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RESUMO 

 
Este trabalho teve por objetivo a produção do éster oleato de decila pela reação de esterificação 

utilizando como biocatalisador a lipase de Geotrichum candidum (LGC) imobilizada via 

adsorção física em um suporte preparado a partir de um resíduo agroindustrial (casca de arroz). 

O oleato de decila é um éster utilizado em uma variedade de cosméticos e produtos de cuidados 

pessoais, sendo que a sua síntese via catálise enzimática é de grande interesse para a indústria 

cosmética, pois os processos catalisados por enzimas são considerados naturais e menos 

agressivos ao meio ambiente e, além disso, eles propiciam a obtenção de um único produto 

final, reduzindo gastos adicionais com processos de purificação pós-reação. As lipases são 

enzimas que apresentam estereosseletividade, quimiosseletividade e regiosseletividade para o 

substrato. Essas propriedades as tornam extremamente versáteis e muito atraentes para 

diferentes aplicações, incluindo a indústria cosmética, oleoquímica, de alimentos, de 

detergentes, farmacêutica, dentre outras. Neste trabalho a LGC foi produzida por fermentação 

submersa a 30,0 ºC, pH 7,0, sob agitação de 250 rpm por 48h e purificada por precipitação. Na 

sequência ela foi imobilizada por adsorção física em diferentes suportes provenientes de 

resíduos agroindustriais como carvão ativado de palha de café e de palha de cana, sílica de palha 

de arroz funcionalizada com o grupo fenil e com o grupo vinil e ainda foi utilizando também 

um suporte de nanopartículas magnéticas. A caracterização das propriedades biocatalíticas dos 

derivados obtidos foi realizada e os suportes foram também avaliados quanto a sua 

hidrofobicidade, utilizando o corante Rosa de Bengala. Dentre os suportes avaliados, o que 

apresentou a melhor atividade do derivado foi o suporte de sílica, obtido da palha de arroz e 

funcionalizado com os grupos fenis (fenil-sílica).  Para este suporte, o efeito do carregamento 

de proteína foi avaliado, sendo que o derivado apresentando um carregamento de 8,13 mg/g de 

proteína foi selecionado para a etapa de esterificação subsequente. O processo de produção do 

oleato de decila foi otimizado utilizando-se um delineamento composto central rotacional 

(DCCR) para duas variáveis: a concentração de biocatalizador oferecido e a temperatura de 

reação. As condições ótimas para a produção do emoliente foram estabelecidas para 15 % (m/v) 

de biocatalizador e a temperatura de reação de 50 °C. A validação do planejamento foi realizada 

sob as melhores condições experimentais, tendo sua máxima conversão observada em 

aproximadamente 2 h (78%). O biocatalisador preparado manteve 73,3 % de sua atividade 

inicial após 6 ciclos consecutivos de 2 h de reação cada. 

Palavras-chave: Lipase. Geotrichum candidum. Imobilização. Otimização.  Esterificação.  



ABSTRACT 

 

The present work aimed to produce the decyl oleate ester by esterification reaction using the 

lipase of Geotrichum candidum (LGC) immobilized via physical adsorption on a support 

prepared from agro-industrial waste as a biocatalyst. Decyl oleate is an ester used in a variety 

of cosmetics and personal care products, and its synthesis via enzymatic catalysis is of great 

interest to the cosmetic industry, as the processes catalyzed by enzymes are considered natural 

and less aggressive to the environment. environment and, in addition, they provide a single final 

product, reducing additional expenses with post-reaction purification processes. Lipases are 

enzymes that exhibit stereoselectivity, chemoselectivity and regioselectivity for the substrate. 

These properties make them extremely versatile and very attractive for different applications, 

including the cosmetic, oleochemical, food, detergent and pharmaceutical industry. In this 

work, the lipase of Geotrichum candidum (LGC) was produced by submerged fermentation at 

30.0 ºC, pH 7.0 and under agitation of 250 rpm for 48h and purified by precipitation with 

organic solvent. Then, it was immobilized by physical adsorption on different supports from 

agro-industrial residues, such as activated carbon of coffee straw and cane straw, rice straw 

silica functionalized with the phenyl group and with the vinyl group and also using a magnetic 

nanoparticle support, in the sequence the characterization of the biocatalytic properties of the 

derivatives obtained was carried out. Derivatives were also evaluated for their hydrophobicity 

using the Bengal Rose dye. Among the evaluated supports, the one that presented the best 

activity of the derivative was the silica support, obtained from rice straw and functionalized 

with the phenyl groups (phenyl-silica). The effect of the protein loading was evaluated to 

support phenylsilica, and the derivative with a loading of 8.13 mg / g was selected for the 

subsequent esterification step. The decyl oleate production process was optimized using a 

central rotational composite design (DCCR) for two variables: the concentration of biocatalyst 

offered and the reaction temperature. The optimum conditions for the production of the 

emollient were established for 15% (w / v) of biocatalyst and the reaction temperature of 50 ° 

C. The planning validation was performed under the best experimental conditions, with its 

maximum conversion observed in approximately 120 min (78%). The prepared biocatalyst 

maintained 73.3% of its initial activity after 6 consecutive cycles of 2 h of reaction each. 

Keywords: Lipase. Geotrichum candidum.  Immobilization.   Optimization. Esterification. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

Os emolientes são ingredientes essenciais em todos os tipos de produtos de cuidados 

pessoais especialmente para a categoria de cuidados com a pele. A maioria dos emolientes são 

hidrocarbonetos de cadeia longa (ácidos graxos), geralmente combinados com álcoois para a 

formação de ésteres. Estes vêm sendo utilizados em uma ampla variedade de aplicações por 

suas propriedades sensoriais e emolientes, em formulações cosméticas como, por exemplo, em 

cremes, pomadas, protetores solares, sabonetes, sprays, loções entre outros. A maioria desses 

ésteres é derivada sinteticamente do petróleo ou dos triacilglicerídeos naturais (ALANDER, 

2020; ĆOROVIĆ et al., 2020). 

Devido à variabilidade dos preços do petróleo bruto, os ésteres derivados dessa matéria 

prima se tornam cada dia mais dispendiosos, aumentando os custos referentes a sua utilização. 

Além disso, as indústrias de cosméticos começaram a direcionar seus produtos para 

formulações não agressivas ao meio ambiente e derivadas de produtos naturais e sustentáveis. 

Essa situação levou à necessidade de novas pesquisas a fim de se encontrar alternativas para a 

produção desses ésteres de forma sustentável (TRANSPARENCY MARKET RESEARCH, 

2020). 

O oleato de decila, conhecido como éster de cera, é um éster feito de álcool de cadeia 

linear (1-decanol) e ácido oleico. É usado em uma variedade de cosméticos e produtos de 

cuidados pessoais, incluindo maquiagem e produtos para a pele e cabelo. O seu desempenho 

sensorial é frequentemente comparado aos populares triacilglicerídeos de cadeia média, obtidos 

de fontes naturais (OLEOCHEMICAL, 2019). Entretanto, os ésteres de cera disponíveis 

naturalmente por meio de secreções naturais de plantas e animais são tipicamente caros, pois 

as fontes são finitas (JAISWAL; RATHOD, 2019). 

Uma forma de síntese do oleato de decila é via reação de esterificação usando 

catalisadores químicos como ácido p-toluenossulfônico e derivados de organo-estanho. No 

entanto, vários subprodutos indesejáveis também são gerados como olefinas, aldeídos, éteres e 

sais, exigindo processos de purificação pós-reação (HILLS, 2003). 

Os ésteres de cera sintetizados por via enzimática são considerados similares aos ésteres 

de cera naturais e, portanto, podem ser usados com segurança e sem riscos nas indústrias de 

cosméticos e alimentos. A classe de biocatalisador mais amplamente utilizada para reação 

biotecnológica para a síntese de produtos químicos orgânicos é a enzima lipase. Elas possuem 
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um interesse substancial para pesquisadores e indústrias, pois apresentam estereosseletividade, 

quimiosseletividade e regiosseletividade para o substrato.  

A biocatálise enzimática é uma técnica atrativa para a produção de produtos 

biotecnológicos em decorrência da sua especificidade, reduzido tempo de processo, baixo 

consumo de energia e por não apresentar toxicidade, sendo ainda que os produtos gerados por 

essa técnica são considerados similares aos obtidos de forma natural (GIRELLI; ASTOLFI; 

SCUTO, 2020). 

A engenharia de proteínas, juntamente com as técnicas de imobilização, buscam 

promover uma maior estabilidade para uma enzima que é empregada em reações com condições 

adversas como elevadas temperaturas e a presença de solventes e/ou reagentes que podem 

causar a sua desnaturação, caso ela seja utilizada na sua forma livre. As técnicas de imobilização 

enzimática em materiais insolúveis representam um custo adicional, mas garantem a 

recuperação da enzima ao final do processo, maior precisão para controle do processo catalítico 

e maior estabilidade da enzima contra agentes desnaturantes e proteolíticos. Por essa razão, a 

busca por materiais alternativos como os resíduos agroindustriais que possam ser utilizados 

como suporte, a um baixo custo, é atrativa. Desta forma, além dos benefícios econômicos 

obtidos para a enzima, há ainda uma redução dos problemas de disposição de resíduos agrícolas 

(APRICENO et al., 2019; MASSIMI et al., 2018; SAFARIK et al., 2018). 

No presente trabalho, a síntese enzimática de oleato de decila foi realizada por meio da 

reação de esterificação do ácido oleico com 1-decanol. A novidade está na produção de um 

derivado não comercial, utilizando um biocatalisador e suporte não comerciais. A LGC foi 

inicialmente imobilizada via adsorção física em diferentes suportes, que foram preparados a 

partir de resíduos agroindustriais e utilizados para imobilização enzimática, como carvão 

ativado de palha de café e de palha de cana, sílica da casca de arroz funcionalizados com o 

grupo fenil e com o grupo vinil e novos materiais como as nanopartículas magnéticas. Até o 

presente momento há poucos relatos na literatura sobre a produção do oleato de decila via 

síntese enzimática, justificando o presente trabalho. 
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1.1 OBJETIVO 

 

1.1.1 Objetivo geral 
 

 O objetivo principal foi a produção do éster oleato de decila pela reação de 

esterificação utilizando como biocatalisador a LGC imobilizada via adsorção física no suporte 

preparado a partir de resíduo agroindustrial (casca de arroz funcionalizada com grupos fenis).  

 
1.1.2  Objetivos específicos 

Para se alcançar o objetivo principal proposto, alguns objetivos específicos precisaram 

ser observados. Estes podem ser descritos como:  

 

a) Produzir a LGC por fermentação submersa;  

b) Purificar a lipase produzida; 

c) Avaliar os diferentes suportes para a etapa de imobilização para a enzima 

purificada;  

d) Caracterizar as propriedades biocatalíticas dos derivados obtidos; 

e) Aplicar o biocatalisador produzido na síntese do oleato de decila; 

f) Otimizar a síntese do oleato de decila, utilizando a metodologia do planejamento 

fatorial; 

g) Verificar a estabilidade operacional do biocatalisador produzido. 
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2 REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

 

2.1 LIPASES 

 

As enzimas são biocatalisadores, de natureza principalmente proteica, que participam de 

várias reações bioquímicas, tendo como papel fundamental o controle metabólico. Estas 

moléculas aceleram reações termodinamicamente favorecidas, sendo extremamente versáteis, 

estereoespecificas e de elevada importância nos processos biotecnológicos (COELHO; 

SALGADO; RIBEIRO, 2008). 

Com a descoberta de um número expressivo de enzimas, houve a necessidade de 

sistematização de nomenclatura. A União Internacional de Bioquímica e Biologia Molecular 

(IUBMB) adotou uma divisão das enzimas em seis grupos de acordo com o tipo de reação 

catalisada, conforme mostra a Tabela 1: 

Tabela 1 - Classificação das enzimas estabelecida pela IUBMB.  

Nº Classe da enzima Tipo de reação catalisada 

1 Oxiredutasses Reação de oxidação-redução 

2 Transferase Transferência de grupos funcionais  

3 Hidrolase Reações de Hidrolise  

4 Liases Remoção de grupos para formar ligações duplas 

5 Isomerases Isomerização 

6 Ligases Formação de ligações entre duas moléculas   

Fonte: Adaptado de Motta (2005). 

Nas últimas décadas, a aplicação prática de enzimas foi amplamente alcançada em várias 

indústrias de processamento bioquímico (KIM; GRATE; WANG, 2006), incluindo sínteses 

orgânicas, produtos químicos finos e a granel, saúde e produtos farmacêuticos, bem como 

alimentos, cosméticos, têxteis, celulose e papel. A aplicação atual de enzimas livres em escala 

industrial ainda é obstruída pela restrição da baixa estabilidade catalítica e recuperação da 

mesma (SHELDON, 2007a). Além disso, a natureza frágil das enzimas causa-lhes falta de 

desempenho catalítico em condições extremas como alta temperatura, estresse mecânico, acidez 

ou alcalinidade excessiva, solventes orgânicos incompatíveis, desnaturantes ou surfactantes, etc. 

(LIANG et al., 2020). 

Devido às propriedades específicas como enantiosseletividade, regiosseletividade e 

especificidade pelo substrato as lipases se destacam dentre as demais enzimas. Elas podem ser 
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produzidas por fontes animais, vegetais e microbianas (CARRIERE et al., 2000; FACCHINI et 

al., 2015; GILBERT, 1993; JAEGER et al., 1994; MUKHTAR et al., 2016; PACKTER, 1994). 

As lipases (triacilglicerol acilidrolase EC 3.1.1.3) são hidrolases capazes de catalisar a 

hidrólise de triacilgliceróis (TAGs) em glicerol e ácidos graxos livres (AGLs) (Figura 1) em 

meio aquoso. Em meio orgânico, as lipases catalisam reações de esterificação, transesterificação 

e interesterificação. Os substratos das lipases são diversificados e podem ser compostos por 

lipídios neutros, fosfolipídios e lisofosfolipídios ou éter lipídico (MELANI; TAMBOURGI; 

SILVEIRA, 2020; NOMURA; CASIDA, 2016; SANTOS et al., 2013).  

 

  Figura 1 - Hidrólise de triglicerídeos por lipase. 

 
    Fonte: Adaptado de Singh; Mukhopadhyay (2012). 
 

As estruturas 3-D de lipases de Rhizomucor miehei, Geotrichum candidum, Candida 

rugosa, Rhizopus delemar, Pseudomonas glumae, Penicillium camembertii, Humicola 

lanuginosa e do pâncreas humano foram resolvidas cristalograficamente (BERTOLINI et al., 

1994; BRADY et al., 1990; DEREWENDA; DEREWENDA; DODSON, 1992; NOBLE et al., 

1993; GROCHULSKI et al.,1993). Esses estudos forneceram informações detalhadas sobre as 

relações estrutura-função nas lipases. As estruturas cristalinas indicaram que todas essas lipases 

têm uma dobra α / β-hidrolase comum.  

O estudo também mostrou uma tríade catalítica (Ser-His Asp/Glu) semelhante à 

encontrada em serina proteases, e uma tampa cobrindo o sítio ativo. Durante a ativação, a tampa 

que cobre o sítio ativo é deslocada torna-o acessível ao substrato. As lipases apresentam uma 

grande variedade de sequências primárias com uma gama de massas moleculares entre 20 kDa 

a cerca de 110 kDa para lipases fúngicas maiores. No entanto, todas as lipases exibem a mesma 

estrutura dobrada α / β-hidrolase, comum também em muitas outras hidrolases com tríade 

catalítica idêntica composta por Ser, His, Asp e, às vezes, Glu no lugar de Asp (Figura 2) 

(BORRELLI; TRONO, 2015; CYGLER et al., 1993; DAVID et al., 1992; KRAUT, 1977; 

SCHMID; VERGER, 1998). 
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Figura 2 - Estrutura cristalina da lipase de Thermomyces lanuginosus. A folha-β é 

mostrada em azul, rodeada por algumas hélices em amarelo, e o resíduo do 

sítio de serina ativo em bastões vermelhos, e a tampa mostrada em 

vermelho. Tanto a conformação aberta quanto a fechada são mostradas 

sobrepostas. 

 

    Fonte: (SVENDSEN, 2000). 

 
2.2 LIPASE DE ORIGEM FÚNGICA 

 

Os fungos filamentosos são considerados a melhor fonte para a produção de lipases 

extracelulares voltada para a aplicação industrial e esses podem crescer em vários habitats, 

incluindo sementes, óleos vegetais usados, solo contaminado com óleos, bem como alimentos e 

produtos lácteos deteriorados (SINGH; MUKHOPADHYAY, 2012). As melhores linhagens 

descritas para a produção extracelular de lipases são: Aspergillus, Geotrichum, Mucor, 

Penicillium, Rhizopus, sendo que Candida rugosa, Candida utilis, Pichia sp., Rhodotorula sp. e 

Yerrowia sp. são descritas como sendo notáveis leveduras produtoras de lipase (BASHEER et 

al., 2011; BHARATHI; RAJALAKSHMI, 2019; MELANI; TAMBOURGI; SILVEIRA, 2020).  

A produção de lipase pelos fungos varia de acordo com a cepa, a composição do meio 

de crescimento, as condições de cultivo, a temperatura, o pH e o tipo de fontes de carbono e 

nitrogênio usadas. Na Tabela 2 encontram-se algumas cepas produtoras de lipase utilizando 

fermentação submersa (SmF) ou fermentação sólida (SSF) (BHARATHI; RAJALAKSHMI, 

2019; CIHANGIR; SARIKAYA, 2004; COLEN; JUNQUEIRA; MORAES-SANTOS, 2006; 

SHARMA; CHISTI; BANERJEE, 2001; SINGH; MUKHOPADHYAY, 2012). 
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Tabela 2 - Cepas de fungos e leveduras para produção de lipase por fermentação submersa e 

fermentação sólida.                                                                                         

                                                                                                                                         (continua) 

Micro-

organismo 

Tempo 

(h) 

Atividade 

(U/mL) 

Substrato Fermentação Refêrencia 

Penicillium 

aurantiogriseum 

48 25 Óleo de soja SmF (LIMA et al., 2003)  

Rhizopus 

rhizopodiformis 

24 43 Torta-bagaço de 

azeite de oliva 

SSF (CORDOVA et al., 1998) 

Rhizopus 

pusillus 

25 108 Torta-bagaço de 

azeite de oliva 

SSF (CORDOVA et al., 1998) 

Penicillium 

restrictum 

24 30 Torta de óleo de 

babaçu 

SSF (PALMA et al., 2000) 

Penicillium 

simplicissimum 

36 30 Torta de óleo de 

babaçu 

SSF (GUTARRA et al., 2007) 

Rhizopus 

oligosporus 

TUV-31 

48 76,6 Gema de ovo SSF (IFTIKHAR; ., 2001) 

Rhizopus 

oligosporus 

ISUUV-16 

48 81,2 Farinha de 

amêndoa 

SSF (AWAN et al., 2003) 

Aspergillus 

carneu 

96 12,7 Óleo de girassol SSF (KAUSHIK et al., 2006) 

Candida 

cylindracea 

179,5 23,7 Ácido Oleico SmF (KIM; HOU, 2006) 

Candida rugosa 50 3,8 Azeite de oliva SmF (RAJENDRAN; 

PALANISAMY; 

THANGAVELU, 2008) 

Penicillium 

verrucosum 

48 40 Farelo de soja SSF (KEMPKA et al., 2008) 

Geotrichum sp. 24 20 Azeite de oliva SmF (BURKERT; MAUGERI; 

RODRIGUES, 2004) 
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Tabela 2. Cepas de fungos e leveduras para produção de lipase por fermentação submersa e 

fermentação sólida.                                                                                         

                                                                                                                                      (conclusão) 

Micro-

organismo 

Tempo 

(h) 

Atividade 

(U/mL) 

Substrato Fermentação Refêrencia 

Rhizopus 

homothallicus 

12 826 Azeite de oliva SSF (RODRIGUEZ et al., 

2006) 

Penicillium 

chrysogenum 

168 46 Farelo de trigo SSF (NARWAL; GUPTA, 

2013) 

Fusarium solani 

FS1 

120 0,45 Óleo de gergelim SmF (MAIA et al., 2001) 

Penicillium 

simplicissimum 

48 21 Torta de soja SSF (DI LUCCIO et al., 2004) 

Aspergillus 

awamori 

96 495 Óleo de farelo de 

arroz 

SmF (BASHEER et al., 2011) 

Candida 

cylindracea 

NRRLY17506 

175 20,4 Águas residuais 

de moinho de 

azeite 

SmF (BROZZOLI et al., 2009) 

Fonte: Elaborada pelo autor (2021). 

 

As lipases fungicas têm recebido mais atenção quando comparadas às mesmas enzimas 

provindas de plantas e animais, devido a sua diversidade na atividade catalítica, alto rendimento 

e baixo custo de produção, assim como a relativa facilidade de manipulação genética e por não 

necessitarem de cofatores. A sua alta versatilidade permite a aplicação em diferentes indústrias 

tais como alimentícia, laticínios, detergente, farmacêutica, produção de biodiesel, couro, têxtil, 

cosmética, papel e oleoquímica (AKBAS et al., 2015; HOUDE; KADEMI; LEBLANC, 2004; 

LOLI et al., 2015; MARQUES et al., 2014; MUKHTAR et al., 2016; NARWAL; GUPTA, 

2013; NIYONZIMA; MORE, 2014; SUBHASH et al., 2013; VELLARD, 2003). Na produção 

de cosméticos, elas podem funcionar como ingredientes ativos em uma formulação cosmética e 

como biocatalisador na síntese de produtos químicos cosméticos específicos (ANSORGE-

SCHUMACHER; THUM, 2013; ARANA-PEÑA et al., 2020; JAEGER; REETZ, 1998; 

ZHONG et al., 2020). 

Por serem amplamente diversificadas em suas propriedades enzimáticas e possuírem 

especificidade para diversos tipos de substrato, as lipases se tornaram muito atraentes para 
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aplicações industriais (HASAN; SHAH; HAMEED, 2006; KAPOOR; GUPTA, 2012; RAY, 

2015). Os maiores fabricantes de enzimas comerciais, Novozymes, DuPont, DSM, Amano 

Enzyme Inc. e Lonza Group que operam em nível global de mercado, preveem um aumento na 

demanda de lipases para os próximos anos. 

O tamanho do mercado global de enzimas foi avaliado em 2019 em US $ 9,9 bilhões de 

dólares e deve crescer a uma taxa composta de crescimento anual de 7,1% de 2020 a 2027  

(GRAND VIEW RESEARCH, 2020). Entre 2015 e 2020, a fatia do mercado global de enzimas 

destinado às lipases alcançou US $ 590,5 milhões de dólares com uma taxa de crescimento 

anual de 6,5%. A região Ásia-Pacífico foi o maior mercado consumidor de lipases em 2014 e 

durante o período desta previsão, estimou-se que esse mercado cresceu uma taxa de crescimento 

anual maior do que 6,5 % proposto para o restante do mundo. Além disso, espera-se também 

que os países em desenvolvimento, como Índia, China e Brasil, possam aumentar o seu mercado 

consumidor de lipases para os próximos anos (CHANDRA et al., 2020; PATEL et al., 2020). 

 

2.2.1 Aplicação da lipase em ésteres de interesse industrial  

 

Dentre todas as classes de compostos orgânicos usados em cosméticos, os ésteres têm 

uma ampla gama de aplicações na indústria cosmética, como emolientes em cremes, surfactantes 

em xampus, antioxidantes em cremes anti-idade, e sabores em cosméticos labiais, dependendo 

de suas propriedades específicas (THUM; OXENBØLL, 2008). 

 A Tabela 3 apresenta uma breve revisão geral da síntese de ésteres de interesse para 

indústrias de cosméticos catalisada por lipase. 

Tabela 3 – lipases utilizadas para produção de ésteres de cosmeticos.  

 (continua) 

Fonte da lipase Éster produzido Propriedade Tempo de 
Reação 

Referência 

Candida antartica Oleil acetato Emoliente 5 min (RADZI et al., 2005) 

Rhizomucor miehei Oleato de 
Galactose 

Surfactante 2 h (ABDULMALEK et 

al., 2012) 
Sthaphylococcus 

xylosus 

Propil galato Antioxidante 48 h (BOUAZIZ et al., 
2010) 

Candida artica Éster de ácido 
cinâmico 

Antioxidante 12 dias (STAMATIS; SERETI; 
KOLISIS, 2001) 
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Tabela 3 – lipases utilizadas para produção de ésteres de cosmeticos.  

 (continuação) 

Fonte da lipase Éster produzido Propriedade Tempo de 
Reação 

Referência 

Candida rugosa Valerato de etila Sabor 9 dias (RAGHAVENDRA; 
SAYANIA; 
MADAMWAR, 
2010) 

Rhizopus oligospurus n-butil acetato Sabor 24 h (MAHAPATRA et 

al., 2009) 
Rhizopus oligospurus n-propil acetato Sabor 24 h (MAHAPATRA et 

al., 2009) 
Candida antartica Octil, Decil e 

Dodecil ester 
Emoliente 24 h (VILLENEUVE et 

al., 2003) 
Candida antártica B Laurato de 

frutose 
Surfactante 72 h (ŠABEDER; 

HABULIN; KNEZ, 
2006) 

Candida antártica B Palmitato de 
Frutose 

Surfactante 72 h (ŠABEDER; 
HABULIN; KNEZ, 
2006) 

Candida sp. Oleato de cetila Emoliente 8 h (LI; HU; HAN, 2015) 

Candida antartica Acetato de 
geranilo 

Sabor 120 h (TRUSEK-
HOLOWNIA; 
NOWORYTA, 2007) 

Rhizomocur miehei Oleato de frutose Surfactante 26 hrs (KHALED et al., 
1991) 

Rhizopus sp. Butirato de 
isoamila 

Sabor 48 hrs (MACEDO; 
PASTORE; 
RODRIGUES, 2004) 

Rhizomocur miehei Acetato de 
isoamila 

Sabor 72 h (HARI KRISHNA et 

al., 2001) 
Candida rugosa n-amil 

isobutirato 
Sabor 48 h (MILAŠINOVIĆ et 

al., 2012) 
Rhizomucur miehei Oleato de etila Emoliente 24 h (OLIVEIRA et al., 

2000) 
Pseudomonas 

cepacia 

n-butil 
hidrocinâmico 

Antioxidante 48 h (PRIYA; CHADHA, 
2003) 

Bacillus 

stearothermophilus 

Éster de ácido 
ascorbio 

Antioxidante 30 min (BRADOO; 
SAXENA; GUPTA, 
1999) 

Candida sp. Palmitato de 
isopropila 

Emoliente 2 h (GARCIA et al., 
1999) 

Rhisopus oryzae Butanoato de 
etila 

Sabor 48 h (GROSSO; 
FERREIRA-DIAS; 
PIRES-CABRAL, 
2013) 

Candida sp. Palmitato de 1-
etilexila 

Emoliente 30 h (TAN; CHEN; YE, 
2006) 

Candida antartica Oleato de decila Emoliente 1 h (RANI et al., 2015) 

Thermomyces 

lanuginosus 

Oleato de decila Emoliente 3 h (MIGUEZ et al., 
2018) 
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Tabela 3 – lipases utilizadas para produção de ésteres de cosmeticos.  

 (conclusão) 

Fonte da lipase Éster produzido Propriedade Tempo de 
Reação 

Referência 

Aspergillus sp. Oleato de decila Emoliente 72 h (AULAKH et al., 
2017) 

Staphylococcus 

epidermidis 

Oleato de decila Emoliente 10h (CHANG; CHOU; 
SHAW, 2001) 
 

Fonte: Elaborada pelo autor (2021). 

 

Como pôde ser observado na Tabela 3, há ainda poucos trabalhos na literatura que 

utilizaram a rota enzimática para a produção do oleato de decila, justificando o presente trabalho. 

2.2.2 Lipase de Geotrichum candidum (LGC) 

 

O Geotrichum candidum é um fungo filamentoso (Figura 3) que produz lipases somente 

na presença de triglicerídeos no meio de fermentação. As LGC foram objeto de intensa 

investigação por detalhes em sua estrutura que pudessem explicar as diferentes seletividades de 

ácidos graxos observadas em reações hidrolíticas, quando catalisadas por essas enzimas.  A LGC 

possui uma especificidade única para ácidos graxos insaturados com ligações duplas na posição 

cis-9 ou cis, cis-9, 12; sendo que as ligações ésteres desses ácidos graxos são hidrolisadas muito 

mais rapidamente do que a maioria dos outros. (BAILLARGEON; BISTLINE; SONNET, 1989; 

MALDONADO et al., 2016; SONNET; MCNEILL; JUN, 1994). A reação preferencial de 

ácidos graxos insaturados cis-9, notadamente os ácidos oleico, linoléico, linolênico e 

palmitoléico, é considerada industrialmente útil, pois permite a produção de ácidos graxos 

interessantes a partir dos óleos correspondentes concentrados como o enriquecimento com ácido 

linoléico conjugado, e também, podem oferecer novas propriedades enantiosseletivas com 

relevância na química fina e farmacêutica (CHARTON; MACRAE, 1993; MALDONADO et 

al., 2016).  

As lipases produzidas por G. candidum são capazes de catalisar ambas reações de 

hidrólise (em meio aquoso) e síntese de ésteres, e suas especificidades variam de acordo com a 

linhagem tanto quanto a capacidade hidrolítica para formação de di- e monoacilglicerol, glicerol 

e ácidos graxos livres. Além disso, o meio em que elas são produzidas influencia no perfil dos 

ácidos graxos hidrolisados. Como elas foram uma das primeiras lipases investigadas há muitos 

relatos sobre sua produção, isolamento, atividade e seletividade ao longo dos anos 

(BHATTACHARYYA; BANERJEE, 2007; BURKERT; MAUGERI; RODRIGUES, 2004; 



26 
 

MALDONADO et al., 2012), sendo que as preparações de enzimas brutas de diferentes cepas 

de Geotrichum candidum exibiram vários graus de especificidade para o tipo e posição dos 

ácidos graxos hidrolisados de triacilgliceróis e ésteres graxos (BERTOLINI et al., 1994; 

MALDONADO et al., 2016). Na tabela 4 estão listadas algumas cepas e os diferentes meios de 

produção utilizados para a produção de lipases. 

 

Figura 3 - Geotrichum candidum em meio SDA (Ágar Sabouraud dextrose).   

                   

Fonte: Autor (2020). 
 

Tabela 4 - Diferentes condições para produção de lipase tendo como fonte microbiana diferentes 

cepas de Geotrichum candidum. 

(continua) 

Fonte Microbiana Condições de Produção Referência 

G. candidum (DBM 

4012, 4013 e 4166) e 

G. ludwigii (DBM 48) 

Inoculo líquido / Uréia e azeite / tubos agitados / 

24 h / 30 °C / Inóculo líquido / Peptona, glicose e 

azeite / tubos agitados / 24 h, 30 °C 

(ZAREVÚCKA et 

al., 2005) 

G. candidum 4013 Inóculo líquido / peptona e glicose / frascos 

agitados /  

30 °C / 24 h 

(BRABCOVÁ; 

ZAREVÚCKA; 

MACKOVÁ, 2010) 

G. candidum (41 

cepas) 

Peptona, glicose e azeite / frascos agitados, 120 

rpm / 30 °C / 48 h 

(SACRISTÁN et 

al., 2012) 
 

G. candidum 

NRRLY 552 

Inóculo sólido / licor de maceração de milho e óleo 

de soja / frascos agitados e tanque agitado e 

reatores de transporte aéreo, 250 rpm / pH = 7,0 / 

30 °C 

(MALDONADO et 

al., 2014) 
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Tabela 4 - Diferentes condições para produção de lipase tendo como fonte microbiana diferentes 

cepas de Geotrichum candidum. 

(conclusão) 

Fonte Microbiana Condições de Produção Referência 

Geotrichum sp. e G. 

candidum NRRLY 

552 

Inóculo sólido / licor de maceração de milho e óleo 

de soja / frascos agitados, 150 rpm / pH = 6,0 / 30 

°C 

(MALDONADO; 
MACEDO; 
RODRIGUES, 
2014) 
 

G. candidum NRRL 

Y-552 

Inóculo sólido / hidrolisado de levedura e óleo de 

soja / frascos agitados, 250 rpm / transporte aéreo, 

1 vvm / pH = 7,0 / 30 °C 

(MALDONADO et 

al., 2015) 

G. candidum 

NRRLY 552 

Inoculo sólido / peptona e óleo de soja / reator 

tanque agitado, 250 rpm / pH = 7,0 / 30 °C 

(MALDONADO et 

al., 2012) 

G. candidum 

penicillatum M2 

Inóculo líquido / extrato de levedura (10 g L – 1), 

resíduo de refino de óleo de girassol (10 mL L – 1) 

e minerais / frascos agitados, 170 rpm 

(MLADENOSKA, 

2014) 

Fonte: Adaptado de Maldonado et al (2016). 

 

 

2.3 IMOBILIZAÇÃO ENZIMÁTICA 

 

A imobilização enzimática tem sido considerada uma técnica bastante atrativa para a 

aplicação comercial de enzimas. Refere-se a uma enzima que está física ou quimicamente 

confinada ou localizada em uma determinada região ou espaço que propicia uma retenção de 

sua atividade catalítica em muitos ciclos de operações. O principal interesse na utilização de 

enzimas imobilizadas está associado às vantagens oferecidas por esta técnica em comparação 

com a utilização de enzimas livres (ADLERCREUTZ, 2013; MOHAMAD et al., 2015). 

Dentre as vantagens apresentadas pela técnica de imobilização enzimática pode-se 

destacar a facilidade de separação das enzimas do meio reacional, o que possibilita a sua 

reutilização e diminui a possibilidade de contaminação por proteínas do produto final. Além 

disso, a imobilização fornece a possibilidade de um aumento de estabilidade enzimática mesmo 

utilizando-se elevadas temperaturas e variações de pH. Ainda, ela pode proporcionar a 

modulação da seletividade e especificidade enzimática, bem como a redução de problemas de 
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inibição, além de facilitar a remoção da enzima em qualquer ponto da reação e prevenção da 

perda de enzima (GARCIA-GALAN et al., 2011; GEOR MALAR et al., 2020). 

 

2.3.1 Métodos de imobilização 

 

A seleção do método de imobilização apropriado é uma etapa muito importante, pois 

desempenha o papel principal na determinação da atividade e das características da enzima em 

uma determinada reação. As especificações do processo para o catalisador, incluindo a 

atividade enzimática geral, a eficácia da utilização da enzima, as características de desativação 

e regeneração da enzima, o custo do procedimento de imobilização, a toxicidade dos reagentes 

de imobilização e as propriedades finais desejadas das enzimas imobilizadas são fatores que 

devem ser considerados (CHIOU; WU, 2004). 

Apesar da grande diversidade de métodos desenvolvidos e aplicados na imobilização, 

não há um método aplicável para todas as enzimas ou propósitos, considerando a natureza da 

estrutura de cada proteína. Portanto, para cada aplicação de uma enzima imobilizada é 

necessário escolher o procedimento mais simples e mais barato e que resulte em um derivado 

com boa retenção de atividade e alta estabilidade operacional (MENDES et al., 2012). 

De modo geral, a imobilização de proteínas pode ser subdividida em métodos químicos 

e físicos. Os métodos químicos envolvem a formação de ligações covalentes obtidas pela 

ligação de éter, tio-éter, amida ou carbamato entre a enzima e o suporte ou ainda por meio de 

ligações cruzadas, na qual as proteínas são imobilizadas a partir da reação direta com um agente 

reticulante. Os métodos físicos são caracterizados por ligações mais fracas, como ligações de 

hidrogênio, ligação por afinidade, forças de Van der Waals, interações hidrofóbicas e ligação 

iônica entre a enzima e o suporte. As proteínas podem também ser aprisionadas no suporte. A 

Figura 4 exemplifica os tipos de imobilização utilizados (FURLANI et al., 2020; MOHAMAD 

et al., 2015). 
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Figura 4 - Métodos de imobilização de biomoléculas. 

 

Fonte: (FURLANI et al., 2020). 

 

O aprisionamento é definido como um método irreversível de imobilização enzimática, 

onde as enzimas são aprisionadas em um suporte ou dentro das fibras, seja na estrutura de rede 

de um material ou em membranas poliméricas que permite que o substrato e os produtos passem, 

mas que a enzima fique retida. Normalmente, o aprisionamento pode melhorar a estabilidade 

mecânica e minimizar a lixiviação da enzima e a mesma não interage quimicamente com o 

polímero, portanto, a desnaturação geralmente é evitada. O método permite a capacidade de 

modificar o material de aprisionamento e criar um microambiente ideal para a enzima (COSTA; 

AZEVEDO; REIS, 2005; KLOTZBACH et al., 2008; REIS et al., 2019; SHEN et al., 2011; 

WON et al., 2005). 

A ligação cruzada é outro método irreversível de imobilização que não requer um suporte 

para evitar a perda de enzima no substrato, pois as enzimas são ligadas umas às outras, ou às 

proteínas inativas, formando uma estrutura tridimensional complexa (FURLANI et al., 2020; 

MOHAMAD et al., 2015). Há um interesse crescente em imobilizar enzimas sem o uso de 

suportes, como cristais de enzima reticulada (CLECs) e agregados enzimáticos reticulados 

(CLEAs). Esta abordagem oferece vantagens claras: atividade enzimática altamente 

concentrada no catalisador, alta estabilidade e baixos custos de produção devido à exclusão de 

um suporte adicional (SHELDON, 2007b). 

A imobilização por ligação covalente baseia-se na ativação de suportes com a inserção 

de grupos reativos que reagem com os grupos nucleofílicos da enzima. Esta técnica não é 
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comum como o método de adsorção física, mas apresenta a vantagem de evitar o fenômeno de 

dessorção. A seleção das condições para a imobilização por ligação covalente é mais difícil que 

em outros métodos de ligação em suportes. É necessário conhecer a densidade dos grupos ativos 

por unidade de área do suporte e a sua geometria para reduzir a formação do complexo enzima-

suporte inativo. Este método pode também afetar a estrutura ativa da enzima, devido à alteração 

do centro ativo. Suas principais vantagens são a maior resistência do biocatalisador quanto à 

variação de pH, temperatura e influência de solventes orgânicos e a carga de enzima permanecer 

constante após a etapa de imobilização (MENDES; CASTRO; GIORDANO, 2014). 

O método de adsorção física pode ser definido como um método simples de imobilização 

reversível, que envolve as enzimas sendo fisicamente adsorvidas ou fixadas no material de 

suporte. As enzimas imobilizadas reversivelmente podem ser removidas do suporte em 

condições suaves, tornando esse método altamente atraente, pois quando a atividade enzimática 

decai, o suporte pode ser regenerado e reutilizado para imobilizar novas enzimas. Isso auxilia na 

economia do processo, já que o custo do suporte é frequentemente um fator primário no custo 

geral dos catalisadores imobilizados. A adsorção pode ocorrer por meio de forças inespecíficas 

fracas, como van der Waals, interações hidrofóbicas e ligações de hidrogênio. Das vantagens da 

imobilização por adsorção física se destacam a facilidade e simplicidade da técnica que permite 

a imobilização sob condições brandas, a possibilidade de alta retenção da atividade enzimática, 

visto que não há grandes modificações estruturais na biomolécula e a reversibilidade que 

permite a reutilização dos suportes empregados (FURLANI et al., 2020; GUISAN, 2006; 

KUMAR, 2009; MOHAMAD et al., 2015).  

A adsorção física geralmente requer a imersão do suporte em uma solução enzimática e 

sua incubação para permitir que ocorra a adsorção física. No entanto, como desvantagem tem-

se a aleatoriedade da interação enzima-suporte e a possibilidade de dessorção por meio de 

variações de temperatura, pH e força iônica. (FURLANI et al., 2020; JOSHI et al., 2005; 

SHELDON, 2007a).  

 

2.3.2 Suportes de imobilização  

 

As características do suporte são fundamentais para se determinar a eficácia do sistema 

de imobilização. Assim, a interação entre suporte e enzima confere a esse, propriedades 

mecânicas, químicas, bioquímicas e cinéticas específicas. As propriedades de suporte ideais 
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incluem: hidrofobicidade, inércia em relação às enzimas, biocompatibilidade, resistência ao 

ataque microbiano, resistência à compressão, facilidade de acesso do substrato e baixo custo (LI; 

HU; LIU, 2004; MOHAMAD et al., 2015; SHELDON, 2007b). 

Diferentes suportes oferecem variabilidade em seus aspectos físicos e propriedades 

químicas como por exemplo, tamanho de poro, equilíbrio hidrofílico/hidrofóbico e diferentes 

grupos funcionais químicos na superfície, para fixação de enzimas. Essas diferenças nas 

características morfológicas podem afetar a imobilização enzimática e suas propriedades 

catalíticas, uma vez que o suporte entra em contato direto com a enzima (BERRIO et al., 2007; 

CAO; VAN LANGEN; SHELDON, 2003; MOHAMAD et al., 2015). As principais 

características necessárias aos materiais utilizados como suportes para uma imobilização 

enzimática eficaz estão resumidas na Figura 5. 

Figura 5 – Principais características dos materiais utilizados como suporte para 

imobilização enzimática. 

 

Fonte: adaptado de Zdarta et al (2018). 

 

Os suportes porosos são geralmente preferidos porque a área de superfície elevada 

permite uma carga enzimática mais elevada e a enzima imobilizada recebe uma proteção melhor 

no seu micro-ambiente. Os parâmetros de poros e tamanho de partícula do suporte estabelecem 

a área de superfície total e, assim, afetam criticamente a capacidade de ligação das enzimas. 

Esses suportes também devem ter uma distribuição de poros controlada, a fim de se otimizar a 

capacidade e as propriedades de fluxo (GUISAN, 2006). 

Alguns materiais naturais que estão disponíveis em abundância podem ser usados com 

poucas modificações como suportes ecológicos, diminuindo o custo do processo em relação aos 

suportes sintéticos e evitando o uso de produtos químicos caros e/ou tóxicos. Dentre as fontes 

de suporte econômico e ecologicamente corretas para imobilização de enzimas, Park et al. 
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(2015) usaram hidrogéis compostos miméticos de madeira para aprisionamento de lipase, onde 

os componentes de madeira foram tratados com um líquido iônico para formar um hidrogel 

esférico e aprisionar a lipase. 

A nanofibra de celulose extraída de resíduos de papel também foi usada para 

imobilização de lacase para degradação de poluentes (GHODAKE et al., 2018). Mesmo que 

uma enzima imobilizada em um suporte tenha propriedades melhores do que uma enzima livre, 

garantir a recuperação e purificação fácil e eficiente da enzima imobilizada é um desafio que 

afeta a economia do processo de imobilização (BILAL et al., 2018). Portanto, a construção de 

um suporte ecologicamente correto e econômico pode reduzir os custos do biocatalisador e, 

consequentemente, facilitar sua aplicação industrial. Nesse cenário, os resíduos industriais e 

subprodutos tais como grãos usados, subprodutos de arroz e de milho (palha), fibra de coco, pó 

de café usado, entre outros, podem ser utilizados como suporte para a imobilização de enzimas, 

e ainda proporcionam uma redução do impacto negativo ao meio ambiente causado pelo descarte 

inadequado (DE SOUZA et al., 2020; OTARI et al., 2020; SHELDON; VAN PELT, 2013). 

 

2.3.3 Tipos de suporte  

 

Uma grande variedade de materiais de várias origens pode ser usada como suportes para 

a imobilização de enzimas. Esses materiais podem, em geral, ser divididos em orgânicos, 

inorgânicos e híbridos ou compostos. O suporte deve proteger a estrutura da enzima contra 

condições adversas de reação e, assim, ajudar a enzima imobilizada a reter sua atividade 

catalítica (SHELDON; VAN PELT, 2013). 

 

Suportes inorgânicos 

Dentro dos clássicos materiais utilizados como suporte para imobilização enzimática a 

sílica é um dos materiais de suporte inorgânicos mais usados para imobilização de enzimas. Sua 

alta resistência térmica e química e boas propriedades mecânicas o tornam um material adequado 

para muitas aplicações práticas. A sílica oferece boas propriedades de adsorção devido à sua alta 

área superficial e estrutura porosa. Essas propriedades permitem a adesão efetiva da enzima e 

reduzem as limitações de difusão (JESIONOWSKI, 2001; JESIONOWSKI; 

KRYSZTAFKIEWICZ, 2002). 
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Outros óxidos inorgânicos, os óxidos de titânio, alumínio e zircônio também foram 

usados para a imobilização de muitas enzimas, por exemplo, lipase, cisteína, urease e α-amilase. 

Esses suportes são conhecidos por sua alta estabilidade, resistência mecânica e boa capacidade 

de adsorção. Além disso, esses materiais são inertes sob várias condições de reação, o que facilita 

sua aplicação como suporte para várias classes de enzimas (FORESTI et al., 2010; YANG; SI; 

ZHANG, 2008; ZDARTA et al., 2018). 

Os minerais como bentonita, aloisita, caulinita, montmorilonita e sepiolita também são 

usados como materiais de suporte para produzir sistemas biocatalíticos recuperáveis com boa 

estabilidade enzimática para as condições da reação empregada. Eles são abundantes na 

natureza, estão facilmente disponíveis, oferecem alta biocompatibilidade e podem ser usados 

como obtidos sem tratamento e purificação avançados adicionais, o que os torna relativamente 

baratos (GHIACI et al., 2009). Além disso, a presença de muitos grupos funcionais (como –OH, 

COOH, C = O, –SH, –NH2) na superfície dos minerais permite a formação de ligações 

covalentes entre a enzima e o suporte e facilita a modificação dos minerais. Quando grupos 

funcionais adicionais são introduzidos, a área de adesão e hidrofobicidade do suporte aumenta, 

enquanto os obstáculos estéricos podem ser reduzidos (KEMMEGNE MBOUGUEN; 

NGAMENI; WALCARIUS, 2006).  

Em teoria, as enzimas pertencentes a muitas classes catalíticas podem ser fixadas sem 

limitação à superfície de materiais minerais, mas na prática as mais frequentemente imobilizadas 

são as lipases, α-amilases, tirosinases e glicose oxidases. Enzimas imobilizadas em minerais são 

usadas principalmente em engenharia ambiental para tratamento de efluentes e águas residuais, 

bem como em biossensores para melhorar a faixa linear e o limite de detecção. Por exemplo, de 

acordo com Chrisnasari et al. 2015, a glicose oxidase imobilizada em bentonita modificada por 

hidróxido de tetrametilamônio reteve mais de 50% de sua atividade inicial após cinco ciclos 

catalíticos repetidos (CHRISNASARI et al., 2015; ZHOU; KEELING, 2013). 

Materiais à base de carbono, como carvão ativado modificado e não modificado, têm 

sido usados como materiais de apoio eficazes e valiosos na imobilização de enzimas, 

especialmente durante as últimas duas décadas. A estrutura porosa bem desenvolvida desses 

materiais, com poros de vários tamanhos e volumes e a grande área superficial, significa que 

esses materiais contêm inúmeros locais de contato em sua superfície para imobilização 

enzimática. A alta capacidade de adsorção, a abundância de muitos grupos funcionais e a 

liberação mínima de partículas finas tornam os materiais à base de carbono suportes  adequados 
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para a imobilização por adsorção de várias enzimas (DAOUD; KADDOUR; SADOUN, 2010; 

DUTTA et al., 2009). 

 

Suportes Orgânicos  

De modo geral, os suportes de materiais orgânicos podem ser divididos em dois grandes 

grupos, materiais sintéticos (principalmente polímeros) e materiais renováveis obtidos de fontes 

naturais (biopolímeros). 

Vários materiais poliméricos podem ser usados como suportes eficazes e melhorar as 

propriedades da enzima imobilizada como estabilidade térmica e capacidade de reutilização. As 

camadas de polímero desempenham um papel muito importante na proteção dos sítios ativos das 

enzimas dos efeitos negativos dos substratos da mistura de reação e das condições do processo. 

No entanto, deve-se notar que a síntese de um polímero com as propriedades e grupos funcionais 

desejados é geralmente um processo demorado e dispendioso (ASHLY; JOSEPH; MOHANAN, 

2011). Diferentes polímeros contendo vários grupos funcionais têm sido usados para 

imobilização de enzimas, tais como celulose, dextranas, ágar, agarose, quitina, alginato, 

colágeno, albumina, poliestireno, polimetacrilatos de poliacrilato, poliacrilamida, poliamidas, 

vinilo, alil-polimeros, entre outros (MESQUITA et al., 2018).  

- Materiais Sintéticos: A maior vantagem dos polímeros sintéticos como materiais para 

suporte é que os monômeros que constroem a cadeia polimérica podem ser selecionados de 

acordo com os requisitos da enzima e do processo no qual o produto da imobilização será 

utilizado. O tipo e a quantidade dos monômeros determinam a estrutura química e as 

propriedades do polímero (HANEFELD; GARDOSSI; MAGNER, 2009; MAKSYM et al., 

2017). 

- Materiais renováveis obtidos de fontes naturais (biopolímeros): são uma alternativa 

ao uso de polímeros sintéticos como suporte de enzimas. Este grupo inclui carboidratos, mas 

também proteínas, como albumina e gelatina. Materiais como colágeno, celulose, queratinas e 

carragenina, bem como quitina, quitosana e alginato são exemplos de biopolímeros usados para 

imobilização (ELNASHAR, 2012; HORCHANI et al., 2012). Sua origem natural e 

biocompatibilidade minimizam seu impacto negativo na estrutura e propriedades das enzimas e, 

assim, as proteínas imobilizadas retêm sua atividade catalítica. Além disso, a disponibilidade de 

grupos funcionais reativos em sua estrutura - principalmente hidroxila, mas também porções de 

amina e carbonila - permite a reação direta entre a enzima e o suporte facilitando a modificação 
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de sua superfície. Acima de tudo, porém, esses materiais são renováveis e fáceis de serem 

obtidos, e em muitos casos, são subprodutos de várias indústrias, o que os tornam baratos, 

reduzindo os custos associados ao processo de imobilização (KURITA, 2001; PETER, 1995).  

 

Novos suportes para imobilização  

As possibilidades de aplicações práticas de enzimas imobilizadas continuam a crescer e 

por esta razão, a pesquisa a respeito de novos materiais que apresentem características adequadas 

para determinadas enzimas, tornou-se importante. Estes materiais, tanto de origem orgânica 

como inorgânica, são caracterizados por possuírem uma boa estabilidade térmica, química e boas 

propriedades mecânicas, e ainda apresentam várias formas morfológicas com tamanhos de 

partículas distintos, geralmente em nano escala, o que os torna adequados para uso na 

imobilização de enzimas. Além disso, possuem quantidades notáveis de vários grupos 

funcionais, correspondentes aos grupos químicos das proteínas, que aumentam a ligação 

enzimática e a modificação de superfície (SINGH et al., 2016). 

Como exemplo de novos materiais que vêm sendo utilizado, podemos citar as 

nanopartículas. A imobilização de enzimas em nanopartículas é uma estratégia que apresenta 

diversos pontos positivos, entre eles a reduzida resistência à transferência de massa, o que 

confere elevada sensibilidade ao método, elevada carga enzimática efetiva, potencializando a 

utilização deste tipo de suporte na reprodução de cascatas enzimáticas, elevada área superficial, 

tornando o contato com o meio reacional mais eficaz, elevada resistência mecânica, que se 

revela muito importante em sistemas sujeitos a stress mecânico e a minimização dos problemas 

de difusão (CIPOLATTI et al., 2014). 

Outro exemplo que pode ser citado são suportes provenientes de resíduos agrícolas, 

facilmente disponíveis e não tóxicos, que podem ser adequados para a imobilização enzimática. 

Eles são definidos como os resíduos do cultivo e processamento de produtos agrícolas crus, 

como frutas, vegetais, aves, laticínios e plantações. Esses resíduos podem conter compostos que 

podem ser benéficos para o homem, mas cujos valores econômicos são inferiores ao custo de 

coleta, transporte e processamento. Sua composição dependerá do sistema e do tipo de 

atividades agrícolas e podem ser encontrados na forma de líquidos, lamas ou sólidos (OBI; 

UGWUISHIWU; NWAKAIRE, 2016).  

Eles podem ainda ser classificados em dois grupos levando-se em consideração o 

percentual de celulose. Exemplos de resíduos lignocelulósicos são: grãos usados, subprodutos 
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de arroz e milho, fibra de coco, pó de café usado, enquanto para os resíduos não lignocelulósicos 

são exemplos, a casca de ovo e a membrana da casca de ovo. Uma das principais propriedades 

de todos esses suportes é a grande área superficial, que garante uma alta carga enzimática e uma 

alta porosidade que permite a proteção catalítica do micro-ambiente reacional (GIRELLI; 

ASTOLFI; SCUTO, 2020). 
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3 MATERIAIS E MÉTODOS  

 

A lipase foi produzida pelo micro-organismo G. candidum da linhagem NRRL Y-552, 

obtida da Fundação André Tosello (Campinas, SP, Brasil). A linhagem foi mantida a 4°C em 

placas de Petri contendo ágar extrato de malte. 

Os suportes de carvão ativado de palha de café e de palha de cana foram gentilmente 

doados pela Profa. Cristiane Veloso (PEREIRA et al., 2017). O suporte de nanopartículas 

magnéticas foi gentilmente doado pelo Prof. Eduardo Figueiredo (MENDES et al., 2020). Os 

suportes de sílica de casca de arroz funcionalizados com o grupo fenil e com o grupo vinil foram 

gentilmente cedidos pelo Prof. Adriano Aguiar Mendes (GAMA et al., 2019). Todos os demais 

reagentes utilizados para este trabalho foram de grau analítico. 

O óleo de algodão foi adquirido da Indústria Campestre (São Bernardo do Campo, SP, 

Brasil) e o óleo de oliva (Carbonel, Espanha) foi adquirido em mercado local. 

 

3.1 PRODUÇÃO DE LIPASE PELO FUNGO G. CANDIDUM  

 

A cepa de G. candidum foi mantida na temperatura de 5 °C em meio de manutenção 

(ágar extrato de malte – MEA). Para reativação, o fungo foi repicado pra um meio de crescimento 

(Sabouraud dextrose ágar - SDA). 

A produção de lipase ocorreu por meio de fermentação submersa. As condições de 

cultivo para o meio de inóculo foram: 2% (m/v) de peptona de caseína, 1% (v/v) de óleo de 

algodão, 0,1% (m/v) de extrato de levedura e 0,05% (m/v) de MgSO4. Para o meio de cultivo as 

composições dos reagentes foram: 3% (m/v) de peptona de caseína, 1,5% (v/v) de óleo 

dealgodão, 0,1% (m/v) de extrato de levedura e 0,05% (m/v) de MgSO4. (CASTRO et al, 2016). 

O micro-organismo foi reativado em placa de SDA a 28 °C por 48 h. Uma colônia de 

diâmetro de 5 mm do micro-organismo foi retirada da placa de SDA e transferido para um 

“erlenmeyer” contendo 100 mL do meio de inóculo e incubado em shaker por 24 h, a 30 °C e 

250 rpm. Para a etapa de fermentação foram  utilizados 10 mL de inóculo e 90 mL de meio de 

cultivo, previamente autoclavado (atingindo 10% da capacidade total do “erlenmeyer”). A 

fermentação ocorreu a 30°C e agitação constante de 250 rpm, por um período de  48 h. 
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Após as 48 h de fermentação, o caldo de fermentação foi filtrado a vácuo, com um papel 

de filtro. O filtrado contendo a LGC (220,9 U/mL) foi denominado extrato enzimático bruto e 

utilizado para os estudos posteriores. 

 

3.2 PURIFICAÇÃO DO EXTRATO ENZIMATICO PELO MÉTODO DE PRECIPITAÇÃO 

 

Inicialmente o extrato enzimatico bruto, foi liofilizado (Liofilizador L101 – Liotop) até 

que o volume final alcançasse um terço do volume inicial. Em seguida, utilizou-se o método de 

precipitação da lipase por solvente orgânico. A escolha do solvente orgânico acetona e da 

proporção utilisada foi baseada em trabalhos desenvolvidos anteriormente no laboratório de 

Bioprocessos (FERREIRA et al, 2018). A purificação foi feita usando o solvente (acetona) a 8 

ºC em uma relação (v/v) de caldo enzimatico:solvente, 1:2. Após a adição da acetona, os sistemas 

foram centrifugados em tubos Falcon de 50 mL por 15 minutos a 2000 rpm, para a separação 

das fases. Após a centrifugação, o sobrenadante foi recolhido e novamente colocado em contato 

com uma nova fase solvente (2ª etapa de precipitação), desta vez na proporção 

sobrenadante:solvente de 1:1 e repetiu-se o processo. O precipitado, resultante das duas etapas 

de precipitação, foi reunido e submetido à análise de atividade hidrolítica para verificação da 

atividade da enzima purificada, conforme o item 4.4. 

 

3.3 AVALIAÇÃO DA HIDROFOBICIDADE DOS SUPORTES 

 

Para a determinação da hidrofobicidade dos suportes estudados, 0,15 g de cada suporte 

foi adicionado a 10 mL de uma solução de Rosa de Bengala (100 μg/mL em tampão fosfato de 

potássio pH 7,0 e 5 mM) por 15 h à temperatura ambiente, sob agitação de 200 rpm. Após esse 

tempo foram retiradas amostras do sobrenadante para a quantificação da concentração de 

corante adsorvida, analisada por absorbância a 549 nm (MENDES et al., 2012).  Os ensaios 

foram realizados em triplicata. A eficiência de adsorção do corante (E) foi determinada pela 

equação (1): 

 � ሺµ࢓/ࢍ૛ሻ  = ቀ��࢙�࢙࢓࢒�࢙ࢂ࢈�࢙��−࢒�࢙ࢂ࢒ ቁ ÷  (1)   �ࡿ
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Em que: Ccsol é a concentração inicial do corante, Vsol é o volume da solução corante, Ccsob é a 

concentração do corante no sobrenadante após o tempo de imcubação, ms é a massa de suporte 

utilizada e SA é a área superficial do suporte utilizado.   

 

3.4 DETERMINAÇÃO DA ATIVIDADE DA HIDROLITICA 

 

A atividade hidrolítica foi determinada pelo método de hidrólise da emulsão de azeite 

de oliva (CASTRO et al., 2016). O substrato foi preparado pela emulsão de 50 mL de azeite de 

oliva e solução de goma arábica a 7% (m/m). Em frascos “erlenmeyer” de 125 mL foram 

adicionados 5 mL de substrato, 5 mL de solução tampão fosfato de sódio (100 mM, pH 7,0) e 

adicionados 0,1 g de derivado ou 0,1 mL da enzima na forma solúvel, respectivamente. Os 

frascos foram incubados a 37 °C por 5 min, em banho termostatizado com agitação de 250 rpm. 

Após o período de incubação, a reação foi paralisada pela adição de 10 mL de uma solução de 

acetona:etanol 1:1. Os ácidos graxos liberados foram titulados com solução de NaOH 20 mM, 

utilizando fenolftaleína como indicador. O branco da reação foi realizado adicionando-se 0,1 

mL do meio de cultivo autoclavado utilizado para a fermentação, ou 0,1 g do suporte empregado 

para a imobilização. 

O cálculo da atividade hidrolítica foi realizado de acordo com a equação 2. Uma unidade 

internacional (U) de atividade foi definida como a quantidade de enzima que libera 1μmol de 

ácido graxo por minuto de reação, nas condições do ensaio (37°C, pH 7,0 e 250 rpm). As 

atividades foram expressas em µmoles/mg.min  

 � ሺࢍ࢓/ࢁሻ = ሺ࢈ࢂ−ࢇࢂሻ.�.૚૙૜࢚.࢓      (2) 

Em que: M é a concentração molar da solução de NaOH; m é o volume de enzima solúvel (mL) 

ou massa do derivado (g); t é o tempo de reação (min); Va é o volume de NaOH gasto na 

titulação da amostra (mL) e Vb é o volume do NaOH gasto na titulação do controle (mL). 

 

3.5 IMOBILIZAÇÃO DA LGC EM DIFERENTES SUPORTES  

 

Para os suportes utilizados neste trabalho uma etapa anterior à imobilização foi 
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requerida, visando à retirada do ar dos poros do suporte propiciando seu preenchimento com 

água. Assim, pesou-se os suportes secos (1 g) que foram umidificados com 20 mL de etanol 

90 % e agitados por 5 minutos. Após a agitação, lavou-se os suportes com água destilada e 

filtrou-se à vacuo para a retirada da água residual (FERREIRA et al., 2018). 

Foi oferecida uma carga inicial de 1 mg de proteína que correspondeu a uma 

atividade inicial de 229,1 U. O volume final foi completado para 20 mL utilizando tampão 

fosfato 5 mM pH 7. Essa suspensão foi mantida em agitação de 250 rpm em shaker orbital, 

a temperatura de 25 ºC por 12 h, tempo necessário para que seja atingido o equilíbrio por 

adsorção, em todos os ensaios (FERREIRA et al., 2018). Após as 12 h de imobilização, o 

derivado foi filtrado e armazenado a 4°C para posterior utilização. Após a imobilização, a 

atividade resultante no sobrenadante e nos derivados foi determinada pelo método de 

hidrólise, utilizando óleo de oliva a pH 7 (100 mM). 

 

3.5.1 Efeito do carregamento de proteína 

 

O efeito da quantidade de proteína imobilizada no suporte de fenil-silica foi avaliado. 

Diferentes carregamentos, de 1 a 30 mg de proteína/g de suporte, foram utilizados para a 

imobilização da LGC. Os ensaios foram realizados utilizando-se a lipase purificada 

solubilizada em tampão fosfato pH 7 a 5 mM, e 1 g de suporte foi adicionado a um volume 

final de 20 mL. Os ensaios foram realizados a 25 °C, por 12 horas sob agitação de 200 rpm. 

 

3.6 PARÂMETROS DE IMOBILIZAÇÃO 

 

3.6.1 Cálculo da Atividade Recuperada  

 

O cálculo da atividade recuperada foi determinado pela relação entre a atividade 

hidrolitica aparente do derivado e o produto da atividade inicial oferecida com a 

concentração de enzima imobilizada, confome mostra a equação 3.  

ሺ%ሻ ࡾ� = �ሺ ૙ࢁሻࢍ࢓ࢁ . ૚૙૙    (3) 

Em que: AR é a atividade recuperada em porcentagem; A (U/mg) é a atividade hidrolitica do 

derivado (�. �−૚de suporte); �૙ é a atividade oferecida no inicio da imobilização (�. �−૚de 

suporte). 
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3.6.2 Concentração de Proteína Imobilizada 

 

A concentração de proteína imobilizada foi estimada com base na concentração de 

proteína oferecida e a concentração de proteína presente no meio reacional após o processo de 

imobilização, como mostra a equação 4.  �� ሺ%ሻ = �૙−�ࢌ�૙ . ૚૙૙    (4) 

Em que: PI é a porcentagem de proteína imobilizada; �૙é a concentração de proteína no tempo 

inicial; �ࢌ são as concentrações de proteína no tempo final no sobrenadante (mg.��−૚). 

 

3.6.3 Cálculo do Rendimento de Imobilização 

 

O calculo do rendimento de imobilização foi determinado através da relação entre a 

atividade da proteína livre e a atividade da proteína no sobrenadante, como mostra a equação 

ሺ%ሻ �ࡾ  .5 = ࢘ࢁ࢙ࢁ−࢘ࢁ . ૚૙૙    (5) 

Em que: RI é a porcentagem do Rendumento de Imobilização; ࢘ࢁ é a atividade da proteína 

(U/mL) livre; ࡿࢁ é a atividade da proteína (U/mL) do sobrenadante.  

 

3.7 PRODUÇÃO DO OLEAO DE DECILA POR REAÇÃO DE ESTERIFICAÇÃO E 

OTIMIZAÇÃO DO PROCESSO 

 

Os ensaios de esterificação para a produção do oleato de decila (Figura 6) foram 

realizados em frascos Duran, de 50 mL, fechados utilizando-se 4 mL de substrato, preparados 

na proporção de 1:1,15 de ácido oleíco:álcool etílico (100 mM) em meio contendo n-heptano 

(MIGUEZ et al., 2018). 
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Figura 6 - Reação para produção do éster de interesse (oleato de decila). 

 

Fonte: Autor (2020). 

A concentração de derivado e a temperatura destes ensaios foram determinadas de 

acordo com um DCCR 22 e três pontos centrais. Como variável resposta ao planejamento foi 

calculada a porcentagem de éster obtido utilizando um tempo de reação de 1 h e agitação de 

250 rpm. As Tabelas 5 e 6 mostram o delineamento adotado. Foram realizados 11 ensaios 

utilizando-se um derivado preparado com um carregamento de proteína de 8,13 mg/g de 

suporte.   

Tabela 5 - Níveis de variáveis adotados no planejamento fatorial.  

 

Variáveis - 1,41 -1 0 1 1,41 

Conc. de Derivado  (% m/v) 5 7 12 17 19 

Temperatura (°C) 26 30 40 50 54 

Fonte: Elaborada pelo autor (2020). 
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Tabela 6 - Quadro de ensaios do planejamento composto central rotacional. 

 

Ensaios Variáveis Independentes 

Conc. de Derivado  

(% m/v) 

 Temperatura 

(ºC) 

1 -1 (7)  -1 (30) 

2 +1 (17)  -1 (30) 

3 -1 (7)  +1 (50) 

4 +1 (17)  +1 (50) 

5 -1,41 (5)  0 (40) 

6 +1,41 (19)  0 (40) 

7 0 (12)  -1,41 (26) 

8 0 (12)  +1,41 (54) 

9 0 (12)  0 (40) 

10 0 (12)  0 (40) 

11 0 (12)  0 (40) 

Fonte: Elaborada pelo autor (2020). 

 

Alíquotas de 1 mL foram retiradas após 1 h de reação. Essas alíquotas foram transferidas 

para frascos “erlenmeyer” contendo 10 mL de solução álcool-acetona (1:1 v/v), 3 gotas de 

fenolftaleína e tituladas com solução de NaOH 20 mM, previamente padronizada. O mesmo 

procedimento foi utilizado para preparo do branco, porém a adição do substrato foi utilizada no 

lugar da amostra. 

Os resultados foram analisados por meio do software Protimiza Experimental Design 

(2014) sendo utilizada uma análise de variância (ANOVA) para estimar os parâmetros 

estatísticos se avaliar a construção da superfície de resposta e curva de contorno. 
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O planejamento foi validado na melhor condição obtida, com a execução de um ensaio 

em triplicata. Ainda para esta condição ainda foi realizado o acompanhamento da reação de 

esterificação com o tempo (4 h). 

 

3.8  ESTABILIDADE OPERACIONAL 

 

A síntese do oleato de decila foi realizada sob as melhores condições experimentais; 

concentração de enzima de 17 (% m/v) e temperatura de 50 °C na proporção de 1:1,15 de ácido 

oleíco:álcool etílico (100 mM) em meio contendo n-heptano a 250 rpm de agitação, durante 2 

h. A reação foi catalisada pela LGC imobilizada em fenil-sílica (8,13 mg/ g de suporte). Foram 

utilizados seis ciclos sucessivos de 2 h cada um. 

Ao final de cada ciclo, o derivado foi retirado da mistura reacional por filtração e lavado 

com n-hexano para remover os reagentes ou as moléculas de produto retidas no micro-ambiente 

do biocatalisador. Após esse procedimento o biocatalisador era reintroduzido em uma nova 

reação e assim sucessivamente até completar os seis ciclos. 
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4 RESULTADOS E DISCUSSÕES 

 

4.1 AVALIAÇÃO DA HIDROFOBICIDADE DOS SUPORTES 

 

A hidrofobicidade do suporte é um fator importante a ser estudado para a imobilização 

de lipase por adsorção física com ativação interfacial (LIMA et al., 2015).  Neste tipo de 

imobilização as lipases tendem a se adsorverem na superfície do suporte na conformação aberta, 

e o seu sítio ativo fica direcionado para a superfície do suporte. Esta forma de imobilização 

pode favorecer o aparecimento da hiper ativação da lipase imobilizada (BASTIDA et al., 1998), 

mas este efeito é extremamente reduzido quando são utilizados substratos não solúveis como 

os óleos vegetais.  

Assim, dependendo da hidrofobicidade do suporte e do tamanho da tampa que recobre 

o sitio ativo da enzima, esse fator poderá interferir também de forma negativa na atividade 

catalítica da enzima imobilizada. Quanto maior a hidrofobicidade, maior a aproximação entre 

o sítio ativo da enzima e a superfície do suporte, diminuindo o espaço entre eles e dificultando 

assim o acesso do substrato (FERREIRA et al., 2018). Dessa forma, uma menor atividade 

catalítica do derivado é observada, devido a uma maior dificuldade de acessibilidade de 

substratos grandes como os triacilglicerídeos ao sítio ativo da enzima.  

Neste trabalho a hidrofobicidade foi definida como a quantidade do corante Rosa de 

Bengala adsorvido por unidade de área do suporte. Na Tabela 7, estão mostrados os resultados 

obtidos para os suportes analisados. 

Tabela 7 - Hidrofobicidade dos suportes empregados na imobilização da LGC. Os ensaios 

foram realizados a 25°C utilizando 100 μg/mL do corante Rosa de Bengala. 

Suportes Área de superfície 

(m2/g) 

Diâmetro de poro 

(Å) 

Hidrofobicidade 

(µg de corante/m2) 

Fenil- sílica de casca de arroz 183,7a 35,2 52,70 

Vinil–sílica de casca de arroz  242,5b 33,9  38,94 

Resíduo de Café 1209c não informado 8,09 

Resíduo de Cana 982c não informado 10,04 

Magnético 12,8d 19,4 4,87 

Fonte: Elaborada pelo autor (2020). 
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Legenda: a (GAMA et al., 2019); b determinado no presente estudo por método de BET; c (PEREIRA 
et al., 2017); d (MENDES et al., 2020) 

O suporte que apresentou uma maior hidrofobicidade foi o de sílica de casca de arroz 

modificada com o grupo fenil (52,70 µg de corante/m2). O grupo fenil é um radical derivado de 

um anel aromático, o benzeno. O objetivo de se modificar a sílica com a adição de grupos fenis 

é justamente o de se favorecer a imobilização da lipase por adsorção via ativação interfacial 

(GAMA, et al., 2019). Segundo Blanco et al. (2004), a introdução de frações orgânicas 

hidrofóbicas em superfícies à base de sílica promove a geração de um micro-ambiente mais 

hidrofóbico, melhorando a afinidade da enzima com a superfície de suporte e ainda 

proporcionando a obtenção de biocatalisadores com alta atividade catalítica em meios não 

aquosos. 

Os suportes obtidos a partir de resíduos de cana e de café, apesar de apresentarem um 

elevado valor de adsorção do corante Rosa de Bengala, possuem também uma elevada área de 

superfície, fazendo com que a sua hidrofobicidade por área seja menor do que a obtida para o 

suporte de sílica modificado com fenil. Já o suporte magnético apresentou o menor valor de 

hidrofobicidade observado (4,87 µg de corante/m2).  

 

4.2 IMOBILIZAÇÃO DA LGC EM DIFERENTES SUPORTES 

 

Na sequência foram realizados os ensaios para a imobilização da LGC nestes suportes, 

sendo que a LGC foi previamente produzida via fermentação submersa e purificada por 

precipitação com acetona, seguindo os procedimentos já estabelecidos no Laboratório de 

Bioprocessos em estudos anteriores (CASTRO et. al., 2016; FERREIRA et al., 2018). 

Na Tabela 8, estão os derivados obtidos para a imobilização por adsorção física 

utilizando a LGC previamente purificada.  
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Tabela 8 - Determinação dos parâmetros de imobilização para a lipase purificada de 

Geotrichum candidum. Os ensaios foram realizados a 25 °C e 200 rpm por 12 h, 

usando 1,0 mg de proteína/g de suporte. 

Derivados 
AI a 

(U/mL) 

RI b 

(%) 

PI c  

(mg/g de suporte) 

AD d  

(IU/g) 

AR e  

(%) 

Resíduo de Cana 229,10 ± 1,04 100,00 1,00 0,00  0,00 0,00 

Resíduo de Café 229,10 ± 1,04 100,00 1,00 0,00  0,00 0,00 

Vinil – sílica de 

casca de arroz 
229,10 ± 1,04 100,00 1,00 12,52  0,14 5,46 

Fenil – sílica de 

casca de arroz 
229,10 ± 1,04 100,00 1,00 13,69  0,02 5,97 

Magnético 229,10 ± 1,04 68,17 0,68 11,13  0,09 7,26 

Fonte: Elaborado pelo autor (2020). 

Legenda: a atividade inicial; b rendimento de imobilização; c proteína imobilizada; d atividade 

hidrolítica; e atividade recuperada. 

A adsorção física com ativação interfacial em suportes hidrofóbicos, e em baixa força 

iônica, é um método simples e eficiente de se imobilizar lipases (ADLERCREUTZ, 2013). 

Além disso, a adsorção é um processo reversível, o que facilita a recuperação e reutilização do 

suporte para ser utilizado em novas imobilizações, já que quando as lipases imobilizadas se 

tornarem inativas, após vários ciclos de reuso, elas poderão ser dessorvidas do suporte, que 

poderá ser então reutilizado (VIRGEN-ORTÍZ et al., 2017). 

Um rendimento de imobilização de 100% foi obtido para a maioria dos suportes 

utilizados. Como foi utilizado uma baixa carga de proteína (1 mg) a imobilização de toda a 

lipase oferecida era esperada. A exceção foi para o suporte magnético, que apresentou o menor 

rendimento de imobilização observado na Tabela 5 (68,17 %).  Uma possível explicação para 

este resultado estaria relacionada com o menor valor de hidrofobicidade encontrado para este 

suporte (4,87 µg de corante/m2), uma vez que o processo de imobilização utilizado se deu por 

adsorção física da lipase na superfície do suporte. 

A melhor atividade do derivado encontrada foi para a imobilização da LGC com o 

suporte de fenil-sílica (13,69  0,02 U/g de suporte), sendo que os resultados encontrados para 

os derivados de vinil-sílica e magnético foram próximos a este. Atribui-se a essa baixa atividade 

do derivado as possíveis distorções que possam ocorrer no sitio ativo da lipase quando 
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imobilizada em baixo carregamento em suportes hidrofóbicos (RAMOS et al., 2015, 

FERREIRA et al., 2018) e não por problemas difusionais do substrato em relação aos poros do 

suporte, pois o diâmetro molecular da LGC é de 69,5 Å (FERREIRA et al., 2018), e o diâmetro 

dos poros dos suportes usados foram todos abaixo deste valor (Tabela 6), indicando que a 

imobilização da LGC ocorreu na superfície dos suportes, descartando assim a possibilidade de 

baixa atividade devido aos problemas difusionais do substrato pelos poros.  

Para os suportes de resíduo de cana e de café não houve a detecção de atividade do 

derivado. Uma possível explicação para este resultado seria a elevada área de superfície 

observada para estes suportes, que consequentemente, favorece que haja uma maior distorção 

do sitio ativo da lipase, inviabilizando desta forma que substratos de maior peso molecular 

como o óleo de oliva entrem em contato com o sitio ativo e sejam convertidos. 

Assim, dentre os suportes avaliados para a imobilização da LGC, o de sílica obtida da 

casca de arroz e modificada com o grupo fenil foi escolhido para os ensaios subsequentes, por 

ter apresentado uma imobilização total de toda proteína oferecida e por ter sido o derivado que 

apresentou a maior atividade hidrolítica. 

 

4.3 EFEITO DO CARREGAMENTO DE PROTEÍNA 

 

A LGC foi imobilizada no suporte fenil-sílica de casca de arroz via adsorção física a 25 

°C, pH 7,0 e baixa força iônica (5 mM) por 12 h, que correspondeu ao tempo necessário para 

se atingir o estado de equilíbrio para todos os ensaios (FERREIRA et al., 2018). A concentração 

inicial de proteínas oferecidas para a imobilização variou de 1 a 30 mg de proteína por grama 

de suporte no intuito de se avaliar a influência da carga enzimática sobre as propriedades 

catalíticas dos derivados preparados. Na Tabela 9 encontram-se os resultados da influência do 

carregamento de proteína nos parâmetros de imobilização 

Para os derivados preparados foram observadas as imobilizações de 1,00 a 17,87 mg de 

proteína por g de suporte e atividades hidrolíticas de 12,92 ± 0,42 a 121,74 ± 2,57 U/g. Embora 

a saturação do suporte não tenha sido atingida mesmo oferecendo um carregamento de proteína 

de 30 mg, a atividade encontrada para o derivado se manteve praticamente constante para os 

carregamentos a partir de 15 mg (120 U/ g). Ainda para este ensaio foi observado o melhor 



49 
 

valor de atividade recuperada (6,51%). Portanto, o derivado no qual foi imobilizado 8,13 mg 

de proteína, foi selecionado para a etapa de esterificação subsequente. 

 

Tabela 9 -  Influência do carregamento inicial de proteína nas propriedades catalíticas da LGC 

imobilizada em fenil-sílica, a 25 °C e 200 rpm por 12 h. 

Carregamento de 
proteína (mg/g de 
suporte) 

AI a 
(U/mL) 

RI b 
(%) 

PI c  
(mg/g de 
suporte) 

AD d  
(U/g) 

AR e  
(%) 

1 229,12  1,00 100,00 1,00 12,92  0,42 5,64 

2 458,20  0,95 100,00 2,00 13,69  0,03 2,99 

4 916,01  2,54 98,97 3,96 27,49  1,09 3,03 

8 1832,21  0,01 68,65 5,49 57,48  5,33 3,44  

10 2290,02  3,07 72,95 7,29 73,11  2,89  5,81 

15 3435,05  4,01 54,23 8,13 121,31  1,45 6,51 

20 4580,02  0,02 60,92 12,18 121,74  2,51 4,36 

30 6870,04  4,51 59,57 17,87 119,17  2,13 2,91 

Fonte: Elaborada pelo autor (2020). 

Legenda: a atividade inicial; b rendimento de imobilização; c proteína imobilizada; d atividade 

hidrolítica; e atividade recuperada. 

 

Uma alta carga enzimática imobilizada no suporte é muito desejável e atraente do ponto 

de vista industrial, pois permite uma elevada atividade catalítica por volume e ainda que a 

reação ocorra de forma mais rápida, entretanto em alguns processos a existência de limitações 

de acesso do substrato ao sítio catalítico pode fazer com que o uso de derivados não totalmente 

carregados seja uma melhor solução, justificando desta forma a escolha do derivado que 

imobilizou 8,13 mg/g de suporte. 

4.4 OTIMIZAÇÃO DA REAÇÃO DE ESTERIFICAÇÃO 

 

Um planejamento experimental do tipo DCCR 2², com três pontos centrais para 

avaliação do erro puro, foi utilizado a fim de se investigar os efeitos da concentração de 

derivado e da temperatura durante a reação de esterificação do oleato de decila. Os níveis 

utilizados, com os valores codificados e reais e suas respectivas respostas para as concentrações 
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de esterificação estão apresentadas na Tabela 10. Todas as respostas foram analisadas 

estatisticamente mediante aplicação do modelo quadrático com interação das variáveis. Nas 

condições estudadas, os valores de esterificação variaram entre 24,75 % e 57,0 % e os pontos 

centrais apresentaram baixa variação, o que indicou uma boa reprodutibilidade do processo. 

A maior porcentagem de esterificação, de 57 %, foi obtida para o ensaio 4, no qual foi 

usada uma concentração de derivado de 17 % (m/v) e a temperatura de reação de 50 °C (Tabela 

10). Já a menor porcentagem de esterificação (24,75 %) foi observada para o ensaio 5 no qual 

foi utilizada a menor concentração de derivado (5 % m/v) de todo planejamento e uma 

temperatura de reação de 40 °C. Esse resultado está coerente com o esperado, pois uma menor 

quantidade de enzimas resulta em uma menor disponibilidade de sítios ativos para catálise da 

reação e, consequentemente, uma menor conversão é esperada para um mesmo intervalo de 

tempo, quando comparado a um ensaio no qual houve a disponibilização de uma maior 

concentração de derivado (ensaio 4).  

Tabela 10 - Matriz do DCCR 22 para a esterificação do oleato de decila, utilizando a LGC 

imobilizada no suporte fenil-sílica. A resposta do planejamento foi a porcentagem 

de esterificação obtida após 1 h de reação. 

Ensaios Variáveis Independentes Resposta  

Conc. de Derivado 

(% m/v) 

Temperatura 

(ºC) 

 Esterificação 

(%) 

Predito 

(%) 

Desvio  

(%) 

1 -1 (7) -1 (30)  30,87 32,29 -4,60 

2 +1 (17) -1 (30)  53,02 55,49 -4,66 

3 -1 (7) +1 (50)  28,85 32,29 -11,92 

4 +1 (17) +1 (50)  57,00 55,49 2,65 

5 -1,41 (5) 0 (40)  24,75 23,99 3,05 

6 +1,41 (19) 0 (40)  54,81 56,71 -3,46 

7 0 (12) -1,41 (26)  49,00 47,39 3,29 

8 0 (12) +1,41 (54)  49,88 47,39 5,00 

9 0 (12) 0 (40)  43,17 40,35 6,53 

10 0 (12) 0 (40)  44,96 40,35 10,25 

11 0 (12) 0 (40)  38,92 40,35 -3,67 

Fonte: Elaborada pelo autor (2020). 
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A análise estática mostrou que apenas o termo linear da concentração do derivado (x1) 

e o termo quadrático da temperatura (x2
2) foram estatisticamente significativos a 5 % de 

significância, ou seja, para p < 0,05 (Tabela 11). 

O gráfico de Pareto (Figura 7) também pode ser usado para confirmar visualmente os 

dados exibidos na Tabela 11. 

 
Tabela 11 - Coeficientes de regressão obtidos para o DCCR, usando um nível de significância 

de 5 % 

 
 Coeficientes Erro Padrão p-valor 

Média 42,35 1,56 0,0000 

x1 11,60 0,95 0,0001 

x1
2 -1,83 1,13 0,1680 

x2 0,40 0,95 0,6918 

x2
2 3,00 1,13 0,0457 

x1x2 1,50 1,35 0,3165 

Fonte: Elaborada pelo autor (2021). 
 

Figura 7. Gráfico de Pareto para o DCCR. 

 

Fonte: do autor (2021). 

Dessa forma, os termos não significativos foram retirados do modelo e enviados para os 

resíduos. Os coeficientes foram então recalculados (Tabela 12) e utilizados para gerar a equação 

(6). 
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Tabela 12. Coeficientes de regressão estatisticamente significativos para o DCCR, usando um 
nível de significância de 5 % 

 Coeficientes Erro Padrão p-valor 

Média 40,35 1,20 0,0000 

x1 11,60 1,01 0,0000 

x2
2 3,54 3,07 0,0152 

Fonte: Elaborada pelo autor (2021). 

Esterificação (%) = 40,35 + 11,60 x1 + 3,54 x22   (6) 

Em que x1 e x2  refere-se a porcentagem de derivado e temperatura (ºC), respectivamente.  

Na Tabela 13 encontra-se a ANOVA calculada para os coeficientes estatisticamente 

significativos. Verificou-se que o Fcalc. (70,5) foi maior que o Ftab. (4,46) e que o coeficiente 

de determinação foi muito bom (0,95). Além disso, os valores previstos possuem, em sua grande 

maioria, desvios abaixo de 10 % mostrando um bom ajuste do modelo gerado aos dados 

experimentais (ver Tabela 10). Assim, pode-se afirmar que o modelo se ajusta bem aos dados 

experimentais, permitindo a construção da superfície de resposta (Figura 8) para análise das 

variáveis estudadas pelo planejamento (RODRIGUES; IEMMA, 2014). 

Tabela 13 - ANOVA para o DCCR 22, utilizando somente os coeficientes de regressão 

estatisticamente significativos a 5 % de significância. 

 
Fonte de 

Variação 

Soma dos 

Quadrados 

Graus de 

Liberdade 

Quadrado 

Médio 

FCalc p-valor 

Regressão 1154,2 2 577,1 70,5 0,00001 

Resíduos  65,5 8 8,2   

Falta de ajuste 46,3     

Erro puro 19,2     

Total 1219,7 10    

R2 = 0,95; FTab2;8;0,05 = 4,46 

Fonte: Elaborada pelo autor (2021). 

Observou-se na Figura 8, a formação de uma região ótima em que foram obtidos os 

maiores valores para a porcentagem de esterificação (65%), quando uma maior concentração 

de derivado foi empregada 17 e 20 (%m/v), para toda a faixa de temperatura estudada em 1 h 

de reação. 
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Figura 8 - Porcentagem de esterificação em função da temperatura e concentração de 

biocatalizador na etapa de esterificação do oleato de decila. 

 

 

 

(a) (b) 

 

Fonte: Autor (2021). 

Legenda: (a) superfície de resposta.  
   (b) curva de contorno. 
 

A validação do planejamento foi realizada, em triplicata, para a condição empregada no 

ensaio 4, no qual foi utilizado 17 (% v/m) para a concentração do derivado e a temperatura de 

50 °C e 1 h de reação, sendo obtida uma porcentagem de esterificação de 56,30  2,41 (%), 

demonstrando que o processo possui reprodutibilidade. Para essas mesmas condições foi 

realizado um ensaio com acompanhamento de tempo de reação por 4 h (Figura 9), sendo 

observado uma conversão de 78 % em 2 h de reação. 

Esses resultados foram comparados com os resultados para a esterificação enzimática 

do oleato de decila descritos na literatura (Tabela 14). Chang et al. (2001) utilizaram extratos 

de lipase purificados de Staphylococcus epidermidis - lipase de tipo selvagem e duas lipases 

recombinantes expressas em Escherichia coli (mutantes M419A e V649I) e obtiveram após 10 

h de reação uma conversão de 58,36 a 65,32 % para 50 mM de ácido oleico e 50 mM de 1-

decanol. Aulakh et al. (2017) utilizaram suspensões de células secas de Aspergillus sp. RBD01 

e obtiveram uma máxima conversão de 77 % em 36 h de reação. Miguez et al. (2018) obtiveram 
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87 % de conversão em oleato de decila após 3 h de reação utilizando 21 (% m/v) de 

biocatalisador preparado com um suporte obtido de resíduo agroindustrial e a lipase comercial 

Thermomyces lanuginosus. Rani et al. (2015) utilizaram a lipase Novozym 435 que obteve 96,5 

% de conversão em 1 h de reação. 

Embora o derivado preparado no presente estudo não tenha atingido a mesma 

porcentagem de conversão observada para as enzimas comerciais, ele exibiu uma maior 

porcentagem de conversão do oleato de decila em um tempo muito menor de reação, quando 

comparado com os estudos em que também foram utilizadas lipases não comerciais. A partir 

de 2 h de reação verificou-se que não houve um aumento da conversão para um maior tempo, 

indicando que provavelmente a reação tenha atingindo o equilíbrio. Assim, para se aumentar a 

conversão seria preciso deslocar o equilíbrio, o que poderia ser conseguido mudando-se as 

concentrações iniciais dos reagentes ou alterando-se o solvente do meio reacional, pois é 

bastante conhecido que a presença de solventes orgânicos nos sistemas de reação pode mudar 

o equilíbrio para a síntese de éster (KUMAR et al., 2016), ou ainda removendo-se a água do 

meio como por exemplo com a utilização de peneiras moleculares (SONG; WEI 2002). 

 

Figura 9 - Efeito do tempo de reação na porcentagem de conversão para a síntese de 

oleato de decila. 

 

Fonte: Autor (2021). 
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Tabela 14 - Síntese enzimática de oleato de decila por reação de esterificação.  

Fonte de 

Lipase  

Suporte  Método de 

Imobilização 

Conversão - 

Tempo de 

reação 

Reutilização Referência  

Staphylococcus 

epidermidis 

Extrato bruto – 

lipase de 

linhagem 

selvagem 

- 65.32% (10 h) Não 

determinado 

(CHANG; 

CHOU; 

SHAW, 

2001) 

 Extrato bruto - 

mutante 

M419Aa 

- 62.01% (10 h) Não 

determinado 

 

 Extrato bruto - 

mutante V649I a 

- 58.36% (10 h) Não 

determinado 

 

Lipase B de 

Candida 

antarctica 

(Novozym 

435) 

Lewatit VP OC 

1600 

Adsorção 

física 

96.5% (1 h) Não 

determinado 

(RANI et 

al., 2015) 

Aspergillus sp. 

RBD01 b 

Suspensão de 

células  

- <10% (36 h) Não 

determinado 

(AULAKH 

et al., 2017) 

Biomassa seca - 77% (36 h) Não 

determinado 

Thermomyces 

lanuginosus 

Amino–SiO2 Adsorção 

física 

87% (3 h) 8 (100%) (MIGUEZ 

et al., 2018) 

Geotrichum 

candidum  

Fenil– SiO2 Adsorção 

física 

78% (2 h) 6 (73,3%) Este estudo  

Fonte: Adaptado de Miguez et al. (2018). 

Legenda: a - lipases recombinantes expressas em Escherichia coli; b - células inteiras. 

 

4.5 ESTABILIDADE OPERACIONAL 

 

A utilização de biocatalizadores heterogêneos permite uma melhor separação do 

produto final, proporcionando a reutilização do biocatalisador, resultando em uma diminuição 

dos gastos com a produção e com a purificação do produto tornando-o sustentável (COMAN; 
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PARVULESCU, 2013). Neste estudo, os ensaios de reutilização foram realizados nas condições 

experimentais ótimas após 6 sucessivos ciclos de reação de 2 h cada. De acordo com os 

resultados apresentados na Figura 10, o derivado manteve 73,3 % de sua atividade original após 

seis ciclos sucessivos. Isto pode ser explicado devido a uma boa interação das moléculas de 

LGC com a superfície do suporte, diminuindo a sua dessorção e auxiliando em sua 

estabilização. Entretanto, sabe-se que na reação de esterificação há a produção de moléculas de 

água que podem levar a uma dessorção da enzima imobilizada por adsorção física do suporte 

(VIRGEN-ORTÍZ, 2016), o que pode explicar a perda da atividade encontrada. 

Miguez et al. (2018) relataram que a atividade inicial do derivado se manteve após 8 

ciclos de reação em suas condições experimentais ótimas, porém deve-se ressaltar que neste 

trabalho foi utilizando uma lipase comercial (Thermomyces lanuginosus (LTL)/Sigma-

Aldrich). Os demais estudos presentes na literatura não relataram ensaios de reutilização para a 

síntese do éster oleato de decila como mostrado na Tabela 14.  

Figura 10 - Estabilidade operacional do biocatalisador após sucessivos ciclos de 2 h cada 

para a síntese de oleato de decila. 

 

Fonte: Autor (2021). 

 

Os testes de reutilização mostraram que o derivado reteve boa parte de sua atividade 

original após 6 ciclos de reação sucessivos. Estes resultados sugerem que este derivado pode 
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ser utilizado com sucesso na síntese enzimática do éster cosmético, contribuindo para a 

implementação de um processo mais sustentável e economicamente atrativo, no qual foi 

utilizado um suporte não comercial, preparado a partir de uma lipase produzida e um resíduo 

agroindustrial, de baixo custo e renovável.  
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5 CONCLUSÕES  

 

Os resultados da avaliação da hidrofobicidade dentre os suportes testados mostraram 

que o suporte de sílica de casca de arroz modificada com o grupo fenil foi o que apresentou 

uma maior hidrofobicidade (52,70 µg de corante/m2) e também foi o suporte que apresentou 

uma melhor atividade do derivado (13,69  0,02 U/g de suporte) para os ensaios de 

imobilização. Assim, dentre os suportes avaliados o de fenil-sílica de casca de arroz foi 

escolhido para os ensaios subsequentes. O estudo do efeito do carregamento de proteína 

possibilitou a determinação do carregamento mais adequado para o suporte escolhido, e embora 

a saturação do suporte não tenha sido atingida mesmo oferecendo um carregamento de proteína 

de 30 mg, a atividade encontrada para o derivado se manteve praticamente constante para os 

carregamentos iniciais acima de 15 mg (120 U/ g) e, portanto, o derivado preparado 

apresentando 8,13 mg de proteína foi selecionado para a etapa de esterificação subsequente. 

Uma vez determinado o suporte e carregamento mais adequado, foi utilizado um planejamento 

experimental do tipo DCCR 2², a fim de se otimizar a reação de esterificação para produção do 

oleato de decila. As melhores condições encontradas para a produção do éster foram: 17 % 

(m/v) de derivado a 50 °C. A validação do planejamento foi realizada sob as melhores condições 

experimentais, durante 4 h, tendo sua máxima conversão observada em aproximadamente 2 h 

(78%). O derivado preparado manteve 73,3 % da sua atividade inicial após 6 consecutivos 

ciclos de 2 h de reação de esterificação. 

Assim, de acordo com os resultados obtidos neste estudo, é possível afirmar que o 

derivado produzido com uma lipase não comercial e um suporte proveniente de resíduo 

agroindustrial mostrou-se promissor para ser utilizado no âmbito industrial, contribuindo para 

produção de cosméticos de forma mais sustentável e com uma elevada qualidade a um custo 

menor do que quando utilizado derivados comerciais.  
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6 SUGESTÕES PARA TRABALHOS FUTUROS 
 

Diante das conclusões obtidas, propõem-se algumas sugestões para a continuidade deste 

trabalho:  

a) Avaliar a influência dos parâmetros (i) concentração dos reagentes, (ii) solvente do 

meio reacional, (iii) água presente no meio.  

b) Aplicar o derivado desenvolvido em diferentes reações de esterificação. 

c) Avaliar a vida de prateleira do derivado desenvolvido.  

d) Estudo comparativo entre uma enzima comercial e a produzida, ambas imobilizadas 

no suporte de fenil-sílica. 
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