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RESUMO 

Neste estudo, triésteres de trimetilolpropano – TMPTEs (biolubrificantes) foram 

produzidos por hidroesterificação enzimática dos óleos de soja refinado (OSR) e de 

fritura (OF). Na primeira etapa, a hidrólise enzimática foi realizada catalisada por 

extrato bruto em de lipase de Candida rugosa (LCR) na produção de ácidos graxos 

livre (AGL) em um sistema de emulsificantes. A hidrólise completa dos óleos foi obtida 

após 3 h de reação a 40°C, usando 3,2 g/L de LCR na forma em pó, agitação mecânica 

de 1500 rpm e razão mássica óleo/água de 40% e 50% para OF e OSR, 

respectivamente. Em seguida, LCR e as lipases de Thermomyces lanuginosus 

(Lipolase® 100L e Eversa® Transform 2.0) e Pseudomonas fluorescens (Amano AK) 

foram imobilizadas via ativação interfacial em partículas esféricas de poliestireno-

divinilbenzeno (PSDVB). O procedimento de imobilização foi realizado pela mistura 

de extratos brutos de lipases com tampão acetato de sódio (5 mM) em pH 5,0 por 18 

h de contato sob agitação mecânica (200 rpm) empregando um carregamento fixo de 

carga de proteína de 40 mg/g de suporte. Os diferentes biocatalisadores preparados 

obtiveram um alto rendimento de imobilização (acima de 85%). Em seguida, os 

extratos brutos de lipases (forma livre) e os biocatalisadores imobilizados preparados 

foram empregados na produção de TMPTEs via esterificação enzimática dos AGL 

produzidos na etapa de hidrólise com trimetilolpropano (TMP) em sistemas isentos de 

solventes orgânicos. De acordo com os resultados obtidos, a maior atividade catalítica 

na hidrólise da emulsão do azeite de oliva em pH 8,0 e 37ºC foi observada para o 

biocatalisador heterogêneo preparado pela imobilização de Lipolase® 100L (255,9 ± 

3,9 U/g). Entretanto, Eversa® Transform 2.0 imobilizada em PSDVB foi o 

biocatalisador mais ativo na produção de TMPTEs e a máxima conversão de OH de 

≈97% usando ambas as fontes de AGL foi alcançada após 4 h de reação conduzida 

em reatores abertos para a eliminação de moléculas de água formada durante a 

reação a 55°C, razão molar TMP:AGL de 1:3,25 (0,77 g TMP – 5,74 mmol; 5,23 g AGL 

– 18,77 mmol), agitação mecânica de 240 rpm e 15% da massa de biocatalisador por 

massa de materiais de partida. Nestas mesmas condições, a conversão de OH de 

~25% após 5 h de reação foi obtida usando Novozym® 435, um biocatalisador 

heterogêneo comercial amplamente usado em reações de biotransformação. Eversa® 

Transform 2.0 imobilizada em PSDVB reteve acima de 90% de sua atividade original 

após 13 bateladas consecutivas de reação de 4 h cada, usando AGL de OSR e OF 

como materiais de partida. Os TMPTEs produzidos apresentaram boas propriedades 



 
 

em baixas temperaturas (pontos de fluidez entre –11 e –9 °C). Esses ésteres também 

exibiram valores de viscosidade cinemática semelhantes a 40ºC – 36,6 mm2/s para 

TMPTEs de OSR e 34,4 mm2/s para TMPTEs de OF. Estes resultados mostram que 

Eversa® Transform 2.0 imobilizada via ativação interfacial em partículas de PSDVB 

pode ser uma opção interessante como biocatalisador heterogêneo para catalisar a 

produção de ésteres com propriedades lubrificantes em processos industriais devido 

à sua alta atividade catalítica e estabilidade após sucessivas bateladas de reação. 

 

Palavra chave: Biolubrificantes, Óleos de soja, Lipases, Imobilização, Ativação 

interfacial, Eversa® Transform 2.0, propriedades físico-químicas. 

 

 

 

 



 
 

ABSTRACT 

In this study, trimethylolpropane triesters – TMPTEs (biolubricants) have been 

produced by a two-step enzymatic hydroesterification process using refined soybean 

(RSO) or used soybean cooking (USCO) oils as starting materials. In the first step, 

enzymatic hydrolysis was performed catalyzed by a crude free lipase extract from 

Candida rugosa (CRL) to produce free fatty acids (FFAs) in an emulsifier-free system. 

Complete hydrolysis of the oils were achieved after 3 h of reaction at 40 °C, using 3.2 

g/L of CRL, mechanical agitation using an overhead motor stirrer at 1500 rpm and 

oil/water mass ratio of 40% and 50% for USCO and RSO, respectively. After, CRL, 

and the lipases from Thermomyces lanuginosus (Lipolase® 100L and Eversa® 

Transform 2.0) and Pseudomonas fluorescens (Amano AK) were immobilized via 

interfacial activation on polystyrene-divinylbenzene (PSty-DVB) beads. The 

immobilization procedure has been performed by mixing crude lipase extracts with 5 

mM buffer sodium acetate at pH 5.0 for 18 h of contact under mechanical stirring (200 

rpm) using a fixed protein loading of 40 mg/g of support. High enzyme loaded 

biocatalysts (immobilization yield above 85%) were obtained for all lipase preparations. 

Then, free lipases (liquid or powder forms) or immobilized biocatalysts were used to 

produce TMPTEs via enzymatic esterification of the produced FFAs with 

trimethylolpropane (TMP) in solvent-free systems. According to results, the highest 

activity in olive oil emulsion hydrolysis at pH 8.0 and 37 ºC was observed when using 

Lipolase® 100L (255.9 ± 3.9 U/g). On the other hand, immobilized Eversa® Transform 

2.0 was the most active biocatalyst in TMPTEs production and maximum OH 

conversion of ≈97% using both FFA sources was achieved after 4 h of reaction 

conducted in open reactors in order to eliminate the formed water during the reaction 

at 55 °C, TMP:FFA molar ratio of 1:3.25 (0.77 g TMP – 5.74 mmol; 5.23 g FFA – 18.77 

mmol), mechanical stirring rate of 240 rpm, and 15% of mass of biocatalyst per mass 

of starting materials. Under similar conditions, OH conversion of ~25% after 5 h of 

reaction was obtained using Novozym® 435, a commercial immobilized lipase widely 

used in biotransformation reactions. Immobilized Eversa® Transform 2.0 retained 

above 90% of its original activity after 13 consecutive reaction batches of 4 h each 

using both FFA from RSO and USCO as starting materials. The produced TMPTEs 

presented good cold temperature properties (pour point values between –11 and –9 

°C). These esters also exhibited similar kinematic viscosity values at 40 ºC – 36.6 

mm2/s for TMPTEs from RSO and 34.4 mm2/s for TMPTEs from USCO. These results 



 
 

show that Eversa® Transform 2.0 immobilized via interfacial activation on PSty-DVB 

particles can also be an interesting option as heterogeneous biocatalyst to catalyze 

the production of synthetic esters with lubricant properties in industrial processes due 

to its high catalytic activity and reusability. 

 

Keywords: Biolubrificants, Soybean-based oils, Lipases, Immobilization, Interfacial 

activation, Eversa® Transform 2.0, Physicochemical properties. 
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1 INTRODUÇÃO 

Lubrificantes são compostos orgânicos capazes de reduzir o atrito entre duas 

superfícies móveis, além de diminuir o aquecimento e o desgaste das peças 

mecânicas pela formação de uma película de proteção (REEVES; SIDDAIAH; 

MENEZES, 2017; HO; MCAULEY; PEPPLEY, 2019). Os lubrificantes à base de 

petróleo se estabeleceram como lubrificantes universais para a maioria das aplicações 

industriais, comerciais e pessoais. O mercado global de lubrificantes em 2018 foi de 

US$ 128,51 bilhões. A projeção de crescimento mundial para 2022 é de 43,87 milhões 

de toneladas a uma taxa de crescimento anual de 2,4% (GRAND VIEW RESEARCH 

INC., 2020). Cerca de 55% destes lubrificantes são descartados inadequadamente ao 

meio ambiente e cerca de 95% são de origem fóssil e altamente prejudiciais aos 

ecossistemas devido à sua alta toxicidade e baixa biodegradabilidade (REEVES; 

SIDDAIAH; MENEZES, 2017). 

Nos últimos anos, a crescente consciência ambiental torna-se a principal força 

motriz para o desenvolvimento de novas tecnologias de forma que os lubrificantes 

sintéticos biodegradáveis (biolubrificantes) constituem uma área extensivamente 

explorada no âmbito da Química Verde (ZAINAL et al . 2018). O termo "biolubrificante" 

é atribuído aos lubrificantes obtidos de matérias-primas renováveis como 

triacilgliceróis – óleos vegetais, gorduras animais, óleos residuais e óleos microbianos  

(SABOYA et al ., 2016; SABOYA et al ., 2017; BAHADI et al ., 2019; CAVALCANTI et 

al ., 2018; CERÓN et al ., 2018; ZAINAL et al ., 2018; OH et al ., 2013; ANGULO et al 

., 2020 ; FERNANDES et al ., 2020). Os triacilgliceróis possuem algumas vantagens 

para serem aplicados na produção de biolubrificantes tais como elevado índice de 

viscosidade, alto ponto de fulgor, baixa volatilidade e boa adesão às superfícies 

metálicas (ZAINAL et al ., 2018; HO; MCAULEY; PEPPLEY, 2019). Além disso, os 

biolubrificantes apresentam propriedades físico-químicas similares ou melhores que 

os lubrificantes convencionais oriundos de fontes fósseis (ZAINAL et al . 2018). 

Estes compostos podem ser produzidos por diferentes rotas tais como 

esterificação, transesterificação, hidroesterificação e epoxidação empregando 

catalisadores químicos clássicos e enzimas (lipases). Porém, diversas limitações 

como requerimento de altas temperaturas (120 – 180°C), longos tempos de reação e 

geração de resíduos químicos nos processos de separação e purificação são 

reportadas para a rota química empregando catalisadores homogêneos como ácidos 

inorgânicos (HCl, H2SO4, H3PO4, ácido p-toluenossulfônico, etc.) e bases (NaOH e 
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KOH) e heterogêneos como resinas catiônicas, óxidos e bases (OH et al ., 2013; IVAN-

TAN et al ., 2017; SABOYA et al ., 2016; SABOYA et al ., 2017; BAHADI et al ., 2019;   

ANGULO et al ., 2020). Com o propósito de solucionar esses problemas, a aplicação 

de lipases é uma alternativa promissora para a produção destes ésteres devido à 

demanda crescente por produtos ambientalmente sustentáveis (BASSI et al., 2016; 

CAVALCANTI et a., 2018; ÂNGULO et al., 2020; FERNANDES et al., 2020). 

Lipases (triacilglicerol éster acilhidrolases – EC 3.1.1.3) são enzimas que 

catalisam a hidrólise de triacilgliceróis (óleos e gorduras) em meios aquosos. Em 

meios não-aquosos, estas enzimas catalisam a síntese de ésteres industrias, como 

biolubrificantes, por reações de esterificação, transesterificação e interesterificação  

(KAPOOR; GUPTA, 2012; ADLERCREUTZ, 2013; BASSO e SERBAN, 2019). A 

produção enzimática de biolubrificantes tem sido preferencialmente realizada 

empregando lipases imobilizadas para aumentar sua atividade catalítica, estabilização 

térmica e mecânica, facilitar a sua reutilização em bateladas sucessivas de reação e 

aumentar a flexibilidade de configurações de reatores em modo contínuo como reator 

de leito fixo, leito fluidizado, reator contínuo agitado mecanicamente, etc (BASSI et al., 

2016; CAVALCANTI et al., 2018; CERÓN et al., 2018; ANGULO et al., 2020; 

FERNANDES et al., 2020).  

Estas enzimas tem sido imobilizadas por diferentes protocolos tais como: (i) 

adsorção física por meio de interações hidrofóbicas, (ii) adsorção em suportes 

aniônicos e/ou catiônicos, (iii) aprisionamento em suportes inertes, (iv) ligação 

covalente em suportes previamente ativados e (v) reticulação – enzimas agregadas 

(CLEAs – Crosslinked Enzyme Aggregates) (ADLERCREUTZ, 2013; RODRIGUES et 

al., 2019). Entretanto, as reações conduzidas em meios não aquosos, dentre elas a 

produção de biolubrificantes por esterificação e/ou transesterificação, não são 

requeridas fortes interações entre a enzima e o suporte porque lipases são insolúveis 

nestes meios  (SECUNDO et al., 2008; MENDES et al., 2012). Consequentemente, a 

adsorção física em suportes hidrofóbicos é o método mais empregado na imobilização 

de lipases porque em alguns casos melhora sensivelmente a sua estabilização e 

atividade catalítica em meios não-aquosos e permite regenerar o suporte após a 

inativação de lipases por dessorção empregando agentes químicos como tensoativos 

(RODRIGUES et al., 2019). Diferentes lipases possuem uma cadeia polipeptídica 

(denominada tampa ou aba) que cobre seus sítios ativos, bloqueando assim a 

acessibilidade de seus substratos (gotículas de óleo) – “conformação fechada”. Na 
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presença de uma interface hidrofóbica, como suportes hidrofóbicos ou gotículas de 

óleos, a tampa é deslocada e uma bolsa hidrofóbica ao redor da região de seus sítios 

ativos é exposta ao meio (conformação aberta) – mecanismo de ativação interfacial. 

A imobilização de lipases em suportes hidrofóbicos tem sido tipicamente realizada em 

baixa força iônica para mudar o equilíbrio conformação fechada/aberta para a 

conformação aberta e reduzir possível agregação de lipases na conformação aberta 

(formação de dímeros de lipases em conformação aberta) (MANOEL et al., 2015; 

RODRIGUES et al., 2019). 

Neste contexto, o objetivo deste estudo foi a produção enzimática de 

biolubrificantes por esterificação de ácidos graxos livres provenientes do óleo de soja 

(refinado e de fritura) com TMP, um dos polióis mais empregandos na síntese de 

biolubrificantes (ZAINAL et al., 2018; HO; MCAULEY; PEPPLEY, 2019), em meio 

isento de solventes. A relevância de empregar óleo de soja como matéria-prima 

oleaginosa se deve à sua fácil disponibilidade em nosso país. Na safra 2019/2020, a 

produção mundial foi de 337,3 milhões de toneladas de grãos e a produção brasileira 

foi de 124,85 milhões de toneladas, sendo o maior produtor mundial desta oleaginosa 

(EMBRAPA SOJA, 2020). Além da grande disponibilidade dessa oleaginosa em nosso 

território nacional, o óleo de soja é frequentemente encontrado como resíduo em 

aterros e rios de industriais alimentícias, o óleo de cozinha residual ou óleo de fritura 

(AGUIEIRAS et al., 2020). Este resíduo tem um grande potencial para gerar resultados 

promissores para a produção de ésteres com características lubrificantes, já que a 

possível substituição do óleo comestível pelo óleo residual pode proporcionar valores 

equivalentes de taxa de conversão na esterificação, sendo mais vantajoso pelo 

simples fato do aproveitamento de um resíduo, o que foi algo bem relevante a se levar 

em consideração na escolha dessa oleaginosa para o possível reaproveitamento do 

óleo de fritura (BOLINA; GOMES; MENDES,2021). Neste estudo, 4 diferentes 

preparações comerciais de lipases como LTL (Lipolase® 100 L e Eversa® Transform 

2.0), LCR, e LPF nas formas livre (biocatalisadores homogêneos) e imobilizadas em 

PSDVB (biocatalisadores heterogêneos) foram empregadas com o intuito de 

selecionar o mais ativo em reação de esterificação. É importante ressaltar que a 

aplicação dos biocatalisadores preparados neste estudo ainda não é reportada pela 

literatura especializada.  

Um dos principais requisitos para a seleção de suportes para a imobilização de 

enzimas industriais é a sua elevada área superficial e tamanho de poros (BASSI et al., 
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2016; ALVES et al., 2017). Neste contexto, materiais porosos são amplamente 

empregados para esta finalidade com o intuito de obter biocatalisadores com alta 

carga enzimática e, consequentemente, atividade catalítica (BASSI et al., 2016). 

Neste estudo, partículas de PSDVB foram empregadas na imobilização das diferentes 

preparações comerciais de lipases selecionadas para a produção de biolubrificante 

porque este suporte tem uma massa específica de 1,01 g/cm3, diâmetro de partícula 

de 250–850 µm, área de superfície específica de ≈500 m2/g e tamanho médio de poro 

de 260 Å (Diaion® HP-20 – informações técnicas da Supelco). Estes poros podem ser 

suficientemente grandes para acomodar elevada concentração de moléculas de 

lipases nas superfícies interna e externa do suporte.  

O objetivo geral do projeto se deu pela síntese de éster com propriedades 

biolubrificantes por uma rota mais ecológica a partir de óleo de soja refinado e residual 

com biocatalisador heterogêneo, foi alcançado mediante à execução dos seguintes 

objetivos específicos:    

a) preparação e caracterezação das propriedades dos biocatalisadores 

heterogêneos preparados em reações de hidrólise e esterificação; 

b) seleção do biocatalisador (homogêneo ou heterogêneo) mais ativo na 

produção de ésteres; 

c) avaliação do efeito de fatores (razão molar TMP:AGL, concentração de 

biocatalisador e estratégia de remoção de água) na produção do éster; 

d) testes de reuso após bateladas sucessivas de reação com óleo refinado e 

residual; 

e) purificação e caracterização das estruturas químicas por ressonânia 

magnética nuclear (RMN) e propriedades físico-químicas como viscosidade e ponto 

de fluidez; 

f) comparação das propriedades físico-químicas do produto sintetizado com 

ésteres de TMP publicados e disponíveis comercialmente. 

A dissertação do mestrado está dividida em dois capítulos, além desta 

introdução. 

O capítulo 1 contempla um artigo intitulado “Eco-friendly production of 

trimethylolpropane triesters from refined and used soybean cooking oils using an 

immobilized low-cost lipase (Eversa® Transform 2.0) as heterogeneous biocatalyst” 

submetido no periódico indexado FUEL. Esse artigo aborda a síntese de um éster com 

característica biolubrificante com uma rota mais ecológica.  
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2 REVISÃO 

2.1 Enzimas  

Enzimas são biocatalisadores de natureza proteica que tem por finalidade 

acelerar reações químicas. Tem a função de levar a reação para o seu equilíbrio de 

uma forma acelerada, provocando uma mudança favorável na energia do sistema. O 

uso de enzimas em biocatálise é bem consolidado com relação ao estabelecimento 

de processos mais sustentáveis com finalidade biotecnológica (GIRELLI; ASTOLFI; 

SCUTO, 2020; FERNANDEZ-LAFUENTE, 2019). A alta seletividade e especificidade 

enzimática é resultado da estruturação quaternária de cada enzima, proporcionando 

uma gama de aplicações em diversos setores. O aumento populacional e a busca por 

processos mais ecológicos impulsionaram a produção de uma grande demanda por 

produtos e compostos que consigam suprir todos os ramos da indústria, sendo assim, 

um aprimoramento e aperfeiçoamento de técnicas é necessário. O mercado das 

enzimas não ficou para trás e teve um grande desenvolvimento decorrente desses 

avanços. (STAVROVA; EHLEBRACHT; FETCHENHAUER, 2016; CASTILLA et al., 

2018; SUN et al., 2018).  

O grande avanço da utilização de enzimas recorre das novas metodologias que 

vem sendo desenvolvidas tanto para a descoberta quanto para a modificação dessas 

biomoléculas. O desenvolvimento do setor enzimático no ano de 2017 foi avaliado em 

aproximadamente 7 milhões de dólares e há uma previsão que em 2024 ele alcance 

11 milhões, se mantida uma taxa de crescimento de 5,7% entre 2018-2024. (Allied 

Market Research, 2018) 

As enzimas podem ser obtidas de várias fontes; animal, vegetal ou microbiana. 

Esta  última possibilita a obtenção de um maior número de enzimas devido à grande 

variedade de microrganismo existentes e ainda permite a utilização das novas 

tecnologias de modificações genética (BORNSCHEUER et al., 2019; FREY; 

HAYASHI; BULLER, 2019). A ampla gama de variedades enzimáticas proporciona 

uma extensa lista de aplicações em diversas áreas da indústria, que são beneficiadas 

pela utilização de enzimas, sejam elas da forma livre ou imobilizada, tais como: a 

indústria de alimentos (ZHANG; HE; SIMPSON, 2018), farmacêutica (NAGHDI et al., 

2018), cosmética (KHAN; RATHOD, 2015), têxtil (MADHU; CHAKRABORTY, 2017), 

biolubrificantes (CAVALCANTI et al., 2018), entre outras.  

 

2.2 Lipases 
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As lipases (éster triacilglicerol acil-hidrolases EC 3.1.1.3) desempenham uma 

pluralidade de funções em diversos setores industriais pela sua ampla especificidade 

por substratos, disponibilidade comercial e sua capacidade de atuar em 

concentrações de substrato bem elevadas, tanto em ambientes aquosos (natural 

dessa classe de enzimas), quanto em solventes orgânicos (RODRIGUES et al., 2019; 

SEDDIGI et al., 2017). 

A atividade in vivo das lipases é a hidrólise de triacilgliceróis (ZECHNER et al., 

2012), e elas podem ser usadas in vitro para catalisar reações como esterificação 

(AGUIEIRAS et al., 2019; BARSÉ et al., 2019; CRUZ et al., 2018), transesterificação 

(LÖFGREN et al., 2019; BAUWELINCK et al., 2018), interesterificação (ou acidólise) 

(ABED et al., 2018; CHOJNACKA; GŁADKOWSKI, 2018). 

A atratividade das lipases é grande pela sua especificidade régio e 

enantioseletiva, que é causada pelo seu modo de ação específico, a ativação 

interfacial, que reconhece superfícies hidrofóbicas no meio, o que promove uma 

interação e consequentemente uma super ativação, representado na figura 1  (CAO; 

MATSUDA, 2016).  

 

Figura 1 - Lipase imobilizada via ativação interfacial em superfície hidrofóbica. 

 

Fonte: do autor 

 

A grande versatilidade dessas enzimas é considerada uma característica 

promíscua, termo que melhor a descreve, diferenciando das demais classes pois 

possibilita uma versatilidade em diversas condições operacionais (reações foras da 

sua naturalidade, como condições drásticas de pH e temperatura e catálise de uma 

grande variedade de substratos (CARVALHO; LIMA; SOARES, 2014). 
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Alguns dos principais fungos produtores de lipase são do gênero Mucor, 

Rhizopus, Geotrichum, Rhizomucor, Aspergillus, Thermomyces, Candida, Bacillus, 

burkholderia cepacia, pseudomonas e Penicillium, sendo suas lipases empregadas 

em diversos setores industriais (SINGH; MUKHOPADHYAY, 2012).   

O uso das lipases é muito abrangente, no entanto, a sua utilização na forma 

livre pode trazer algumas desvantagens que devem ser levadas em consideração para 

sua aplicação em escalas industriais, tais como dificuldade de reutilização e 

consequente aumento do custo do processos, e a  perda de sua atividade catalítica 

devido à baixa estabilidade da lipase no meio reacional (MOHAMAD et al., 2015; 

ZHAO et al., 2015). Entretanto, essas adversidades podem ser minimizadas ao se 

imobilizar as enzimas em suportes. A síntese de biocatalisadores heterogêneos 

utilizando suportes hidrofóbicos possibilita as lipases uma estabilização na sua forma 

mais ativa, o que promove um efeito positivo na estabilidade e um aumento da 

atividade enzimática (BERNAL; RODRÍGUEZ; MARTÍNEZ, 2018; BILAL; IQBAL, 

2019; SHEMSI et al., 2019). 

 

2.3 Imobilização de lipases 

A imobilização de qualquer tipo de enzima vem sendo primordial nos últimos 

anos, a fim de melhorar as propriedades enzimáticas, e obter melhores resultados em 

períodos de tempo reduzidos. (BILAL et al., 2018). 

O suporte que será escolhido para a imobilização deve preencher alguns 

requisitos para minimizar o máximo possível, a perda da atividade enzimática e a 

diminuição na taxa de reação quando comparado à enzima livre (BASSO; SERBAN, 

2019). 

• Possuir um custo reduzido e ser não nocivo ao meio ambiente. 

• Ser capaz de carregar uma grande quantidade de enzima, porém o diâmetro 

dos poros devem permanecer em tamanhos um pouco maiores que o diâmetro 

médio das proteína (HARTMANN; KOSTROV, 2013; MAGNER, 2013). 

• Possuir uma superfície hidrofóbica, que no caso da lipase, representa um 

microambiente favorável para melhorar as características catalíticas das 

enzimas imobilizadas (RODRIGUES et al., 2013). 

• Possibilitar a funcionalização e/ou ativação, apresentando o mínimo de 

impedimento estérico. 



22 
 

• Ser inócuo e não reativo para não interferir na reação desejada. 

• Apresentar resistência microbiana para a viabilidade comercial da enzima.  

• Possuir uma boa resistência térmica e mecânica além de sua resistência a 

abrasão e pressão de fluxo, possibilitando sua utilização em diferentes 

condições operacionais. 

• Possuir durabilidade química. 

Muitos métodos foram desenvolvidos para a otimização dos processos de 

imobilização, e são classificadas em três classes; as enzimas imobilizadas em 

suportes sólidos, a reticulação e o aprisionamento.  Dependendo do tipo de ligação 

essa imobilização poderá ser considerada reversível ou irreversível, sendo as ligações 

iônica ou covalente, e do aprisionamento; processos híbridos de adsorção física com 

posterior reticulação e adsorção física como representa a figura 2. 

 
 Figura 2 - Diferentes métodos de imobilização 

 

Fonte: do autor. 

 

Na imobilização por ligação iônica, as enzimas se ligam ao suporte que 

contenha íons residuais pela atração de íons com cargas opostas presentes em sua 

superfície. Essa interação suporte/enzima é bem mais forte comparado com a 

adsorção física e mais amenas que as ligações covalentes, seu método de operação 

é conduzido em processos mais amenos. Portanto, essa imobilização causa menos 

alterações na conformação e no sitio ativo das lipases, mantendo uma boa atividade 

na maioria dos casos, mas podendo ocorrer uma dessorção quando os meios de 

reação possuem a presença de substratos de alta força iônica (MENDES et al., 2011; 

ZHAO et al., 2015). 
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O processo de imobilização por ligação covalente é um método irreversível 

onde acontece reação entre grupos nucleofílicos da enzima com grupos eletrofílicos 

do suporte. Resulta em uma força de ligação muito forte entre a lipase e o suporte, 

apresentando uma alta estabilidade e evitando lixiviações, favorecendo o uso das 

lipases em condições de temperaturas e pH extremas. No entanto suas condições de 

preparo são rigorosas, podendo se utilizar reagentes tóxicos, tornando os custo mais 

elevados (ABDULLA; SANNY; DERMAN, 2017). 

A imobilização por aprisionamento se baseia na captura das enzimas em uma 

rede de polímeros que permite a passagem de substratos e produtos, mas retém as 

enzimas. Após o aprisionamento, as lipases não são ligadas ao suporte, mas sua 

difusão é restrita, sendo uma técnica simples de se usar, se comparada a imobilização 

covalente (BADGUJAR et al., 2017). 

O processo de imobilização por reticulação se dá pela formação de reticulações 

intermoleculares, isso ocorre quando é adicionado um reagente de reticulação ou 

multifuncional. Esta é uma técnica isenta da utilização de suportes, na qual são 

formados complexos enzimáticos, obtendo-se estruturas tridimensionais, 

proporcionando uma diminuição nos custos e uma alta atividade e concentração de 

atividade enzimática no catalizador. Algumas estratégias frequentemente estudadas 

são a reticulação sobre a enzima solúvel (CLE), reticulação sobre cristais enzimáticos 

(CLECs), e agregados sobre a enzima (CLEAs) (NURALIYAH; WIJANARKO; 

HERMANSYAH, 2018). 

O método mais utilizado de imobilização de lipases até o presente momento é 

a adsorção física, pois esse método possibilita uma grande variedade de técnicas, por 

ser o mais simples e pelo fato de retirarmos algumas desvantagens de outros tipos de 

imobilização, como a reutilização do suporte depois da dessorção da enzima do 

mesmo por exemplo, algo que é vantajoso visando uma escala industrial. A 

imobilização de lipases pelo seu mecanismo especifico de ativação interfacial em 

suportes hidrofóbicos possibilita mais vantagens do que se imobilizar enzimas em 

suportes de superfície não hidrofóbica (BASSI et al., 2016; LAGE et al., 2016). A 

imobilização de lipases em suportes hidrofóbicos é devido a sua ativação interfacial e 

neste mecanismo a área superficial do sitio ativo da lipase se encontra mais exposta, 

pois a estrutura da parte hidrofóbica, a chamada ‘’tampa’’, está aberta, o que  melhora 

a atividade catalítica da lipase imobilizada (FERNANDEZ-LAFUENTE et al., 1998). As 

lipases possuem uma característica não comum entre as enzimas, o fato de poder ser 
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super ativada e em sua conformação aberta em meios hidrofóbicos, exclui a abertura 

da mesma por fatores externos como algum reagente ou solvente orgânico (TACIAS-

PASCACIO et al., 2016) 

Comparado com as outras metodologias, a adsorção física trás diversos 

benefícios tais como; utilização de condições de processos mais amenos e fáceis, 

custos de materiais reduzidos, possível retirada do biocatalisador para sua reciclagem 

e uma alta recuperação de atividade enzimática.  

 Na Tabela 1 estão mostradas diferentes metodologias de imobilização com as 

mais variadas fontes de lipase. É possível verificar a diversidade de aplicações das 

lipases tanto na escala laboratorial, quando nos estudos já aplicados em escalas 

industriais.  

Tabela 1 - Metodologias de imobilização e suas diversas aplicações: 
(continua) 

Fonte de 
lipase 

Método de 
imobilização 

Suporte Condições de 
imobilização  

Aplicação Referências 

Burkholderia 
cepacia 

Adsorção 
(covalente) 

Orgânico - 
Membrana de 
casca de ovo  
 
 
Orgânico - 
Casca de arroz  

Glutaraldeído 
- - pH 7- 50 
mM 
400μg/ml/g 
suporte 
 
  glutaraldeído 
-pH 8 -50mM - 
300 μg /ml/g 
suporte  

Hidrolise de óleo 
de oliva  

(ABDULLA; 
SANNY; 
DERMAN, 2017) 

Burkholderia 
cepacia 

Adsorção 
(hidrofóbica) 

Inorgânico - 
Nanofios de 
sílica com 
cobertura de 
grupos octadecil 

Glutaraldeído 
pH 8 – 50 mM 
– 200 mg de 
enzima bruta    

Transesterificação 
de 1-feniletanol 
racêmico com 
acetato de vinila 

(JIN et al ., 2018) 

Burkholderia 
cepacia 

Reticulação  Inorgânico - 
sílica 
funcionalizado 
via incorporação 
de β-
ciclodextrina 

 Epicloridrina 
– pH 7 – 
100mM-  1:5 g 
de enzima g 
suporte  

Transesterificação 
do óleo de 
palmiste com 
etanol 

(MARTIN et al ., 
2018) 

Burkholderia 
cepacia 

Adsorção 
(hidrofíbica) 

Inorgânico - 
Sílica 
mesoporosa 
ordenada com 
fenil modificada  

 pH 7 – 50 
mM – 1 a 7 
mg/mL de 
lipase 

Resolução de 1-
feniletanol 

(ZHENG et al ., 
2017) 

Candida 
rugosa 

Reticulação Orgânico – 
 Casca de milho 

Glutaraldeído   
– pH 7,5 – 
100mM-  0,75 
mg/ml/g 
suporte    

Hidrólise do óleo 
de oliva  

(NURALIYAH; 
WIJANARKO; 
HERMANSYAH, 
2018) 
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Tabela 1 - Metodologias de imobilização e suas diversas aplicações: 

(continua) 

Fonte de 
lipase 

Método de 
imobilização 

Suporte Condições de 
imobilização  

Aplicação Referências 

Candida 
rugosa 

Adsorção 
(hidrofóbica) 

Inorgânico - 
Sílica 
mesoporosa 
com  
Nanopartículas 
octadecilalquil 

– pH 7,4 – 
100 mM - 1 
mg/mL/g de 
suporte 

Hidrólise do 
palmitato de 4-
nitrofenilo 

(KALANTARI et al 
., 2017) 

Candida 
sp.99-125 

Adsorção 
(hidrofóbica) 

Inorgânico - 
Ciclomatriz de 
polifosfazeno 
funcional  

pH 7 – 50 mM 
- 2,5 mg/mL/ 
g suporte 

Hidrólise do 
triacetato de 
glicerol 

(CHEN et al ., 
2016) 

Candida 
antarctica 
e Candida 
rugosa 

Adsorção 
(hidrofóbica) 

Orgânico - 
Nanopartículas 
de sílica 
modificadas por 
ácido esteárico 

  Ácido 
carboxílico – 
5 e 25 mg de 
enzima - pH 7 
– 100 mM  

Reação de 
glicerólise 
usando azeite 

(SINGH; 
MUKHOPADHYAY, 
2018) 

Candida 
antarctica 
(CaLB) 

Adsorção  
(covalente) 

Orgânico - 
Casca de arroz 

Glutaraideído  
- pH 7 – 50 
mM - 7,4 mL 
de enzima 

Hidrólise do óleo 
de oliva  

(CORICI et al ., 
2016) 

Candida 
antarctica 
(CaLB) 

Reticulação 
 
 
 
 
 
Adsorção 
(covalente) 

Orgânico - 
Casca de arroz 

Glutaraideído   
- pH 7 – 100 
mM - 570g/ L 
de solução  
 
 
Glutaraideído 
- pH 7 – 100 
mM - 570g/L 

Síntese de g- 
policaprolactona 

(ULKER; GOKALP; 
GUVENILIR, 2016) 

Candida 
antarctica 
(CalB) 

Aprisionamento  Inorgânico - 
Nanopartículas 
de poli (ureia-
uretano) 

MNPs-AO - 
pH 7,6 – 100 
mM - 
2mg/mL/g 
suporte  
  

Síntese de oleato 
de geranilo e 
propionato de 
geranilo 

(CHIARADIA et al ., 
2016) 

Candida 
antarctica 
(CalB) 

Adsorção 
(hidrofóbica) 

Inorgânico - 
polímero   

p-NPL – pH 7 
– 5 mM – 10 
ml de enzima/ 
g suporte 
  

Esterificação de 
ácidos graxos de 
palma e de soja 

(CIPOLATTI et al ., 
2018) 

Candida 
antarctica 
(CalB) 

Adsorção 
(covalente) 

Inorgânico - 
nanopartículas 
de 
organossílica 

 glutaraldeído   
pH 7 - 100 
mM – 1 ml de 
enzima 
  

Esterificação de 
ácido levulínico e 
álcool n-laurílico 

(JIANG et al ., 
2019) 

Thermomyces 
lanuginosus 

Adsorção 
(hidrofóbica) 

Inorgânico - 
Mesoporous 
poly-
methacrylate 
particles  

Glutaraldeído 
– pH 7 – 5 
mM - 0,21 
mg/mL      

Síntese de um 
éster lubrificante: 
oleato de n-octilo 

(BASSI et al ., 
2016) 

 



26 
 

Tabela 1 - Metodologias de imobilização e suas diversas aplicações: 
(continua) 

Fonte de  
lipase 

Método de 
imobilização 

Suporte Condições de 
imobilização  

Aplicação Referências 

 
Thermomyces 
lanuginosus 

 Adsorção 
(hidrofóbica) 

 Inorgânico - 
Purolite C18 
(metacrilato de 
octadecil) 

 CTAB - pH 7 
–  100 mM 2 
mg/mL em 10 
g de suporte  

 Etanólise de 
óleo de girassol 

(ABREU SILVEIRA 
et al ., 2017) 

Thermomyces 
lanuginosus 

Adsorção 
(hidrofóbica) 

Inorgânico - 
Purolite 
macroporoso 
C-18, 
mesoporoso 
Sepabeads C-
18 

 CTAB –   pH 
7 100 mM  - 
20 mg TLL 
em 10 g 
suporte  

Etanólise de óleo 
de girassol 

(ABREU SILVEIRA 
et al ., 2019) 

 
Thermomyces 
lanuginosus 

Adsorção 
(hidrofóbica) 

Inorgânico -   
octadecil 
metacrilato,   
(metacrilato de 
octadecil),   
(estireno) e   
polímero 
metacrílico) 

  pH 7  5 mM - 
0,5 mg/mL/ g 
suporte–    

Produção de 
biodiesel  

(TACIAS-
PASCACIO et al ., 
2017) 

Thermomyces 
lanuginoso 

Adsorção 
(hidrofóbica) 

Inorgânico - 
Polímero 
(Diaion® HP 2-
MG) 

pH 7 – 5 mM 
– 5 a 200 mg 
de proteína/ g 
suporte     
   

Síntese de oleato 
de isoamil 
(biolubrificante) 

(LAGE et al ., 
2016) 

Rhizomucor 
miehei 

Adsorção 
(hidrofóbica) 

Inorgânico- 
Metacrilato de 
octadecil 

 pH 7 – 5 mM 
– 0,25 mg/mL  

Síntese de 
glicerídeos 
parciais de ácido 
linoléico 
conjugado via  
Esterificação do 
glicerol 
  

(VERDASCO-
MARTÍN et al ., 
2018) 

Rhizomucor 
miehei 

Aprisionamento  Inorgânico - 
hidroxipropil 
metilcelulose e 
quitosana 

 Ácido acético 
30 a 80 
mg/mL – pH 8 
– 100 mM   

Síntese de 
dodecanoato de 
butilo 

(BADGUJAR et al ., 
2017) 

 Rhizopus 
oryzae 

Adsorção 
(hidrofóbica) 

Orgânico - 
Casca de arroz 

 pH 7,5 – 5 
mM  enzima 
com atividade 
de 90 a 1800 
U/mL  

Produção de 
biodiesel  

(BONET-RAGEL et 
al ., 2018) 

Cercospora 
kikuchii 

Adsorção 
(hidrofóbica)  

Orgânico - 
Fibra de coco  

p-NPP – pH 
6,5 – 50 mM 
– 5 mg/ml 

Hidrolise de óleo 
de oliva 

(COSTA SILVA et 
al ., 2015) 

Lipase 
pancreática 

de porco   

Adsorção 
(hidrofóbica) 

Inorgânica – 
Sílica revestida 
com grupos 
octilo 

 Tolueno  pH 
7 –  5 mM - 
0,543 mg/ 
mL/ g suprte 

Síntese de 
ésteres de ácidos 
graxos da D-
xilose 

(VESCOVI; DOS 
SANTOS; 
TARDIOLI, 2017) 
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Tabela 1 - Metodologias de imobilização e suas diversas aplicações: 
(conclusão) 

Fonte de 
lipase 

Método de 
imobilização 

Suporte Condições de 
imobilização  

Aplicação Referências 

Rhizomucor 
miehei, 

Alcaligenes 
sp. e Candida 

 Adsorção 
(hidrofóbica) 

Inorgânico - 
Sepabeads C-
18   

  pH 7 – 10 
mM - 5 mg de 
lipase  

Transesterificação 
do éster etílico do 
ácido 
docosahexaenóico 
com glicerol 

(MORENO-
PEREZ et al ., 
2018) 

Fonte: do autor 

 
2.4 Suporte para imobilização de lipases  

Como visto na Tabela 1, diferentes tipos de suporte podem ser empregados. 

Os materiais orgânicos como agarose quitosana, alginato vem chamando atenção 

como promissores suportes, já os inorgânicos como sílicas porosas e silicatos também 

partilham da mesma possibilidade (BEZERRA et al., 2015; CARVALHO; LIMA; 

SOARES, 2014).  Tanto os materiais orgânicos quanto os inorgânicos devem ter as 

mesmas características para sua aplicação nos setores industriais, como o custo 

reduzido, a não toxicidade ao meio ambiente, porosidade adequada para um 

carregamento vantajoso, hidrofobicidade da superfície, não interação na reação 

desejada, duração e a possibilidade de ser usada em diferentes condições (BASSO; 

SERBAN, 2019). 

Muitos trabalhos na literatura relataram a síntese de diferentes suportes 

visando alcançar uma imobilização bem sucedida na qual se geraria um ambiente com 

uma baixa força iônica a fim de mudar o equilíbrio da conformação do sitio ativo da 

lipase de fechado para aberto, favorecendo a síntese catalítica (MANOEL et al., 

2015a; VIRGEN-ORTÍZ et al., 2017). 

Suporte inorgânicos a base de sílica, alumina, titânia, zircônia, cerâmica, 

magnética, entre outros, se destacaram por permitir uma maior estabilidade da lipase 

imobilizada diante de solventes orgânicos, possuírem uma alta área superficial em 

relação aos tamanhos de poros e ótimas propriedade mecânicas (GHOLAMZADEH; 

MOHAMMADI ZIARANI; BADIEI, 2017). Os suportes a base de sílica são os suportes 

inorgânicos mais utilizados na preparação de biocatalisadores, podendo ser obtidos 

de diferentes fornecedores sintetizados pela técnica sol-gel, usando diferentes 

precursores de alcoxissilanos ou preparados por processos termoquímicos utilizando 

resíduos orgânicos da agroindústria. Os suportes podem ser vendidos com ou sem a 

enzima imobilizada, a Merck, Chiral Vision são exemplos de empresas que tem 

catálogos contendo informações como o tamanho dos poros do suporte, de que 
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material é feito, qual enzima é imobilizada, valor por quantidade, entre outras 

informações. 

A síntese de suportes heterofuncionais é uma estratégia para imobilização de 

lipases onde o problema da dessorção das enzimas é minimizado ou quase extinto, 

pois utiliza duas metodologias para contornar essa adversidade, a primeira com uma 

imobilização via adsorção interfacial e posteriormente uma modificação dos grupos 

químicos, introduzindo alguns grupamentos, promovendo assim novas interações 

enzimáticas (RODRIGUES et al., 2019). 

Uma maneira de sintetizar sistemas que sejam eficientes e confiáveis contra a 

lixiviação de enzimas em processos de imobilização por adsorção é a incorporação 

de porções orgânicas na superfície sólida de suportes, o que permite o 

estabelecimento de ligações covalentes estáveis (LIU et al., 2012). O suporte de sílica 

é geralmente tratado com aminoalquiltrietoxissilanos, com a finalidade de introduzir 

grupamentos amino, com posterior ativação com agentes como glutaraldeído, cloreto, 

ácido cianúrico e cloreto de magnésio, com a função de introduzir funcionalidade que 

reage com os grupamentos na superfície da enzima (BANJANAC et al., 2016). 

A síntese desses materiais mesoporosos é realizada com uma fonte de sílica 

com a ancoragem de grupamentos funcionais, que podem ser alcançados por três 

rotas principais, com silanos funcionalizados, co-condensação de silano com a sílica 

e pós enxerto a sílica(DA’NA, 2017). 

Vários colaboradores no decorrer dos anos vêm sintetizam esses materiais. Em 

1990, Kuroda et al. (YANAGISAWA et al., 1990) uma sílica mesoporosa com 

distribuição uniforme do tamanho dos poros (FSM-16). Em 1992, os cientistas da 

Mobil desenvolveram uma sílica rotulada como M41S e  MCM-41 e MCM-48 (BECK 

et al., 1992). Em 1995, Tanev e Pinnavaia com sílica mesoporosa de formato 

hexagonal (HMS). Em 1998, (ZHAO et al., 1998) descreveu a síntese de Santa 

Barbara Amorphous (SBA-15), que é um dos materiais mesoporosos mais 

promissores até os dias atuais. 

 

2.5  Imobilização de lipases imobilizadas em suportes hidrofóbicos 

A maioria das lipases possuem uma estrutura de cadeia polipeptídica, com 

faces hidrofílicas e hidrofóbicas (BRZOZOWSKI et al., 1991; GROCHULSKI et al., 

1993). A lipases tem uma maior exposição ao meio reacional e consequentemente 

uma maior ativação quando ela se encontra em sua forma da tampa aberta, quando 
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essa face hidrofóbica tem a possibilidade de fazes interações com um meio que tenha 

a presença de outras estruturas hidrofóbicas (figura 3). Quando há a presença de um 

suporte hidrofóbico, a enzima se liga ao mesmo, ficando em uma conformação com 

seu centro ativo exposto, o que possibilita um aumento considerável da sua atividade 

(RODRIGUES et al., 2019). 

 

Figura 3 – Possíveis mecanismos de imobilização de lipases em diferentes suportes  

 

Fonte do autor. 

 
O método de imobilização por ativação nos traz vantagens como uma alta 

imobilização das lipases na forma aberta, superativada e monomérica, porém essa 

tendência das lipases em se adsorverem em superfícies hidrofóbicas pode acarretar 

problemas como a formação de dímeros de lipase, que é o resultado das lipases em 

sua conformação aberta mas que ainda não sem encontram fixadas na superfície do 

suporte, assim as formas monoméricas podem se agregar, o que forma essas 

estruturas chamadas dímeros de lipase. As lipases também podem ser adsorvidas em 

outras proteínas do estrato assim como algum produto gerado na reação de escolha 

que possa vir a competir pelo sítio ativo com o substrato, o que causa uma diminuição 

do rendimento da reação (MANOEL et al., 2015b; ZHANG et al., 2017). Em suma, a 

estrutura e propriedades do suporte, pode condicionar as propriedades finais da lipase 

(TACIAS-PASCACIO et al., 2016). 
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Nem todas as lipases tem a possibilidade de se imobilizar com um alto 

rendimento de imobilização em suportes muito hidrofóbicos, neste caso, um suporte 

menos hidrofóbico seria uma escolha correta para a imobilização dessas lipases. De 

um modo geral, o suporte mais hidrofóbico pode imobilizar as lipases que são menos 

hidrofóbicas, o que permite fracionar as misturas de estratos enzimáticos em função 

da afinidade pelo suporte (BRABCOVÁ et al., 2013). 

 

2.6 Aplicação de lipases imobilizadas em síntese de ésteres  

Os ésteres são importantes compostos orgânicos formados por álcoois com 

tamanhos de cadeia variados e ácidos carboxílicos. A síntese de ésteres é 

considerada promissora para a substituição de óleos minerais no cenário da produção 

de biodiesel e biolubrificantes, sua produção pode ser realizada via química ou 

enzimática. É amplamente usado nas indústrias de cosmética, farmacêutica e 

lubrificante. Quando produzidas por rota enzimática há a geração de compostos com 

alto valor agregado (BASSI et al., 2016; LIMA; PERES; MENDES, 2018). 

Biolubrificantes são lubrificantes biodegradáveis, não tóxicos e advindos de 

fontes renováveis como óleos vegetais e gordura animal. Nos dias atuais a maioria 

dos lubrificantes utilizados são de fontes não renováveis, o que mostra a atual 

preocupação em sintetizar novos lubrificantes que sejam baseados em uma química 

mais sustentável (REEVES; SIDDAIAH; MENEZES, 2017). 

 Atualmente a produção de biolubrificantes utiliza principalmente a 

transesterificação, empregando lipases, podendo converter triglicerídeos de cadeia 

longa em ésteres alquílicos de ácidos graxos. 

Os biolubrificantes podem ser produzidos por outras rotas além da 

transesterificação, como a hidrogenação e epoxidação, rotas essas que foram 

compiladas na Tabela 2 contendo diferentes exemplos de aplicação de lipases 

imobilizadas em síntese de biolubrificantes (ZHONG et al., 2020). 

As reações citadas podem ser de uma variedade de substratos, os óleos 

vegetais são geralmente classificados como comestíveis e não-comestíveis. Os óleos 

vegetais usados para produção de biolubrificantes podem variar de país para país por 

motivos geográficos e climáticos. No cenário brasileiro, existem algumas oleaginosas 

que são produzidos em grandes escalas, como a soja, dendê, coco e pinhão manso, 

sendo a produção de soja em escalas muito maior que as demais citadas, tendo uma 
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produção de 124,85 milhões de toneladas, tornando o Brasil o maior produtor deste 

grão em todo o mundo (EMBRAPA SOJA, 2020).  

Uma estratégia que vem sendo bastante empregada para a produção de 

biolubrificantes é a esterificação, ela é uma metodologia que se dá após as reações 

de hidrolise. É uma alternativa vantajosa pelo fato de superar uma desvantagem 

associada na recuperação de um produto, o glicerol, sendo os ácidos graxos a 

principal matéria prima. A esterificação se mostra favorável pela sua utilização em 

ambientes amenos de pressão e temperatura, seguida de algumas horas para a 

conversão de ácidos graxos em ésteres, sendo o tempo gasto na conversão um fator 

que se deseja diminuir. Na tabela abaixo (Tabela 2), observa-se essa abrangência. 

Tabela 2 - Lipases imobilizadas para a produção de biolubrificantes 
(continua) 

Fonte de lipase Protocolo de 
imobilização  

Suporte 
 

Éster 
produzido 

Condições 
reacionais 

Tempo de 
reação 
(reuso) 

Referências 

Candida Rugosa 
(heterogênea)  

Adsorção 
(hidrofóbica) 

Accurel 
MP1000 
(PP) 

éster de 
poliol 

ácido graxo 
livre/poliol 3,75:1 – 
40°C - 24 horas – 
1% de 
biocatalisador  
 

6 ciclos sem 
modificações 
significativas  

(CAVALCANTI 
et al ., 2018) 

Candida Rugosa Adsorção 
(hidrofóbica) 

poli 
(metacrilat
o de 
metilo) 

Ésteres de 
álcoois 
neopentil 
glicol  
 

Ácido graxo/álcool 
3,75:1 fração molar 
60°C – 2 horas 4% 
de biocatalisador -  

Não houve 
teste de 
reuso  

(FERNANDES 
et al ., 2020) 

Candida 
antarctica 

Adsorção 
(covalente) 

Nanopartí
culas 
Magnética
s 
Revestida
s com 
Quitosana 
 

Ésteres de 
óleo de 
tilápia  

óleo de tilápia e 2-
etil-1-hexanol 
fração molar 1:1 – 
30°C – 200 rpm – 
24 horas – 2% de 
biocatalisador  

Não houve 
teste de 
reuso  

(MONTEIRO 
et al ., 2019) 

Thermomyces 
lanuginosus 

Adsorção 
(hidrofóbica) 

poli-
metacrilat
o 

oleato de 
isoamilo 

álcool 
isoamílico/ácido 
oleico na razão 
(1: 1)- 45°C – 20% 
m/v de 
biocatalisador  
 

20 ciclos sem 
modificações 
significativas  

(LAGE et al ., 
2016) 

Thermomyces 
lanuginosus 

 Adsorção 
(hidrofóbica) 

 Casca de 
arroz  

estearato 
de butilo 

Ácido esteárico/ 
álcool butílico 1:1 – 
240 rpm – 50°C – 
0,1 g de enzima 
imobilizada 
 

  6 ciclos se 
modificações 
significativas  

(BOLINA et al 
., 2018) 
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Tabela 2 - Lipases imobilizadas para a produção de biolubrificantes 
(conclusão) 

Fonte de lipase Protocolo de 
imobilização  

Suporte 
 

Éster 
produzido 

Condições 
reacionais 

Tempo de 
reação 
(reuso) 

Referências 

Thermomyces 
lanuginosus 

Adsorção 
(hidrofobia) 

Lewatit VP 
OC 1600 

triéster de 
trimetilolpr
opano 

ácido adípico/ álcool 
isononílico razão 
molar de 1: 3 – 50°C 
– 250 rpm – 2 horas 
– 10% de carga 
enzimática (com 
base no peso total do 
substrato) 

Não houve 
teste de 
reuso  

(LEE et al ., 
2019) 

Burkholderia 
cepacia 

Adsorção 
(hidrofóbica) 

sílica-
hidroxietilc
elulose de 
matriz 
epóxi 

Ésteres 
isoamílico
s e 
alquílicos 
de óleo 
Fusel 

Óleo de palme/ 
álcool isoamílico 
fração molar 1:4 - 8 
horas – 45°C - 150 
rpm – 200 mg/g 
suporte 

Não houve 
teste de 
reuso  

(CERÓN et al 
., 2018) 

Burkholderia 
cepacia 

Adsorção 
(covalente) 

Óxido de 
nióbio 

ésteres 
alquílicos 

Óleo/álcool 1:8 – 
45°C – 150 rpm – 96 
horas 150 rpm – 10% 
de enzima  

Não houve 
teste de 
reuso  

(DA SILVA et 
al ., 2020) 

Burkholderia 
cepacia 

Reticulação  Partículas 
de 
alginato  

Ésteres 
isoamílico
s  

ácido acético e 

álcool isoamílico 

razão molar de 0,5 – 

150 rpm – 37°C – 24 

horas- 30% de lipase 

imobilizada  

Não houve 
teste de 
reuso  

(PADILHA; 
TAMBOURGI
; ALEGRE, 
2018) 

Candida 
antarctica e 
Rhizomucor 
miehei 

Adsorção 
(hidrofóbica) 

Duolite ES 
562 

ésteres de 
neopentil 
glicol 

Biodiesel/ NPG 
3,75:1 – 40°C - 24 
horas – 4% de 
enzima  

Não houve 
teste de 
reuso  

(AGUIEIRAS 
et al ., 2020) 

Fonte: do autor 

 
Em geral os lubrificantes de base biológica são produtos com baixa toxicidade 

e excelente biodegradabilidade, uma melhor lubrificação, bons índices de viscosidade 

e resistência ao desgaste, associada a utilização da catálise enzimática vem 

mostrando bons resultados para a produção de biolubrificantes adequados com as 

normas técnicas, sendo este o objetivo de toda e qualquer nova formulação, a melhora 

do desempenho e das propriedades físico-químicas do mesmo (CHAN et al., 2018). 

 

2.1.7 Matéria prima 

Uma boa parte do território brasileiro é destinado para a produção agrícola e 

agropecuária sendo que uma grande quantidade desse espaço é preenchida com 



33 
 

fazendas de grande extensão para produção animal e latifúndios, de onde o país tira 

sua maior fonte de renda, tornando o Brasil um país agroexportador. 

O Brasil é um dos primeiros em relação à exportação/produção de algumas 

commodities, como carne bovina, suína, aves, cana-de-açúcar, café, soja, entre 

outros (EMBRAPA, 2021). Em 2020 o Brasil se tornou o maior produtor de soja na 

safra 2019/2020 e também o maior exportador, chegando a uma produção de 124,845 

milhões de toneladas, em uma área plantada de 36,950 milhões de hectares, segundo 

os dados disponíveis pela CONAB em setembro de 2020. (EMBRAPA SOJA, 2020).  

Os óleos vegetais são constituídos por diferentes ácidos graxos em diversas 

concentrações, sendo o ácido linoleico, o ácido graxo majoritário na composição do 

óleo de soja, com aproximadamente 56%, além do ácido palmítico, esteárico, oléico e 

linolênico (BOLINA; GOMES; MENDES, 2021). 

A maior parte da soja produzida no Brasil é destinada para a fabricação de óleo 

e de farelo, além dessas aplicações ela pode ser utilizada também em cosméticos, 

fármacos, veterinária, adubo, plástico, entre outras, entretanto, a sua maior utilização 

é destinada para a alimentação humana e animal e na produção de biocombustíveis. 

Como a produção de soja é em sua maior parte destinada para o óleo refinado, 

infere-se que haja uma geração elevada de subprodutos, que é considerado um 

resíduo todo produto resultante de algum processo de transformação ou 

processamento, mesmo que esse resíduo possa ser reutilizado como o óleo resultante 

da fritura de alimentos (óleo residual). Assim, o seu descarte inadequado poder causar 

relevantes impactos ambientais (LIU et al.  2020; MANSIR et al.  2018). 

 Apesar dos impactos negativos gerados pelo descarte inadequado desse tipo 

de resíduo (óleo residual), algumas alternativas para um melhor aproveitamento desse 

óleo residual vêm impulsionando diversas pesquisas para a utilização do mesmo em 

reações para a síntese de produtos. Este estímulo é decorrente da atual necessidade 

de se priorizar processos que possibilitem uma rota menos agressiva ao meio 

ambiente e aos operadores, sendo um dos principais pilares da química mais 

sustentável (SOJI-ADEKUNLE et al.  2019). 

O óleo de cozinha residual vem sendo muito empregado para a produção de 

biodiesel (COSTA et al.,2020; MANSIR et al. 2018), e recentemente sua aplicação 

para a síntese de biolubrificantes vem se destacando no cenário mundial em 

substituição aos obtidos de fontes fósseis (HUSSEIN et al., 2021; SOUFI et al. 2019). 

Os biolubrificantes, atualmente produzidos, podem ser obtidos de vários 
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triacilglicerídeos advindos de diferentes óleos vegetais, e sua síntese pode ser 

realizada por diversas rotas (BOLINA; GOMES; MENDES, 2021). Uma rota que vem 

ganhando destaque é a hidroesterificação, como mostra na figura 4, na qual a reação 

de hidrólise do óleo vegetal vem seguida da reação de esterificação dos ácidos graxos 

livres produzidos com alto teor de álcool ou poliol (GRECO_DUARTE et al., 2017; 

PAPADAKI et al., 2018). 

Um aumento na estabilidade desse produto é alcançado quando a porção 

glicerol do óleo é substituída por um poliol com átomo de carbono quaternário, como 

é o exemplo do trimetilolpropano (TMP), que é atualmente o éster de poliol mais 

disponível comercialmente no mercado, como mostra o esquema da figura 4 

(CAVALCANTE et al. 2018). 

 

Figura 4 – Esquema representativo da produção de biolubrificante (ésteres de TMP) por 
sequencial hidrólise do óleo de soja e esterificação. 

 

 
Fonte: do autor 

 

Essa modificação torna muito atraente a produção de biolubrificantes, utilizando 

um composto majoritário considerado resíduo (óleo residual), com o poliol TMP, 

juntamente com uma rota que possibilita a aplicação de biocatalisadores, podendo ser 

estes hetero ou homogêneos, o que torna muito atrativo (CAVALCANTE et al.  2018).  
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3 ARTIGO 1: Eco-friendly production of trimethylolpropane triesters from refined 

and used soybean cooking oils using an immobilized low-cost lipase (Eversa® 

Transform 2.0) as heterogeneous biocatalyst 
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Abstract 

Trimethylolpropane triesters – TMPTEs (biolubricants) have been produced through enzymatic 

hydroesterification of refined soybean (RSO) or used soybean cooking (USCO) oils. In the first 

step, complete hydrolysis of both oils was achieved after 3 h of reaction using a crude free 

lipase extract from Candida rugosa (CRL) to produce free fatty acids (FFAs). Next, CRL, and 

the lipases from Thermomyces lanuginosus (Lipolase® 100L and Eversa® Transform 2.0) and 

Pseudomonas fluorescens (Amano AK) were immobilized via interfacial activation on 

polystyrene-divinylbenzene (PSty-DVB) beads. High enzyme loaded biocatalysts 

(immobilization yield above 85%) were obtained for all lipase preparations using an initial 

protein loading of 40 mg/g. Then, free lipases (liquid or powder forms) or immobilized 

biocatalysts were employed to produce TMPTEs via enzymatic esterification of the produced 

FFAs with trimethylolpropane (TMP) in solvent-free systems. Immobilized Eversa® Transform 

2.0 was the most active biocatalyst in TMPTEs production and maximum OH conversion of 

≈97% using both FFA sources was achieved after 4 h of reaction conducted in open reactors (to 

eliminate the formed water) at 55 °C, TMP:FFA ratio of 1:3.25, a stirring rate of 240 rpm, and 

15% of mass of biocatalyst per mass of starting materials. Under similar conditions, OH 

conversion of ~25% after 5 h of reaction was obtained using Novozym® 435 as biocatalyst. 

Immobilized Eversa® Transform 2.0 retained above 90% of its original activity after 13 

consecutive reaction batches. The produced TMPTEs presented good cold temperature 

properties (pour point values between –11 and –9 °C). 

 

Keywords: Biolubricants, Hydroesterification, Soybean-based oils, Eversa® Transform 2.0, 

Physicochemical properties. 

  



45 
 

1. Introduction 

 Lubricants are compounds used to improve the overall performance and increase the 

useful life of machines, engines or any metal surfaces by reducing the friction and wear 

generated between two or more moving surfaces in contact [1,2]. Most of the lubricants 

commercially available are derived from mineral oils, which have generated serious 

environmental problems due to their high toxicity and non-biodegradability [1–3]. In this 

context, biolubricants have been considered to be a promising alternative due to their excellent 

physicochemical properties such as high viscosity indices, low pour point and high flash point, 

wearing resistance and non-toxicity [4–8]. They have been produced from several 

triacylglycerols (TAG) derived from different natural sources, such as vegetable oils, microbial 

oils, animal fats or used oils [1–3]. For such purpose, the use of monohydric alcohols or polyols 

to increase the thermal and oxidative stabilities of these biolubricants is preferred to the use of 

the unmodified oils [2,3]. In this field, polyols such as neopentyl glycol (NPG), 

trimethylolpropane (TMP), and pentaerythritol (PE) have been widely employed to produce a 

variety of biolubricants with similar or even better tribological properties when compared to 

petroleum-based lubricants [2,9–15]. 

For the industrial application of polyol esters from TMP, minimum triesters 

concentration in the final product should be of 98%, since the presence of residual FFA and 

mono- and/or diesters negatively affects their physicochemical properties [16]. The 

transformation of TAG to produce biolubricants has been performed using homogeneous and 

heterogeneous catalysts. Currently, there are many proposed approaches for producing several 

biolubricants from polyols, including TMP, catalyzed by a variety of heterogeneous catalysts 

such as alginate acid biopolymer [6], silica-sulfuric acid [17], ion-exchange resins [16,17], 

potassium carbonate [18,19], and immobilized lipases [3,11,12,14,20,21]. The enzymatic route 

using immobilized lipases is very attractive from an industrial point of view because it offers 
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some advantages over chemical catalysts such as their high selectivity that promote the low by-

products formation, the use of mild conditions (low temperature and pressure) and low energy 

consumption [3]. 

The use of immobilized lipases has received a significant attention in industrial 

processes due to their ease recovery from the reaction mixture and recycling, reduction of water 

consumption in the purification steps, increase of the environmentally compatibility and the 

fact that they are suitable for developing processes in continuous flow [3,22,23]. Moreover, 

enzyme immobilization, if properly performed, may improve many enzyme features, such as 

enzyme activity, stability, selectivity or specificity [24–29]. It may also enlarge the range of 

conditions where the enzyme may be used [30,31], increase the resistance to chemicals or 

inhibitors [24,25,27,32], and even may be coupled to enzyme purification [33]. 

Lipases (triacylglycerol acyl-hydrolases E.C.3.1.1.3) are versatile enzymes that catalyze 

the hydrolysis of TAG to produce FFA and glycerol [34,35]. They also catalyze the production 

of valuable esters, including biolubricants, by esterification, transesterification and 

interesterification reactions in non-aqueous systems [3,26,36,37]. These enzymes have been 

immobilized using several techniques such as physical adsorption on hydrophobic or ion-

exchange supports, covalent attachment, entrapment, cross-linked enzyme aggregates (CLEAs) 

and protein-coated micro-crystals (PCMC) [3,22,23,38].  

Physical adsorption is a simple and efficient strategy used to immobilize lipases, which 

involves reversible interactions such as hydrogen bounds, hydrophobic or ionic between 

enzyme structures and support surfaces [39]. The enzyme desorption from the support surface 

can occur by modifying incubation temperature, pH, ionic strength or using detergents or 

detergents-like substrates [26,40,41]. The most common lipase immobilization protocol is the 

physical adsorption on hydrophobic supports via a peculiar mechanism known as interfacial 

activation [41]. These enzymes have a polypeptide chain (lid or flap) that covers their active 
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sites, thus blocking substrate accessibility (closed conformation) in equilibrium with a 

conformation where the lid is shifted and a large hydrophobic pocket containing their active 

site is exposed to the reaction system (open form). In the presence of a hydrophobic surface, 

the lipase is adsorbed to via its open conformation [42,43]. Lipase immobilization via interfacial 

activation on hydrophobic supports must be typically performed at low ionic strength, and it 

shifts the closed/open equilibrium towards the enzyme open conformation and reduces the 

formation of lipase-lipase dimers [41,44,45]. This immobilization protocol has been the most 

used one to prepare heterogeneous biocatalysts to be utilized in biolubricants production [3]. 

The objective of the current study was the enzymatic production of TMPTEs from 

soybean-based oils (RSO and USCO). Soybean is a very abundant source of raw material (e.g., 

in Brazil, the production of this oil was estimated in 131 million tons in 2020/2021) [46]. It is 

also much consumed for food frying processes at home, restaurants and industries and this 

generates a considerable volume of used oils [47]. That way, both refined and used soybean 

oils are abundant and suitable feedstocks for biolubricants production [4,20], and in the case of 

the used oil may solve an additional environmental problem by preventing its discarding in 

Nature. 

In this study, TMPTEs were produced via a two-step process called hydroesterification 

[48], that involves a first hydrolysis of the all acylglycerols contained in the oils to produce 

FFA, followed by the esterification of the produced FFA with TMP, an alcohol containing three 

primary hydroxyl groups in its chemical structure (see Fig. 1).  
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Figure 1. Representative scheme of TMPTEs production via enzymatic hydroesterification of 

refined and used soybean cooking oils.  

 

We have selected to perform the synthesis in solvent-free systems, as a way to increase 

the product concentration and reduce wastes. The hydrolysis step requires an enzyme a with a 

wide specificity to hydrolyze all ester bonds of the TAGs in this instance enzyme specificity is 

a undesired catalyst feature, as we intend a full hydrolysis of the acylglycerols contained in the 

oils [49–51]. To this goal, the hydrolysis step was performed using CRL as biocatalyst, a very 

non-specific lipase with high catalytic activity in the hydrolysis of many different TAG [52]. 

In the second step, the performance of several free lipase extracts, those from TLL – Lipolase® 

100L [36], Eversa® Transform 2.0 – a lipase derived from TLL [53], Amano AK [54], and CRL 

[52], were utilized to produce TMPTEs esters from FFA derived from both refined and used 

soybean oils (RSO and USCO). This study compared the free lipase formulations with their 

immobilized forms prepared via interfacial activation on PSty-DVB beads. It was chosen as 

support for lipase immobilization, as it has been used for many lipases immobilization [55]. 
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The used support has a high average specific surface area (≈500 m2/g) and pore diameter (≈250 

Å), which allows preparing biocatalysts with high protein concentration and catalytic activity 

[55,56]. The properties of the different biocatalysts (free or immobilized forms) were 

determined in both aqueous (olive oil emulsion hydrolysis) and non-aqueous (TMPTEs 

production from RSO) systems. After selecting the most active biocatalyst, it was evaluated the 

effect of relevant factors on the esterification reaction. Since esterification step is a reversible 

reaction, adding excess of starting materials and/or removing water molecules generated during 

the esterification reaction have been required to shift reaction equilibrium towards ester 

production [11,21,57,58]. The use of very hydrophobic PSty-DVB may prevent the formation 

of a water phase in the biocatalyst  [59,60], that may be very negative for enzyme activity and 

stability [57,58]. In this sense, the excess of FFA and water removal strategies (operating in 

closed or open reactors in the absence or presence of molecular sieves) on the reaction were 

evaluated to increase the reaction rates and conversion regarding the polyol (TMP). In addition, 

the effect of lipase source (crude extracts or immobilized forms) and biocatalyst concentration 

were also studied. The performance of the optimal biocatalyst in this reaction prepared in this 

paper was compared with Novozym® 435 – Lipase B from Candida antarctica immobilized via 

interfacial activation on Lewatit VP OC 1600, the most used immobilized lipase in literature 

[61]. Biocatalyst reusability tests were conducted under the experimental conditions that 

maximized the esterification reactions. 

 

2. Materials and methods 

2.1. Materials 

Lipase preparations from Thermomyces lanuginosus (Lipolase® 100L) and their 

industrially evolved counterpart (Eversa® Transform 2.0) were respectively acquired from 

Sigma-Aldrich (St. Louis, MO, USA) and Novozymes S.A. (Araucária, PR, Brazil). Lipases 
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from Pseudomonas fluorescens (Amano AK), and Candida rugosa (CRL) were also acquired 

from Sigma-Aldrich. Their technical information and properties are summarized in Table 1. 

RSO (Liza, Cargill, SP, Brazil) was purchased at a local market (Alfenas, MG, Brazil). Its fatty 

acid composition (% m/m) determined as follows: 10.7% palmitic, 3.0% stearic, 24.0% oleic, 

56.7% linoleic, 5.4% linolenic and 0.1% arachidic acids [62], with an average molecular mass 

of 278.6 g/mol. USCO was collected after being used once for French fries preparation from 

the restaurant at Federal University of Alfenas (Alfenas, MG, Brazil). The samples were 

collected in 2 L plastic flasks, filtered in a Buchner funnel in order to remove dispersed solids 

and stored in a freezer at 4 °C before use [63]. TMP [2‐ethyl‐2‐(hydroxymethyl)‐1, 3‐

propanediol] was also acquired from Sigma-Aldrich. Molecular sieve UOP type 3 Å (form rod, 

and size 1/16 in) was purchased from Fluka Analytical (St. Louis, MO, USA). All other 

chemical reagents and organic solvents were of analytical grade acquired from Synth® Ltd. (São 

Paulo, SP, Brazil). 
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Table 1. Technical informations and properties of the crude lipase preparations used in this study. 

Properties Lipases 

Commercial designation Lipolase® 100L Eversa® Transform 2.0 Amano AK CRL  

Source Thermomyces lanuginosus 

expressed in Aspergillus 

oryzae 

Thermomyces lanuginosus 

expressed in Aspergillus 

oryzae 

Pseudomonas fluorescens Candida rugosa (Type VII) 

Supplier Novozymes S.A. (Merck) Novozymes S.A. Amano Enzyme (Merck) Merck 

Code L0777 SAE0065 534730 L1754 

Lot# SLBX4002 LRN02013 BCCB6171 MKCB1125V 

Formulation Liquid Liquid  Powder  Powder  

HAa (U/g) 27,302.4 19,856.7 8,611.2 16,156.8 

Proteinb (mg/g) 17.0 35.8 20.8 24.5 

SAc (U/mgproteína) 1,606.0 554.6 414.0 659.5 

Costd (USD) 306.8 (flask-250 mL) 190.5 (flask-250 mL) 226.8 (flask-50 g) 160.5 (flask-25 g) 

Cost (USD/mgprotein) 0.072 0.021 0.218 0.262 

a: Hydrolytic activity determined through olive oil emulsion hydrolysis at pH 8.0 and 37 °C [56]. 

b: Protein concentration determined according to Bradford’s method [66]. 

c: Specif activity – Ratio between HA and protein concentration [56]. 

d: 1 US Dollar (USD) = 5.6 Brazil Real (BRL) – Exchange rate at February, 28th, 2021
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2.2. Preparation of the heterogeneous lipase biocatalysts via interfacial activation on PSty-

DVB 

The immobilization of crude lipase extracts via interfacial activation on PSty-DVB 

beads at low ionic strength was performed according to previous reports [21,56,64]. The 

enzyme solutions were prepared by mixing crude lipase extracts (liquid or powder forms) with 

5 mM buffer sodium acetate at pH 5.0 using a fixed protein loading of 40 mg/g of support [65]. 

The suspensions (lipase solutions and support) were added to closed glass flasks with 100 mL 

capacity and shaken at 200 rpm in a controlled water bath temperature at 25 °C using fixed 

proportions of support and lipase solutions (1:19). After 18 h of contact, the prepared 

biocatalysts were recovered via filtration in a Buchner funnel under vacuum and thoroughly 

washed with distilled water to remove unbounded lipase molecules. The prepared immobilized 

biocatalysts were then stored at 4 °C for 24 h before use. This immobilization strategy ensures 

that all enzymes were immobilized in monomeric form and in its open form [45].  

 

2.3. Determination of the immobilization parameters  

The adsorption process was monitored by measuring the residual hydrolytic activity 

[65], and protein concentration [66], in the supernatant. Immobilized yield (IYHA – %) was 

defined as the ratio between the hydrolytic activity immobilized on the support surface at 

equilibrium (initial activity – residual activity) and initial activity [67]. Immobilized protein 

concentration at equilibrium (qe – mg/g of support) was determined according previous reports 

[56,64]. Immobilized yield based on protein concentration (IYqe – %) was also determined by 

the ratio between qe and initial protein loading (40 mg/g). The catalytic activities of the 

biocatalysts were assayed using olive oil emulsion  as substrate in hydrolysis reactions in a 

controlled water bath temperature (37 °C and mechanical stirring frequency of 200 rpm) at pH 
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8.0 – 100 mM buffer sodium phosphate [56,65]. One international unit (1 U) was defined as the 

mass of biocatalyst required to release 1 µmol of FFA per minute of reaction under the indicated 

conditions. Specific activity (SA – U/mgprotein) was determined using the ratio between 

hydrolytic activity (U) and protein concentration (mg/mL or mg/g of biocatalyst for free or 

immobilized biocatalysts, respectively).   

 

2.4. Enzymatic production of TMP esters (TMPTEs) via hydroesterification   

 In this study, TMPTEs were produced by a two-step enzymatic hydroesterification 

process using both RSO and USCO [10,13,20].  

In the first step, FFA from RSO and USCO were prepared via enzymatic hydrolysis 

using free CRL as biocatalyst. The reaction system was prepared by mixing RSO or USCO and 

distilled water at different mass ratio proportions in a plastic flask with a size of 350 mL (reactor 

height/diameter ratio of 1.5) immersed in a temperature-controlled water bath. In this study, 

mechanical stirring was provided by using an overhead motor stirrer (Fisatom model 713, motor 

power 70-130 W and frequency of 50-60 Hz) equipped with a three-blade-helix impeller made 

of 2 mm thick stainless steel sheet with a diameter of 6 cm. The operating conditions of 

enzymatic hydrolysis of RSO in a batch system were as follows: reaction temperature of 40 °C, 

3.2 g/L of CRL, stirring frequency of 1500 rpm, and oil:water mass ratio of 50% for RSO and 

40% for USCO, respectively. Under such operating conditions, full release of the FFA 

contained in both oils was achieved after 3 h of reaction. The reaction mixtures (100 mL) were 

transferred to a separation funnel (500 mL), followed by adding 100 mL distilled water at 60 

°C and the washing water and FFA phases were separated. The bottom phase (washing water) 

was disposed of and FFA phase was washed three-times. 20% m/v anhydrous sodium sulfate, 

which has been previously dried in a muffle furnace at 250 °C by 4 h, was added to the FFA 

mixtures and kept overnight under static conditions at 25 °C to remove water traces. 
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In the second step, the direct esterification of the FFA derived from both oils and TMP 

in solvent-free systems was intended to produce TMPTEs. The reaction mixtures composed of 

6 g of starting materials were added in 100 mL glass bottles and immersed in a temperature-

controlled water bath at 55 °C by 30 min to dissolve TMP before adding the biocatalysts. Next, 

the different biocatalysts (free lipase extracts or lipases immobilized on PSty-DVB) were then 

added and the suspensions were stirred at 240 rpm. Periodically, samples (0.1 g) from the 

reaction mixtures were collected, diluted in 10 mL of an ethanol/acetone 1:1 (v/v) mixture and 

titrated with a 40 mM NaOH solution using phenolphthalein as pH indicator for monitoring the 

reaction progress in terms of OH conversion percentage (Eq. 1) [10,11,14]. Control assays were 

conducted by adding PSty-DVB beads to the reaction mixtures and no acid consumption was 

detected. 
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 Where: FFA0 and FFAt are the initial and residual FFA concentration at a certain time t of 

reaction (mM), MR is the TMP:FFA molar ratio and OH is the number of hydroxyl groups in 

TMP structure (3). 

Experimental data were represented as mean ± standard deviation of three replications. 

The data were analyzed using software OriginPro version 5.0 (OriginLab Corporation, 

Northampton, MA, USA). 

 

2.5. Effect of parameters on the esterification reaction of FFA from RSO 

2.5.1. Effect of the lipase source  

The effect of lipase source using free or immobilized lipase formulations on PSty-DVB 

was firstly evaluated to select the most active biocatalyst in TMPTEs production. Esterification 

reactions were performed in 100 mL closed glass reactors immersed at 55 °C by 24 h using 
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TMP:FFA molar ratio of 1:3 (0.83 g TMP – 6.2 mmol; 5.17 g FFA – 18.55 mmol), 240 rpm, 

and protein concentration of 2.5 mg/g of reaction mixture.  

 

2.5.2. Effect of TMP:FFA molar ratio 

In sequence, it was studied the effect of TMP:FFA molar ratio on the reaction catalyzed 

by Eversa® Transform 2.0 immobilized on PSty-DVB particles at a proportion of 10% m/m 

(that corresponds to 3.36 mg of immobilized protein per gram of reaction mixture). The 

reactions were conducted in 100 mL closed glass reactors at 55 °C under fixed stirring 

frequency (240 rpm) at 24 h. In this set of experiments, TMP:FFA molar ratio of 1:3 (0.83 g 

TMP – 6.2 mmol; 5.17 g FFA – 18.55 mmol); 1:3.25 (0.77 g TMP – 5.74 mmol; 5.23 g FFA – 

18.77 mmol); and 1:3.5 (0.73 g TMP – 5.4 mmol; 5.27 g FFA – 18.9 mmol) were tested. 

 

2.5.3. Effect of biocatalyst concentration 

 The effect of immobilized Eversa® Transform 2.0 concentration varying from 5% m/m 

(or 1.68 mg of immobilized protein per gram of reaction mixture) to 20% m/m (or 6.72 mg of 

immobilized protein per gram of reaction mixture) on the ester production was also studied for 

reactions performed in closed glass reactors by 24 h at 55 °C, 240 rpm and TMP:FFA molar 

ratio of 1:3.25 (0.77 g TMP – 5.74 mmol; 5.23 g FFA – 18.77 mmol). 

 

2.5.4. Effect of water removal strategies 

 In this set of experiments, esterification reactions were conducted at 55 °C, 240 rpm, 

TMP:FFA molar ratio of 1:3.25 (0.77 g TMP – 5.74 mmol; 5.23 g FFA – 18.77 mmol), 15% 

m/m of immobilized Eversa® Transform 2.0 (that corresponds to 5.04 mg of immobilized 

protein per gram of reaction mixture), contact time of 24 h using closed or open glass reactors 

in the absence or presence of molecular sieves at a fixed concentration of 5% m/m. 
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2.6. Enzymatic production of TMP esters (TMPTEs) by esterification using FFA from RSO and 

USCO as feedstocks 

 TMPTEs production was performed at 55 °C, 240 rpm, TMP:FFA molar ratio of 1:3.25 

(0.77 g TMP – 5.74 mmol; 5.23 g FFA – 18.77 mmol), contact time of 4 h using open glass 

reactors in the absence of molecular sieves and biocatalyst concentration of 15% m/m of 

reaction mixture. In this set of experiments, immobilized Eversa® Transform 2.0 (5.04 mg of 

immobilized protein per gram of reaction mixture) and Novozym® 435 were tested as 

biocatalysts. 

 

2.7. Biocatalyst operational stability tests 

 These tests were performed under optimal conditions using FFA from both oils (RSO 

and USCO) in open glass reactors in the absence of molecular sieves. At the end of each reaction 

batch, the biocatalyst was recovered from the reaction mixture via filtration in a Buchner funnel 

under vacuum, washed with cold hexane to remove any reactant molecules retained in the 

support and maintained overnight in a freezer at 4 °C under static conditions. Then, the used 

biocatalyst was re-suspended in a fresh substrate batch to start new reaction cycle. OH 

conversion percentage was calculated at the end of each batch, as shown in Eq. (1). 

 

2.8. Product alkaline polishing procedure 

The esterification reaction mixtures were transferred to 100 mL screw-capped glass 

bottles (100 mL) and 4% m/m NaOH solution (1.15 mol excess to FFA) was added in order to 

promote the saponification of any residual FFA, according to the methodology described by 

Nielsen et al . [68], with slight modifications. The systems were immersed at 60 °C under 

continuous mechanical stirring frequency (240 rpm) for 30 min. The resulting solution was 
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transferred to a separation funnel (500 mL), followed by adding 200 mL distilled water at 60 

°C. The bottom phase (washing water) was eliminated and the upper phase, composed of 

TMPTEs was three-times washed following this protocol. 20% m/v anhydrous sodium sulfate, 

dried in a muffle furnace at 250 °C for 24 h, was also added to the esters and kept overnight 

under static conditions at 25 °C to remove water traces.  

 

2.9. NMR analysis 

1H (300 MHz) nuclear magnetic resonance (NMR) spectra were recorded on a Bruker 

AC 300 equipment (Bruker BioSpin, Germany) using deuterated chloroform as solvent and 

tetramethylsilane as internal standard. 

 

2.10. TMPTEs characterization 

 Physicochemical properties of TMPTEs from RSO and USCO were analyzed according 

to American Society for Testing and Materials (ASTM) standard methods. Kinematic 

viscosities at 40 °C was determined with a LVDV-II cone and plate spindle Brookfield 

viscometer (Brookfield Viscosimeters Ltd., Harlow, UK) using a CP 42 cone, based on the 

ASTM D445 method. Density at 20 ºC was determined using a DMA 35N EX digital 

densimeter (Anton Paar, Ashland, VA, USA). Acid value was measured using ASTM D974 

method. Pour point was determined according to ASTM D97 method. The assays were 

performed with three replications and the experimental results represent the average values. 

 

3. Results and discussion 

3.1. Characterization of lipases immobilized via interfacial activation on PSty-DVB 

 In this study, heterogeneous biocatalysts were prepared via interfacial activation of 

lipases on PSty-DVB particles [55,56] to be used in the esterification of FFA with TMP in 
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solvent-free systems. For such purpose, it was used a fixed protein loading of 40 mg protein per 

gram of support [65]. Commercial lipase preparations from TLL such as Lipolase® 100L [36], 

and Eversa® Transform 2.0 [53], Amano AK [54], and CRL [52], were chosen as model 

enzymes due to their high catalytic activities in esters production, including biolubricants, using 

several starting materials [10,20,21,50,65,69,70]. A representative scheme of enzymatic 

hydroesterification of refined and used soybean cooking oils to produce TMPTEs is illustrated 

in Fig. 1.  

 Lipase solutions under same experimental conditions in the absence of support were 

prepared as control assays and all lipases retained all of their initial activities during the 

immobilization processes [67]. This means that all lipase disappeared from the supernatant is 

due to their immobilization on the support surface. The immobilization parameters of the 

heterogeneous biocatalysts prepared are reported in Table 2. These lipase molecules have 

different tridimensional structures and their extracts may have stabilizing agents in their 

formulations that could influence the adsorption process and the final properties of the lipase 

immobilized via interfacial activation [71–73]. However, high immobilized yield in terms of 

immobilized activity (above 85%) and protein loadings (between 33.2 ± 0.4 and 36.6 ± 0.4 

mg/g of support) were achieved due to the high affinity of the lipase by the support surface, 

high support surface and large pore size of the support able to adsorb high protein amounts 

[55,56]. Similar immobilization yields based on both the activity and protein for all lipases can 

also be observed, although always a slightly higher immobilization yield is observed using 

activity. This may be due to the fact that, even although the lipases are always the main fraction 

of the used enzymes, the immobilization via interfacial activation on hydrophobic supports at 

low ionic strength may purify these enzymes [41,65]. On the other hand, the biocatalysts 

prepared exhibited different catalytic activities on the olive oil emulsion hydrolysis. The highest 

activity has been observed when using Lipolase® 100L (255.9 ± 3.9 U/g), followed by Eversa® 
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Transform 2.0 (158.0 ± 1.9 U/g), Amano AK (119.0 ± 0.5 U/g) and CRL (81.2 ± 5.0 U/g). 

Specific activity values obtained for all the biocatalysts prepared show a drastic decrease of 

hydrolytic activity when compared with crude lipase extracts (see Table 1) due to possible 

diffusional effects – substrate and pH gradients [74,75]. However, the objective of this study 

was the use of the biocatalysts in esters production (reactions in organic media), therefore 

decisions were not taken with these results obtained in olive oil hydrolysis.  
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Table 2. Properties of the biocatalysts prepared via interfacial activation of lipases on PSty-DVB beads. 

Properties Lipases 

Lipolase® 100L Eversa® Transform 2.0 Amano AK CRL 

IAa (U/mL) 1320.6 ± 74.7 605.4 ± 37.2 814.1 ± 14.7 1622.3 ± 102.4 

RAb (U/mL) 58.9 ± 3.1 54.5 ± 3.1 124.2 ± 7.3 62.5 ± 2.1 

IYHA
c(%) 95.3 90.9 84.8 94.0 

qe
d(mg/g) 36.6 ± 0.4 35.3 ± 0.5 33.2 ± 0.4 35.2 ± 0.8 

IYprotein
e(%) 91.5 88.3 83.0 88.0 

HAf (U/g) 255.9 ± 3.9 158.0 ± 1.9 119.0 ± 0.5 81.2 ± 5.0 

SAg (U/mgprotein) 7.0 4.5 3.6 2.3 

a: Initial hydrolytic activity in the supernatant. 

b: Residual hydrolytic activity in the supernatant at equilibrium. 

c: Immobilization yield based on the hydrolytic activity immobilized on the support surface. 

d: Immobilized protein concentration at equilibrium. 

e: Immobilization yield based on the protein immobilized on the support surface. 

f: Hydrolytic activity.  

g: Specif activity.
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3.2. Performance of crude extracts and immobilized lipases on TMPTEs production 

 The performance of free lipase extracts and immobilized biocatalysts was also evaluated 

in the production of TMPTEs by esterification of FFA from RSO with TMP in solvent-free 

systems. As shown in Fig. 2, different catalytic properties were also observed in the 

esterification reactions. Similar esterification activities for free lipases and immobilized 

formulations were found when using Lipolase® 100L (Fig. 2A), CRL (Fig. 2C) and Amano AK 

(Fig. 2D), although in all cases a more slightly faster reaction was detected using the 

immobilized enzymes. Free and immobilized CRL yielded a FFA conversion between 74 (free 

– powder lipase) and 81.5% (immobilized) after 24 h of reaction while the maximum OH 

conversion was lower than 20% when using both forms of Lipolase® 100L and Amano AK. 

However, Eversa® Transform 2.0 immobilized on PSty-DVB gave the highest conversion 

among all assayed biocatalysts (ca. 83%) after 24 h of reaction (Fig. 2B). Its initial catalytic 

activity was about 10-fold higher than that of its liquid extract, and the reaction was much 

curved, giving only 8% of conversion in this time span. The strong changes in the performance 

of this enzyme in esterification reaction had been previously reported using as immobilization 

technology the production of CLEAs [69]. That way, even if the enzyme was designed to be 

used as a liquid formulation [53], this is another clear example where the use of an appropriate 

immobilization technique may greatly improve the performance of this enzyme [76]. From 

these results, immobilized Eversa® Transform 2.0 was selected to continue the studies on the 

production of biolubricant via esterification.  
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Figure 2. Effect of lipase source (crude extracts or immobilized on PSty-DVB) on the TMPTEs 

production. Esterification reactions at 55 °C by 24 h using TMP:FFA molar ratio of 1:3, 240 

rpm, and protein concentration of 2.5 mg/g of reaction mixture. 

 

3.3. Effect of TMP:FFA molar ratio on TMPTEs production 

 In this set of experiments, the effect on the esterification reaction of TMP:FFA molar 

ratio was investigated by varying it from 1:3 to 1:3.5 (that means to vary from a OH/COOH 

stoichiometric molar ratio to an excess of 0.16 eq.). Since esterification is a thermodynamically 

controlled reaction [77], FFA excess in the reaction system can increase the yield regarding the 
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alcohol [11,20]. A linear and similar profile for the esterification reactions could be observed 

during the first 5 h (Fig. 3). After this period, OH conversion increased when a slight excess of 

FFA in the reaction mixture was used (TMP:FFA molar ratio of 1:3.25). Maximum OH 

conversion was increased from 83.5% after 24 h of reaction under stoichiometric molar ratio to 

90.5% after 12 h of reaction at TMP:FFA molar ratio of 1:3.25. Similar OH conversion was 

observed at the highest TMP:FFA molar ratio assayed (1:3.5). From these results, a molar ratio 

of 1:3.25 was chosen for the next tests. 
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Figure 3. Effect of TMP:FFA molar ratio on TMPTEs production catalyzed by Eversa® 

Transform 2.0 immobilized on PSty-DVB at a proportion of 10% m/m (3.36 mg of immobilized 

protein per gram of reaction mixture). The reactions were conducted in closed glass reactors at 

55 °C, 240 rpm and 24 h. 
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3.4. Effect of biocatalyst concentration on TMPTEs production 

 The biocatalyst concentration in the reaction will affect the duration of the reaction 

cycle, at first glance, the higher amount of biocatalysts, the higher reaction rate will be obtained. 

However, in certain cases the amount of immobilized biocatalyst may also affect the reaction 

performance. For example, the proper mixing of the solid biocatalyst in the reactor may be no 

appropriate if using an excess of biocatalyst. Moreover, the water activity may be affected by 

altering the biocatalyst/volume of reaction ratio, as the support can capture water from the 

system [78,79]. In this study, the effect of biocatalyst concentration in the reactor on the 

esterification reaction was investigated varying the value from 5% m/m to 20% m/m that 

corresponds to 1.68 and 6.72 mg of immobilized protein per gram of reaction mixture, 

respectively (discounting the mass of support). As shown in Fig. 4, there was a rise in the initial 

reaction rate and OH conversion by increasing the biocatalyst concentration from 5% to 15% 

m/m. As it can be observed, maximum OH conversion of 96% after 12 h of reaction was 

achieved using 15% m/m. Similar OH conversion values were obtained at the highest 

biocatalyst concentration (20% m/m). From these results, a biocatalyst concentration of 15% 

m/m was used for evaluating the effects of the other parameters on the esterification reaction.  
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Figure 4. Effect of immobilized Eversa® Transform 2.0 concentration on TMPTEs production. 

Esterification reactions conducted in closed glass reactors by 24 h at 55 °C, 240 rpm and 

TMP:FFA molar ratio of 1:3.25. 

 

3.5. Effect of water removal strategies on TMPTEs production 

The catalytic performance of lipases in esterification reactions depends on the water 

concentration in the reaction system [57,58]. In this field, there are different strategies for water 

molecules removal generated during the reaction in order to shift the chemical equilibrium 

towards ester production. The most used strategies for this purpose are pervaporation, 

evaporation by vacuum, water capture by molecular sieves, and reactors operating in open 
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conditions [20,78,80,81]. In this study, molecular sieves and/or esterification reactions 

conducted in open systems were used for removing the water molecules produced in the 

reaction and compared with a reaction system performed in the absence of any water removal 

strategies. According to Fig. 5, TMPTEs production in a closed reactor and absence of 

molecular sieves gave a maximum OH conversion of 93% after 12 h of reaction. On the other 

hand, esterification conducted in an open reactor or using molecular sieves at 5% m/m required 

only 4 h of reaction to achieve OH conversion of ≈97%. These results clearly show that the 

water elimination from the reaction mixture via evaporation at atmospheric pressure (at this 

temperature) was effective for improving the ester production. Therefore, esterification reaction 

performed in open reactor was selected for conducting subsequent studies.  
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Figure 5. Effect of water removal strategies on TMPTEs production. Esterification reactions 

were performed at 55 °C, 240 rpm, TMP:FFA molar ratio of 1:3.25, 15% m/m of immobilized 

Eversa® Transform 2.0 on PSty-DVB, 24 h of reaction using closed or open glass reactors in 

the absence or presence of molecular sieves (MS) at a fixed concentration of 5% m/m of 

reaction mixture. 

 

3.6. TMPTEs production by esterification using FFA from RSO and USCO as feedstocks 

The experimental conditions that maximize the enzymatic production of TMPTEs using 

FFA from RSO were also applied to catalyze esterification reaction of FFA from USCO. The 

tests were conducted in open reactors at 55 °C, with a stirring rate of 240 rpm, and a TMP:FFA 

molar ratio of 1:3.25, utilizing 15% m/m of immobilized Eversa® Transform 2.0. Its catalytic 

performance was compared with those of Novozym® 435, a commercial immobilized lipase 

widely used in biotransformation reactions [61], including the production of synthetic esters 

with lubricant properties [4,10,82]. The progress of the reactions is illustrated in Fig. 6. Similar 

esterification profiles for both FFA sources were observed using these two heterogeneous 

biocatalysts, suggesting that the used oil (under the conditions utilized in this paper) presented 

very similar properties to the refined oil. According to results, the new heterogeneous Eversa® 

Transform 2.0 biocatalyst exhibited better catalytic performance than that of Novozym 435 and 

maximum OH conversion around of ≈97% for both FFA sources was observed after only 4 h 

of reaction. On the other hand, maximum OH conversion for Novozym® 435 was only of 25% 

at 5 h of reaction. The moderate catalytic performance of this biocatalyst to produce 

biolubricants using polyols (TMP or NPG) and FFA from soybean oil as starting materials has 

also been observed in a recent study [10], which is in agreement with the results obtained in 

this study.  
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Figure 6. TMPTEs production catalyzed by Eversa® Transform 2.0 immobilized on PSty-DVB 

and '® 435 using FFA from RSO (open symbols) and USCO (closed symbols). The reactions 

were performed at 55 °C, 240 rpm, TMP:FFA molar ratio of 1:3.25, 15% m/m of biocatalyst 

per gram of reaction mixture in open glass reactors in the absence of molecular sieves. 

 

3.7. Structural characterization and physicochemical properties of TMPTEs produced from 

RSO and USCO 

 According to 1H NMR spectra of the produced TMPTEs from RSO (Fig. 7A) and USCO 

(Fig. 7B), it is possible to observe a singlet at 4.00 ppm that is characteristic of hydrogen 

attached to carbon next to oxygen of the ester group (-COOCH2-), and a triplet at 2.25 ppm of 
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hydrogen linked to carbon next to the carboxyl group (-CH2-CH2-COOCH2-), that confirm the 

esters production. Signals at 5.33 ppm is characteristics for hydrogen linked to sp2 carbon 

(olefinic) and at 2.76 ppm of methylene group (-CH2-) between two double bonds confirm the 

presence of mono- and polyunsaturated fatty acids such as oleic, linoleic and linolenic acids in 

their chemical structures. These spectra proved also preferential TMPTEs production (an 

intense signal at 4.00 ppm), which corroborates with the results obtained for the titrimetric 

method (OH conversion of ≈97%). Similar 1H NMR spectra for TMPTEs production from 

different vegetable oils have also been observed in previous reports [19,20]. 

 

Figure 7. 1H NMR spectra of TMPTEs produced from RSO (A) and USCO (B). 

 

Physicochemical properties of the esters produced were determined and compared with 

TMP esters from soybean oils reported in the literature and those ones commercially available 

from several companies – Zschimmer & Schwarz and Emery Oleochemicals (Table 3). Density 

at 20 ºC was similar to TMP-oleate esters supplied by Emery Oleochemicals (Dehylub 4030). 

Acid values for both produced TMPTEs were slightly higher compared with commercial TMP-

oleate (Dehylub 4030) and TMP esters from soybean oil [83]. The produced TMPTEs show 

satisfactory low temperature performance as indicated by pour point values (between –11 and 
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–9 ºC), which are in accordance with a previous report [83]. On the other hand, the produced 

TMPTEs exhibited better low temperature performance than the commercial TMP ester – 

Lexolube 3JN-310 (pour point of 0 ºC). The esters produced exhibited higher viscosity than 

TMP esters from refined soybean oils described in literature [10,83], and commercially 

available from several companies such as Lexolube 3JN-310 [84], Lexolube FG-20 HX1 [85], 

and Dehylub 4030 [86]. However, these values summarized in Table 3 were similar to TMP 

esters produced via enzymatic esterification using soybean fatty acids distillate (SFAD) as 

feedstock – 38.64 mm2/s at 40 °C [11], and they are in the range from to 6 to 255 cSt for 

different polyol esters reported in literature [2]. Further studies, including oxidation and thermal 

stabilities, viscosity at 100 ºC for determining viscosity index value and tribological evaluation 

still are required. However, the experimental data described in Table 3 indicate their potential 

application as industrial lubricants because some of their physicochemical properties are within 

the wide range of properties for different polyol esters described in literature [2]. 
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Table 3. Physicochemical properties of TMPTEs and comparison with commercial and produced TMPTEs in previous reports.  

Properties Units TMPTEs 

from RSOa 

TMPTEs 

from USCOa 

TMPTEs 

from RSOb 

TMPTEs 

from RSOc 

Commercial 

TMPTEsd 

Commercial 

TMPTEse 

Commercial 

TMP-oleatef 

Polyol estersg 

Density at 

20ºC 

Dimensionless 0.909 0.915 NRh NRh NRh NRh 0.914–0.920 NRh 

Pour point ºC –11 –9 –12 NRh 0 –40 <–40 –64 to 5 

Acid value mgKOH/g 1.8 1.5 0.11 NRh NRh NRh 0 – 1 NRh 

Viscosity 

at 40 ºC 

mm2/s (cSt) 34.4 36.6 27.57 25.2 30 20 42 – 50 6–255 

Viscosity 

at 100 ºC 

mm2/s (cSt) NRh NRh 6.75 6.7 5.8 4.4 NRh 2–18 

Viscosity 

Index 

Dimensionless NRh NRh 219 242 150 140 NRh 46–229 

a: This study 

b: Dodos et al . [83] 

c: Cavalcanti et al . [10] 

d:  Lexolube 3JN-310 [84] 

e: Lexolube FG-20 HX1 [85]    

f: Dehylub 4030 [86]  

g: Ho et al . [2] 

h: Not reported. 
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3.8. Biocatalyst operational stability tests 

One of the advantages of using heterogeneous biocatalysts in industrial processes is that 

they can be easily recovered from the reaction system and reused in subsequent reactions, if the 

enzyme activity is maintained [22,23,38]. The operational stability of Eversa® Transform 2.0 

immobilized on PSty-DVB beads in successive batch reactions of 4 h each in solvent-free 

systems was investigated under identical operating conditions (see Section 2.7 in “Materials 

and methods”). As shown in Fig. 8, the biocatalyst prepared retained ~95% of its initial activity 

after 13 batch reactions using FFA from RSO as feedstock (OH conversion of 92% at 13th 

batch). For FFA from USCO, a slight decrease of its activity after the 5th batch of reaction was 

observed and OH conversion of ~86% was obtained at 13th batch (88% of the original activity). 

The difference may be due to some difference in the oxidation and polymerization degrees of 

the substrate [87], perhaps also some occlusion of the pores of the biocatalysts may be produced 

by some polymerized FFA. These results show an excellent reusability of the prepared 

biocatalyst. Moreover, a correct elimination of residual starting materials and/or products 

retained on the biocatalyst microenvironment during the washing and drying steps can also 

reduce possible inactivation of the enzyme [21,88].  
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Figure 8. Biocatalyst operational stability tests  for TMPTEs production using FFA from RSO 

(white bars) and USCO (gray bars) catalyzed by Eversa® Transform 2.0 immobilized on PSty-

DVB. The reactions were performed in open glass reactors in the absence of molecular sieves 

at 55 °C, 240 rpm, TMP:FFA molar ratio of 1:3.25, and 15% m/m of biocatalyst per gram of 

reaction mixture. 

 

3.9. Comparing with previous reports  

 A comparative study with previous reports described in literature for the enzymatic 

production of TMP esters was performed, as summarized in Table 4. In general, high OH 

conversion of ≈97% from several oleaginous feedstocks can be observed using heterogeneous 
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biocatalysts as lyophilized crude enzymatic extract [11], or lipases immobilized via physical 

adsorption [10,11,78]. However, the biocatalyst prepared in this study required a much shorter 

reaction time to achieve this maximum conversion (only 4 h of reaction). Moreover, it retained 

high catalytic activity after several reaction cycles. This comparative analysis shows clearly 

that Eversa® Transform 2.0 immobilized on PSty-DVB can be an interesting alternative for 

TMP esters production due to its low-cost, highest catalytic activity and effective stability after 

successive batches. These results are even more interesting when the free enzyme was the one 

with the poorest reaction performance. 
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Table 4. Literature survey for enzymatic production TMP esters. 

Lipase source Support Immobilization 

protocol 

Oleaginous 

feedstock  

(Reaction type) 

Yield/Conversion 

(%) 

Reaction time 

(h) 

Reuse 

(residual 

activity - %) 

Reference 

Lipase B from 

Candida 

antarctica 

(Novozym® 

435) 

Lewatit VP OC 

1600 

Physical 

adsorption 

Rapeseed oil 

(Transesterification) 

98 (Yield) 200 NP [82] 

Candida sp. 

99–125 

Hydrophobic 

silk fibers 

Physical 

adsorption 

Caprylic acid 

(Esterification) 

97.3 (Acid 

conversion) 

47 NP [89] 

Candida 

rugosa 

(Lipomod 

34MDP) 

Polypropylene 

(Accurel 

MP1000) 

Physical 

adsorption 

FFA from RSO 

(Hydroesterification) 

100% (OH 

conversion) 

24 6 (100) [10] 

Thermomyces 

lanuginosus 

(Lipozyme TL 

100L) 

Duolite A568 Physical 

adsorption 

High oleic fatty acid 

from palm oil  

(Esterification) 

95 9 NP [78] 

Candida 

rugosa 

(Lipomod 

34MDP) 

- - Soybean fatty acid 

distillate 

(Esterification) 

94 (OH 

conversion) 

24 8 (100) [11] 

Thermomyces 

lanuginosus 

(Eversa® 

Transform 2.0) 

PSty-DVB Physical 

adsorption 

FFA from RSO 

(Hydroesterification) 

≈97 (OH 

conversion) 

4 13 (95%) This study 

FFA from USCO 

(Hydroesterification) 

13 (88%) 
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4. Conclusion 

 TMPTEs from refined (RSO) and used soybean cooking (USCO) oils were produced 

via enzymatic hydroesterification using a green process (solvent-free systems). In this study, 

lipase from Candida rugosa was chosen to produce FFA via hydrolysis. Free crude extracts and 

home-made immobilized lipases from four commercial lipase preparations were analyzed to 

catalyze TMPTEs production by esterification. Eversa® Transform 2.0, a low-cost lipase 

preparation derived from T. lanuginosus, was the one with the worst performance, but when it 

was immobilized on PSty-DVB, it exhibited the highest catalytic activity in the esterification 

reaction. Under selected operating conditions, OH conversion of ≈97% using both soybean-

based oils was achieved under mild reaction conditions after only 4 h of reaction. Besides, the 

biocatalyst can be easily separated via filtration and reused for 13 reaction cycles without 

significant losses in its catalytic activity. The physicochemical properties of the produced esters 

were similar those of the synthetic esters described in literature or commercially available from 

several companies. This study demonstrated that the use of waste oils does not require any 

initial processing step for biolubricant production and its use as feedstock for these processes 

is a sustainable and economical option because there is a large volume available. Moreover, 

Eversa® Transform 2.0 immobilized on PSty-DVB can also be an interesting option as 

heterogeneous biocatalyst to catalyze synthetic esters production in industrial processes due to 

its high catalytic activity and reusability. This lipase was designed by industry to be utilized in 

the biodiesel production as a liquid formulation, but the results in this paper show that the 

potential of this enzyme may be greatly improved when immobilized following suitable 

strategy. Its catalytic performance should also be tested using other different edible and non-

edible oils.  
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4 CONCLUSÃO GERAL DO TRABALHO  

 

O presente trabalho proposto nesta dissertação de mestrado mostrou uma 

alternativa interessante na utilização de biocatalisadores heterogêneos, o que abre 

um leque de oportunidades para a aplicação de Eversa Transform 2.0 imobilizada em 

PSDVB para obtenção de produtos de interesse industrial, como o caso dos 

biolubrificantes. Esta importante classe de produtos do setor oleoquímico vem 

impulsionando pesquisas em todo o mundo para uma possível transição dos 

lubrificantes convencionais para os biolubrificantes, uma opção vantajosa não apenas 

para o meio ambiente, mas também no que se refere à viabilidade econômica devido 

ao seu menor custo comparado com outras lipases disponíveis comercialmente. Além 

disso, este estudo sugere que óleos residuais oriundos do processamento de 

alimentos podem ser empregados como matérias-primas, o que também é atrativo 

para o setor devido ao seu menor custo em relação aos óleos refinados e também 

minimiza seus problemas ao meio ambiente devido aos descartes inapropriados. 
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5. SUGESTÕES PARA TRABALHOS FUTUROS  

 

- Produção de biolubrificantes empregando Eversa® Transform 2.0 imobilizada a partir 

de outros óleos vegetais comumente encontrados em nosso país tais como óleo de 

macaúba, milho, óleos residuais da indústria de pescado e borra de refino de óleos 

vegetais, óleos microbianos e de algas; 

  

- Produção contínua de biolubrificantes em outras configurações de reatores (leito fixo 

e fluidizado); 

  

- Avaliação econômica do processo de síntese de biolubrificantes; 

  

- Produção de biolubrificantes empregando outros álcoois como Neopentilglicol, 

etilenoglicol, sorbitol e óleo fúsel; 

  

- Aplicação do biocatalisador preparado em outras reações de interesse industrial; 
 


