de estocagem. Nesse primeiro ensaio, os 

biocatalisadores mantiveram 100 % da sua atividade inicial durante 10 ciclos reacionais 

consecutivos, enquanto na estabilidade de estocagem, todos os derivados permaneceram com 

80 % da atividade inicial em 30 dias de armazenamento a 4°C, exceto Leci-DVS que reduziu 

cerca de 50 % da sua atividade inicial. Para testar a versatilidade dos biocatalisadores, eles 

foram aplicados em reações de hidrólise (substrato mandelato de metila) e transesterificação 

(acetilação do álcool benzílico). O produto obtido dessa última reação é conhecido como 

aroma de jasmim e possui alto valor comercial, podendo ser utilizado na indústria de 

detergentes e perfumaria. Para esses ensaios, a hidrólise do mandelato de metila foi testada 

em diferentes pHs (5, 7 e 9) e a maior atividade foi obtida com o derivado Leci-crossA a pH 7 

(28,4 U/mg), enquanto na acetilação do álcool benzílico o biocatalisador com maior atividade 

foi Leci-GLU (2,1 mg). 

 

Palavras-chave: Biocatalisadores, Lecitase Ultra, suportes modificados e estabilidade. 

 

 

 

 



 

 

ABSTRACT 

 

The aim of this work was to immobilize Lecitase Ultra ® (LU) onto Immobead-350 (IB-350) 

support through different immobilization protocols, using unmodified support and modified 

support (activated with functional groups by several strategies) and also through 

immobilization by cross-linking. The different immobilization strategies in this work were 

carried out in order to modulate enzyme properties and to evaluate the effects of three 

parameters in the final enzyme conformation and biocatalyst properties: incubation time; 

different pH values in the ionization of functional groups of the enzyme and of the support; 

and blocking stage. In addition, biocatalysts formed by immobilization of LU onto supports 

activated with aldehyde, divinylsulfone or glutaraldehyde groups were evaluated for their 

catalytic versatility versus two different substrates. The results showed that all biocatalysts 

were active versus the hydrolysis of p-nitrophenyl butyrate (p-NPB), but Leci-GLU showed 

the highest derivative activity (17.39 U / g) and was the most stable preparation both at 50 °C 

(1.9 h) and in the presence of 30% acetonitrile (42.6 h). The derivatives were also tested for 

operational and storage stability. In this first assay, the biocatalysts maintained 100 % of their 

initial activity during 10 consecutive reaction cycles, while in storage stability all the 

derivatives remained with 80 % of the initial activity in 30 days of storage at 4 °C, only Leci-

DVS reduced about 50 % of its initial activity. In order to test catalytic versatility, 

biocatalysts were applied in hydrolysis (methyl mandelate substrate) and transesterification 

(acetylation of benzyl alcohol) reactions. The product obtained from this last reaction is 

known as jasmine aroma and has high commercial value, in addition, it can be used in 

detergent and perfume industry. In relation to methyl mandelate hydrolysis, the biocatalysts 

were tested at different reaction conditions (pHs 5, 7 and 9) and the highest activity was 

obtained with the Leci-crossA derivative at pH 7 (28.4 U / mg). In benzyl alcohol acetylation 

the biocatalyst with the highest activity was Leci-GLU (2.1 mg). 

 

Keywords: Biocatalysts, Lecitase Ultra, modified supports and stability. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

A utilização de enzimas tem se tornado cada vez mais requerida em diferentes 

áreas industriais, alcançando altos níveis de implementação na produção de aromas, 

detergentes, modificação de alimentos, além de catalisar reações para obtenção de produtos na 

área de química fina e energias (biocombustíveis) (RODRIGUES et al., 2009, 2013a; 

SHELDON; VAN PELT, 2013). O potencial de aplicação das enzimas no meio industrial está 

principalmente relacionado a capacidade de participar de reações complexas sob condições 

experimentais amenas. Além disso, elas exibem alta régio, quimio e enatio-seletividade, como 

também elevada especificidade para uma vasta gama de substratos (RIOS et al., 2016; 

RUEDA et al., 2016). 

Contudo, a utilização de enzimas imobilizadas em suportes sólidos tem se tornado 

um requisito para sua aplicação industrial, uma vez que essa estratégia soluciona os 

problemas gerados com a solubilidade dos biocatalisadores em meio aquoso (SANTOS et al., 

2015a). Dentre as vantagens associadas à imobilização de enzimas, é possível destacar a 

reutilização do biocatalisador e a sua fácil a sua separação do meio reacional, minimizando os 

custos de produção e superando as desvantagens econômicas associadas à sua utilização, 

simplificando também o desenho e monitoramento dos biorreatores (DOS SANTOS et al., 

2014a; SHELDON; VAN PELT, 2013). 

Outro aspecto interessante a ser considerado é a eficiência do protocolo de 

imobilização, quando este é desenvolvido de forma adequada, permite melhorar propriedades 

como estabilidade, seletividade e especificidade do biocatalisador (BEZERRA et al., 2015; 

DOS SANTOS et al., 2015a; MATEO et al., 2007a). Assim, muitos pesquisadores têm 

concentrado seus esforços no sentido de testar diferentes métodos de imobilização para 

melhorar as propriedades de novos biocatalisadores, principalmente a estabilidade 

(RODRIGUES et al., 2013a; SANTOS et al., 2015c). 

A estabilização de enzimas pode ser alcançada por diferentes métodos, 

basicamente, os principais são: adsorção física, ligação covalente, confinamento (dentro de 

um suporte inerte) e cross-linking (BEZERRA et al., 2015). Além disso, a natureza do suporte 

e o tipo de ligação química entre enzima e suporte são fatores essenciais para fornecer um 

biocatalisador com propriedades físico-químicas e bioquímicas específicas (GARCIA-

GALAN et al., 2011; MATTE et al., 2017; RODRIGUES et al., 2013a). 
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Dentro os vários suportes disponíveis para imobilização de enzimas, os 

macroporosos apresentam uma série de vantagens, desde que poros com largas dimensões 

facilitam a difusão do substrato e permitem a entrada de uma grande quantidade de enzimas, 

sem que ocorra obstrução do mesmo (HANEFELD; GARDOSSI; MAGNER, 2009; 

SANTOS et al., 2015b). Em adição, a literatura relata que, independente do protocolo de 

imobilização, enzimas localizadas dentro dos poros do suporte não interagem com interfaces 

externas e, assim, evitam algumas causas de inativação, como: agregação e proteólise (devido 

à autólise, caso a enzima seja uma protease ou existam proteases contaminantes no extrato) 

(BARBOSA et al., 2013; BEZERRA et al., 2015). 

Nesse trabalho, será abordado o desenvolvimento de estratégias para imobilização 

da fosfolipase A1 (Lecitase Ultra®), estudando diferentes protocolos de imobilização e 

estratégias de modificação do suporte para obtenção de biocatalisadores estáveis e com 

elevada atividade. Os resultados apresentados estão dispostos em duas partes: 1 e 2. Esses 

resultados  (Parte 1 e Parte 2) abordam a preparação de biocatalisadores em suportes sem e 

com adição de modificação química, respectivamente, estudando aspectos como estabilidade 

e os fatores que estão relacionados ao processo de imobilização da enzima. 

 

1.1 Objetivos gerais 

 

O objetivo geral deste trabalho foi estudar diferentes estratégias de imobilização 

da Lecitase Ultra no suporte macroporoso IB-350, visando a otimização dos biocatalisadores 

preparados quanto à estabilidade e a capacidade de participar de duas diferentes reações, 

hidrólise do mandelato de metila e acetilação do álcool benzílico 

 

1.2 Objetivos específicos 

 

• Caracterização do suporte IB-350 originalmente ativado com grupos epóxi. 

Características morfológicas e textuais antes e após imobilização com a LU. 

• Caracterização do suporte IB-350 modificado por diferentes protocolos de ativação e 

dos biocatalisadores produzidos através da imobilização nesses suportes. 

• Estudar o processo de imobilização da enzima em IB-350: curso de imobilização, 

presença de detergentes, carregamento enzimático do suporte, estabilidade térmica e 

em solvente. 
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• Estudar o processo de imobilização da enzima por diferentes estratégias no suporte 

modificado: curso de imobilização, estabilidade de estocagem, estabilidade 

operacional, estabilidade térmica e em solvente. 

• Estudo da versatilidade dos biocatalisadores através da catálise de dois diferentes 

substratos: mandelato de metila e álcool benzílico. 
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REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

 

1.3 Biocatálise 

 

A biocatálise pode ser definida como o uso de enzimas para catalisar reações 

bioquímicas. Enzimas são macromoléculas complexas produzidas por organismos vivos, que 

agem como catalisadores em reações bioquímicas específicas, necessárias para desenvolver e 

manter a vida (GURUNG et al., 2013; JEMLI et al., 2014; TANOKURA et al., 2015). 

Portanto, elas ajudam a acelerar as reações biológicas/bioquímicas, tanto dentro como fora da 

célula, assim como os catalisadores químicos em uma reação química (GURUNG et al., 

2013). 

Em comparação com os catalisadores químicos tradicionais, a utilização de 

enzimas oferece uma série de vantagens, uma vez que elas direcionam especificamente o 

curso da reação para um produto pré-determinado, reduzindo assim o risco de reações 

secundárias; trabalham em condições amenas de pH e temperatura e evitam a produção de 

produtos finais tóxicos; além disso elas são biocompatíveis, biodegradáveis e derivadas de 

fontes renováveis (BORRELLI; TRONO, 2015; JEMLI et al., 2014; SHELDON; VAN 

PELT, 2013). 

Com a necessidade de buscar soluções sustentáveis para a indústria, a demanda 

por enzimas está sendo cada vez mais requerida, permanecendo em um crescente aumento 

(ADRIO; DEMAIN, 2014). Em geral, o uso de enzimas em escala industrial garante 

economia de energia e evita a poluição, o que mantém o compromisso da implementação de 

estratégias renováveis e economicamente sustentáveis em processos industriais (BORRELLI; 

TRONO, 2015). No entanto, embora o uso de biocatalisadores como substituintes dos 

processos químicos seja vantajoso do ponto de vista ambiental, suas aplicações requerem 

certo grau de rentabilidade para justificar a sua competitividade de custos com catalisadores 

químicos convencionais, numa perspectiva econômica (JEMLI et al., 2014; LISZKA et al., 

2012).  

Com relação à obtenção de enzimas, os microrganismos serviram e continuam a 

servir como uma das maiores e mais úteis fontes dessas macromoléculas, além de serem uma 

fonte sempre disponível, pois seu crescimento não é afetado pelas flutuações sazonais 

(DEMAIN; ADRIO, 2008). Em meio industrial, a maior parte das enzimas usadas são de 

origem microbiana (mais que 50%), quando comparado ao número de enzimas derivadas de 
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plantas e animais. Além disso, as enzimas possuem a vantagem de crescer rapidamente em 

meios baratos e obter altos rendimentos (BORRELLI; TRONO, 2015). 

Para tornar os biocatalisadores cada vez mais viáveis do ponto de vista 

econômico, os avanços da biotecnologia moderna e da engenharia de proteínas têm 

contribuído para melhorar o processo de produção de enzimas através da capacidade de 

introduzir ou modificar genes que são importantes para a produção de novos biocatalisadores 

(GURUNG et al., 2013). Várias estratégias de engenharia de proteínas têm sido desenvolvidas 

para fornecer enzimas com novas propriedades, adaptadas a aplicações industriais específicas, 

possibilitando também a redução do seu custo de produção. Além disso, a fermentação em 

larga escala e a tecnologia do DNA recombinante também estão sendo amplamente utilizadas 

para tornar a super expressão de enzimas economicamente viável. Esses avanços fornecem 

diferentes tipos de enzimas, com atividade e especificidade otimizadas, e adaptabilidade a 

novas condições, o que leva a sua crescente utilização em fins industriais (ADRIO; DEMAIN, 

2014; GURUNG et al., 2013; JEMLI et al., 2014). 

A maioria das enzimas atualmente utilizadas em processos industriais são 

hidrolases (PRAKASH et al., 2013). Entre estas, as lipases e as fosfolipases são as enzimas 

utilizadas para modificações de lipídios, ambas catalisam a hidrólise de ligações éster na 

presença de interfaces orgânica-aquosa e, sob condições não aquosas, podem catalisar várias 

reações inversas. Elas possuem um grande potencial biotecnológico e são considerados 

catalisadores versáteis devido às suas propriedades únicas. Além disso, esses biocatalisadores 

possuem ampla especificidade ao substrato, elevada enantiosseletividade, bem como 

estabilidade em solventes orgânicos e em condições rigorosas de temperatura e pH 

(BORRELLI; TRONO, 2015). 

 

1.4 Lipases 

 

Lipases são enzimas pertencentes à classe das hidrolases (triacilglicerol hidrolases 

EC.3.1.1.3), cuja função  natural é a clivagem de ligações ésteres em triglicerídeos (JAEGER; 

DIJKSTRA; REETZ, 1999). Quando na presença de excesso de água, as lipases atuam na 

interface orgânico-aquosa para catalisar a hidrólise de ligações éster carboxilato, liberando 

ácidos graxos livres (FFA) e álcoois orgânicos. Como o equilíbrio entre as reações direta e 

inversa é controlado pela atividade de água (aw) da mistura reacional, quando a presença de 

água é limitante, a reação reversa pode ocorrer e diferentes reações de transesterificação 
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podem ser alcançadas (DE ABREU et al., 2014; GUPTA; GUPTA; RATHI, 2004; LIMA et 

al., 2015; RAJENDRAN; PALANISAMY; THANGAVELU, 2009). A Figura 1 ilustra os 

tipos de reações que as lipases participam. 

  

Figura 1 - Reações catalisadas por lipases 

 

Fonte: BORRELLI e TRONO (2015). 

 

Com relação a obtenção das lipases, elas são consideradas ubíquas na natureza, 

sendo encontradas em todos os seres vivos, podendo ser obtidas de plantas, animais e 

microrganismos (MENDES; OLIVEIRA; DE CASTRO, 2012). Lipases de fontes 

microbianas, principalmente de bactérias e fungos, representam a classe mais utilizada de 

enzimas em aplicações biotecnológicas (GUPTA; GUPTA; RATHI, 2004). Isso ocorre 

porque a produção de enzimas por microrganismos confere algumas vantagens, como o fácil 

controle das condições de cultivo, podendo ser produzidas em escala industrial com baixo 

custo (BORRELLI; TRONO, 2015; JAEGER; DIJKSTRA; REETZ, 1999). 

Dentre as várias classes de enzimas, as lipases estão entre as mais utilizadas na 

biocatálise, uma vez que elas catalisam uma ampla gama de reações, com alta seletividade e 

especificidade, podendo também ser utilizadas em diferentes meios reacionais 

(ADLERCREUTZ, 2013; JAEGER; EGGERT, 2002; ZHANG et al., 2014). Estas 

propriedades tornaram as lipases relevantes industrialmente, possibilitado o estabelecimento 

de novas aplicações biotecnológicas, como a sua utilização em tecnologia de alimentos, na 
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produção de biodiesel ou em química fina. Para grande parte destas aplicações, as lipases são 

utilizadas na forma imobilizada (HERNANDEZ; GARCIA-GALAN; FERNANDEZ-

LAFUENTE, 2011). 

Além das características acima mencionadas, as lipases apresentam uma 

propriedade peculiar, que é o seu mecanismo de ativação interfacial (Figura 2). Quando em 

meio aquoso, o centro ativo dessas enzimas é isolado do meio reacional através de uma cadeia 

polipeptídica, denominada tampa (DE ABREU et al., 2014). Assim, elas podem assumir duas 

diferentes formas estruturais: a forma fechada, onde a cadeia polipeptídica isola o centro ativo 

do meio, e a forma aberta, que ocorre quando a interação com uma interface hidrofóbica 

provoca a abertura da tampa, tornando o seu sítio ativo acessível, viabilizando também a 

catálise (ADLERCREUTZ, 2013; FERNANDEZ-LORENTE et al., 2008a; MANOEL et al., 

2015). O sítio ativo da lipase é formado por uma tríade catalítica Ser-His-Asp / Glu. O 

domínio que cobre o local do sítio ativo (tampa) pode ser constituído de uma única hélice, 

duas hélices ou uma região em loop (JAEGER; DIJKSTRA; REETZ, 1999). 

  

Figura 2 - Ativação interfacial das lipases em suporte hidrofóbico. 

 

Fonte: MATEO et al. (2007). 

 

1.5 Fosfolipases 

 

As fosfolipases (A1, A2, C e D) são um importante grupo de enzimas, cuja função 

natural é hidrolisar fosfolipídios (FLs), liberando uma variedade de produtos, tais como: liso-

fosfolípidos, ácidos graxos livres (AGFs), di-acilgliceróis (DAGs), fosfato de colina e 

fosfatidatos, dependendo do local de hidrólise. Elas são amplamente encontradas na natureza 

e desempenham papéis cruciais em muitos processos bioquímicos, como a digestão e a 

inflamação (DE MARIA et al., 2007). A sua utilização em processos industriais tem crescido 
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juntamente com a capacidade de clonar e expressar seus genes em hospedeiros microbianos, 

em quantidades comercialmente atrativas (CLAUSEN, 2001; DE MARIA et al., 2007). 

 

Figura 3 - Modo de ação das fosfolipases. Uma descrição generalizada de um fosfolipídio, 

onde X pode ser H, colina, etanolamina, inositol, etc. Os vários locais de ataque para a 

clivagem hidrolítica dos vários tipos de fosfolipase FLA1, FLA2, FLC e FLD são mostrados 

com setas. 

 

Fonte: DE MARIA et al. (2007).  

 

Assim como as lipases, as fosfolipases são ativadas pela presença de uma 

interface aquosa-orgânica. As fosfolipases são classificadas com base no seu sítio de clivagem 

do substrato, como mostrado na Figura 3 (BORRELLI; TRONO, 2015). 

As fosfolipases A1 (FLA1) e A2 (FLA2) catalisam a hidrólise de ligações éster nas 

posições sn-1 e sn-2 dos fosfolipídios, respectivamente, produzindo assim um FFA e 2-acil 

lisofosfolipídio ou 1-acil lisofosfolipídio, respectivamente. As fosfolipases C (FLCs) e 

fosfolipases D (FLDs) são fosfodiesterases. A FLC cliva a ligação glicerofosfato, liberando 

um DAG e um grupo principal fosforilado, enquanto o FLD cliva a ligação fosfodiéster 

terminal, liberando o ácido fosfatídico (AF), juntamente com o grupo principal (BORRELLI; 

TRONO, 2015). 

O foco desse trabalho será voltado para a fosfolipase A1 (EC 3.1.1.32), uma 

enzima intracelular frequentemente ligada à membrana, que não requer íons cálcio para 

expressar sua atividade (MUSTRANTA; FORSSELL; POUTANEN, 1995). Essas enzimas 
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catalisam a desacilação de fosfolipídios, hidrolisando seu grupo 1-acil em um lisofosfolipídio 

e em um ácido graxo livre (ALVES et al., 2015). Além disso, elas são de particular interesse 

para aplicações industriais, como para a produção de emulsificantes, glicerídeos, com uma 

interessante composição de ácidos graxos, e, principalmente, no processo de degomagem de 

óleos (DE MARIA et al., 2007; YANG et al., 2006). 

 

1.6 Lecitase 

 

Lecitase® Ultra é uma nova lipase microbiana desenvolvida e comercializada pela 

Novozymes, Denmark, que apresenta propriedades tanto de lipase como de fosfolipase A1, 

em único sítio ativo (MISHRA et al., 2009; YANG et al., 2006). Ela é uma hidrolase éster 

carboxílica obtida da fusão dos genes de Thermomyces lanuginosus (TLL) e Fusarium 

oxysporum, produzida por fermentação submersa em uma cepa geneticamente modificada de 

Aspergillus oryzae (DE MARIA et al., 2007).  

Essa nova enzima apresenta características aproximadamente similares à 

estabilidade da lipase de TLL e à atividade da enzima de F. oxysporum (DE MARIA et al., 

2007; FERNANDEZ-LORENTE et al., 2007a). Como a Lecitase é um produto relativamente 

novo no mercado, poucos artigos podem ser encontrados na literatura sobre seu uso, no 

entanto, sabe-se que elas possuem propriedades catalíticas que são usadas na síntese dirigida 

de fosfolipídios (CUNHA et al., 2008). 

Assim como as lipases, a Lecitase também apresenta o mecanismo de ativação 

interfacial (FERNANDEZ-LORENTE et al., 2008b), descrito no tópico 1.2. Essa fosfolipase 

foi inicialmente desenvolvida para participar de processos de degomagem, no entanto suas 

aplicações podem se estender desde a sua utilização como um biocatalisador enantiosseletivo 

em química fina, sendo muito útil para a preparação de intermediários enantiomericamente 

puros (FERNANDEZ-LORENTE et al., 2007a), à esterificação de resíduos alimentares em 

monoacilgliceróis, obtendo altos rendimentos de conversão (GONÇALVES et al., 2013). A 

Tabela 1 apresenta diferentes aplicações da Lecitase imobilizada em diversos suportes. 
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Tabela 1 - Diferentes métodos de imobilização e aplicações da Lecitase® Ultra em diversas 

reações de interesse industrial. 

Biocatalisador 
Método de 

imobilização 
Substrato Reação Ref. 

Lecitase-micelas 

reversas de 

AOT/isooctano 

Encapsulamento 
- Ácido oléico e 

etanol 
Esterificação 

(GONÇALVES et 

al., 2016) 

Lecitase - CNBr-

agarose/ 

Lecitase-octyl-

agarose 

Ligação covalente / 

ativação interfacial 

- Fenilacetato de 

metila 

- R e S mandelato 

de metila 

Hidrólise 
(GARCIA-GALAN 

et al., 2014) 

Lecitase -octyl 

agarose 
Adsorção física 

- R e S mandelato 

de metila 

- 2-O-butanoil-2-

ácido fenilacético 

Hidrólise 

enantiosseletiva 

(FERNANDEZ-

LORENTE et al., 

2007a) 

Lecitase-gelozima 

(matriz gelatinosa) 
Ligação covalente 

- α-aminoácidos 

- Ésters de 

glicidadato 

Resolução 

enantiomérica 

(hidrólise) 

MISHRA et al., 

2009 

Lecitase-octyl-

glyoxyl agarose 

Adsorção física 

Ligação covalente 

- R e S mandelato 

de metila 

- Hexanoato de 

etila 

Hidrólise RUEDA et al., 2015 

Lecitase-core–shell 

polymeric 
Ligação covalente 

-Triacetina 

- R e S mandelato 

de metila 

Hidrólise 
MANOEL et al., 

2016 

Lecitase-CNBR / 

Lecitase-PEI 

Ligação covalente / 

Adsorção iônica 

- Carboidratos 

peracetilados 

Hidrólise 

regiosseletiva 

FERNANDEZ-

LORENTE et al., 

2008b 

Lecitase livre - - Fosfatidilcolina Hidrólise (LIM et al., 2015) 

Lecitase- CNBR-

PEI / 

Lecitase- CNBR-

DS / 

Lecitase- octyl-PEI 

/ 

Lecitase- octyl-DS 

Ligação covalente / 

Adsorção física 

- R e S mandelato 

de metila 

- Hexanoato de 

etila 

- Fenilacetato de 

etila 

Hidrólise 
(DOS SANTOS et 

al., 2014b) 
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Uma vez que a LU é comercializada na forma solúvel, sua utilização no processo 

industrial é limitada devido ao seu elevado custo, instabilidade e dificuldade de recuperação 

no final do processo. Por isso estratégias de imobilização de LU estão sendo desenvolvidas 

para superar as desvantagens da enzima livre, a fim de garantir a recuperação e reutilização do 

biocatalisador e melhorar propriedades como atividade, estabilidade e seletividade (LIU et al., 

2012). As propriedades catalíticas dessa enzima podem ser modificadas por diferentes 

protocolos de imobilização (DOS SANTOS et al., 2014b), o que aumenta o número de 

possíveis aplicações (GONÇALVES et al., 2016). 

 

1.7 Imobilização de enzimas 

 

 A estratégia de imobilização em suportes sólidos tende a ser uma solução 

eficiente para os problemas associados com a utilização de enzimas solúveis (DEEPTHI et al., 

2014; LV et al., 2014), uma vez que elas possuem estabilidade moderada frente à condições 

rigorosas de pH e temperatura e podem ser inibidas pelo substrato ou, até mesmo, pelo 

produto (BETIGERI; NEAU, 2002; LERESCHE; MEYER; AG, 2006). 

O processo de imobilização de enzimas é frequentemente requerido para 

aplicações industriais, pois permite a recuperação e o reuso do biocatalisador, possibilitando 

seu uso em operações contínuas e de leito fixo; facilitando, assim, os processos em larga-

escala e a formulação econômica da indústria biotecnológica (BEZERRA et al., 2015; 

SHELDON; VAN PELT, 2013). Além disso, essa estratégia permite uma fácil separação do 

produto, minimizando ou eliminando a contaminação de proteínas no mesmo (SHELDON; 

VAN PELT, 2013). Por conseguinte, a imobilização de enzimas pode ser uma solução 

eficiente para outras limitações enzimáticas, tais como estabilidade, atividade, seletividade, 

especificidade ou pureza (GARCIA-GALAN et al., 2011; MATEO et al., 2007a). 

No entanto, é importante salientar que o termo “imobilização” não 

necessariamente implica na estabilização da enzima. Caso o protocolo de imobilização não 

seja bem implementado, de forma a permitir interações não controladas entre enzima e 

suporte, as enzimas imobilizadas podem ser ainda menos estáveis do que as enzimas livres 

(BARBOSA et al., 2013; GARCIA-GALAN et al., 2011; MATEO et al., 2007a; SINGH et 

al., 2013), já que isso ocasiona mudanças conformacionais na sua estrutura, levando a 

desnaturação da mesma (BUCHHOLZ; KASCHE; BORNSCHEUER, 2005). Assim, o 
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protocolo de imobilização é um fator chave para o sucesso dos processos industriais, por isso 

ele deve ser eficientemente avaliado a fim de melhorar a atividade, estabilidade e seletividade 

do biocatalisador (RODRIGUES et al., 2013b). 

Com relação aos métodos de imobilização, eles basicamente podem ser divididos 

em três categorias: ligação enzima-suporte; encapsulamento da enzima (em suportes inertes) e 

reticulação, também conhecida como cross-linking, na qual as enzimas são ligadas uma às 

outras por meio de agentes reticulantes (GUISAN, 2006; SHELDON; VAN PELT, 2013). As 

formas de interação que permitem a ligação entre enzima e suporte variam de adsorção física 

reversível, ligações iônicas e ligações covalentes estáveis (BRENA; GONZÁLEZ-POMBO; 

BATISTA-VIERA, 2013). A Figura 4 ilustra uma representação esquemática das estratégias 

de imobilização de enzimas, anteriormente mencionadas. 

 

Figura 4 - Principais estratégias para imobilização de enzimas. 

 

Fonte: BEZERRA et al. (2015). 

 

Neste trabalho, os métodos de imobilização adotados foram adsorção física, 

ligação covalente multipontual e cross-linking. A adsorção física é a estratégia mais 

empregada para imobilização de enzimas, por promover uma ligação enzima-suporte simples, 
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rápida e barata, com uma alta atividade catalítica (BEZERRA et al., 2015; GARCIA-GALAN 

et al., 2011). Nesse método, o biocatalisador é formado pela adesão da enzima à superfície do 

suporte insolúvel, através de interações fracas ou não covalentes, como van der Waals, forças 

hidrofóbicas e pontes de hidrogênio (GUISAN, 2006; STEPANKOVA et al., 2013). Além 

disso, a adsorção apresenta poucos efeitos deletérios para a atividade e seletividade da 

enzima, é de baixo custo e pode ser facilmente executada (CUNHA et al., 2008; DE MATOS, 

2014). No entanto, como as ligações envolvidas na adsorção física são de natureza fraca, é 

possível que a enzima se dessorva do suporte quando ocorrerem alterações nas condições do 

meio (como variações de pH, temperatura, concentração de substratos, polaridade do solvente, 

etc), podendo se suceder durante as operações industriais (GUISAN, 2006; SHELDON; VAN 

PELT, 2013). 

A imobilização por ligação covalente não é tão comum quanto à adsorção física, 

no entanto as ligações formadas entre enzima e suporte são mais estáveis e evitam o 

fenômeno de dessorção (CANTONE et al., 2013; SHELDON, 2007). Esse método baseia-se 

na ativação de suportes com a inserção de grupos funcionais que reagem com os grupos 

nucleofílicos da enzima, os quais são ligados um ao outro através de interações forte, 

denominadas ligações covalentes (CANTONE et al., 2013; DE CASTRO et al., 2004). 

Devido a essa forte interação, o biocatalisador torna-se altamente estável às alterações 

ambientais, tais como: agitação, pH, temperatura, presença de solventes, dentre outros 

(CANILHO et al., 2013). 

A ligação covalente multipontual de enzimas promove uma forte rigidificação da 

estrutura da enzima, pois todos os grupos envolvidos na imobilização devem manter as suas 

posições relativas inalteradas durante qualquer mudança conformacional induzida por agentes 

de distorção, sendo assim, essa estratégia é considerada uma ferramenta poderosa para 

produzir biocatalisadores mais estáveis frente à variações nas condições do meio (DOS 

SANTOS et al., 2015a; GUAUQUE TORRES; FORESTI; FERREIRA, 2013; MATEO et al., 

2007a; RODRIGUES et al., 2008). Para que a imobilização covalente multipontual seja bem 

sucedida, é necessário que haja uma interação entre vários resíduos da mesma molécula de 

enzima com grupos ativos do suporte (RODRIGUES et al., 2008). Vários tipos de grupos 

reativos para esse método de imobilização podem ser citados, tais como: suportes glioxil, 

suportes com di-vinil-sulfona (DVS), suportes ativados com glutaraldeído e suportes epóxi-

ativados (SANTOS et al., 2015c). 
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Além das técnicas anteriormente mencionadas, o cross-linking também tem sido 

uma estratégia de imobilização bastante utilizada para melhorar as propriedades enzimáticas 

(RODRIGUES; BERENGUER-MURCIA; FERNANDEZ-LAFUENTE, 2011), como dito 

anteriormente, esse método se refere a formação de ligações cruzadas entre as moléculas de 

enzima por meio de reagentes reticulantes, como o glutaraldeído (MATEO et al., 2007b). 

Nessa estratégia, a enzima pode ser previamente imobilizada em um suporte através de 

métodos reversíveis, como adsorção, por exemplo, seguida do passo cross-linking entre as 

próprias moléculas de enzima e também o suporte, formando ligações estáveis que previnem a 

dessorção da enzima no meio (LÓPEZ-GALLEGO et al., 2005; RODRIGUES; 

BERENGUER-MURCIA; FERNANDEZ-LAFUENTE, 2011). 

 

1.8 Suporte Immobead-350 

 

O Immobead ou suporte epóxi PMMA, como também é conhecido, é um 

copolímero reticulado de metacrilato, funcionalizado com ligantes epóxi, que reage 

principalmente com grupos amino de lisinas, presentes na superfície da enzima (BABICH et 

al., 2012). Esse suporte é composto por esferas inertes na natureza, com partículas que variam 

de 300-700 µm de tamanho e poros de 100 nm, sendo a designação 350 relativa à sua área 

superficial, de 100 a 300 m2/g. (DE MATOS, 2014; DHAKE et al., 2012; HANEFELD; 

GARDOSSI; MAGNER, 2009).  

Suportes epóxi são matrizes bastante utilizadas para realizar uma imobilização 

fácil de proteínas, tanto em escala de laboratório como industrial. Como eles são fornecidos 

diretamente na forma ativada, não há a necessidade de qualquer outro tratamento para 

imobilizar a enzima (MATEO et al., 2007c). Os grupos epóxi são bastante estáveis em pH 

neutro, podendo ser armazenados durante longos períodos de tempo. Além disso, quando seco 

e à baixa temperatura, ele pode ser armazenado durante meses, sem alterar a sua reatividade 

(BARBOSA et al., 2013; DE MATOS, 2014; GUISAN, 2006).  Em condições alcalinas, os 

grupos epóxi são menos estáveis, porém, a sua meia-vida pode ainda ser medida em semanas, 

permitindo a incubação da enzima e do suporte por longos períodos de tempo (BARBOSA et 

al., 2013; MATEO et al., 2007c). 

No presente trabalho, uma das estratégias utilizadas para imobilização da enzima 

no suporte foi o mecanismo de dois passos: no qual, primeiramente é produzida uma adsorção 

física rápida e suave da proteína no suporte e, em seguida, ocorre uma reação covalente entre 
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a proteína adsorvida e os grupos epóxi presentes na vizinhança (Figura 5) (DE MATOS, 

2014; MATEO et al., 2007c). Para que o primeiro mecanismo (adsorção física) possa ocorrer 

de forma efetiva, os suportes epóxi comerciais utilizados para imobilização de enzimas devem 

ser bastante hidrofóbicos, a fim de adsorver proteínas quando são incubados em alta força 

iônica (por interação hidrofóbica) (MATEO et al., 2007c). 

 

Figura 5 - Método de imobilização entre o suporte-epóxi-ativado e a enzima. 

 

Fonte: MATEO et al. (2007b). 

 

Os grupos epóxi podem reagir com diferentes grupos presentes na superfície das 

enzimas, tais como: amino, tiol, fenólico e imidazol. Outra característica desses suportes é que 

eles possuem curtos braços espaçadores, que mantém fixos os grupos reativos das enzimas, 

envolvidos na imobilização, em suas posições relativas (DE MATOS, 2014; MATEO et al., 

2007c).  

Por ser uma sílica macroporosa, o Immobead-350 (IB-350) apresenta algumas 

vantagens, uma vez que a imobilização de enzimas no interior de um sólido com estrutura 

porosa pode melhorar sua estabilidade operacional sem afetar a rigidez da estrutura da 

enzima, como também permitir que as moléculas de enzima estejam completamente dispersas 

e impossibilitadas de interagir com qualquer interface externa (MATEO et al., 2007b; 

SANTOS et al., 2015a). Dessa forma, essa estratégia de imobilização irá prevenir a 

agregação, autólise ou até mesmo proteólise por proteases do extrato, já que as enzimas 

estarão dispersas e imobilizadas no suporte (BEZERRA et al., 2015; MATEO et al., 2007a). 

Outra vantagem da utilização de suportes com grande diâmetro de poro é que eles 

facilitam a difusão dos substratos, principalmente no caso de macromoléculas maiores, como 

proteínas ou outros polímeros. Suportes com diâmetro de poro pequeno limitaria a entrada 

dessas moléculas no suporte. A Figura 6 mostra as diferenças da difusão de moléculas nesses 

tipos de suporte. 
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Figura 6 -  Diferenças na difusão do substrato em suportes com pequeno e grande tamanho de 

poro. 

 

Fonte: SANTOS (2015). 
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RESULTADOS 1 

Estudo da imobilização de Lecitase Ultra em suporte 

macroporoso IB-350. 
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RESUMO 

 

Diante da busca por processos verdes que substituam os catalisadores químicos tradicionais, 

as enzimas surgem como uma alternativa eficiente por dispor de uma série vantagens 

catalíticas. A estratégia de imobilização em suportes sólidos vem sendo muito utilizada para 

produzir biocatalisadores estáveis e com aplicações em diversas reações de interesse 

industrial. Nesse trabalho, a Lecitase Ultra foi imobilizada através de diferentes estratégias no 

suporte Immobead-350, com o intuito de testar a eficiência dos biocatalisadores formados 

quanto à atividade e estabilidade. Inicialmente, foram estudadas as melhores condições de 

imobilização da Lecitase (pH de imobilização, presença de detergente e carga máxima). Em 

seguida, os biocatalisadores foram testados quanto à sua estabilidade térmica e em solvente. O 

derivado Leci-Ads apresentou a maior atividade enzimática (AtD = 16,1 U/g) através da 

hidrólise do p-nitrofenolbutirato (p-NPB). A imobilização na presença de detergentes (Triton 

X-100 e SDS), em duas diferentes concentrações (0,1 % e 0,01%), foi testada para o derivado 

Leci-CVL e o melhor resultado foi na presença de Triton X-100 0,01 % (AtD = 16,7 U/g). A 

capacidade máxima de imobilização do Immobead-350 é superior a 300 mg de proteína/g de 

suporte. Esse elevado valor está relacionado ao grande tamanho de poro suporte (51,1 nm), 

que possui caráter macroporoso. Os derivados que apresentaram maior estabilidade foram 

Leci-ads e Leci-2p (24h de incubação – pH 10). Leci-ads obteve tempos de meia-vida de 

184,8 e 106,6 min na temperatura de 50 °C, pH 5,0 e 7,0, respectivamente, e Leci-CVL foi 

mais estável na condição de 50 °C - pH10 (t1/2 = 61,9 min) e na presença de acetonitrila 30 % 

(t1/2 = 108,0 min). Mediante os resultados obtidos, verifica-se que as estratégias de 

imobilização foram eficientes em formar biocatalisadores com propriedades interessantes para 

aplicação industrial, tendo em vista à elevada atividade e estabilidade dos biocatalisadores 

produzidos e às vantagens de imobilização em um suporte macroporoso. 

Palavras-chave: Imobilização, Lecitase, protocolos de imobilização e estabilidade. 
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2 INTRODUÇÃO 

 

O interesse pela aplicação de enzimas em processos industriais tem aumentado ao 

longo dos anos devido a crescente busca por processos verdes que possam substituir as 

sínteses químicas tradicionais (BRÍGIDA et al., 2007; RIOS et al., 2016; SHELDON; VAN 

PELT, 2013). Além disso, a utilização desses biocatalisadores oferece uma série de 

vantagens, uma vez que eles possuem elevada régio e enantio seletividade, elevada 

especificidade ao substrato e alta atividade sob condições suaves (REETZ, 2002). Porém, 

quando submetido à condições rigorosas de pH e temperatura, as enzimas apresentam uma 

certa instabilidade, sendo necessária a utilização de estratégias de imobilização para superar 

essas limitações (SHELDON; VAN PELT, 2013). 

Em termos de viabilidade, a imobilização enzimática é considerada uma solução 

simples para os problemas associados com a solubilização de proteínas, pois permite a 

recuperação do biocatalisador, seu uso contínuo e repetido em reações industriais e a redução 

com os custos de separação do produto (GARCIA-GALAN et al., 2011; MATTE et al., 

2014). Para garantir um eficiente processo de imobilização, o protocolo de imobilização deve 

ser estrategicamente desenvolvido, a fim de evitar a contaminação do produto pela liberação 

da enzima e a perda da atividade catalítica (FERNANDEZ-LAFUENTE, 2009; SHELDON, 

2007). Nesse caso, características como a natureza do suporte e o tipo de ligação química 

enzima-suporte devem ser estudadas com o objetivo de conseguir um biocatalisador ideal para 

aplicações de interesse, com propriedades físico-químicas, bioquímicas e mecânicas 

específicas (GARCIA-GALAN et al., 2011; RODRIGUES et al., 2013b; SANTOS et al., 

2015b).  

O suporte escolhido para as estratégias de imobilização desse trabalho foi o 

Immobead-350, que é composto por esferas inertes na natureza, sendo classificado como um 

copolímero reticulado de metacrilato com grupos epóxi funcionais, também conhecido por ser 

altamente hidrofóbico. O IB-350 reage principalmente com grupos amino de lisinas, presentes 

na superfície da enzima (BABICH et al., 2012; DE MATOS, 2014; DHAKE et al., 2012; 

HANEFELD; GARDOSSI; MAGNER, 2009; MATTE et al., 2017).  

Suportes epóxi são adequados para imobilização de proteínas e esses dispõem de 

algumas facilidades, como, por exemplo: eles são fornecidos diretamente na forma ativada e 

permanecem estáveis durante longos períodos de armazenamento, mesmo em meio aquoso 

neutro (BARBOSA et al., 2013; MATEO et al., 2007c). Além dessas características, eles 
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também apresentam excelentes propriedades que permitem a formação de imobilizações 

covalentes multipontuais, uma vez que possuem uma densa monocamada de grupos epóxi 

reativos e estáveis no suporte, os quais são capazes de reagir com diferentes grupos presentes 

na superfície da proteína (amino, tiol, fenólico e imidazol). Outro fator importante é que a 

reação entre enzima e suporte pode ser facilmente interrompida bloqueando os grupos epóxi 

com diferentes reagentes (mercaptoetanol, etanolamina, glicina, etc) (MATEO et al., 2000, 

2007b; MATTE et al., 2017). 

Como, além de ser funcionalizado com ligantes epóxi, o Immobead-350 também 

apresenta um caráter macroporoso, é importante destacar que a imobilização de enzimas no 

interior de um sólido com estrutura porosa permite que as moléculas estejam completamente 

dispersas e impossibilitadas de interagir com qualquer interface externa (SANTOS et al., 

2015b), estabilizando, assim, a proteína imobilizada e prevenindo a agregação, autólise ou até 

mesmo proteólise por proteases do extrato (que podem também estar dispersas e 

imobilizadas) (BEZERRA et al., 2015; MATEO et al., 2007a). 

Diante do exposto, o objetivo desse trabalho foi imobilizar a Lecitase Ultra no 

suporte Immmobead-350 através de diferentes protocolos de imobilização, visando testar as 

melhores condições de imobilização, bem como estudar os parâmetros e as propriedades 

desses novos biocatalisadores produzidos. A enzima Lecitase Ultra (LU) é uma preparação 

comercial interessante, obtida por técnicas de engenharia genética, através da fusão dos genes 

de Thermomyces lanuginosus e da fosfolipase de Fusarium oxysporum (ALVES et al., 2015; 

MISHRA et al., 2009). Uma característica peculiar da LU é que ela possui a estabilidade da 

lipase de T. lanuginosus e a atividade da fosfolipase de F. oxysporum (GARCIA-GALAN et 

al., 2014). 
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2.1 MATERIAIS E MÉTODOS 

 

2.1.1 Materiais 

 

Etilenodiamina e p-nitrofenill butirato foram adquiridos da Sigma Chemical Co. 

(St. Louis, MO). Lecitase (15,49 mg/mL) foi obtida da Novozymes (Espanha). O suporte 

Immobead-350 foi fornecido pela empresa Chiral Vision®. Todos os outros reagentes 

empregados foram obtidos de grau analítico. 

 

2.2 Métodos 

 

Todos os experimentos foram realizados em triplicata e os resultados são 

apresentados como a média destes valores e o desvio padrão (geralmente abaixo de 10 %). 

 

2.2.1 Pré-tratamento do Suporte IB-350 

 

O pré-tratamento do suporte foi realizado de acordo com a metodologia descrita 

por Dhake et al. (2012), com algumas modificações, no qual o suporte passou por um 

processo de hidratação, a fim de retirar o ar aprisionado no interior das esferas de IB-350. 

Nesse procedimento, 2 g de IB-350 foram tratados com 25 mL de etanol (95%) por 4h, a 25 

°C. Ao longo desse tempo, as esferas de IB-350 foram cuidadosamente decantadas. Em 

seguida, o suporte foi filtrado e lavado 4 a 5 vezes com água destilada (20 mL) e então 

equilibrado em tampão fosfato de sódio (25 mM - pH 7,0). 

 

2.2.2 Determinação da concentração de proteína 

 

A concentração de proteína foi quantificada pelo método de Bradford 

(BRADFORD, 1976), que baseia-se na ligação do corante Comassie Brilliant Blue G-250 à 

proteína. Albumina Bovina Cristalina (BSA) foi utilizada como padrão para construir a curva 

de calibração. 
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2.2.3 Determinação da atividade enzimática 

 

A atividade da enzima solúvel ou suspensão foi determinada através da hidrólise 

do substrato p-nitrofenol buritaro (p-NPB) 50 mM em acetonitrila, liberando o p-nitrofenol 

como produto. O p-nitrofenol foi quantificado por espectrometria utilizando um 

espectrofotômetro (Thermo Scientific®) com comprimento de onda de 348 nm (fator da curva 

de calibração do p-nitrofenol = 0,1912, sob estas condições). Uma unidade (U) de atividade 

enzimática foi definida como sendo a quantidade de enzima capaz de hidrolisar 1 μmol de p-

NPB por minuto a 25 °C, pH 7. Para determinar essa atividade, 50-70 μL de solução 

enzimática ou suspensão é adicionada a 2,5 mL de tampão 25 mM, seguido da adição de 50 

μL de p-NPB, com posterior leitura no espectrofotômetro. 

 

2.2.4 Caracterização do suporte 

 

As imagens do suporte foram obtidas por microscopia eletrônica de varredura 

(MEV), utilizando o equipamento INSPECT S50 EIF. As características texturais das 

amostras foram avaliadas por isotermas de adsorção-dessorção de N2 a 77 K, usando o 

equipamento Autosorb IQ3 (Quantachrome Instruments, EUA). As amostras foram 

previamente desgaseificadas sob vácuo e aquecimento (taxa de 1 °C min-1) até atingir a 

temperatura de 120 °C, em seguida foram mantidas nessa temperatura por um período de 10 

horas. Durante a análise, quantidades controladas de nitrogênio são alimentadas de forma 

gradual e a quantidade adsorvida pela amostra é calculada pelo aumento da pressão. 

 

2.2.4.1 Determinação da área superficial específica 

 

A área superficial específica de um sólido adsorvente é usualmente calculada 

através da equação de BET (BRUNAUER; EMMETT; TELLER, 1938) na sua forma linear 

(Equação 1 ou 2), que, num gráfico de (𝑝 𝑝0⁄ )/𝑛(1 − (𝑝 𝑝0⁄ ) versus 𝑝 𝑝0⁄ , permite o cálculo 

do número de mols (𝑛𝑚) ou volume adsorvido (𝑣𝑚) numa monocamada completa.  

 

(
𝑝

𝑝0
⁄ )

𝑛(1−(
𝑝

𝑝0
⁄ ))

=
1

𝑛𝑚𝐶
+ (

𝐶−1

𝑛𝑚𝐶
) (

𝑝
𝑝0

⁄ )                                                                                           (1) 

ou 
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(

𝑝
𝑝0

⁄ )

𝑣(1−(
𝑝

𝑝0
⁄ ))

=
1

𝑣𝑚𝐶
+ (

𝐶−1

𝑣𝑚𝐶
) (

𝑝
𝑝0

⁄ )                                                                                          (2) 

 

onde 𝑝 é a pressão do adsorbato, 𝑝0

 

é a pressão de saturação na temperatura do experimento, 

𝑛 é o número de mols adsorvido, 𝑣  é o volume adsorvido e 𝐶  é uma constante empírica da 

equação.  

Após este procedimento o valor de 𝑛𝑚  
é substituído na Equação 3.  

 

𝑎𝐵𝐸𝑇 = 𝑛𝑚. 𝐿. 𝜎                                                                                                                        (3) 

 

onde L representa o número de Avogadro (6,02x10
23 

mol
-1

) e σ, a área média ocupada por 

cada molécula adsorvida na monocamada formada que, para o caso do nitrogênio a 77 K, 

usualmente é assumida com o valor de 0,162 nm
2

. 

Assim, para o caso do nitrogênio, temos (Equações 4 e 5): 

 

𝑎𝐵𝐸𝑇

𝑚2𝑔−1 = 0,097.
𝑛𝑚

µ 𝑚𝑜𝑙 𝑔−1                                                                                                           (4) 

ou 

𝑎𝐵𝐸𝑇

𝑚2𝑔−1 = 4, ,35.
𝑣𝑚

𝑐𝑚3 𝑔−1                                                                                                              (5)              

 

2.2.4.2 Determinação do Volume Total de Poros  

  

O volume total de poros expressa a quantidade de vazios específica (por unidade 

de massa) na estrutura do sólido adsorvente. Esse parâmetro é calculado pela determinação do 

volume adsorvido na maior pressão relativa atingida num experimento com N2
 
(10≈pp). 

Dispondo do número de mols adsorvido nesta pressão relativa (n), aplica-se a Equação 6. 

 

𝑉𝑝 = 𝑛.
𝑀

𝜌𝑁2

                                                                                                                    (6) 

 

onde M é a massa molar do N
2 

(28,09 g.mol
-1

) e ρ é a densidade do nitrogênio líquido (0,809 

g.cm
-3

).  
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 2.2.4.3 Determinação do Tamanho Médio de Poros 

 

O tamanho médio de poros é um parâmetro automaticamente calculado pelo 

software Autosorb-1 MP e gerado num relatório. Para fins práticos, o tamanho ou diâmetro 

médio de poros é dado pela Equação 7 a seguir: 

𝑑𝑝 = 4.
𝑉𝑝

𝑎𝐵𝐸𝑇
                                                                                                                  (7) 

sendo V
TP

  o valor do volume total de poros e a
BET 

o valor da área superficial específica. 

 

2.2.5 Imobilização em Immobead-350 

 

2.2.5.1 Imobilização por adsorção 

 

Um total de 1 g de suporte foi ressuspendido em 10 mL de solução enzimática 

(concentração máxima de proteína de 10 mg/ mL), preparadas em tampão fosfato de sódio 

(pH 7 - 25 mM) a 25 ° C, sob agitação suave durante 2 h. Após a imobilização, as preparações 

enzimáticas foram lavadas com tampão fosfato de sódio 25 mM - pH 7 para eliminar qualquer 

proteína remanescente que não tenha se ligado ao suporte. O derivado foi denominado Leci-

Ads. 

 

2.2.5.2 Estratégia de dois passos de imobilização 

 

O processo de imobilização no suporte Immobead-350 se deu por um mecanismo 

de dois passos. Inicialmente, 1 g do suporte foi suspendido em 10 mL de solução enzimática 

(concentração máxima de proteína de 10 mg / mL) na presença de tampão fosfato de sódio, 

pH 7,0 (25 mM), a 25 °C durante um período de 3 h. Após essa etapa, o derivado foi 

ressuspendido em tampão bicarbonato de sódio, pH 10 (25 mM - razão 1:10 m/v) e diferentes 

tempos de incubação foram testados (1, 5, 16 e 24 horas). Após a imobilização, as diferentes 

preparações foram incubadas em solução de EDA 1M, pH 10 por 18 horas, a 25 °C (DOS 

SANTOS et al., 2015a). Nessa etapa final, o EDA promove o bloqueio de alguns agentes 

reativos que podem interagir com a enzima, causando alterações conformacionais. A 

nomenclatura do derivado é Leci-2p. 
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2.2.5.3 Imobilização direto a pH 10 

 

1 g do suporte foi suspendido em 10 mL de solução enzimática (concentração 

máxima de proteína de 10 mg / mL) na presença de tampão bicarbonato de sódio, pH 10,0 (25 

mM), a 25 °C durante um período de 24 h. Após a imobilização, o derivado foi incubado em 

solução de EDA 1M, pH 10 por 18 horas. O derivado foi denominado Leci-CVL. 

 

2.2.6 Determinação dos Parâmetros de Imobilização 

 

Os parâmetros de imobilização utilizados nesse trabalho foram calculados como 

descrito por dos Santos et al. (2017). O cálculo da atividade oferecida é representado pela 

Equação 8: 

𝐴𝑡 = ((
𝛼.𝑓.Vr.D

𝑉𝑒
) /(C)) . Co                                                                                                       (8) 

onde At é a atividade enzimática (U.g-1), α é a taxa de consumo do p- NPB (abs.min-1),  f é o 

fator da curva de calibração do p-nitrofenol (µmoL/(mL.abs)), Vr é o volume de reação (mL), 

D representa a diluição da solução enzimática (mL/mL), Ve é o volume de solução enzimática 

(mL), C é a concentração de proteínas (mg. mL−1) e C0 é a carga oferecida (mg P . 

g−1suporte). 

O fator (f) foi calculado segundo a curva de calibração do produto da reação, que 

é o p-nitrofenol, através da Equação 9: 

 fator (f)  =
1

ε.L
                                                                                                                            

(9) 

A atividade do derivado foi calculada segundo uma variação da Equação (8), 

determinada pela Equação 10, a seguir: 

 Atividade do derivado (Atd) =α. f. (
Vr

Ve
) . (

Vs

Mb
)                                                                      (10) 

onde Vs é o volume de solução enzimática (mL) e Mb é a massa do biocatalisador (g), ambos 

utilizados na imobilização. 

O rendimento de imobilização (RI %), em termos de atividade hidrolítica, foi 

calculado pela Equação 11:  
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 RI (%) =
At0fi-Atf

At0fi

.100                                                                                                            (11) 

Em que 𝐴𝑡0𝑓𝑖
 é a atividade oferecida no início do curso de imobilização (U.g-1 ) e 

At𝑓 é a atividade após o processo de imobilização (U.g-1). 

A atividade teórica foi calculada pela Equação 12: 

𝐴𝑡𝑡 =
𝑅𝐼 . 𝐴𝑡0𝑓𝑖

100
                                                                                                                         (12) 

em que Att é atividade teórica, RI é o rendimento de imobilização e  𝐴𝑡0𝑓𝑖
 é a atividade 

oferecida no início do curso de imobilização (U.g-1). 

 

2.2.7 Caracterização dos Biocatalisadores Imobilizados 

 

2.2.7.1 Influência da Presença de detergentes na Imobilização 

 

Para verificar a influência dos detergentes Triton X-100 e SDS no processo de 

imobilização, a Lecitase foi imobilizada na presença e ausência dos mesmos. Neste ensaio, 

0,1 g de suporte foi adicionado a uma solução de concentração variada (0,1 % ou 0,01 % dos 

detergentes), contendo 10,0 mg de proteína / mL de tampão fosfato de sódio 25 mM, pH 7,0 

1/10 m/v. Outra imobilização foi realizada nas mesmas condições, porém sem a adição de 

detergente. As atividades dos derivados foram determinadas através da hidrólise do p-NPB. 

Os parâmetros de imobilização foram calculados para comparar a eficiência dos derivados. 

 

 2.2.7.2 Ensaio de Carga Máxima 

 

Preparações enzimáticas da Lecitase contendo de 0,5 mg a 2,0 mg de proteína / 

mL de tampão fosfato de sódio 25 mM, pH 7,0, foram adicionadas a 0,1 g de suporte em uma 

proporção 1/10 m/v a 25 °C. Amostras de sobrenadante foram retiradas periodicamente para 

medir atividade enzimática através da hidrólise do p-NPB.  

 

2.2.7.3 Inativação Térmica  

 

Para verificar o efeito da temperatura sobre a estabilidade dos derivados, 1g da 

enzima imobilizada foi incubada em 10 mL de diferentes soluções tampão: citrato - pH 5, 



42 

 

fosfato de sódio - pH 7 e bicarbonato de sódio - pH 10, ambos 25 mM, na temperatura de 50 

°C. Amostras foram retiradas periodicamente e a atividade foi medida através da hidrólise do 

p-NPB. A constante de inativação térmica foi calculada pela Equação 13, utilizando o método 

de ajuste exponencial não-linear de Sadana e Henley (SADANA; HENLEY, 1987). 

𝐴𝑅 = (1 − 𝛼). 𝑒−Kd.𝑡 + 𝛼                                                                                             (13) 

AR é a Atividade Relativa (A/A0); α é razão entre a atividade enzimática do estado final (A) e 

a atividade enzimática do estado inicial (A0); Kd é a constante de inativação térmica de 

primeira ordem (h−1) e t é o tempo de incubação da solução enzimática (h). 

O tempo de meia-vida (𝑡1 2⁄ ) da enzima foi definido como o tempo necessário 

para atingir 50% da atividade inicial, calculado pela Equação 14. 

𝑡1 2⁄ =
ln (0,5−𝛼)

Kd.(1−𝛼)
                                                                                                             (14) 

 

2.2.7.4 Estabilidade em Solvente  

 

Nesse ensaio, os derivados preparados foram incubados em uma solução 30 % de 

acetonitrila / 70 % de tampão Tris HCl 100mM a pH 7, em uma razão 1/10 m/v. As amostras 

foram retiradas periodicamente e a atividade foi medida utilizando o substrato p- NPB. Os 

tempos de meia-vida (𝑡1 2⁄ ) foram determinados pelo modelo de decaimento exponencial não 

linear de Sadana e Henley (Equação 13) (SADANA; HENLEY, 1987). 

 

2.2.7.5 Eletroforese em gel de poliacrilamida-SDS 

 

A eletroforese em gel de poliacrilamida (SDS-PAGE) foi realizada de acordo com 

Laemmli (1970), usando uma célula tetra-Miniprotean (Biorad), a concentração do gel de 

corrida foi de 12%, distribuído em uma zona de separação de 9 cm x 6 cm, e uma zona de 

concentração de 5% de poliacrilamida. Cem miligramas de amostras de enzimas foram 

suspensas em 1 mL de tampão de ruptura (2% de SDS e 10% de mercaptoetanol) e fervidos 

durante 10 minutos, em seguida, uma alíquota de 12 μL do sobrenadante foi utilizada nos 

experimentos. Os géis foram corados com Azul de Coomassie e analisados pelo programa Gel 

Analyzer. Marcadores de baixo peso molecular foram utilizados (14,4-97 kDa). 
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2.3 RESULTADOS E DISCUSSSÃO 

 

2.3.1 Caracterização do suporte 

 

As micrografias obtidas por MEV destacam as características morfológicas do 

Immobead-350. Nas Figuras 7A e 7B é possível visualizar o formato esférico e 

aproximadamente regular do suporte IB-350. Já a Figura 7C apresenta uma imagem 

aproximada do suporte, permitindo uma melhor visualização da sua superfície, a qual exibe 

deformações irregulares que penetram no interior do material, correspondendo aos poros do 

suporte. Após a imobilização com Lecitase (Figura 7D), verifica-se uma redução do número 

de poros devido à presença de agregados de proteína que recobrem a superfície do suporte, 

confirmando a presença da enzima imobilizada no IB-350. 

 

Figura 7 - Microscopia Eletrônica de Varredura do suporte IB-350 (20 kV). (A): Suporte IB-

350 (x 101); (B): Imagem aproximada de uma esfera do suporte (x 300); (C): Superfície do 

suporte sem enzima (x 2000); (D): Superfície do suporte com a enzima imobilizada (x 2000). 

 
Fonte: Elaborada pela autora. 
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Para determinar as características textuais do Immobead-350, medidas de 

dessorção e adsorção do N2 à 77 K foram realizadas. A isoterma de adsorção-dessorção do N2 

(Figura 8) é classificada como do tipo II, característica de materiais macroporosos. Além da 

classificação do tamanho dos poros do material, os dados obtidos pela isoterma de adsorção-

dessorção permitem calcular a área superficial do material de acordo com o método Brunauer, 

Emmet e Teller (BET) e, partindo desse parâmetro, pode-se encontrar o volume total de poros 

do material e o diâmetro médio de poros. 

 

Figura 8 - Isoterma de adsorção-dessorção do N2 para o suporte Immobead-350. (■): 

adsorção, (■): dessorção. 
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Fonte: Elaborada pela autora. 

 

Conforme a Equação 1, a área superficial determinada pelo método BET para o 

Immobead-350 é de 182,2 m2g-1. Segundo Mateo et al. (2006), os suportes para imobilização 

multipontual devem apresentar uma grande superfície interna, a fim de ter uma boa 

congruência geométrica com a superfície da enzima.  

O volume total de poros encontrado para esse suporte foi de 0,47 cm3g-1, maior 

que o volume total de poros do Immobead-150 (0.37 cm3g-1), que é classificado como um 

material mesoporoso (MATTE et al., 2017). Comparativamente, suportes como SBA-15 

(sílica mesoporosa) e Accurel MP 1004 (propileno macroporoso) apresentaram volumes total 
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de poros de 0,83 cm3g-1 (VILARRASA-GARCIA et al., 2015) e 2 cm3g-1 (SALIS et al., 

2008), respectivamente, maiores que o encontrado nesse trabalho. Por outro lado, 

macropartículas de quitosana obtiveram apenas 0,2 cm3g-1 de volume total de poros (KLEIN 

et al., 2012), apresentando uma pororisade bem menor que a do IB-350.  

De acordo com Sing et al. (1985) poros com largura acima de 50 nm (500 Å) são 

denominados macroporosos. Assim, o valor de 51,1 nm encontrado para o diâmetro de poro 

do IB-350 confirma sua característica macroporosa. O ideal é que o diâmetro de poro dos 

suportes seja grande o suficiente para facilitar a difusão do substrato e do produto, além de 

permitir a entrada de novas moléculas de enzima, uma vez que elas são confrontadas com 

moléculas já imobilizadas, de forma a evitar o fechamento do poro.  (HUDSON; COONEY; 

MAGNER, 2008; SANTOS et al., 2015b; VINU; MIYAHARA; ARIGA, 2005; WANG; 

WU; CHIANG, 1989). 

 

 2.3.2 Efeito do pH na imobilização enzimática 

 

Os suportes epóxi-ativados são amplamente utilizados para imobilização de 

enzimas, uma vez que eles podem reagir com uma diversidade de grupos nucleófilos 

presentes na superfície da enzima (Lys, Tyr, His, Cys, Asp e Glu), além de possuírem 

natureza hidrofóbica, que facilita a imobilização de proteínas (MATEO et al., 2007c; MATTE 

et al., 2017). Dessa forma, a escolha do pH no processo de imobilização é considerada uma 

etapa crucial, desde que variações no estado de ionização podem resultar em diferentes 

reatividades dos aminoácidos de enzimas com os grupos epóxi presentes no suporte, 

determinando as interações finais enzima-suporte (RIOS et al., 2016; SANTOS et al., 2015d). 

A Figura 9 a seguir exibe o curso de imobilização da Lecitase em IB-350 nos pHs 

7 e 10. A partir da interpretação do gráfico, é possível observar que na imobilização a pH 7 

houve uma redução de praticamente 100 % da atividade inicial em apenas 1 hora, enquanto a 

pH 10, a atividade remanescente atingiu valores mais baixos a partir de duas horas de 

imobilização, seguindo baixa durante 24 horas, para ambas as preparações. Assim, o período 

de 3 horas de imobilização a pH 7,0 foi escolhido para futuras preparações e estudo de um dos 

derivados desse trabalho (Leci-Ads), de modo que o menor tempo de imobilização favoreça 

apenas a adsorção física entre enzima e suporte. Os demais derivados foram preparados por 

imobilização a pH 10, durante 24 horas (Leci-CVL), e através da estratégia de dois passos de 

imobilização (Leci-2p) que será destacada adiante. 



46 

 

 

Figura 9 - Efeito do pH no curso de imobilização da Lecitase em Immobead-350, a 25 °C. 

Círculo vermelho: remanescente – tampão fosfato, pH 7 (25 mM), quadrado preto: 

remanescente – tampão bicarbonato, pH 10 (25 mM). 
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Fonte: Elaborada pela autora. 

 

Na Tabela 2 estão os resultados dos parâmetros de imobilização estudados nesse 

trabalho, a segunda preparação está representada por uma sequência de dois pHs (pH 7 → pH 

10), essa nomenclatura se refere ao estudo da estratégia de imobilização por dois passos, 

onde, inicialmente, a enzima é imobilizada no suporte a pH 7, durante três horas, seguindo o 

mesmo protocolo da estratégia anteriormente explicada (Leci-Ads) e, em sequência, o 

derivado é incubado em tampão bicarbonato pH 10, 25 mM (o tempo de incubação também 

foi estudado e será avaliado no tópico 3.5 a seguir), referente à segunda etapa de 

imobilização. A adição desse passo pode ser explicada pela baixa reatividade dos grupos 

epóxi, tornando necessária uma primeira etapa de adsorção física da enzima no suporte, 

seguida da ligação covalente entre a proteína adsorvida e os grupos funcionais ao seu redor 

(MATEO et al., 2007c; MELANDER; CORRADINI; HORVÁTH, 1984; WHEATLEY; 

SCHMIDT, 1993, 1999). 

De acordo com os parâmetros calculados na Tabela 2, os elevados rendimentos de 

imobilização das preparações confirmam que praticamente toda a enzima foi imobilizada no 
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suporte durante o tempo estudado. Com relação à atividade do derivado, o maior valor foi 

obtido na imobilização direto a pH 7,0 (Atd = 16,13 U/g), porém as demais preparações 

também apresentaram elevadas atividades. 

A literatura relata a utilização de variadas estratégias de imobilização de enzimas 

em diferentes valores de pH (BEZERRA et al., 2017; DOS SANTOS et al., 2015a; GARCIA-

GALAN et al., 2014; RIOS et al., 2016). De acordo com Rodrigues et al. (2009), há uma 

maior reatividade dos grupos amina presentes nos resíduos lisina na superfície externa da 

enzima quando esses estão desprotonados, levando a uma multi-interação com os grupos do 

suporte. Seguindo esse princípio, Matte et al. (2017) imobilizaram a lipase de Thermomyces 

lanuginosus (TLL) no suporte IB-150 a pH 10,5 por 24 h, a fim de favorecer a ligação 

covalente multipontual entre enzima e suporte. Dhake et al. 2012 adotaram uma outra 

estratégia para imobilizar a steapsin lipase em IB-350, onde a enzima foi incubada a pH 7 no 

suporte por 4 horas. 

Nesse caso, como os biocatalisadores preparados obtiveram atividades do 

derivado elevadas, e com valores próximos, ensaios de estabilidade térmica e em solvente 

foram realizados para testar a eficiência do protocolo de imobilização. 

 

Tabela 2 - Parâmetros de imobilização da Lecitase imobilizada em diferentes pHs (7 e 10 – 

25 mM) no suporte Immobead-350, 25 °C, por 24 horas. 

pH de imobilização/ 25°C Ati (U/g) Atf (U/g) Atd (U/g) RI (%) 

pH 7 138,3 ± 1,7 22,7 ± 2,7 16,1 ± 0,2 83,5 

pH 7 → pH 10 138,3 ± 1,7 22,7 ± 2,7 15,4 ± 0,2 83,5 

pH 10 148,3 ± 1,2 27,6 ± 3,1 14,6 ± 0,2 80,6 

Fonte: Elaborada pela autora. 

Ati: Atividade inicial 

Atf: Atividade final 

Atd: Atividade do derivado 

RI: Rendimento de Imobilização 

 

2.3.3 Efeito da presença de diferentes detergentes na imobilização 

 

A estratégia de imobilização na presença de diferentes detergentes foi testada 

apenas com o derivado Leci-CVL, visto que os outros biocatalisadores possuem uma etapa de 

adsorção física durante a imobilização. Nesses casos, o uso de detergentes pode remover a 
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enzima do suporte hidrofóbico e impedir a imobilização por ativação interfacial (GARCIA-

GALAN et al., 2014; HERNANDEZ; FERNANDEZ-LAFUENTE, 2011). 

A Tabela 3 mostra que a Lecitase imobilizada na presença de Triton X-100 exibiu 

uma hiperativação em relação à imobilização da enzima na ausência de detergente. Na 

concentração de 0,01 % de Triton X-100, próxima a CMC, a atividade do derivado (AtD 
= 

16,7 U/g) alcançou um aumento de quase duas vezes em relação à atividade do derivado sem 

detergente (AtD 
= 10,1 U/g). Quando a concentração de Triton X-100 subiu para 0,1 % (acima 

da CMC), a atividade do derivado apresentou uma queda moderada (AtD 
= 14,7 U/g), porém 

ainda se manteve 1,3 vezes mais alta que na ausência de detergente.  

Esses resultados sugerem que o uso de surfactantes dispõem de algumas 

vantagens para o processo o processo de imobilização, uma vez que eles evitam a formação 

de dímeros entre moléculas de enzima e podem induzir mudanças conformacionais em sua 

estrutura, permitindo que os grupos hidrofóbicos anteriormente confinados se tornem 

expostos, facilitando o acesso do substrato ao sítio ativo da lipase (FERNANDEZ-LORENTE 

et al., 2007b; PALOMO et al., 2003, 2004, 2005).  

 

Tabela 3 - Parâmetros de imobilização da Lecitase no suporte IB-350, na ausência e presença 

de detergente. Imobilização em tampão bicarbonato pH 10,0 (25 mM), 25 °C. 

  At
i
 (U/g) At

f
 (U/g) At

d 
(U/g) RI (%) 

Sem detergente 

Triton X-100 0,1 %  

Triton X-100 0,01 % 

SDS 0,1 %  

SDS 0,01 %  

99,6 ± 2,1 

47,4 ± 8,3 

137,7 ± 0,7 

18,3 ± 1,1 

194,6 ± 4,4 

15,1 ± 0,5 

10,1 ± 1.4 

16,5 ± 1,1 

13,7 ± 4,3 

16,5 ± 1,1 

10,1 ± 0,8 

14,3 ± 0,1 

16,7 ± 0.2 

1,8 ± 0,1 

12,4 ± 0,4 

84,9 

78,7 

88,0 

25,2 

91,5 

Fonte: Elaborada pela autora. 

Ati: Atividade inicial 

Atf: Atividade final 

Atd: Atividade do derivado 

RI: Rendimento de Imobilização 

 

Com relação à imobilização na presença de SDS (concentrações abaixo da CMC), 

os resultados não foram tão satisfatórios quando comparados ao Triton X-100, a atividade do 

biocatalisador na concentração de 0,01 % apresentou um aumento moderado em relação a 

atividade sem detergente, enquanto que na concentração de 0,1 % houve um decréscimo 

acentuado da atividade do derivado (AtD 
= 1,78 U/g). Além disso, o rendimento de 
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imobilização apresentou um valor muito baixo (25,21 %), indicando que a imobilização da 

enzima nessas condições não foi eficiente. Uma explicação para essa redução de atividade é 

que os detergentes podem promover tanto a hiperativação da enzima, por estabilizar sua 

conformação aberta, como também a inativação, levando à distorção da estrutura da proteína 

ou à inibição da atividade enzimática. (GARCIA-GALAN et al., 2014; HERNANDEZ; 

FERNANDEZ-LAFUENTE, 2011). 

Em termos de atividade de enzima livre, valores muito baixos foram alcançados 

em concentrações elevadas de Triton X-100 e SDS 0,01 %, quando comparada à atividade da 

enzima solúvel sem detergente e na concentração de 0,01 %. Nessas condições, um outro fator 

que explica a queda na atividade pode estar relacionado a formação de micelas em altas 

concentrações de detergente (acima da Concentração Micelar Crítica - CMC), esse fenômeno 

pode afetar a disponibilidade do substrato no meio, reduzindo assim a atividade da enzima 

(FERNANDEZ-LORENTE et al., 2007b). Os valores de CMC estão na tabela 9 do ANEXO 

A. 

Fernandez-lorente et al. (2007b) estudaram o efeito da presença de detergentes na 

imobilização de Pseudomonas fluorescens (PFL) imobilizada em glioxil agarose, os melhores 

resultados foram obtidos com os detergentes não-iônicos (Triton X-100 e Triton X-45) em 

concentrações acima da CMC. No caso do Triton X-100, a atividade do biocatalisador 

aumentou 3,7 vezes na concentração 0,1%.  Usando o detergente catiônico SDS, as atividades 

apresentaram valores maiores em concentrações abaixo da CMC, apenas um pequeno 

aumento na atividade foi observado em concentrações mais baixas, assim como nesse 

trabalho. De acordo com Garcia-galan et al. (2014), a atividade da Lecitase imobilizada no 

suporte octyl aumentou 120% usando SDS 0,01 %, enquanto que na concentração de 0,1 % a 

atividade caiu para 60 %.  

 

 2.3.4 Ensaio de carga máxima 

 

Analisando os dados da Figura 10 e 11, é possível observar um aumento da 

atividade oferecida (Figura 10) e da atividade teórica (Figura 11) de imobilização à medida 

que uma maior quantidade de proteína é oferecida, e essa tendência se mantém até a carga de 

300 mg de proteína/g de suporte. Esses resultados indicam que a carga máxima do suporte IB-

350 ainda não foi atingida, ou seja, é superior a 300 mg de proteína/g de suporte, valor 

máximo testado nesse ensaio.  
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É importante ressaltar que esse estudo foi realizado na tentativa de atingir a carga 

máxima de imobilização, porém como cargas acima de 300 mg de proteína/g de suporte 

requerem uma grande quantidade de enzima oferecida para imobilização e um alto volume de 

proteína já havia sido utilizado neste ensaio, decidiu-se parar o experimento na carga de 300 

mg de proteína/g de suporte, uma vez que não foram utilizadas cargas superiores a 100 mg/g 

para os ensaios realizados nesse trabalho.  

Contudo, os resultados obtidos confirmam o grande tamanho de poro do suporte 

(51,1 nm), que permitiu a imobilização de uma elevada carga de proteína (300 mg/g), sem 

atingir o valor máximo de carregamento, indicando que seus poros e superfície ainda não 

estão completamente preenchidos com moléculas de enzima. Dados da literatura permitem 

comparar a capacidade de carregamento entre os suportes IB-350 e IB-150. Matte et al. 

(2017) variaram a carga de enzima oferecida (TLL) entre os valores de 10 a 150 mg/g de 

suporte (IB-150), os resultados indicaram que os maiores rendimentos de imobilização foram 

observados utilizando baixas concentrações de proteína. Essa diferença na capacidade de 

carregamento entre os suportes IB-150 e IB-350 é explicada pelo tamanho do poro, que é 

muito menor no IB-150 (10-20 nm). 

 

Figura 10 - Gráfico de carga de proteína oferecida (mg/g de suporte) versus Atividade 

Teórica (U/g). As cargas oferecidas variaram de 100 a 300 mg de proteína /g de suporte. A 

atividade foi medida através da hidrólise do p-NPB (50 mM). 
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Fonte: Elaborada pela autora. 
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Figura 11 - Gráfico de carga de proteína oferecida (mg/g de suporte) versus Atividade do 

derivado (U/g). As cargas oferecidas variaram de 100 a 300 mg de proteína /g de suporte. A 

atividade foi medida através da hidrólise do p-NPB (50 mM). 
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Fonte: Elaborada pela autora. 

 

2.3.5 SDS-PAGE 

 

A análise de eletroforose (SDS-PAGE) foi realizada com o intuito de testar os 

tipos de ligação entre enzima e suporte formados durante os dois passos de imobilização. 

Além disso, foi possível estimar o peso molecular da Lecitase (Tabela 10 - Anexo I). Na 

Figura 13 é possível visualizar as faixas desse ensaio. 

As faixas 4, 5, 6 e 7 correspondem aos derivados incubados em tampão 

bicarbonato pH 10 nos tempos de 1 h, 5 h, 18 h e 24 h, respectivamente. A ausência de bandas 

bem definidas nessas faixas indica que não foram detectadas proteínas nas mesmas. Esses 

resultados confirmam que o segundo passo de imobilização foi eficiente na formação da 

ligação covalente, porque mesmo após adição do tampão de ruptura (contendo SDS) na 

amostra, seguido de incubação a 100 °C por 10 min, nenhuma enzima foi liberada do suporte, 

indicando que uma forte ligação entre enzima e suporte prevaleceu. 
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Figura 12 - Análise de SDS-PAGE. Os experimentos foram realizados como descrito na 

Secção 4.2.8.8. Faixa 1: marcador de baixo peso molecular, Faixa 3: enzima livre, Faixa 4: 

derivado – 1 hora de incubação, pH 10, Faixa 5: derivado – 8 horas de incubação, Faixa 6: 

derivado – 16 horas de incubação, Faixa 7: derivado – 24 horas de incubação, Faixa 8 – 

imobilização direto a pH 10, Faixa 9: imobilização direto a pH 7, Faixa 10: marcador de baixo 

peso molecular. Edição feita pelo programa Gel Analyzer.  

 

Fonte: Elaborada pela autora. 

 

Na faixa 8, correspondente ao derivado Leci-CVL, apenas traços de proteína 

foram encontrados, dessa forma é possível afirmar que a imobilização por ligação covalente 

também foi bem sucedida, assim como nos derivados Leci-2p. A banda com tonalidade fraca 

(faixa 10) corresponde a remanescentes de enzimas que se ligaram ao suporte de forma não 

reversível, ou seja, por meio de interações fracas. 

A faixa 9 é referente ao derivado que foi apenas imobilizado em tampão fosfato 

pH 7, sem incubação em pH 10 e, ao contrário das anteriormente discutidas, essa faixa exibiu 

uma banda bem visível, que confirma a adsorção interfacial da enzima ao suporte, nesse passo 

de imobilização. Isso pode ser explicado pelo fato de que as forças físicas envolvidas na 

adsorção geralmente são fracas e algumas das proteínas adsorvidas podem se dessorver do 

suporte quando em condições de alta força iônica, elevada concentração de detergente ou 

temperaturas altas (BEZERRA et al., 2015). De abreu et al. (2014) relatam que o Immobead é 

um polímero acrílico macroporoso adequado para a imobilização covalente de uma variedade 

de enzimas (BABICH et al., 2012), embora exiba uma característica hidrofóbica que o 
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permite ser um possível suporte para imobilização via adsorção interfacial. A tabela 1 no 

ANEXO A mostra os pesos moleculares das bandas que aparecem em suas respectivas faixas. 

 

2.3.6 Estabilidade térmica e em solvente 

 

A fim de avaliar os melhores tempos de incubação dos biocatalisadores 

preparados, foram realizados ensaios de estabilidade em diferentes condições de temperatura 

e na presença do solvente orgânico (acetonitrila 30%). O derivado Leci-Ads apresentou 

elevados tempos de meia-vida, sendo mais estável que Leci-CVL em praticamente todas as 

condições testadas. Em condições mais severas, como incubação em pH 10 e na presença de 

acetonitrila 30 %, Leci-Ads foi 1,1 e 4,4 vezes mais estável que Leci-CVL, respectivamente. 

Nesse caso, o longo tempo de imobilização da enzima direto a pH 10 pode ter provocado 

distorções na sua estrutura (SUN et al., 2010). O método de adsorção física, que é 

caracterizado pela formação de interações fracas entre enzima e suporte durante tempos curtos 

de imobilização, pode ser mais eficiente, em alguns casos, devido à ruptura mínima da 

estrutura das enzimas imobilizadas, uma vez que pode ocorrer uma natural desnaturação da 

enzima em longos tempos de contato (LI et al., 2009; RIOS et al., 2017; SUN et al., 2010). 

 

Tabela 4 - Tempos de meia-vida (expresso em minutos) da Lecitase imobilizada em IB-350, 

sob diferentes condições de inativação. A atividade foi medida através da hidrólise do p-NPB 

(50 mM). Outras especificações estão descritas em materiais e métodos. 

Amostras 

Condições de inativação 

pH 5,0 

(25mM)- 50°C 
pH 7,0 - 50°C pH 10 - 50°C 

Acetonitrila 

30% - 25°C 

Leci-Ads 184,8 ± 7,1 106,6 ± 7,9 21,6 ± 1,1 84,5 ± 2,1 

Leci-CVL 190,2 ± 10,2 96,2 ± 2,1 18,7 ± 0,7 29,0 ± 1,7 

Leci-2p (1 h/pH10) 102,1 ± 5,6 53,4 ± 2,7 55,4 ± 3,4 102 ± 9,5 

Leci-2p (8 h/pH10) 85,7 ± 7,8 60,6 ± 5,2 52,4 ± 3,5 84,9 ± 7,2 

Leci-2p (16 h/pH10) 83,9 ± 6,1 60,2 ± 4,4 46,8 ± 2,2 82,3 ± 8,1 

Leci-2p (24 h/pH10) 127,7 ± 4,3 88,7 ± 5,7 61,9 ± 5,1 198,0 ± 12,2 

Fonte: Elaborada pela autora. 
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O derivado Leci-2p (24 h/pH10) apresentou elevados tempos de meia-vida em 

todas as condições e, no geral, pode ser considerado o biocatalisador mais estável frente aos 

demais. Ao contrário do derivado Leci-CVL, o tempo de incubação de 24 horas possibilitou 

um ligação covalente multipontual mais efetiva, estabilizando a estrutura tridimensional da 

enzima e melhorando a sua estabilidade pela forte interação com o suporte (LIMA et al., 

2015a). Como o suporte e a enzima são estruturas bastante rígidas é necessário que ocorra o 

alinhamento correto para obter uma intensa ligação covalente multipontual (RODRIGUES et 

al., 2013a). Esse tipo de ligação é eficaz na estabilização de enzimas, pois os grupos 

envolvidos na imobilização mantém as suas posições relativas inalteradas durante as 

mudanças conformacionais induzidas por agentes de distorção (DOS SANTOS et al., 2015; 

GIANFREDA; SCARFI, 1991; MATEO et al., 2007b).  

Nesse estudo, a estratégia dois passos de imobilização (Leci-2p) permitiu uma 

otimização do processo, desde que a enzima foi inicialmente adsorvida no suporte, por um 

tempo rápido, em seguida, o biocatalisador foi incubado a pH 10 (testando diferentes tempos) 

apenas para formar a ligação covalente multipontual entre a enzima já adsorvida e os grupos 

funcionais do suporte ao seu redor (MATEO et al., 2007c). Assim, essa estratégia formou um 

biocatalisador mais estável que o derivado Leci-CVL, que seguiu apenas uma etapa de 

imobilização. Leci 2p (24 h/pH10) apresentou tempos de meia-vida 3,3 e 6,8 vezes maiores 

que Leci-CVL na temperatura de 50 °C (pH 10) e na presença de acetonitrila 30 %, 

respectivamente. 
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2.4 CONCLUSÃO 

 

A partir dos resultados apresentados, verificou-se que o Immobead-350 apresenta 

aspectos relevantes para imobilização de enzimas, como elevada área superficial (182,2 m2g-1) 

e grande diâmetro de poro (0,47 cm3g-1). Os biocatalisadores estudados apresentaram elevada 

atividade e rendimento de imobilização, indicando que as estratégias de imobilização testadas 

foram eficientes em formar derivados ativos. 

O uso de surfactantes melhorou a atividade do biocatalisador Leci-CVL, porém o 

detergente Triton X-100 na concentração de 0,01% promoveu uma maior hiperativação da 

enzima (16,7 U/g). Com relação ao ensaio de inativação térmica e na presença de solvente 

orgânico, todos os derivados se mostraram estáveis nas diferentes condições estudadas, 

contudo alguns derivados exibiram maiores tempos de meia-vida em relação aos demais, 

como Leci-Ads, que foi mais estável na temperatura de 50 °C  (pH 5,0 e 7,0), enquanto Leci-

2p (24h de incubação – pH 10) apresentou os maiores tempos de meia vida na condição de 50 

°C/pH10 (t1/2 = 61,9 min) e na presença de acetonitrila 30 % (t1/2 = 108,0 min). 
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RESULTADOS 2 

Efeito das modificações químicas do suporte Immobead-350 

nas propriedades catalíticas de Lecitase Ultra. 
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RESUMO 

 

A estratégia de imobilização de enzimas tem sido cada vez mais requerida para os processos 

biocatalíticos industriais, devido as vantagens inerentes à utilização desses biocatalisadores, 

como possibilidade de recuperação, reuso e melhoria das propriedades enzimáticas. Nesse 

trabalho, a Lecitase Ultra foi imobilizada em diferentes preparações do suporte Immobead-

350 (ativado com grupos epóxi, aldeído, divinilsulfona e glutaraldeído e através de cross-

linking em suporte ativado com grupos epóxi e aldeído), a fim de testar e comparar a 

eficiência dos biocatalisadores preparados em diversos ensaios. Inicialmente, o tempo e os 

parâmetros de imobilização foram determinados, o derivado Leci-GLU apresentou a maior 

atividade do derivado (17,39 U/g) no tempo de 3 horas. Durante o reuso, os biocatalisadores 

se mostraram muito eficientes, uma vez que após 10 ciclos consecutivos de reação a atividade 

permaneceu 100 %. Quanto à estabilidade de estocagem, todos os derivados mantiveram 

cerca de 80 % da atividade inicial após 30 dias de armazenamento à 4 °C, exceto Leci-DVS 

que reduziu 50 % da atividade inicial após esse período. Em relação à estabilidade térmica e 

em solvente, Leci-GLU foi o derivado mais estável e obteve os maiores tempos de meia-vida 

tanto na temperatura de 65 °C (t1/2 = 1,9 h) quanto na presença de acetonitrila 30 % (t1/2 = 42,6 

h). No estudo de atividade dos biocatalisadores versus diferentes substratos, o derivado mais 

ativo na reação de hidrólise do mandelato de metila (isômero R) foi Leci-crossA (28,4 U/mg), 

a pH 7. A maioria dos derivados testados tiveram preferência pelo isômero S, exceto Leci-

GLU. Os biocatalisadores também participaram da síntese enzimática do acetato de benzila, 

um composto bastante utilizado na indústria de perfumaria, química e de alimentos. Nesse 

ensaio, o derivado com maior atividade foi Leci-GLU (2,1 U/mg). De acordo com os 

resultados obtidos, pôde-se concluir que os métodos de imobilização foram efetivos na 

preparação de biocatalisadores estáveis e capazes de catalisar diferentes reações, incluindo a 

síntese de um produto de interesse industrial, contudo alguns derivados (Leci-crossA, Leci-

crossE e Leci-GLU) apresentaram um melhor desempenho em relação aos demais. 

 

Palavras-chave: Biocatalisadores, imobilização, Lecitase e estabilidade. 
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3 INTRODUÇÃO 

 

A imobilização enzimática tem sido um requerimento indispensável na área de 

processos biocatalíticos (BRADY; JORDAAN, 2009; DOS SANTOS et al., 2015c), desde 

que o emprego dessa técnica permite a recuperação e o reuso do biocatalisador (BEZERRA et 

al., 2017), facilita a separação do produto e viabiliza o seu uso em processos contínuos 

(BARBOSA et al., 2013). Contudo, a obtenção de um biocatalisador com propriedades 

interessantes para aplicação industrial exige requerimentos que devem ser cuidadosamente 

considerados, fatores como o tipo de ligação envolvida e a escolha adequada do suporte de 

imobilização devem ser estrategicamente selecionados a fim de melhorar a estabilidade, 

atividade e seletividade da enzima imobilizada (BARBOSA et al., 2013; BEZERRA et al., 

2015; MATEO et al., 2007a). 

Uma estratégia que vem sendo bastante utilizada para imobilização de enzimas é a 

ligação covalente multipontual, porque ela permite a rigidificação da estrutura da enzima no 

suporte, estabilizando os grupos envolvidos na imobilização e evitando mudanças 

conformacionais na estrutura da proteína (DOS SANTOS et al., 2015; GIANFREDA; 

SCARFI, 1991; MATEO et al., 2007b). Alguns suportes são relatados como eficientes para 

obter tais ligações, como os funcionalizados com grupos epóxi, glutaraldeído e divinilsulfona 

(BEZERRA et al., 2015, 2017; DOS SANTOS et al., 2015c; RIOS et al., 2016). Assim, a 

utilização de cada um deles exige um protocolo de imobilização adequado para as 

particularidades que os grupos ativos da enzima e do suporte exibem. Suportes epóxi-ativados 

são matrizes de imobilização bastantes estáveis, podendo ser armazenadas por longos 

períodos em pH neutro. Além disso, eles podem reagir com uma vasta gama de grupos 

proteicos como amino, tiol, imidazol, fenol e carboxil (HERNANDEZ; FERNANDEZ-

LAFUENTE, 2011; MATTE et al., 2017). Os suportes ativados com divinilsulfona podem 

promover uma intensa ligação covalente multipontual em condições específicas de 

imobilização, desde que os grupos vinil sulfona são muito reativos e podem interagir com 

uma diversidade de grupos das proteínas, como amino, fenol, imidazol ou tiol (DOS 

SANTOS et al., 2015c; RIOS et al., 2016).  

Em adição aos grupos funcionais acima mencionados, suportes funcionalizados 

com glutaraldeído são bastante interessantes devido à sua versatilidade, uma vez que eles 

oferecem diferentes grupos de ligação que podem interagir com a enzima, como porções 

hidrofóbicas, iônicas e covalentes (BARBOSA et al., 2012, 2014; RIOS et al., 2016). Outro 
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aspecto interessante do glutaraldeído é que ele pode ser utilizado para reticular moléculas de 

enzimas imobilizadas em qualquer tipo de suporte. A adição desse reagente permite a 

formação de cross-linking entre as enzimas, que são favorecidas quando elas estão próximas 

umas das outras (BARBOSA et al., 2012, 2014).  

 Nesse trabalho, a Lecitase Ultra foi escolhida para o estudo de imobilização no 

suporte Immobead-350 modificado com diferentes grupos químicos (IB-350). Essa enzima 

pertence à classe das fosfolipases A1 e é uma preparação comercial obtida da fusão dos genes 

da lipase de Thermomyces lanuginosus e da fosfolipase de Fusarium oxysporum (ALVES et 

al., 2015; MISHRA et al., 2009). Uma peculiaridade da enzima engenheirada é que ela possui 

a estabilidade da lipase de T. lanuginosus e a atividade da fosfolipase de F. oxysporum 

(GARCIA-GALAN et al., 2014). A Lecitase Ultra foi desenvolvida principalmente para ser 

utilizada na degomagem de óleos, mas suas aplicações se estendem desde a resolução de 

intermediários enantiomericamente puros (FERNANDEZ-LORENTE et al., 2007a; 

GARCIA-GALAN et al., 2014) à esterificação de resíduos alimentares em monoacilgliceróis 

(GONÇALVES et al., 2013).  

O suporte Immobead-350 é um polímero acrílico macroporoso, funcionalizado 

com grupos epóxi, ideal para imobilização covalente de enzimas (DE MATOS, 2014; 

DHAKE et al., 2012; HANEFELD; GARDOSSI; MAGNER, 2009). Ligantes epóxis podem 

reagir com diferentes grupos nucleófilos presentes na superfície da proteína, como 

mencionado anteriormente, eles também são caracterizados por possuir um curto braço 

espaçador, que permite uma maior rigidificação da estrutura das moléculas de enzimas 

imobilizadas (MATEO et al., 2007c; TURKOVÁ et al., 1978). A natureza macroporosa do 

IB-350 é outro aspecto atraente desse suporte, porque permite a formação de biocatalisadores 

com alta carga enzimática, além de facilitar a difusão do substrato e produto dentro dos poros 

do suporte (SANTOS et al., 2015b).  

Nesse contexto, o objetivo do trabalho foi desenvolver novas e diferentes 

estratégias de modificação do suporte Immobead-350, utilizando diferentes reagentes 

funcionais e, em seguida, imobilizar a Lecitase Ultra nos suportes ativados, a fim de avaliar e 

comparar o efeito das modificações químicas nas propriedades dos biocatalisadores quanto à 

estabilidade e a versatilidade frente à catálise de dois diferentes substratos. Nesse último 

ensaio, os biocatalisadores participaram da reação de hidrólise do mandelato de metila e da 

acetilação do álcool benzílico para formação do composto acetato de benzila, também 
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conhecido como aroma de jasmim, um produto com ampla utilização na indústria de 

perfumaria e detergentes.  
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3.1 MATERIAIS E MÉTODOS 

 

 3.1.1 Materiais 

 

A enzima engenheirada Lecitase Ultra (15,49 mg/mL) foi obtida da Novozymes 

(Espanha). O suporte Immobead-350 foi fornecido pela empresa Chiral Vision®. Todos os 

outros reagentes empregados foram obtidos de grau analítico. 

 

3.2 Métodos 

 

Todos os experimentos foram realizados em triplicata e os resultados são 

apresentados como a média destes valores e o desvio padrão (geralmente abaixo de 10 %). 

 

3.2.1 FTIR 

 

A análise de FTIR foi realizada para investigar as modificações do suporte IB-

350. Os espécimes foram previamente diluídos em KBr e, então, os espectros de 

infravermelho de Transformação de Fourier (FTIR) foram registrados utilizando o 

equipamento FT-IR FT-IR 8300 (Shimadzu Inc., Tóquio, Japão), na faixa de 400-4000 cm-1. 

Esta avaliação foi realizada em triplicado (n = 3). 

 

3.2.2 Modificação do Suporte IB-350 

 

3.2.2.1 Pré-tratamento e adição de grupos aldeído 

 

A fim de retirar o ar aprisionado de dentro das esferas de Immobead-350 (IB-350) 

realizou-se um procedimento de hidratação do suporte, onde 2 g de IB-350 foram tratados 

com 25 mL de etanol (95%) por 4h, a 25 °C. Ao longo desse tempo, as esferas de IB-350 

foram cuidadosamente decantadas. Em seguida, o suporte foi filtrado e lavado 4 a 5 vezes 

com água destilada (20 mL) e então equilibrado em tampão fosfato de sódio (25 mM - pH 

7,0). A metodologia foi modificada de Dhake et al. (2012). 

Para o procedimento de hidrólise dos grupos epóxi e introdução das unidades 

aldeído, utilizou-se a metodologia descrita por Alagoz et al. (2016), com algumas 
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modificações. Inicialmente, 1 g de suporte IB-350 foi tratado com 10 mL de solução de ácido 

acético 1 M por 15 horas, seguido de lavagem com água destilada e seco a vácuo. Para adição 

dos grupos aldeído, o suporte obtido foi ressuspendido em 10 mL de água destilada e foi 

adicionado 1 mL de solução de periodato de sódio 0,1 M por 2 horas, sob agitação moderada. 

Subsequentemente várias lavagens com água destilada foram realizadas. A Figura 13 mostra a 

representação esquemática da modificação do suporte IB-350 com grupos aldeído.  

 

Figura 13 - Modificação química dos grupos epóxi presentes no suporte IB-350 e formação 

de grupos aldeído. 

 

Fonte: Elaborada pela autora. 

 

3.2.2.2 Ativação com etilenodiamina (EDA) 

 

O suporte, já modificado com grupos aldeído, foi ativado com EDA de acordo 

com o método descrito por Fernandez-lafuente et al. (1993). 1 g de IB-350 (resina aldeído) foi 

ressuspendido em 4 mL de EDA 2 M pH 10,0. Após 2 h de agitação à 20 ° C, foram 

adicionados 56 mg de NaBH4 sólido e a suspensão foi agitada por mais 2 h. O suporte 

resultante foi lavado com tampão borato 0,1 M (pH 9,0) e com tampão acetato 0,1 M (pH 

4,0), seguido de sucessivas lavagens com água destilada. A Figura 14 exibe a etapa de 

ativação do suporte com EDA. 

 

3.2.2.3 Ativação com gluteraldeído (GLU) 

 

A ativação de IB-350-EDA com glutaraldeído foi realizada de acordo com 

Barbosa et al. (2014),  com algumas modificações. Neste procedimento, 1 g de IB-350-EDA 

foi suspendido em 10 mL de tampão fosfato (200 mM - pH = 7), contendo 15% (v/v) de 
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glutaraldeído, sob agitação moderada, durante 15 h a 25 °C. Finalmente, o suporte resultante 

foi lavado 5 vezes com tampão fosfato (5 mM e pH 7) para remover o excesso de 

glutaraldeído. A preparação final foi denominada IB-350-EDA-GLU. A representação 

esquemática da ativação com GA pode ser visualizada na Figura 14. 

 

3.2.2.4 Ativação com divinilsulfona (DVS) 

 

A ativação de IB-350-EDA com DVS foi realizada suspendendo 1 g de suporte 

em 10 mL de solução tampão (200 mM) contendo divinilsulfona 15 % (v/v) (DOS SANTOS 

et al., 2015b). Os experimentos foram realizados durante 35 min a 25 °C. Posteriormente, a 

mistura foi lavada com água destilada em abundância e armazenada a 4 °C. O suporte foi 

denominado IB-350-EDA-DVS. A representação esquemática da ativação com DVS pode ser 

visualizada na Figura 14. 

 

Figura 14 - Representação esquemática da ativação do suporte IB-350-Aldeído com EDA, 

seguido da adição de grupos gluataraldeído ou divinilsulsona. 

 

 Fonte: Elaborada pela autora. 
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3.2.3 Imobilização enzimática 

 

3.2.3.1 Imobilização covalente via grupos epóxi 

 

O processo de imobilização da Lecitase em Immobead-350 comercial, já ativado 

com grupos epóxi, foi através de um mecanismo de dois passos. Incialmente, 1 g do suporte 

foi suspendido em 10 mL de solução enzimática (concentração máxima de proteína de 10 mg/ 

mL) na presença de tampão fosfato de sódio, 25 mM, a 25 °C, durante um período de 3 h. 

Após essa etapa, o derivado foi ressuspendido em tampão bicarbonato de sódio 25mM (razão 

1:10 m/v) por 24 horas. Posteriormente, o derivado final foi incubado em solução de EDA 1M 

(pH 10) por 18 horas, a 25 °C (DOS SANTOS et al., 2015a). Essa etapa final é necessária 

para que o EDA promove o bloqueio de alguns agentes reativos que podem interagir com a 

enzima, causando alterações conformacionais. O derivado foi denominado Leci-2pE. 

 

3.2.3.2 Imobilizações por adsorção 

 

Um total de 1 g de suporte foi ressuspendido em 10 mL de soluções enzimáticas 

(concentração máxima de proteína de 10 mg/ mL), preparadas em tampão fosfato de sódio 

(pH 7 - 25 mM) a 25 ° C, sob agitação suave durante 2 h. Após a imobilização, as preparações 

enzimáticas foram lavadas com tampão fosfato de sódio 25 mM - pH 7 para eliminar qualquer 

proteína remanescente que não tenha se ligado ao suporte. Os derivados foram denominados 

Leci-adsE, quando imobilizadas em grupos epóxi, e Leci-adsA, quando imobilizadas em 

grupos aldeídos. 

 

 3.2.3.3 Adsorção seguida de cross-linking 

 

Esse procedimento foi realizado de acordo com a metodologia descrita por Matte 

et al., (2014). A princípio, 1 g dos derivados preparados por adsorção (Leci-adsE ou Leci-

adsA) foram tratados com 2 mL de uma solução de glutaraldeído 1 % (v/v) em tampão fosfato 

de sódio (0,1 M - pH 7), seguido de agitação suave durante 1 h. Esse tratamento permitiu 

modificar completamente os grupos amino primários da enzima e o suporte com apenas uma 

molécula de glutaraldeído. Após a imobilização, as preparações enzimáticas foram lavadas 

com fosfato de sódio 0,1 M pH 7 para remover o excesso de glutaraldeído. As preparações 
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foram denominadas Ecross, quando imobilizadas em grupos epoxi e Across, quando 

imobilizadas em grupos aldeídos. 

 

3.2.3.4 Imobilização em IB-350-GLU 

 

A imobilização da Lecitase em IB-350-GA produziu o biocatalisador denominado 

Lec-IB-350-GA. Para essa finalidade, 10 mL de solução enzimática preparada em tampão 

fosfato 25 mM (pH 7,0), na presença de Triton X-100 0,01 %, foi misturada com 1 g de 

suporte e mantida sob agitação lenta durante 3 h a 25 ° C. Após esse passo, borohidreto de 

sódio (1,0 mg/mL) foi adicionado a suspensão de imobilização, durante 30 min a 25 °C, para 

promover a redução das bases de Schiff (FERNANDEZ-LAFUENTE et al., 1993). 

 

 3.2.3.5 Imobilização em IB-350-DVS 

 

A imobilização da Lecitase em IB-350-DVS produziu o biocatalisador 

denominado Lec-IB-350-DVS. Para esse propósito, 1 g de suporte foi adicionado a 10 mL de 

tampão bicarbonato 25 mM (pH 10,0), contendo solução enzimática e Triton X-100 na 

concentração de 0,01 %, a mistura foi mantida sob agitação lenta durante 3 h a 25 °C. Após a 

imobilização, as bases de Schiff foram reduzidas com borohidreto de sódio (1,0 mg/mL), 

como descrito no 3.2.2.4. 

 

3.2.4 Determinação da atividade enzimática 

 

A atividade da enzima solúvel ou suspensão foi determinada através da hidrólise 

do substrato p-nitrofenol buritaro (p-NPB) 50 mM em acetonitrila, liberando o p-nitrofenol 

como produto. O p-nitrofenol foi quantificado por um espectrofotômetro (Thermo 

Scientific®) com comprimento de onda de 348 nm (fator da curva de calibração do p-

nitrofenol = 0,1912, sob estas condições), em que uma unidade (U) de atividade enzimática 

foi definida como sendo a quantidade de enzima capaz de hidrolisar 1 μmol de p-NPB por 

minuto a 25 °C, pH 7.  

A concentração de proteína foi quantificada pelo método de Bradford 

(BRADFORD, 1976). Albumina Bovina Cristalina (BSA) foi utilizada como padrão para 

construir a curva de calibração. 
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3.2.5 Estabilidade térmica 

 

Para verificar o efeito da temperatura sobre a estabilidade dos derivados, 

suspenderam-se 0,1 g do biocatalisador em 1 mL de tampão fosfato de sódio (0,025 M, pH 7) 

a 65 °C. Amostras foram retiradas periodicamente e a atividade foi medida usando p-NPB 

como substrato. Meia-vidas foram calculadas utilizando o método de ajuste exponencial não-

linear de Sadana e Henley (SADANA; HENLEY, 1987). 

 

3.2.6 Estabilidade em solvente 

 

Para determinar a estabilidade em solvente, a Lecitase solúvel e imobilizada foi 

incubada em solução 30 % de acetonitrila/70 % de tampão Tris HCl 100 mM, a pH 7. 

Periodicamente, as amostras foram retiradas e a atividade foi medida utilizando o p- NPB. Os 

tempos de meia-vida (t1/2) também foram determinados pelo modelo citado no tópico 2.3.4. 

 

3.2.7 Estabilidade operacional 

 

A estabilidade operacional dos biocatalisadores produzidos foi realizada através 

da hidrólise do p-nitrofenil butirato (p-NPB) em repetidos ciclos de reação nas mesmas 

condições. Na reação, utilizaram-se 25,5 mL de tampão fosfato de sódio (25 mM, pH 7) e 0,5 

mL de p-NPB foram colocados em contato com 150 mg do biocatalisador. O sistema foi 

mantido sob agitação por 12 minutos a 25 ºC. 

 

3.2.8 Estabilidade de estocagem 

 

Na estabilidade de estocagem, 2 g de cada derivado foram armazenados a 4 °C. A 

atividade foi medida no dia da preparação de cada biocatalisador e periodicamente ao longo 

dos dias de estocagem. As medidas foram realizadas através da hidrólise do p-NPB, conforme 

o tópico 2.2.3. 
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3.2.9 Eletroforese em gel de poliacrilamida-SDS 

 

A eletroforese em gel de poliacrilamida (SDS-PAGE) foi realizada de acordo com 

(LAEMMLI, 1970), usando uma célula tetra-Miniprotean (Biorad), a concentração do gel de 

corrida foi de 12%, distribuído em uma zona de separação de 9 cm x 6 cm, e uma zona de 

concentração de 5% de poliacrilamida. Cem miligramas dos derivados preparados e 10 µl de 

enzima solúvel foram suspensas em 1 mL de tampão de ruptura (2% de SDS e 10% de 

mercaptoetanol) e fervidos durante 10 minutos, em seguida, uma alíquota de 12 μL do 

sobrenadante foi utilizada nos experimentos. Os géis foram corados com Azul de Coomassie e 

analisados pelo programa Gel Analyzer. Marcadores de baixo peso molecular foram 

utilizados (14-95 kDa). 

 

3.2.10 Reações com diferentes substratos 

 

3.2.10.1 Hidrólise do Mandelato de Metila (MM) 

 

Nessa análise, 20 mg dos biocatalisadores preparados foram adicionados a 200 µL 

de substrato (50 mM) em acetato de sódio - 100 mM (pH 5), fosfato de sódio - 100 mM (pH 

7) e carbonato de sódio – 100 mM (pH 9), a 25 ° C, sob agitação contínua. O grau de 

conversão foi analisado por RP-HPLC (Spectra Physic SP 100 combinado com um detector 

UV Spectra Physic SP 8450) usando uma coluna Kromasil C18 (15 cm x 0,46 cm). As 

amostras (20 µL) foram injetadas e eluídas a um fluxo de 1 mL/min, utilizando uma fase 

móvel constituída por acetonitrila / acetato de amónio 10 mM (35:65 v / v) a pH 2,8. A 

detecção por UV foi realizada a 230 nm. O tempo de retenção do ácido é de 2,5 min, enquanto 

o éster tem um tempo de retenção de 10 min. Uma unidade de atividade enzimática foi 

definida como a quantidade de enzima necessária para produzir 1 μmol de ácido mandélico 

por minuto nas condições descritas acima. A Figura 15 mostra a reação de hidrólise do 

mandelato de metila. 
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Figura 15 - Representação esquemática da hidrólise do mandelato de metila. 

 

Fonte: Elaborada pela autora. 

 

3.2.10.2 Síntese enzimática do acetato de benzila 

 

Uma quantidade de 50 mg das preparações imobilizadas foi adicionada a 20 µL de álcool 

benzílizo e 500 µL de acetato de vinila (doador acil) em 2 mL de solução de hexano. 

Alíquotas foram retiradas após 24 h e analisadas por Cromatografia Gasosa (GC) acoplada 

com espectômetro de massa usando colunas quirais. A Figura 16 mostra a reação de 

transesterificação do álcool benzílico. 

 

Figura 16 - Representação esquemática da reação de transesterificação do álcool benzílico 

usando acetato de vinila como doador acil. 

 

Fonte: Elaborada pela autora. 
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3.3 RESULTADOS E DISCUSSSÃO 

 

3.3.1 FTIR 

 

Análises de FTIR foram realizadas para caracterizar o IB-350 e avaliar as 

modificações químicas do suporte antes e após a imobilização com Lecitase. A figura 17A 

compara os espectros do suporte com e sem modificação, enquanto a figura 17B exibe os 

espectros da enzima imobilizada nos diferentes suportes. O aparecimento de bandas em 1376 

cm-1 e 1161 cm-1 é característico de ligações C-H e C-O, respectivamente, presentes em todos 

os grupos do suporte. Na figura 17A (espectro IB-350-DVS), o surgimento do pico em 1100 

cm-1 representa o grupo S=O, presente na DVS, confirmando a ativação do suporte.  

 

Figura 17 - Espectro de FTIR do suporte IB-350 com e sem modificações, antes (A) e após 

(B) a imobilização. Outras especificações estão descritas em materiais e métodos. 

 

Fonte: Elaborada pela autora. 

 

Na figura 17B, a aparência de uma banda entre 1500 e 1600 cm-1 representa a 

presença de aminas (-NH2), indicando a ligação da enzima ao suporte. O espectro de IB-350-

LEC-GLU não revelou o aparecimento da banda referente às aminas, contudo, os ótimos 

resultados obtidos com Leci-GLU confirmam a presença da enzima imobilizada no suporte. 
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Os resultados de análise elementar estão apresentados na Tabela 5. O aumento no 

conteúdo de carbono para os suportes modificados é devido a maior quantidade desses 

elementos nos grupos funcionais aldeído, glutaraldeído e divinilsulfona em relação à 

quantidade de carbono nos grupos epóxi, como pode ser observado nas figuras 14 e 15, 

indicando que as modificações foram bem-sucedidas. Em relação aos biocatalisadores, 

observou-se uma maior porcentagem no teor de nitrogênio para essas amostras, confirmando a 

imobilização da enzima no suporte. Por último, o teor de enxofre foi maior para o suporte 

ativado com divinilsulfona, assim como para o biocatalisador Leci-DVS, indicando que 

ativação dessas amostras foi alcançada com sucesso. 

  

Tabela 5 - Conteúdo de elementos (C, H, N e S) do suporte e biocatalisadores por análise 

elementar. Outras especificações estão descritas em materiais e métodos. 

Amostras 
Massa 

(mg) 

Porcentagem de massa (%) 

Carbono Hidrogênio Nitrogênio Enxofre 

IB-350-Epóxi 1,656 23,820 8,545 0,090 1,405 

IB-350-Aldeído 2,708 63,080 9,200 0,205 0,000 

IB-350-DVS 1,639 60,095 7,785 0,305 3,915 

IB-350-GLU 2,526 62,270 9,195 0,135 0,000 

Leci-crossA 2,428 62,030 9,095 0,620 0,000 

Leci-crossE 2,047 62,035 9,135 0,565 0,000 

Leci-DVS 1,512 60,615 8,100 0,765 2,115 

Leci-GLU 2,583 62,390 9,175 0,110 0,000 

Fonte: Elaborada pela autora. 

 

 3.3.2 Imobilização da Lecitase seguindo diferentes estratégias 

 

A Figura 18 mostra o curso de imobilização da Lecitase nas diferentes 

preparações do suporte IB-350. Nas imobilizações por adsorção (Leci-adsE e Leci-adsA) 

praticamente toda a enzima aderiu ao suporte em apenas 1 hora de imobilização, isso pode ser 

explicado pela alta hidrofibicidade do suporte que permite uma rápida adsorção interfacial da 

enzima. (MATTE et al., 2017; ZHAO et al., 2015). Assim, o tempo de 3 horas de 

imobilização foi mantido para os próximos ensaios. Quando imobilizada em IB-350-DVS e 
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IB-350-GLU, a atividade enzimática inicial cai de forma mais lenta, no entanto em apenas 3 

horas quase toda a enzima é ligada ao suporte. 

É importante ressaltar que os métodos de ativação com IB-350 têm sido 

desenvolvidos pela primeira vez nesse artigo, na literatura apenas foram encontradas 

modificações com o suporte Immobead-150 (MATTE et al., 2014). Assim, a ativação com 

EDA seguida de glutaraldeído e divinilsulfona foi uma estratégia desenvolvida para permitir a 

formação de um braço espaçador com múltiplos grupos que podem interagir com a enzima de 

formas variadas, dependendo das condições de imobilização (BARBOSA et al., 2013; RIOS 

et al., 2016). A imobilização por adsorção seguida de cross-linking também foi avaliada, 

normalmente essa técnica é alcançada pela adição de reagentes bi ou multi cross-linking, tal 

como o glutaraldeído (ZHAO et al., 2015). 

 

Figura 18 - Curso de imobilização da Lecitase em diferentes preparações do suporte 

Immobead-350. (■): Leci-GLU (pH = 7,0 – 25 mM); (■): Leci-DVS (pH = 10,0 – 25 mM); 

(■): Leci-adsE (pH = 7,0 – 25 mM); (■): Leci-adsA (pH = 7,0 – 25 mM). A atividade foi 

medida através da hidrólise do p-NPB (50 mM). As linhas representam a tendência dos dados. 

Outras especificações estão descritas em materiais e métodos. 
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Fonte: Elaborada pela autora. 
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De acordo com os resultados da Tabela 6, o biocatalisador Leci-GLU apresentou a 

maior atividade do derivado frente às demais preparações. A imobilização a pH 7 foi 

estrategicamente escolhida, uma vez que os grupos gluteraldeído possuem baixa reatividade 

em valores de pH alcalino e imobilizações nesse tipo de tipo de suporte são realizadas em pH 

neutro (BARBOSA et al., 2013). Além disso, a presença do detergente Triton X-100 na 

concentração 0,01 % foi usada para evitar a formação de dímeros entre as moléculas de 

enzima (PALOMO et al., 2003). 

Comparando com a imobilização covalente no suporte não modificado (Leci-

2pE), todas as outras preparações, exceto Leci-DVS, apresentaram maior atividade do 

derivado e rendimento de imobilização, indicando que as modificações no suporte foram 

eficientes em formar biocatalisadores ativos. 

 

Tabela 6 - Parâmetros de imobilização da Lecitase imobilizada em diferentes preparações do 

suporte Immobead-350. Atividade medida através da hidrólise do p-NPB (50 mM). Carga de 

imobilização: 50 mg/g de suporte. Outras especificações estão descritas em materiais e 

métodos. 

Estratégia de imobilização/ 

25°C 

Ati (U/g) Atf (U/g) Atd (U/g) RI (%) 

Leci-2pE (pH = 7,0) 173,07 ± 1,8 29,1 ± 1,1 12,7 ± 0,1 83,2 

Leci-adsA (pH = 7,0) 171,21 ± 5,1a 23,4 ± 3,3 a 15,0 ± 0,7 86,3 a 

Leci-adsE (pH = 7,0) 180,74 ± 3,9b 24,0 ± 1,8 b 17,1 ± 0,9 86,7 b 

Leci-crossA (pH = 7,0) 171,21 ± 5,1 a 23,4 ± 3,3 a 14,4 ± 0,14 86,3 a 

Leci-crossE (pH = 7,0) 180,74 ± 3,9 b 24,0 ± 1,8 b 14,8 ± 0,5 86,7 b 

Leci-GLU (pH = 7,0) 209,33 ± 2,3 33,4 ± 0,1 17,4 ± 0,2 84,1 

Leci-DVS (pH = 10) 176,65 ± 2,2 31,9 ± 2,8 11,3 ± 0,1 81,9 

Fonte: Elaborada pela autora. 

Ati: Atividade inicial 

Atf: Atividade final 

Atd: Atividade do derivado 

RI: Rendimento de Imobilização 
a e b : Mesma etapa de imobilização, apenas a atividade do derivado muda, por causa do cross-linking. Os 

parâmetros Ati, Atf e Ri são os mesmos.  

 

Os resultados obtidos com divinilsulfona foram os mais baixos, isso pode estar 

associado com a alta reatividade dos grupos DVS, que, durante a ativação, podem formar 
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reações secundárias, como hidrólise dos grupos vinílicos ou até mesmo reagir com os outros 

resíduos do suporte, diminuindo os ligantes disponíveis para imobilização da enzima (RIOS et 

al., 2016; SCOBLE; SCOPES, 1997). Além disso, é possível que grupos DVS possam 

continuar reagindo com resíduos de aminoácidos da enzima já imobilizada, desestabilizando 

sua estrutura tridimensional, mesmo após a reação de bloqueio com borohidreto de sódio 

(DOS SANTOS et al., 2015a). 

Outro aspecto a ser observado é que os derivados preparados por adsorção seguida 

de cross-linking mantiveram uma atividade final alta, mesmo após a segunda etapa de 

ativação. Porém, apesar de todos os biocatalisadores terem apresentado uma elevada atividade 

do derivado e um alto rendimento de imobilização, ensaios de estabilidade também serão 

testados para avaliar a eficiência da ligação entre enzima e suporte. 

 

3.3.3 Estabilidade térmica e em solvente orgânico 

 

A temperatura e a presença de solventes orgânicos no meio podem influenciar 

significativamente a estabilidade enzimática, dependendo das condições de inativação. Além 

disso, a estabilidade do biocatalisador depende de diversos fatores como o tipo de ligação 

entre enzima e suporte, a rigidez da estrutura da enzima imobilizada, o tamanho do braço 

espaçador do suporte, o grau de ativação do suporte, dentre outros (BRADY; JORDAAN, 

2009; RIOS et al., 2016; SANTOS et al., 2015c). Valores elevados de pH, temperatura e 

concentração de solventes podem promover alterações na ionização enzimática ou no 

equilíbrio de hidrofobicidade/ hidrofilicidade, levando a uma hiperativação ou desativação da 

enzima (PETERSON et al., 2007; RODRIGUES; BERENGUER-MURCIA; FERNANDEZ-

LAFUENTE, 2011).  

Nesse contexto, foi realizado o ensaio de estabilidade térmica e em solvente dos 

derivados para testar a eficiência do processo de imobilização. De acordo com a Tabela 7, o 

derivado mais estável foi Leci-GLU, que apresentou os maiores tempos de meia-vida, tanto na 

temperatura de 65 °C, como na presença de acetonitrila. Esse derivado foi cerca de 29 vezes 

mais estável que a enzima livre a 65 °C e quase 2 vezes mais estável que a mesma em 

acetonitrila 30 %.  

Em comparação com a preparação Leci-2pE, na qual a imobilização da enzima 

ocorreu por meio de ligação covalente no suporte IB-350 diretamente ativado com grupos 

epóxi (suporte nativo), o derivado Leci-GLU foi muito mais estável, já que Leci-2pE não 
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apresentou atividade na temperatura de 65 °C e, na presença de acetonitrila 30 %, Leci-GLU 

exibiu um tempo de meia-vida cerca 13 vezes maior. Essa condição pode ser explicada porque 

a adição dos grupos glutaraldeído no suporte já aminado fornece muitas porções de interação 

entre as moléculas de enzima e suporte, permitindo alcançar uma forte ligação covalente 

multipontual. (BARBOSA et al., 2014; RIOS et al., 2016; RODRIGUES; BERENGUER-

MURCIA; FERNANDEZ-LAFUENTE, 2011). Assim, a preparação do biocatalisador 

promoveu uma forte interação enzima-suporte, que impediu a inativação da enzima devido a 

uma maior estabilização da sua estrutura tridimensional (LIMA et al., 2015b) em comparação 

com o derivado Leci-2pE.  

 

Tabela 7 - Tempos de meia-vida dos biocatalisadores produzidos em variados protocolos de 

imobilização, sob diferentes condições de inativação. Outras especificações estão descritas em 

materiais e métodos. 

Amostras 65 °C - pH 7,0 Acetonitrila 30 % 

Enzima livre 3,9 min ± 0,2 24 h ± 1,2 

Leci-2pE < 1 min 3,3 h ± 0,2 

Leci-adsA < 1 min 1,7 h ± 0,1 

Leci-adsE < 1 min 1,4 h ± 0,1 

Leci-DVS < 1 min 0,5 h ± 0,02 

Leci-crossA 1,0 h ± 0,07 22,6 h ± 0,9 

Leci-crossE 1,0 h ± 0,06 22,8 h ± 1,1 

Leci-GLU 1,9 h ± 0,07 42,6 h ± 2,3 

Fonte: Elaborada pela autora. 

 

Seguido do derivado Leci-GLU, os maiores tempos de meia-vida foram 

alcançados com Leci-crossA e Leci-crossE. Na temperatura de 65 °C, os biocatalisadores com 

cross-linking foram mais estáveis que a enzima livre por um fator de 14 vezes, enquanto que 

os derivados que foram apenas adsorvidos no suporte IB-350 com grupos aldeído e grupos 

epóxi (Leci-adsA e Leci-adsE, respectivamente) não mantiveram atividade nessa temperatura.  
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Com relação à imobilização por adsorção, tem sido reportado na literatura que 

apesar de ser um método simples e barato, ele possui algumas limitações, ao passo que a 

enzima pode facilmente dessorver do suporte em altas temperaturas e na presença de 

solventes orgânicos (BRADY; JORDAAN, 2009). Já enzimas que são previamente 

imobilizadas por adsorção em um suporte e, em seguida, reticuladas com glutaraldeído, por 

exemplo, aumentam sua estabilidade, uma vez que esse passo previne a dessorção da enzima 

e mantém a sua conformação inalterada (LÓPEZ-GALLEGO et al., 2005; RODRIGUES; 

BERENGUER-MURCIA; FERNANDEZ-LAFUENTE, 2011). 

O biocatalisador Leci-DVS também não manteve atividade na temperatura de 65 

°C, indicando que essa preparação não foi tão eficiente quanto a imobilização da Lecitase em 

IB-350-GLU, já que ambas foram desenvolvidas para favorecer a formação de ligações 

covalentes multipontuais entre enzima e suporte. Provavelmente essa preparação não foi 

capaz de promover um forte estabilização e rigidificação da estrutura da enzima e, assim, 

obteve uma menor estabilidade frente aos demais biocatalisadores (BARBOSA et al., 2013; 

RODRIGUES; BERENGUER-MURCIA; FERNANDEZ-LAFUENTE, 2011). 

  

3.3.4 Estabilidade operacional 

 

Nesse tópico, os derivados foram testados quanto a sua estabilidade operacional. 

Os biocatalisadores foram submetidos a 10 ciclos consecutivos de reuso e a atividade foi 

determinada pela hidrólise do p-NPB em cada ciclo de reação. Os resultados são apresentados 

na Figura 19 a seguir. 

O gráfico de barras mostra que os biocatalisadores foram altamente eficientes 

quanto à estabilidade operacional, desde que não houve queda da atividade enzimática ao 

longo dos 10 ciclos reacionais. Assim, é possível confirmar que as diferentes estratégias de 

imobilização da Lecitase foram eficientes e promoveram biocatalisadores robustos com 

elevada atividade e possibilidade de reuso por muitos ciclos de reação, sem a perda da 

atividade inicial. De acordo com Mihailovic et al., (2014), um dos aspectos mais importantes 

para o desenvolvimento de diferentes suportes para a imobilização enzimática é a sua possível 

reutilização em ciclos de batelada repetidos ou em processo contínuo. A possibilidade de 

reutilização do biocatalisador é um fator crucial para viabilizar economicamente os processos 

biocatalíticos. 
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Figura 19 - Estabilidade operacional dos derivados (■): Leci-GLU, (■): Leci-crossE e (■): 

Leci-crossA, (■): Leci-DVS, (■): Leci-adsE, (■): Leci-adsA e (■): Leci-2pE.  A atividade foi 

medida através da hidrólise do p-NPB (50 mM). Outras especificações estão descritas em 

materiais e métodos. 
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Fonte: Elaborada pela autora. 

 

3.3.5 Estabilidade de estocagem 

 

Os dados da Figura 20 mostram que ao longo de 30 dias de estocagem, os 

derivados armazenados à 4 °C mantiveram uma alta atividade em relação à inicial, exceto o 

biocatalisador Leci-DVS, que no trigésimo dia perdeu 60 % da sua atividade inicial. A baixa 

estabilidade desse derivado, que vem sendo observada ao longo do trabalho, provavelmente é 

decorrente da não estabilização das ligações entre a Lecitase e os grupos Divinilsulfona, que 

possivelmente não promoveram uma rigidificação tão eficaz da estrutura da enzima ou até 

mesmo o processo de imobilização alterou a conformação da mesma, dificultando a catálise. 

Seguido de Leci-DVS, os derivados que tiveram maior queda na atividade foram 

Leci-adsE, e Leci-adsA, mas, ainda assim, cerca de 80 % da atividade inicial foi mantida. 

Essa perda da atividade pode ser devido às fracas interações que são envolvidas na 
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imobilização por adsorção física, levando à dessorção de uma parte das enzimas ligadas ao 

suporte durante longos períodos de armazenamento (CANTONE et al., 2013; SHELDON; 

VAN PELT, 2013). 

Os demais biocatalisadores imobilizados por meio de ligação covalente (Leci-

GLU e Leci-2pE) e cross-linking (Leci-crossE e Leci-crossA) permaneceram com quase 100 

% da atividade inicial. Sabe-se que a ligação covalente é largamente utilizada para 

imobilização de enzimas, desde que esse método forma ligações estáveis entre enzima e 

suporte e previne a liberação na enzima no meio (BEZERRA et al., 2015; CANTONE et al., 

2013; RIOS et al., 2016; SHELDON, 2007). 

 

Figura 20 - Estabilidade de estocagem dos derivados (■): Leci-GLU, (■): Leci-DVS, (■): 

Leci-2pE, (■): Leci-adsE, (■): Leci-adsA, (■): Leci-crossE e (■): Leci-crossA, armazenados à 

4 °C. A atividade foi medida através da hidrólise do p-NPB (50 mM). As linhas representam a 

tendência dos dados. Outras especificações estão descritas em materiais e métodos. 
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Fonte: Elaborada pela autora. 

 

3.3.6 SDS-PAGE 

 

A análise de eletroforese em condições desnaturantes (presença de SDS) foi 

realizada para confirmar os tipos de ligações envolvidas entre enzima e suporte nos diferentes 
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derivados preparados. A tabela 11 no ANEXO A mostra os pesos moleculares 

correspondentes às bandas que foram detectadas pelo programa Gel Analyzer. A Lecitase 

Ultra apresenta peso molecular de 26 KDa. Na figura 21, as faixas 4, 5 e 8 não apresentaram 

bandas padrões de proteínas, confirmando a formação da ligação colvalente multipontual nos 

derivados Leci-DVS, Leci-GLU e Leci-2pE.  

 

Figura 21 - Análise de SDS-PAGE. Os experimentos foram realizados como descrito na 

Secção 2.3.9. Faixa 1: marcador de baixo peso molecular, Faixa 3: enzima livre, Faixa 4: 

Leci-DVS, Faixa 5: Leci-GLU, Faixa 6: Leci-crossE, Faixa 7: Leci-crossA, Faixa 8: Leci-

2pE, Faixa 9: Leci-adsE, Faixa 10: Leci-adsA. Edição feita pelo programa Gel Analyzer. 

Outras especificações estão descritas em materiais e métodos. 

 

Fonte: Elaborada pela autora. 

 

As faixas 6 e 7 correspondem aos cross-linkings (Leci-crossA e Leci-crossE, 

respectivamente) e, assim como nos biocatalisadores preparados por meio de ligação 

covalente, a enzima permaneceu ligada ao suporte, já que não foram detectadas proteínas no 

gel. Nesse caso, a adição do reagente glutaraldeído, permitiu a formação de ligações cruzadas 

entre as próprias enzimas, e também o suporte, formando uma malha de ligações estáveis que 

impede a liberação da enzima no meio (MATEO et al., 2007b). Adlercreutz (2013), relatou 

que a estratégia de adsorção seguida pela reticulação da enzima adsorvida reduz o risco de 

dessorção de mesma do suporte. 
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Por último, as bandas 9 e 10, que correspondem aos derivados Leci-adsA e Leci-

adsE, respectivamente, apresentaram uma tonalidade consideravelmente forte no gel de 

eletroferese, comprovando a utilização do método de adsorção física para imobilizar a enzima 

nos suportes ativados com grupos epóxi e aldeído. De acordo com Brady e Jordaan (2009), a 

adsorção é um método de imobilização bastante utilizado por ser relativamente simples e 

barato, além de não modificar quimicamente a enzima, porém apresenta algumas limitações à 

medida que a enzima tende a se desligar do suporte em altas temperaturas, solventes 

orgânicos, alta força iônica, etc (BEZERRA et al., 2015; SHELDON; VAN PELT, 2013).  

 

3.3.7 Atividade versus diferentes substratos 

 

Diversos trabalhos na literatura relatam que o processo de imobilização pode ser 

utilizado como uma ferramenta para modular as propriedades das enzimas, como atividade, 

estabilidade e seletividade  (RIOS et al., 2016; SANTOS et al., 2015d). Variações nas 

condições de imobilização (protocolos de imobilização, modificações químicas do suporte) 

determinam as interações físicas entre enzima-suporte e a conformação final da enzima, 

produzindo biocatalisadores com diferentes propriedades (SANTOS et al., 2015d). 

Nesse trabalho, os derivados foram aplicados em reações de hidrólise e 

transesterificação (acetilação), a fim de avaliar a versatilidade dos biocatalisadores versus 

diferentes substratos em diferentes reações. Os substratos selecionados foram ácido 

mandélico, um composto quiral com isômeros R e S (reação de hidrólise), e o álcool benzílico 

(reação de acetilação). O acetato de benzila, produto da segunda reação, é bastante utilizado 

na indústria de perfumaria alimentos e química (MAJUMDER et al., 2006).  

Nas reações com mandelato de metila, três diferentes condições de pH (5, 7 e 9) 

foram testadas para avaliar o efeito das interações entre enzima e suporte. Os melhores 

resultados foram obtidos com o derivado Leci-GLU, que apresentou uma elevada atividade 

nas três diferentes condições, enquanto as demais preparações exibiram baixa atividade a pH 

5. Contudo, Leci-crossA foi a preparação mais ativa nos pHs 7 e 9, exibindo uma atividade 

2,9 e 1,2 vezes maior que o derivado Leci-2pE, respectivamente. Leci-crossE e Leci-GLU 

também obtiveram elevadas atividades nesses pHs. 
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Tabela 8 - Atividade de diferentes preparações de Lecitase versus diferentes substratos. MM: 

Mandelato de Metila. Atividade está representada em U/mg. Outras especificações estão 

descritas em materiais e métodos. 

Amostras 
pH 5/R-MM 

(VR/VS) 

pH 7/R-MM 

(VR/VS) 

pH 9/R-MM 

(VR/VS) 

Álcool 

benzílico 

Leci-2pE 2,1 ± 0,1 

(0,53 ± 0,1) 

9,8 ± 0,5 

(0,85 ± 0,1) 

18,6 ± 0,9 

(0,96 ± 0,1) 
0,2 ± 0,1 

Leci-adsE 3,3 ± 0,2 

(0,41 ± 0,1) 

25,9 ± 2,2 

(0,84 ± 0,1) 

24,7 ± 1,3 

(1,01 ± 0,1) 
1,7 ± 0,1 

Leci-adsA 5,3 ± 0,4 

(0,55 ± 0,1) 

29,3 ± 2,3 

(1,03 ± 0,1) 

23,1 ± 1,3 

(0,89 ± 0,1) 
0,8 ± 0,0 

Leci-crossA 4,2 ± 0,4 

(0,53 ± 0,1) 

28,4 ± 2,3 

(0,93 ± 0,1) 

23,5 ± 2,2 

(0,91 ± 0,1) 
0,9 ± 0,0 

Leci-crossE 3,5 ± 0,1 

(0,67 ± 0,1) 

24,7 ± 1,8 

(0,86 ± 0,1) 

23,1 ± 1,9 

(0,93 ± 0,1) 
1,0 ± 0,1 

Leci-GLU 25,6 ± 1,7 

(6,6 ± 0,4) 

26,2 ± 2,4 

(3,53 ± 0,2) 

22,2 ± 2,2 

(0,90 ± 0,1) 
2,1 ± 0,1 

Leci-DVS 1,7 ± 0,2 

(0,39 ± 0,1) 

17,1 ± 1,2 

(1,01 ± 0,1) 

19,9 ± 1,1 

(0,85 ± 0,1) 
1,1 ± 0,1 

*Atividade (x103) 

Fonte: Elaborada pela autora. 

 

Como o mandelato de metila é um substrato mais complexo, com dois isômeros 

(R e S), é importante avaliar a preferência dos derivados por um deles. Pelos dados da Tabela 

8, verifica-se que quase todas as preparações tiveram maior afinidade pelo enantiômero S, 

apenas Leci-GLU apresentou maior seletividade pelo isômero R nos pHs 5 (VR/VS = 6,6) e 7 

(VR/VS = 3,53). Enquanto Leci-adsE e Leci-adsA não exibiram preferência por nenhum dos 

enatiômeros a pH 9 (VR/VS = 1,01) e 7 (VR/VS = 1,03), respectivamente. Dos santos et al. 

(2014) estudaram a atividade da Lecitase imobilizada em octyl-agarose versus o substrato 

mandelato de metila e os resultados mostram uma preferência pelo isômero S, com razões 

(VR/VS) por volta de 0,5 a pH 5 e 7 e 0,26 a pH 8,5. 

Usando álcool benzílico como substrato para a reação de transesterificação, a 

preparação mais ativa foi Leci-GLU (At = 2,1 U/mg), que apresentou atividade 10,5 vezes 

maior que Leci-2pE. A utilização de catalisadores enzimáticos evita as desvantagens 
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associadas com a síntese química desse produto, que é realizada por acetoxilação de tolueno, 

utilizando catalisadores inorgânicos. Essa reação gera produtos indesejáveis, além de levar a 

desativação do catalisador (MAJUMDER et al., 2006). 
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3.4 CONCLUSÃO 

 

De acordo com os resultados obtidos, pôde-se concluir que as estratégias de 

ativação do IB-350 foram eficientes e que a imobilização da Lecitase Ultra nas diferentes 

preparações do suporte produziram biocatalisadores com elevada atividade, estabilidade 

térmica e na presença de solvente orgânico. Quando comparados com a enzima solúvel, os 

derivados Leci-GLU, Leci-crossA e Leci-crossE foram cerca de 29,2; 15,38 e 15,38 vezes 

mais estáveis termicamente, enquanto na presença de 30% de acetonitrila, o derivado de Leci-

Glu obteve um tempo de meia-vida quase duas vezes maior que o da enzima livre. Além 

disso, os biocatalisadores também foram capazes de participar de 10 ciclos reacionais 

consecutivos, mantendo sua atividade relativa inalterada (100%), o que indica a eficácia 

dessas preparações para aplicações industriais que exigem a reutilização do biocatalisador. 

No que diz respeito à versatilidade catalítica dos derivados, foram obtidos altos 

valores de atividade para a reação de hidrólise com o mandelato de metila, a pH 7 e 10, e a 

maioria dos derivados apresentaram preferência pelo isômero S. Na acetilação do álcool 

benzílico, todos os biocatalisadores conseguiram sintetizar o acetato de benzila, contudo Leci-

GLU apresentou a maior atividade (2,1 U / mg). 
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ANEXO A 

 

Tabela 9 - Valores de CMC do Triton X-100 e SDS. 

Surfactante CMC (mM) Referências 

Triton X-100 0,24 - 0,27 (SINGH; TYAGI, 2015) 

SDS 8,0 - 8,2 (SINGH; TYAGI, 2015) 

 

Tabela 10 - Dados da análise de eletroforese, com peso molecular (MW) de cada banda 

identificada no gel. Dados obtidos pelo Gel Analyzer – Resultados 1. 

LINHA BANDA rf VOLUME MW 

1. 1. 0.201 3094 95 

1. 2. 0.321 8334 66 

1. 3. 0.469 8145 45 

1. 4. 0.677 6656 30 

1. 5. 0.922 4380 20 

1. 6. 0.983 3479 14 

3. 1. 0.687 5243 28 

8. 1. 0.684 2706 28 

9. 1. 0.679 5740 28 

 

Tabela 11 - Dados da análise de eletroforese, com peso molecular (MW) de cada banda 

identificada no gel. Dados obtidos pelo Gel Analyzer – Resultados 2. 

LINHA BANDA rf VOLUME MW 

1. 1. 0.206 3210 95 

1. 2. 0.327 9323 66 

1. 3. 0.472 8535 45 

1. 4. 0.695 6825 30 

1. 5. 0.943 2850 20 

1. 6. 0.995 685 14 

3. 1. 0.67 10967 29 

9. 1. 0.612 9342 33 

10. 1. 0.655 9359 30 

 


