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Resumo 

SALES, Julio Cesar Soares. Produção de enzimas por Yarrowia lipolytica 

IMUFRJ 50682 em fermentação no estado sólido visando o uso em 

biodespolimerização. Orientadores: Bernardo Dias Ribeiro e Aline Machado de 

Castro. Dissertação (Mestrado Acadêmico em Engenharia de Processos 

Químicos e Bioquímicos). Rio de Janeiro, 2018. 

 

A levedura Yarrowia lipolytica apresenta grande potencial biotecnológico por 

excretar muitos bioprodutos de interesse comercial, dentre eles, pode-se 

destacar as lipases, que atuam como biocatalisadores. No presente trabalho foi 

analisada a produção de lipases e outras esterases por Y. lipolytica em 

fermentação no estado sólido com a utilização de farelo de soja e 5 outras 

matérias-primas (casca de maçã, casca de melancia, cortiça, tereftalato de bis(2-

hidroxietileno) (BHET) e poli(tereftalato de etileno) (PET CPR) para avaliação da 

indução de outras enzimas em duas diferentes proporções 5% (m/m) e 20% 

(m/m). A partir da etapa de seleção de matérias-primas, as fermentações na 

presença de 5% (m/m) de cortiça e 5% (m/m) de casca de melancia 

apresentaram as maiores produtividades 7,04 U/g*h e 7,01 U/g*h. No entanto a 

maior atividade específica em relação a quantidade de proteínas foi obtida a 

partir da fermentação controle (44470,81 U/g). As enzimas produzidas na etapa 

de seleção de matérias-primas foram avaliadas quanto ao seu potencial em 

reações de despolimerização do PET. Na etapa de despolimerização foram 

avaliados três substratos (BHET, PET CPR e PET Amorfo) e os melhores 

extratos em relação aos três substratos (BHET, PET CPR e PET Amorfo) foram 

os produzidos na presença de cortiça (5% e 20%), melancia 5% e o controle. 

Para avaliar a produção de lipases e esterases ao longo do tempo fermentativo 

foram realizadas três cinéticas, uma na ausência de indutor e duas na presença 

de cortiça 20% (m/m) e PET CPR 20% (m/m). A partir disso certificou-se uma 

maior produção de esterases por Y. lipolytica na presença de indutores (PET 

20% e Cortiça 20%) em 14 horas, com atividades específicas de 1125,2 U/g e 

1067,35 U/g, respectivamente. O presente trabalho indicou um potencial na 

produção de enzimas de interesse em reações de despolimerização por Y. 

lipolytica na presença de indutores. 



 
 

Abstract 

SALES, Julio Cesar Soares. Enzymes production by Yarrowia lipolytica 

IMUFRJ 50682 via solid-state fermentation and their use in 

biodepolymerization. Supervisors: Bernardo Dias Ribeiro e Aline Machado de 

Castro. Dissertation (Mestrado Acadêmico em Engenharia de Processos 

Químicos e Bioquímicos). Rio de Janeiro, 2018. 

 

Yarrowia lipolytica is a yeast that presents high biotechnological potential due to 

its ability to produce many metabolites, among them lipases, which are important 

biocatalysts. This work aims to evaluate lipases and esterases production by Y. 

lipolytica via solid-state fermentation using soybean bran as substrate and five 

other inducers (apple peels, watermelon peels, commercial cork, bis(2-

hydroxyethyl) terephthalate and poly(ethylene terephthalate) PET CPR) in two 

different proportions 5% (w/w) and 20% (w/w). Fermentative processes 

conducted in the presence of commercial cork 5% (w/w) showed the highest 

productivity, 7,04 U/g*h, and watermelon peels 5% (w/w) presented the second 

highest, 7,01 U/g*h, besides that, the highest specific activity, 44470,81 U/gprotein 

was obtained in absence of any inducer, just soybean oil. Enzymes produced in 

the first step were tested in depolymerization reactions, to test their potential 

against three substrates (BHET, PET CPR and Amorphous PET) and the results 

obtained showed that the best enzymatic extracts were commercial cork (5% and 

20%), watermelon peels 5% and that one obtained without any inducer (control). 

To evaluate enzymes production, kinetics studies were conducted during 72 

hours in a presence of commercial cork 20% (w/w), PET CPR 20% (w/w) and in 

the absence of any inducer. Results obtained showed that esterases production 

by Yarrowia lipolytica were better using commercial cork and PET CPR in 14 

hours, specific activities were 1125,2 U/g e 1067,35 U/g, respectively. The results 

obtained in this work showed that Y. lipolytica can produce enzymes, which are 

capable to act as a biocatalyst in PET hydrolysis.  
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1 – Introdução  

 

O Brasil é um país de dimensões continentais e de enorme potencialidade 

agroindustrial e agropecuária, sendo que apenas nos nove primeiros meses de 

2017 a agropecuária apresentou crescimento de cerca de 14,9% em relação ao 

mesmo período de 2016 (IBGE, 2017). Por ser um país de matriz agroindustrial, 

apresenta a geração de muitos resíduos provenientes dessa fonte e que podem 

prontamente serem processados para a geração de produtos de maior valor 

agregado. A utilização de resíduos e coprodutos agroindustriais a partir da 

fermentação no estado sólido (FES), para a obtenção de diversos bioprodutos, 

é uma grande vantagem do ponto de vista ambiental, no sentido de minimização 

dos resíduos, quanto do econômico, com a obtenção de lucros maiores. No 

entanto, esses potenciais ainda são pouco explorados perante a tamanha 

potencialidade dos mesmos. 

Outros resíduos, dessa vez sintéticos, vem crescendo a cada ano na 

composição dos resíduos urbanos, são os termoplásticos, dentre eles o 

polipropileno, o polietileno e o poli(tereftalato de etileno) (PET). (SPINACÉ; 

PAOLI, 2005). Com o crescente aumento no consumo, devido as excelentes 

propriedades físicas dos termoplásticos, e o concomitante aumento na produção, 

buscam-se processos de reciclagem para reaproveitamento dos resíduos 

gerados pós-consumo.  

O índice de reciclagem de termoplásticos, como o PET, vem aumentando 

ao longo dos anos no Brasil, como pode ser observado na figura 1. 

  

Figura 1: Índice de reciclagem de PET no Brasil. Fonte: Adaptado de (ABIPET, 2012) 

0

10

20

30

40

50

60

Ín
d

ic
e 

d
e 

R
ec

ic
la

ge
m

 (
%

)

Ano



2 
 

Os processos de reciclagem, além de possuírem o apelo ambiental, pois 

o gerenciamento dos resíduos faz-se ainda mais necessário visto o aumento 

crescente do consumo, apresentam também o apelo econômico, pois parte dos 

resíduos, ou seja, matérias-primas que contribuem com um valor inicial menor 

para o processo produtivo (SINHA; PATEL; PATEL, 2010). 

Em 2011, no Brasil, cerca de 294 ktons de PET foram reciclados (ABIPET, 

2012). Com a busca de novos processos para o processamento de materiais 

poliméricos, emergem os biocatalisadores, enzimas capazes de catalisar o 

processo de degradação dos polímeros sem a utilização de condições reacionais 

mais severas adotadas em outros processos de reciclagem (WEI; 

ZIMMERMANN, 2017). A produção e caracterização dos potenciais 

biocatalisadores avança no sentido de melhorar a conversão dos materiais em 

seus monômeros e viabilizar a repolimerização.  

A partir disso, o presente estudo tenta viabilizar a produção de enzimas 

por Yarrowia lipolytica em FES e sua posterior utilização como biocatalisador nas 

reações de despolimerização do PET. 
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2 – Objetivos  

 

O objetivo principal da dissertação é a avaliação da produção de enzimas 

por Yarrowia lipolytica em fermentação no estado sólido e avaliação da utilização 

das enzimas produzidas em reações de despolimerização do PET. 

Os objetivos específicos são: 

 Avaliação da produção de enzimas em fermentação no estado 

sólido na presença de diversas matérias-primas indutoras; 

 

 Avaliação do perfil de atividade enzimática nos extratos obtidos na 

presença de indutores; 

 

 Utilização das enzimas em reações de despolimerização na 

presença de substratos diferentes; 

 

 Avaliação da cinética de produção de enzimas na presença de 

matérias-primas indutoras. 
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3 - REVISÃO BIBLIOGRÁFICA: 

3.1 – Yarrowia lipolytica  

 

Yarrowia lipolytica é uma levedura não-convencional, estritamente 

aeróbica, pertencente ao reino Fungi e a classe dos Ascomicetos e não 

patogênica. Geralmente, pode ser encontrada em ambientes ricos em lipídeos 

e/ou proteínas, como por exemplo, queijos, iogurtes e óleo de oliva. Antes de ser 

identificada como Yarrowia lipolytica, foi classificada, primeiramente, como 

Candida lipolytica e, posteriormente, como Endomycopsis lipolytica e 

Saccharomycopsis lipolytica (BARTH; GAILLARDIN, 1996; LIU; JI; HUANG, 

2015).  

A levedura Yarrowia lipolytica apresenta alto potencial biotecnológico, 

também justificado pelo fato de excretar diversas enzimas de interesse 

comercial, como as lipases e as proteases e também pela produção de ácidos 

orgânicos e lipídeos (BARTH; GAILLARDIN, 1997). Outra justificativa para o alto 

potencial de Y. lipolytica é a sua capacidade de assimilar diversas fontes de 

carbono, como glicose, glicerol e alguns substratos hidrofóbicos, como 

triglicerídeos, ácidos graxos e alcanos (LIU; JI; HUANG, 2015). 

Fickers et al. (2005) reportam dois mecanismos recorrentes entre as 

células de Y. lipolytica e substratos hidrofóbicos. O primeiro se trata da ação de 

surfactantes que auxiliam em uma maior solubilização dos componentes e o 

segundo é a adesão dos compostos na superfície da célula. No entanto, para a 

utilização de triglicerídeos como fonte de carbono, há a necessidade de uma 

hidrólise prévia, por ação de enzimas que apresentam atividade lipolítica, que 

leva a formação de glicerol e ácidos graxos que são então assimilados pela 

célula. 

Além da vasta gama de substratos passíveis de assimilação como fonte 

de carbono que possibilita além da obtenção de vários bioprodutos de maior 

valor agregado, Y. lipolytica, por se tratar de uma levedura oleaginosa, é capaz 

de acumular óleo intracelular, característica que vem sendo explorada cada vez 

mais nos últimos anos (HUANG et al., 2013). Lopes et al. (2018) reportam o 

acúmulo de óleo intracelular e produção de ácido cítrico e lipases por Y.lipolytica 
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a partir de gordura suína, um substrato hidrofóbico e de baixo valor agregado da 

indústria.   

A fonte de carbono e nitrogênio e/ou a condição de cultivo das células, 

como por exemplo, pH e aeração pode afetar a morfologia celular, pois Y. 

lipolytica apresenta dimorfismo, portanto pode se apresentar na forma 

leveduriforme ou na forma hifada, de acordo com as condições de cultivo. (Barth 

& Gaillardin 1997; Domínguez et al. 2000). As duas morfologias podem ser 

observadas na Figura 1. 

 

Figura 2: Morfogologia de Y. lipolytica (a) Y. lipolytica na forma leveduriforme. (b) Y. 

lipolytica predominamente na forma hifada. (Barras de escala 50 µm). Fonte: (BRAGA et al., 

2016). 

 

3.2 – Lipases 

 

 Lipases são triacilglicerol acilhidrolases (E.C 3.1.1.3) pertencentes a 

família das serina hidrolases e responsáveis por catalisar a hidrólise de 

triacilgliceróis de cadeia longa em ácidos graxos e glicerol. A reação ocorre na 

interface água-óleo devido à baixa solubilidade dos triacilgliceróis em água 

(GUPTA; GUPTA; RATHI, 2004; MESSIAS et al., 2011). O fato de apresentarem 

ativação interfacial e também uma tampa de caráter anfifílico, que se abre e 

expõe o sítio catalítico, na presença do substrato, diferencia as lipases das 

demais esterases (DE CASTRO et al., 2004; VERGER, 1997). Nardini & Dijkstra 

(1999) apontam a presença da tampa como um dos fatores que justifica o 

aumento da atividade das lipases na presença de uma interface água-óleo. A 

hidrólise de triglicerídeos catalisada por lipases pode ser observada na Figura 3. 
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Figura 3: Hidrólise de triglicerídeos catalisada por lipases. Fonte: (SINGH; 

MUKHOPADHYAY, 2012). 

 

As lipases possuem em seu sítio catalítico a tríade catalítica formada por 

Serina-Ácido Glutâmico/Ácido Aspártico-Histidina (GUPTA; GUPTA; RATHI, 

2004). O ataque nucleofílico se dá pelo oxigênio da serina, um dos componentes 

da tríade catalítica, que ataca o carbono da carbonila da molécula de substrato 

e leva a formação de um intermediário tetraédrico, que se estabiliza pela 

formação de ligações de hidrogênio com os átomos de nitrogênio dos resíduos 

pertencentes a cavidade do oxiânion. Em seguida, devido ao estabelecimento 

do complexo acil-lipase com a liberação de um álcool, o substrato é hidrolisado 

levando a formação de ácidos graxos e a consequente regeneração da enzima 

(JAEGER; REETZ, 1998).  

A classificação das lipases pode variar de acordo com dois critérios, 

primeiramente quanto a especificidade, onde podem ser substrato específicas, 

regiosseletivas ou enantiosseletivas e também quanto a origem, podendo ser de 

origem animal, vegetal, microbiana ou de insetos (SARMAH et al., 2017). As 

lipases regiosseletivas são divididas em três grupos, as lipases não específicas, 

que são enzimas capazes de atuar em uma gama variada de substratos, as 1,3 

específicas, que são responsáveis por atuar nas posições C1 e C3 dos 

triacilgliceróis e as ácido graxo específicas que atuam em ésteres de ácidos 

graxos de cadeia longa com ligação dupla no C9 (RIBEIRO et al., 2011; SARMAH 

et al., 2017). 

Quanto a origem, as lipases que mais se destacam são as de origem 

microbiana, quando comparadas as de origem vegetal e animal, devido a sua 

especificidade e estabilidade (GUPTA; GUPTA; RATHI, 2004; TREICHEL et al., 

2010). Dentre todos os microrganismos produtores de lipases, os que mais se 
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destacam para produção de enzimas em escala industrial são: Candida sp., 

Aspergillus sp., Rhizomucor sp., Rhizopus sp., Humicola sp., Yarrowia lipolytica 

e Pseudomonas sp., com destaque para a lipase de Candida rugosa que é uma 

das enzimas comerciais mais utilizadas industrialmente (GUERRAND, 2017; 

VAKHLU; KOUR, 2006). 

O mercado mundial de enzimas encontra-se em forte expansão, em 2016 

foram movimentados entre 5 e 5,5 bilhões de dólares em enzimas industriais e 

é esperado um crescimento anual entre 6-8% até o ano de 2020 (GUERRAND, 

2017). No entanto apenas 3 empresas, a Novozymes A/S, Genencor 

International Inc. e a DSM NV são responsáveis por aproximadamente 76% do 

mercado, sendo a primeira responsável por 47% (COMYNS, 2011). As lipases 

correspondem a menos de 10% do mercado mundial de enzimas, que é liderado 

pelas carboidrases, as quais são responsáveis por quase 50% do mercado, 

seguido pelas proteases que apresentam entre 25-30% (GUERRAND, 2017). A 

Figura 4 apresenta o consumo de enzimas por diversos setores industriais: 

 

 

Figura 4: Aplicações das enzimas industriais nos diversos setores produtivos. Fonte: 

Adaptado de (GUERRAND, 2017) 

As lipases são capazes de catalisar diversas reações, como por exemplo, 

hidrólise, aminólise e alcoólise; dado tamanha potencialidade, vem ganhando 

cada vez mais espaço no mercado mundial de enzimas (VAKHLU; KOUR, 2006). 

Tais enzimas já apresentam aplicações diversas nos mais variados setores 

industriais, como por exemplo, a indústria alimentícia para produção de aromas, 

a indústria de biodiesel, onde atua como biocatalisador na reação de 

Alimentos e 
Bebidas

35%

Ração Animal
20%

Produtos de 
limpeza

25%

Biocombustíveis
10%

Outros
10%
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transesterificação e também na indústria de detergentes (CHOUDHURY; 

BHUNIA, 2015). A tabela 1 apresenta a utilização de lipases em diversos setores. 

 

Tabela 1: Utilização de lipases comerciais em diversos setores Industriais. Fonte: 

Adaptado de (HOUDE; KADEMI; LEBLANC, 2004) 

Indústria Aplicação Nome Comercial Empresa 

Laticínios 
Produção de queijos 

modificados 
enzimaticamente 

Lipomod™ 187P-L187P 
(Lipases de fungos) 

Biocatalysts 

 
Produção de queijos 

(aroma) 
Palatase® (Rhizomucor miehei) Novozymes 

    
Lipase F-AP15 (Rhizopus 

oryzae) 
Amano 

Óleos e 
Gorduras 

 
Lipase A “Amano” 6 
(Aspergillus niger) 

Amano 

  
Lipase M “Amano” 10 (Mucor 

javanicus) 
Amano 

 
Interesterificação de óleos 

vegetais 
Lipozyme® TL IM Novozymes 

Farmacêutica 
Síntese de compostos 

quirais 
Lipase ALC, Lipase ALG 

(Achromobacter sp.) 
Meito 

Sangyo 

 
Síntese de compostos 

quirais 
 Lipase PLC, Lipase PLG 

Meito 
Sangyo 

 Sínteses quirais 
 Lipase AYS “Amano” (Candida 

rugosa) 
Amano 

Detergentes   
Lipolase®, Lipolase® Ultra, 

Lipo Prime™, Lipex® 
(Thermomyces lanuginosus) 

Novozymes 

Cosméticos 
Síntese do miristato de 

isopropila 
Novozym® 435 (Candida 

antarctica B) 
Novozymes 

Usos 
Variados 

Suplemento dietético 
Lipase L036P-L036P (Rhizopus 

oryzae)  
Biocatalysts 

  Suplemento dietético Lipase F-DS (Rhizopus oryzae) Amano 

 

3.2.1 – Lipases de Yarrowia lipolytica 

 

As lipases estão entre um dos principais produtos de interesse excretados 

por Y. lipolytica (COELHO; AMARAL; BELO, 2010). No genoma de Y. lipolytica 

foram encontrados 16 genes que codificam lipases (lipases de parede, intra e 

extracelulares), outros 4 responsáveis por codificar outras esterases; Lip2p é a 
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principal lipase extracelular de Y. lipolytica, com uma massa molar de 38,5 kDa, 

e é codificada pelo gene LIP2; a sua síntese está diretamente ligada aos 

constituintes do meio de cultivo e produção, assim como as suas condições 

operacionais (Fickers et al. 2011).  

Fickers et al. (2011) apontam glicose, glicerol e a suplementação com 

fontes inorgânicas de nitrogênio como repressoras na síntese de lipases em Y. 

lipolytica. No entanto, outras fontes de carbono, como alguns substratos 

hidrofóbicos, mostram-se indutores na produção de lipases, como o óleo de oliva 

e o ácido oleico (PIGNEDE et al., 2000). Condições ambientais como a aeração 

são extremamente importantes para a produção de lipases por Y. lipolytica, uma 

vez que trata-se de uma levedura estritamente aeróbia (BRÍGIDA et al., 2014). 

Kar et al. (2010) apontam que até mesmo a flutuação nos níveis de aeração 

impacta na taxa de expressão do gene LIP2, responsável pela síntese da 

principal lipase extracelular Lip2p.  

A proteína Lip2p foi caracterizada como polipeptídeo glicosilado de 301 

aminoácidos e pertencente à família das triacilglicerol hidrolase (E.C 3.1.1.3) 

(PIGNEDE et al., 2000). A Figura 5 apresenta um esquema da lipase Lip2p de 

Y. lipolytica. 

 

Figura 5: Estrutura da lipase Lip2p de Yarrowia lipolytica. Fonte: (BORDES et al., 
2010).  
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A especificidade da Lip2p de Y. lipolytica com relação ao substrato foi 

analisada por Yu et al. (2007), que reportou uma maior atividade específica em 

relação a triglicerídeos, quando comparada com ésteres hidrofílicos, como o 

metil miristato, que apresentou apenas 13,4% em atividade relativa na 

comparação com o óleo de oliva.   

A atividade lipolítica das enzimas produzidas pode também ser afetada 

por componentes do meio, os íons Ca2+ e  Mg2+ são responsáveis por aumentar 

a atividade das lipases e o Cu2+ atua como um inibidor, assim como o Zn2+ e o 

Ni2+ (FICKERS; MARTY; NICAUD, 2011). O papel dos íons cálcio pode estar 

relacionado ao fato de concentrar-se na interface água-óleo, atuando como um 

ativador das enzimas e auxiliando em sua estabilidade, além de poder atuar na 

remoção dos ácidos graxos formados na hidrólise dos triacilgliceróis (FICKERS 

et al., 2005; YU; QIN; TAN, 2007). 

Lipases de Y. lipolytica caracterizam-se como potenciais biocatalisadores 

por também apresentarem uma estabilidade e manutenção de sua atividade 

hidrolítica em solventes orgânicos. Yu et al. (2007) reportam valores de 

atividades residual acima de 80% em sistemas com até 10% de acetona, 10% 

metanol, 10% etanol, 10% isopropanol e 20% de DMSO, no entanto a inativação 

total da enzima é comprovada em sistemas com 10% de acetonitrila. 

Pereira-Meirelles et al. (1997) reportam a produção de lipases por 

Candida lipolytica sendo mais efetiva em meio contendo peptona, uma fonte 

orgânica de nitrogênio, quando comparada a fontes inorgânicas, e substratos 

hidrofóbicos como fonte de carbono, como ácido oleico e triacilgliceróis. A 

utilização de metil oleato como fonte de carbono em biorreator de 20L é 

reportada por Kar et al. (2008) atingindo uma atividade lipolítica de até 1700 

U/mL a partir de 40 horas de fermentação. 

As lipases produzidas por diferentes cepas de Y. lipolytica apresentam 

diferentes propriedades físico-químicas, como valores de pH e temperatura 

ótimos e também a massa molar. A Tabela 2 apresenta a caracterização de 

algumas dessas enzimas. 
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Tabela 2: Caracterização físico-química das lipases produzidas por Yarrowia lipolytica. 

Fonte: Adaptado (BRÍGIDA et al., 2014). 

Cepa pH ótimo Temperatura ótima (°C) Massa molar (kDa) 

M. lipolytica 6,2 - 6,5 28-33 - 

Genetic 
modified Y. 

lipolytica 
(YLLIP2) 

6,2 - 38-40 

Y. lipolytica 
(CBS 6303) 

7,0 37 38 

Y. lipolytica 
LgX64.81  

7,0 37 - 

Y. lipolytica 681 6,0-7,0 37 - 

Y. lipolytica AS 
2.1216 - LipY7 

8,0 40 41 

Y. lipolytica AS 
2.1216 - LipY8  

8,0 45 41 

Y. lipolytica 
IMUFRJ 50682 

9,0 55 - 

 

3.3 – Cutinases 

 

Cutinases (E.C 3.1.1.74) são esterases da família das α/β hidrolases 

responsáveis por catalisar a hidrólise da cutina, um biopoliéster presente na 

cutícula das plantas (CHEN et al., 2013). A cutícula é responsável pela proteção 

das plantas contra a desidratação e patógenos e apresenta como componente 

principal a cutina, que é constituída majoritariamente por ácidos graxos 

hidroxilados C16 e C18 unidos por ligações éster (DOMINGUEZ; HEREDIA-

GUERRERO; HEREDIA, 2011).  

As cutinases são os menores membros da família das α/β hidrolases, 

pertencentes a classe das serina esterases (LONGHI; CAMBILLAU, 1999; 

MACEDO; PIO, 2007). Cutinases microbianas, geralmente, são proteínas 

monoméricas, composta por 5 folhas β e 4 α-hélices e com peso molecular 

variando entre 25-30 kDa, dentre as cutinases microbianas existentes, as mais 

estudadas são as produzidas pela espécie Fusarium solani (EGMOND; DE 

VLIEG, 2000; MACEDO; PIO, 2007)  
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A composição da cutina varia entre as diversas espécies de plantas 

(MACEDO; PIO, 2007). A cutina é envolta por ceras que fazem parte da cutícula, 

tais ceras apresentam uma composição variada, podendo ser compostas por 

C20-C40 n-álcoois, n-aldeídos, ácidos graxos de cadeia longa e n-alcanos, 

geralmente, solúveis em solventes como clorofórmio e metanol (DOMINGUEZ; 

HEREDIA-GUERRERO; HEREDIA, 2011; DUTTA; SEN; VEERANKI, 2009).  

Embora a composição da cutina apresente variações nas diferentes 

espécies, algumas semelhanças foram encontradas entre dois grupos vegetais, 

as plantas que apresentam crescimento acelerado geralmente apresentam uma 

composição maior de ácidos C16, enquanto as que apresentam crescimento mais 

lento e uma cutícula mais espessa, apresentam uma mistura de ácidos C16 e C18 

(KOLATTUKUDY, 1981). A Figura 6 apresenta a estrutura hipotética da molécula 

de cutina, onde os monômeros são unidos por ligações éster. 

 

 

Figura 6: Estrutura hipotética da molécula de cutina. Fonte: (KIPNUSU et al., 2009). 

 

As cutinases são biocatalisadores que apresentam várias aplicações, 

podendo não só serem responsáveis por catalisar a hidrólise da cutina, como a 
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de outros poliésteres sintéticos, de triacilgliceróis e também podem atuar em 

reações de esterificação no geral (FRAGA; CARVALHO; MACEDO, 2012). Sua 

tríade catalítica é composta por Serina-Histidina-Aspartato e não apresentam o 

tampão anfifílico, característico das lipases verdadeiras, no entanto, apresentam 

um sítio catalítico capaz de acomodar substratos de alto massa molar como os 

poliésteres. Outro fator que as diferencia das lipases é o fato de não 

apresentarem ativação interfacial. (CHEN et al., 2013).  

Pelo fato de apresentarem um sítio catalítico capaz de acomodar 

macromoléculas de alta massa molar, as cutinases vem sendo reportadas pela 

capacidade de hidrolisar poliésteres sintéticos (ARAÚJO et al., 2007; DE 

CASTRO et al., 2017; KANELLI et al., 2015; MASAKI et al., 2005; O’NEILL et al., 

2007; RONKVIST et al., 2009). A aplicação das enzimas visa a degradação dos 

poliésteres ou um tratamento das fibras, que podem levar a um aumento da 

hidrofilicidade. 

A indução da produção de cutinases pode ser realizada através da adição 

de fontes de cutina no meio de cultivo, presentes em alguns sub-produtos 

agroindustriais, como por exemplo, cascas de frutas como maçã, melancia e 

tomate (CHAUDHARI; SINGHAL, 2015; FETT et al., 1999a, 2000a). Além da 

utilização de fontes de cutina, outras fontes de carbono, como ácidos graxos 

(ácido palmítico, ácido esteárico e ácido oleico) e alguns óleos como, óleo de 

linhaça, óleo de milho e óleo de palma, são reportados por Macedo & Pio (2007) 

como indutores.  

DUTTA et al. (2009) reportam a presença de glicose no meio como um 

potencial repressor da produção de cutinases. A utilização da casca de tomate, 

seguida pela casca de maçã, é apontada por FETT et al. (1999b) como a mais 

efetiva, quando comparada a outras fontes de cutina e suberina para produção 

de cutinases pelo fungo Thermomonospora fusca ATCC 27730, o processo foi 

conduzido com a adição de 0,4% (m/v) de indutor em 6 dias de fermentação. A 

Tabela 3 apresenta as fontes de cutina utilizadas por diversos autores.para 

produção de cutinases por diversos microrganismos. 
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Tabela 3: Produção de cutinases a partir de fontes de cutina. 

Fonte de Cutina  Microrganismo Referência 

Casca de 

melancia, casca 

de maçã e 

tomate 

Fusarium oxysporum 

MTCC 2480 

(CHAUDHARI; 

SINGHAL, 2015) 

Casca de maçã, 

pepino, toranja, 

pimenta verde e 

tomate 

Thermomonospora 

fusca ATCC 27730 

(FETT et al., 

1999b) 

Casca de maçã e 

tomate 
Streptomyces spp. 

(FETT et al., 

1992) 

Casca de maçã 
Thermobifida fusca 

ATCC 27730 
(DU et al., 2007) 

Tomate e casca 

de maçã 

Thermoactinomyces 

vulgaris NRRL B-

16117 

(FETT et al., 

2000b) 

Cutina da maçã e 

do mamão 

purificadas 

Pseudomonas putida 

(SEBASTIAN; 

CHANDRA; 

KOLATTUKUDYT, 

1987) 

 

FETT et al. (2000b) utilizaram a casca de tomate e a casca de maçã na 

proporção de 0,4% (m/v) para a produção de cutinases em fermentação 

submersa por Thermoactinomyces vulgaris NRRL B-16117, quanto as atividades 

cutinolíticas, as obtidas pela indução da casca de tomate foram 206% maiores 

quando comparadas as cascas de maçã. CHAUDHARI; SINGHAL (2015) 

testaram a influência de matérias-primas 0,4% (m/v) no meio de cultivo na 

produção de enzimas com atividade cutinolítica por Fusarium oxysporum MTCC 

2480 em 96 horas de fermentação, a influência da casca de maçã foi a mais 

efetiva no processo atingindo valores de 9,64 ± 1,67 U/mL.  
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Outro elemento que pode ser utilizado como fonte de carbono e indutor 

para a produção de cutinases é a suberina, que está presente em alguns 

produtos de origem vegetal, como a cortiça e a batata (Fett et al. 2000). A 

suberina é um poliéster complexo, que apresenta domínios alifáticos 

semelhantes a cutina e domínios aromáticos semelhantes a lignina (FETT et al., 

1999a).  

A suberina também apresenta as funções de proteção dos vegetais, 

atuando na proteção contra patógenos, desidratação e controle no fluxo de 

gases (POLLARD et al., 2008). A composição de monômeros alifáticos na 

suberina varia no intervalo de 5-30%, sendo os principais componentes da parte 

alifática sendo composta por ácidos graxos, álcoois graxos, ácidos 

dicarboxílicos, todos na faixa de (C20-C40). A matriz fenólica da estrutura da 

suberina encontra-se ligada aos carboidratos da parede vegetal, enquanto a 

matriz alifática encontra-se apenas ligada covalentemente a matriz fenólica 

(KOLATTUKUDY, 1981). A figura 7 apresenta uma estrutura hipotética da 

molécula de suberina  

 

 

Figura 7: Modelo hipotético de uma molécula de suberina. Fonte: (KIPNUSU et al., 

2009). 
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A produção de cutinases já é reportada por vários fungos filamentosos, 

leveduras e bactérias. A Tabela 4 apresenta os principais produtores de 

cutinases apresentados na literatura.  

 

Tabela 4: Microrganismos produtores de cutinases. Fonte: Adaptado (CHEN et al., 

2013; DUTTA; SEN; VEERANKI, 2009).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

3.4 – Fermentação no estado sólido 

 

A fermentação no estado sólido (FES) é um processo tradicional que se 

caracteriza pela ausência ou quase ausência de água livre no sistema (PANDEY, 

1992a). A água no processo fermentativo pode ser encontrada complexada com 

a matriz sólida, em finas camadas na superfície do sólido ou no espaço entre os 

Origem Gênero Espécie 

Bactérias 

Streptomyces 

Scabies 

Acidiscabies 

badius 

Pseudomonas 

putida 

mendocina 

aeruginosa 

Thermomonospora fusca 

Thermoactinomyces vulgaris 

Botrytis cineria 

Fungos 

Fusarium solani pisi 

 
oxysporium 

 
roseum culmorum 

 
roseum 

sambucinum 

Colletotrichum kahawae 

 
gloeosporioides 

 
capsici 

Monilinia fructicola 

Venturia inaequalis 

Alternaria brassicicola 

Helminthosporum sativum 

Phytoptora cactorum 

Ulocladium consortiale 

Leveduras Cryptococcus   
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sólidos, embora tal espaço seja predominantemente ocupado pela fase gasosa, 

a capacidade de saturação da matriz sólida não pode ser ultrapassada, para que 

não ocorra água livre no sistema (MITCHELL; KRIEGER; BEROVIČ, 2006; 

RAIMBAULT, 1998). A Figura 8 apresenta um esquema das partículas sólidas 

após o ajuste de umidade. 

 

Figura 8: Esquema das partículas sólidas em um sistema após o ajuste de umidade. 

Fonte: Adaptado (MITCHELL; KRIEGER; BEROVIČ, 2006). 

A água presente nas partículas de substrato é disponibilizada para o 

microrganismos que está atuando no processo fermentativo para ser utilizada 

em seu crescimento e em suas atividades metabólicas (PANDEY, 1992a). A 

atividade de água (Aw), que é a umidade relativa da atmosfera gasosa em 

equilíbrio com o substrato, é extremamente dependente da capacidade do 

substrato de se ligar a água (KRISHNA, 2005; PANDEY, 1992a).  

Com isso, o parâmetro Aw tornou-se um parâmetro importante nos cultivos 

no estado sólido, pois através desse, pode-se selecionar um grupo microbiano 

capaz de crescer em tais condições (BHARGAV et al., 2007). A tolerância dos 

fungos filamentosos em crescer em valores baixos de atividade de água, torna-

os potenciais micro-organismos a serem utilizados nos processos fermentativos 

no estado sólido (MIENDA; IDI; UMAR, 2011). Pandey (1992) aponta que os 

micélios dos fungos filamentosos são capazes de penetrar nas partículas do 

sólido, enquanto as bactérias e leveduras crescem apenas na superfície. Por se 

tratarem de condições mais severas de cultivo, Y. lipolytica, por apresentar 

dimorfismo, caracteriza-se como um potencial microrganismo para tais 

utilizações, pois pode se fixar no sólido na forma hifada e garantir condições para 

a sobrevivência da célula (FARIAS et al., 2014). 
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Os processos fermentativos já são utilizados pela humanidade há 

milênios, estudos arqueológicos apontam que os egípcios já se utilizavam 

desses para fazer pão em 2300 A.C (KRISHNA, 2005). A utilização da FES pelos 

orientais também remonta a antiguidade, onde esses já realizavam a 

fermentação Koji com a utilização do fungo Aspergillus oryzae, produziam 

bebidas alcoólicas e diversos outros produtos alimentícios (KRISHNA, 2005; 

SOCCOL et al., 2017a). 

Desde 1860, muitas descobertas foram realizadas no campo da 

fermentação no estado sólido, essas foram acompanhadas pelo 

desenvolvimento de tecnologias (KRISHNA, 2005). A utilização da fermentação 

no estado sólido por indústrias de diversos setores para produção de 

biomoléculas e outras aplicações é apresentada pela Tabela 5. 

 

Tabela 5: Aplicações da FES em diversos setores industriais. Fonte: Adaptado 

(MIENDA; IDI; UMAR, 2011). 

Setor Aplicação Exemplos 

Fermentação 
Industrial 

Produção de enzimas 
Amilases, proteases, pectinases, 

cellulases, amiloglicosidases, 
glucoamilases, xylanases 

Produção de bioativos 
Micotoxinas, antibióticos, alcalóides, 

hormônios 

Produção de ácidos 
orgânicos 

Ácido cítrico, ácido fumárico, ácido 
itacônico, ácido lático 

Produção de 
biocombustíveis 

Etanol 

Produção de compostos 
diversos 

Vitaminas, pigmentos, biossurfactantes  

Indústria 
Agroalimentícia 

Biotransformação de 
resíduos 

Enriquecimento proteico, produção de 
proteína microbiana, alimentos 

fermentados tradicionais (Sake, Koji) 

Aditivos alimentares 
Aromas, ácidos graxos essenciais, 

corantes, ácidos orgânicos  

Controle 
Ambiental 

Biorremediação e 
Biodegradação de 

compostos perigosos 

Pesticidas, resíduos cafeinados, PCB 
(Bifenil policlorado) 

Detoxificação de resíduos 
agroindustriais  

Casca do café, cascas da mandioca 
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A FES, quando comparada com a fermentação submersa, apresenta 

diversas vantagens, como por exemplo, menores problemas relativos a 

contaminação, pois apenas alguns grupos microbianos conseguem crescer em 

tais condições operacionais, além disso o processo costuma apresentar uma alta 

concentração de produto final (Doelle et al. 1992; Soccol et al. 2017).  

Os meios fermentativos utilizados nos processos são mais simples, 

podendo também serem utilizados resíduos ou coprodutos da agroindústria para 

produção de metabólitos de maior valor agregado (Doelle, et al. 1992). A FES 

torna-se um grande atrativo para países que geram muitos resíduos 

agroindustriais (KUMAR; KANWAR, 2012) A utilização dessas matérias-primas 

pode ser interessante, pois os nutrientes presentes nas partículas podem ser 

assimilados pelos microrganismos, no entanto, a suplementação externa 

também é possível (MITCHELL; KRIEGER; BEROVIČ, 2006).  

Quando comparados com os processos conduzidos em estado sólido, os 

processos em submerso também apresentam vantagens, como a facilidade no 

controle de pH e temperatura, além do aumento de escala também ser facilitado 

nos processos em submerso (MIENDA; IDI; UMAR, 2011; RAIMBAULT, 1998). 

O pH do meio fermentativo é um resultado da atividade metabólica dos 

microrganismos ali presentes, como por exemplo, podendo diminuir caso ocorra 

a produção de ácidos orgânicos (RAIMBAULT, 1998). Gowthamana et al. (2001) 

apontam uma faixa de pH extensa de crescimento para fungos filamentosos (2-

9) com uma faixa ótima entre 3,8-6,0.  

Um dos problemas associados aos cultivos sólidos é a transferência de 

calor, pois os microrganismos geram um calor proporcional a sua atividade 

metabólica, tal fator associado a baixa condutividade térmica dos sólidos 

presentes no processo, gera um acúmulo de calor, que é prejudicial (BHARGAV 

et al., 2007). Pandey (2003) reporta que em alguns pontos do leito, a temperatura 

pode ser até 20° C maior do que a temperatura de incubação, esse gradiente de 

temperatura pode afetar o crescimento microbiano e a formação do produto 

desejado.  

Soccol et al. (2017) apontam uma vantagem na utilização de um reator 

tipo coluna como uma das soluções para a diminuição dos problemas causados 
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pelos gradientes de temperatura, devido a convecção causada pelo ar que entra 

no biorreator. A utilização de um tamanho de partícula menor pode auxiliar nos 

problemas com a transferência de calor e de massa no sistema (KRISHNA, 

2005). 

O tamanho de partícula é um parâmetro importante nos sistemas sólidos, 

pois caso esse seja muito pequeno, pode ocorrer a compactação do leito, 

comprometendo a transferência de calor e de massa e caso o tamanho de 

partícula seja grande, pode comprometer a acessibilidade do microrganismo ao 

substrato (GOWTHAMANA; CHUNDAKKADU; MOO-YOUNG, 2001). O espaço 

entre partículas no leito, assim como o grau de continuidade do mesmo é definido 

pelo tamanho e pela forma das partículas sólidas (MITCHELL; KRIEGER; 

BEROVIČ, 2006).  

Bhargav et al. (2007) apontam a transferência de massa nos processos 

fermentativos em estado sólido em duas diferentes escalas, a micro e a macro. 

A micro estaria associada ao crescimento do microrganismo, dependendo dos 

fenômenos inter- e intrapartícula, como a difusão de gases, absorção de 

nutrientes, enzimas envolvidas no processo e a produção de metabólitos, já a 

escala macro estaria relacionada ao fluxo de ar no sistema, tamanho de 

partículas, espaço entre partículas e modelo de biorreator utilizado.  

 

3.4.1 – Produção de enzimas por fermentação no estado sólido 

 

A possibilidade de utilizar resíduos ou coprodutos agroindustriais para 

gerar bioprodutos de maior valor agregado é uma das grandes vantagens da 

fermentação no estado sólido (PANDEY, 2003). Soccol et al. (2017) apontam 

que nos últimos cinco anos, os artigos científicos sobre FES são 

majoritariamente relativos a produção de enzimas, em sua maioria, xilanases e 

celulases, seguidas pelas proteases.  

A utilização da FES como plataforma de produção de enzimas leva a 

maiores produtividades quando comparada com a fermentação em submerso, 

(RAMOS-SÁNCHEZ et al., 2015). Castilho et al. (2000) comparam a viabilidade 
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econômica do processo de produção de lipases pelo fungo Penicillium restrictum 

por fermentação submersa e por fermentação no estado sólido, sendo que os 

custos totais para produção 100m3 de concentrado de lipase por ano associados 

a FES são 78% menores do que os associados a fermentação submersa. 

Com relação a caracterização das enzimas produzidas, Diaz et al. (2006) 

reportam uma significativa diferença na estabilidade térmica de lipases 

produzidas pelo fungo Rhizopus homothallicus em fermentação no estado sólido, 

quando comparada as enzimas produzidas em fermentação submersa. Coradi 

et al. (2013) realizaram a comparação da produção de lipases pelo fungo 

Trichoderma harzianum em fermentação no estado sólido e  submersa, sendo 

que a fermentação submersa promoveu a maiores atividades enzimáticas, a 

atividade relativa por grama de indutor utilizado, óleo de oliva,  foi maior nos 

sistemas sólidos.  

Speranza et al. (2011) estudaram a produção de cutinases por Fusarium 

sp. em fermentação no estado sólido utilizando 4 diferentes substratos, farelo de 

arroz, casca de soja, farelo de trigo e torta de semente de pinhão manso 

(Jatropha curcas) Através de tal estudo pôde-se obter valores de atividades 

maiores com a utilização do farelo de trigo, além da caracterização físico-química 

e bioquímica das cutinases produzidas nos substratos diferenciados, influência 

de íons na atividade das enzimas e da estabilidade em solventes orgânicos, que 

foi maior nas cutinases produzidas na torta de semente de Jatropha curcas. 

A produção de cutinases por Furasium oxysporum em fermentação no 

estado sólido utilizando casca de soja e farelo de trigo também foi reportada por 

Fraga et al. (2012). Maiores atividades foram obtidas com a utilização do farelo 

de trigo, no entanto quando avaliadas suas propriedades enantiosseletivas, as 

obtidas pela casca de soja atingiram elevados níveis de enantiosseletividade. 

Embora a utilização da FES apresente inúmeras vantagens, a produção 

de enzimas em escala industrial segue sendo majoritariamente realizada por 

fermentação submersa, devido a problemas inerentes ao aumento de escala em 

sistemas sólidos, como temperatura, pH, aeração, gradientes de umidade e 

acessibilidade do substrato (Carboué et al. 2016; Hölker et al. 2004).  
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A produção de lipases por Yarrowia lipolytica em fermentação no estado 

sólido nos mais diversos substratos aliados ou não com indutores já é reportada 

(DOMINGUEZ et al., 2003; FARIAS et al., 2014; IMANDI; GARAPATI, 2007; 

IMANDI; KARANAM; GARAPATI, 2013; LOPES et al., 2015; SOUZA et al., 

2016). A tabela 6 aponta a produção de lipases por Yarrowia lipolytica e 

cutinases em fermentação no estado sólido. 
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Tabela 6: Produção de lipases por Yarrowia lipolytica e cutinases em fermentação no 

estado sólido. 

Enzima  Microrganismo Substrato Atividade Tempo Referência  

Lipase 
Yarrowia lipolytica 

IMUFRJ 50682 
Farelo de soja e 

óleo de soja 
93,6 U/g 14 horas 

SOUZA et al. 
(2016) 

Lipase 
Yarrowia lipolytica 

IMUFRJ 50682 
TPOMW  486 U/g 96 horas 

LOPES et al. 
(2016) 

Lipase 
Yarrowia lipolytica 

IMUFRJ 50682 
Torta de soja  139 U/g 14 horas 

FARIAS et al. 
(2014) 

Lipase 
Yarrowia lipolytica 

IMUFRJ 50682 

Torta de 
semente de 

algodão 
102 U/g 28 horas 

FARIAS et al. 
(2014) 

Lipase 
Yarrowia lipolytica 

NCIM 3589 
Torta de óleo de 

mostarda 
57,89 U/g 96 horas 

IMANDI et al. 
(2012) 

Lipase 
Yarrowia lipolytica 

NCIM 3589 
Farelo de trigo e 
bagaço de cana 

9,3 U/g 168 horas 
IMANDI; 

GARAPATI 
(2007) 

Lipase 
Yarrowia lipolytica 

CECT 1240 
Triturado de 

nozes 
69 U/g 264 horas 

DOMÍNGUEZ 
et al. (2003) 

Lipase 
Yarrowia lipolytica 

CECT 1241 

Farelo de 
cevada e óleo de 

girassol 
21000 U/L 264 horas 

DOMÍNGUEZ 
et al. (2003) 

Cutinase 
Fusarium 

oxysporum 
Casca de soja 11700 U/L 72 horas 

FRAGA; 
CARVALHO; 

MACEDO, 
(2012) 

Cutinase 
Fusarium 

oxysporum 
Farelo de arroz 12900 U/L 72 horas 

FRAGA; 
CARVALHO; 

MACEDO, 
(2012) 

Cutinase 
Fusarium 

oxysporum 
Farelo de trigo  15500 U/L 72 horas 

FRAGA; 
CARVALHO; 

MACEDO, 
(2012) 

Cutinase 
Fusarium 

oxysporum 

Torta de 
semente de 

pinhão-manso 
9500 U/L 72 horas 

SPERANZA; 
CARVALHO; 

MACEDO, 
(2011) 
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3.5 – Cadeia produtiva da soja 

 

Um dos possiveis indutores, fontes de carbono e nitrogênio para produção 

de lipase por Y. lipolytica é a soja (Glycine Max (L.) Merrill). Esta tem origem no 

continente asiático e foi introduzida no Brasil em 1882, é uma das oleaginosas 

mais cultivada no mundo e suas aplicações principais estão voltadas para 

produção de óleo vegetal e alimentação humana e animal, por ser uma boa fonte 

de proteínas (CÂMARA, 2012; FREITAS, 2011). Em escala global, o cultivo de 

oleaginosas se expandiu 65 Mha de 1990 a 2005 (MILAZZO et al., 2013).  

No mercado da soja, os dois maiores produtores e exportadores do 

cenário mundial são EUA e Brasil, tendo aumentado a sua produção anualmente 

em 1,4% e 2,7%, respectivamente, no período de 2005-2010 (MASUDA; 

GOLDSMITH, 2009). Em 2011, EUA, Brasil e Argentina foram responsáveis por 

86,70% do mercado mundial de soja, sendo 2/3 da soja exportada com destino 

União Europeia e China, que importa 79% do grão consumido no país 

(HIRAKURI; LAZZAROTTO, 2011). A figura 9 apresenta o aumento na produção 

de soja dentre os maiores produtores mundiais.  

 

Figura 9: Aumento da produção de soja no mundo Fonte: (HIRAKURI; LAZZAROTTO, 

2011) 

 

Um dos produtos da cadeia produtiva da soja é o óleo de soja, que dentre 

várias aplicações possíveis, torna-se um potencial atrativo para a produção de 

biodiesel (MILAZZO et al., 2013). Freitas et al. (2000) reportam a produção de 
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óleos vegetais como um dos mais versáteis e um dos mais importantes 

processos do setor da indústria agroalimentar, devido as suas variadas 

aplicações.  

A produção do óleo de soja requer várias etapas de processamento, essas 

etapas estão agrupadas dentro de três etapas principais, que são a etapa de pré-

processamento, extração/separação e pós-processamento (LI et al., 2006). 

Dentre as etapas de pré-processamento, estão incluídas a pré-limpeza realizada 

nos grãos para a retirada de impurezas, o processo de secagem responsável 

pela redução da umidade dos grãos, o descascamento que é responsável por 

separar as polpas, que contém o óleo, das cascas, que são resíduos geralmente 

queimados nas caldeiras das unidades, a etapa de condicionamento, onde são 

aquecidos a temperaturas entre 55-60°C e por último a etapa de laminação, que 

é responsável por facilitar a extração do óleo por romper as paredes vegetais 

(MANDARINO; ROESSING, 2001).  

A segunda grande etapa que é a de extração/separação do óleo, onde a 

extração do óleo de soja pode ser realizada de duas formas, mecanicamente ou 

através da utilização de solventes, como o hexano, contudo a eficiência do 

processo mecânico é menor do que a extração com solventes, que pode chegar 

a um rendimento de até 98% (CHENG; ROSENTRATER, 2017; LETICIA et al., 

2012; LI et al., 2006). Segundo Wan & Wakelyn (1997, apud Li et al., 2006, pg. 

430) o processo de extração com solventes ocorre em três etapas, primeiro 

ocorre a penetração do solvente nos grãos de soja, seguida pela solubilização 

do óleo no solvente e por último a difusão do óleo da matriz sólida para a fase 

líquida do solvente. 

O processo de extração do óleo de soja leva a obtenção de um outro 

coproduto da cadeia produtiva da soja que é o farelo de soja, que apresenta um 

grande conteúdo proteico (DALGAARD et al., 2008). Para obtenção do farelo de 

soja, faz-se necessário também um processo de retirada do solvente, que pode 

ser conduzido em um tostador, onde é utilizado vapor em contracorrente, 

levando a evaporação do solvente e redução do teor de umidade do farelo 

desengordurado (CHENG; ROSENTRATER, 2017).  
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3.6 – Poli(tereftalato de etileno) 

 

O poli(tereftalato de etileno) (PET) é um poliéster aromático produzido 

pela primeira vez em 1946 por Whinfield e Dickson e comercialmente produzido 

a partir de 1953 (THOMAS; VISAKH, 2011). O PET tornou-se um dos 

termoplásticos mais produzidos em escala mundial devido as suas aplicações 

em diversos setores, como por exemplo, as fibras têxteis, as embalagens 

processadas por injeção-sopro, filmes biorientados e polímeros de engenharia 

(ROMÃO; SPINACÉ; PAOLI, 2009). Os termoplásticos representam uma classe 

de materiais que podem ser aquecidos e resfriados, sem a perda significativa de 

suas propriedades (MATTAR; VIANA, 2012). A Figura 10 apresenta a estrutura 

do PET. 

 

 

Figura 10: Estrutura do PET. Fonte: (PIRES et al., 2005). 

 

A enorme aplicabilidade do PET nos diversos setores, deve-se as suas 

propriedades e ao seu fácil processamento, dentre as principais propriedades 

estão a sua elevada estabilidade térmica, a resistência química e a manutenção 

de sua resistência mecânica em temperaturas mais elevadas (ROSU; SHANKS; 

BHATTACHARYA, 1996). O PET é obtido a partir de dois monômeros, o 

etilenoglicol, que a temperatura ambiente é um líquido incolor e o ácido 

tereftálico, que a temperatura ambiente é um sólido, que é produzido a partir da 

oxidação do p-xileno com ácido acético (THOMAS; VISAKH, 2011). A Tabela 7 

apresenta algumas características e propriedades do PET. 
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Tabela 7: Propriedades do PET. Fonte: Adaptado de (Mano, 2004). 

PET 

Polímero Poli(tereftalato de etileno) 

Preparação Policondensação em massa, 280°C 

Massa molar 4x104 g/mol 

Densidade 1,33-1,45 g/cm³ 

Tg 70-74°C 

Tm 250-270°C 

Cristalinidade 

Pode ser amorfo (transparente), parcialmente 

cristalino e orientado (translúcido) e altamente 

cristalino (opaco) 

Propriedades 

Material termoplástico, brilho, alta resistência 

mecânica, química e térmica e baixa 

permeabilidade a gases 

Nomes comerciais Dacron, Mylar, Techster, Terphane, Bidim 

 

A produção do PET é realizada em 3 etapas, como pode ser observado 

na figura 11, primeiro ocorre a etapa de esterificação que consiste na reação 

entre os monômeros ácido tereftálico (TPA) e etilenoglicol (EG) em 

esterificadores, levando a formação do tereftalato de bis(2-hidroxietileno) (BHET) 

e de oligômeros. Em seguida, os produtos de reação seguem para a etapa de 

pré-polimerização com a formação do pré-polímero, que segue então para a 

etapa de policondensação para gerar o PET amorfo (EAST, 2006).  

Para a obtenção da resina PET grau garrafa, que apresenta uma massa 

molecular maior e uma maior cristalinidade, faz-se necessário uma outra etapa, 

chamada de polimerização no estado sólido, onde os chips obtidos na etapa 

anterior são aquecidos além da Tg (temperatura de transição vítrea) (EAST, 

2006; ROMÃO; SPINACÉ; PAOLI, 2009).  
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Figura 11: Fluxograma do processo de produção do PET a partir do TPA e do EG. 

Fonte: Adaptado de (CASTRO; CARNIEL, 2017) 

 

O processo de produção do PET a partir do TPA foi desenvolvido em 

1963, antes disso, a sua produção era realizada com a utilização do tereftalato 

de dimetila (DMT) e etilenoglicol como monômeros (ROMÃO; SPINACÉ; PAOLI, 

2009; SMIRNOV et al., 1984). Hovenkamp & Munting (1970) apontam a 

formação de dietilenoglicol durante a reação de transesterificação do DMT com 

o etilenoglicol para produção do oligômero na etapa de pré-polimerização. A 

presença de dietilenoglicol no produto final é reportada como um prejuízo para 

as propriedades físico-químicas do polímero.  

A produção de PET a partir de DMT e EG também leva ao oligômero 

intermediário tereftalato de bis(2-hidroxietileno) (BHET) na etapa de pré-

polimerização, no entanto ao invés de gerar água como um sub-produto, como 

na reação entre TPA e EG, leva a geração de metanol (USA, 1995).  

Estima-se que a produção de plásticos mundial esteja em torno de 311 

milhões de toneladas e boa parte dessa produção ainda é extremamente 
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dependente do petróleo, em torno de 90% (BORNSCHEUER, 2016). No Brasil, 

90% do consumo de PET é destinado a embalagem de bebidas e alimentos, 

esse mercado consumiu cerca 515 ktons em 2011. O consumo de PET no Brasil 

vem aumentando nos últimos anos como pode ser constatado na Figura 12. 

 

 

Figura 12: Consumo de PET no Brasil. Fonte: ABIPET (2012) 

 

3.6.1 – Processos de reciclagem do PET 

 

O aumento na produção de PET no cenário mundial é observado 

anualmente, caminhando conjuntamente com a crescente demanda pelo 

polímero (RABELLO; WELLEN, 2008). Bornscheuer (2016) reporta uma 

produção de 50 milhões de toneladas de PET em escala global para atender a 

demanda.  

Com a crescente produção e utilização dos materiais poliméricos, 

observa-se o aumento nos problemas relativos a disposição final dos resíduos 

gerados (SINHA; PATEL; PATEL, 2010). Os índices de reciclagem de materiais 

termoplásticos no mundo vem aumentando com os anos, no entanto, parte do 

material ainda segue para outras destinações, como aterros sanitários.  

0

100

200

300

400

500

600

700

2000 2001 2002 2003 2004 2005 2006 2007 2008 2009 2010 2011

P
ET

 (
kt

o
n

s)



30 
 

Dentro desse cenário de crescimento do consumo e dos índices de 

reciclagem, observa-se o surgimento de tecnologias para o processamento 

desses resíduos através de processos de reciclagem. Dentre os processos mais 

utilizados para reciclagem de materiais poliméricos, estão os processos de 

reciclagem mecânica e os de reciclagem química (RAGAERT; DELVA; GEEM, 

2017).  

Os processos de reciclagem podem ser classificados em 4 grupos. A 

reciclagem primária, que consiste no processamento padrão dos resíduos pré-

consumo com etapas de descontaminação e leva a obtenção de produtos com 

as mesmas propriedades de polímeros novos. A reciclagem secundária está 

associada ao material pós-consumo, onde o polímero é reprocessado 

mecanicamente na forma de grãos e pode perder as suas propriedades ao longo 

dos processos de reciclagem, além disso, o material obtido não apresenta 

utilizações nobres. A reciclagem terciária ou reciclagem química são 

responsáveis pela obtenção dos monômeros dos materiais poliméricos ou até 

mesmo de alguns insumos químicos. Já a reciclagem quaternária está associada 

a recuperação da energia a partir dos materiais através da incineração (SINHA; 

PATEL; PATEL, 2010; SPINACÉ; PAOLI, 2005). Alguns dos processos 

relacionados a reciclagem química do PET são apresentados na Figura 13. 

 

 

Figura 13: Processos químicos de reciclagem do PET. Fonte: (SINHA; PATEL; PATEL, 

2010). 
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Os processos químicos de reciclagem podem levar aos mais diversos 

produtos finais de reação, sendo possível a repolimerização, quando obtidos os 

monômeros ou o oligômero (BHET), ou a síntese de outros produtos, como por 

exemplo, ésteres vinílicos e resinas (RAGAERT; DELVA; GEEM, 2017). O 

processo de reciclagem através da glicólise é o mais simples e o mais antigo 

dentre os processos químicos. O processo é baseado na transesterificação do 

PET em meio contendo excesso de etilenoglicol, ocorrendo em três etapas, a 

formação dos oligômeros, seguido pela formação do dímero de BHET e por 

último a formação do BHET, a temperatura no processo está na faixa de 180-

250ºC (BARTOLOME et al., 2012; RAGAERT; DELVA; GEEM, 2017). 

O processo de metanólise que leva a formação dos monômeros DMT e 

EG é conduzida com o PET em meio reacional contendo excesso de metanol 

com temperatura variando entre 160 e 240ºC por uma hora, devido ao fato do 

processo ser extremamente custoso devido a problemas na etapa de separação 

dos produtos de reação, o processo tornou-se obsoleto na utilização pelas 

indústrias (BARTOLOME et al., 2012; SPINACÉ; PAOLI, 2005). Quando 

comparado aos processos de glicólise e metanólise, o processo de hidrólise é o 

mais lento, pois a água é um nucleófilo mais fraco. A reação de hidrólise pode 

ser conduzida em meio ácido, básico ou neutro, e a grande desvantagem do 

processo é a elevada pressão (1,4-2 MPa) e temperatura (200-250ºC) de 

processo que precisa ser mantida por mais tempo, devido ao fato do processo 

ser mais lento, além da dificuldade de recuperação dos monômeros e da baixa 

seletividade associada ao mesmo (BARTOLOME et al., 2012; RAGAERT; 

DELVA; GEEM, 2017; ROMÃO; SPINACÉ; PAOLI, 2009; SINHA; PATEL; 

PATEL, 2010).  

 

3.6.2 – Despolimerização enzimática do PET 

 

A utilização de enzimas nos processos de degradação de poliésteres foi 

primeiramente reportada por Tokiwa & Suzuki (1977). O processo de hidrólise 

enzimática do PET é compreendido pela ação das enzimas na região amorfa do 
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polímero, catalisando assim a hidrólise das ligações éster (MARTEN; MÜLLER; 

DECKWER, 2003; WEBB et al., 2013). 

As enzimas que vem atuando no PET, tanto para viabilizar modificações 

na superfície, quanto para atuar no processo de despolimerização são as 

lipases, cutinases, carboxilesterases, serina esterases e p-nitrobenzil esterases 

(BARTH et al., 2016a; CARNIEL et al., 2017; GUEBITZ; CAVACO-PAULO, 2008; 

KANELLI et al., 2015; RIBITSCH et al., 2011).  

Alguns fatores são responsáveis por tornar o polímero mais suscetível a 

hidrólise catalisada por enzimas, com relação a sua estrutura, o polímero precisa 

ter o mínimo de mobilidade, para que possa acessar o sítio catalítico, além da 

cristalinidade, que quando é alta, torna os grupos passivos de serem 

hidrolisados, inacessíveis (CHANDRA; RUSTGI, 1998). A Figura 14 apresenta a 

ação de enzimas em poliésteres no geral.  

 

 

Figura 14: Ataque das enzimas no material polimérico. Fonte: (WEBB et al., 2013). 

 

O ataque das enzimas ocorre na parte superficial do material, que leva a 

processos erosivos, perda de massa e aumento da cristalinidade do polímero, 

visto que a sua ação é na região amorfa (CHANDRA; RUSTGI, 1998; 

MOCHIZUKI; HIRAMI, 1997). Mochizuki & Hirami (1997) reportam que o 

processo de hidrólise pode ocorrer de duas formas, de forma aleatória 

(degradação endo), onde a enzima atua de forma aleatória na cadeia polimérica 

ou no final da cadeia (degradação exo), sendo a degradação realizada pelas 

lipases a do tipo endo. 
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O processo de despolimerização enzimática, assim como os outros 

processos de hidrólise, leva a obtenção dos monômeros TPA e EG, como os 

produtos finais de hidrólise. No entanto, alguns outros produtos de reação são 

gerados, sendo eles, o tereftalato de mono(2-hidroxietileno) MHET, que ao ser 

hidrolisado, leva a formação de TPA e EG e também o tereftalato de bis(2-

hidroxietileno) BHET, a molécula que é obtida na reação de pré-polimerização 

para produção do PET (BARTH et al., 2015a; COSTA et al., 2015). Quando 

comparada aos processos de hidrólise da reciclagem terciária, a utilização de 

enzimas leva a uma maior seletividade do catalisador, assim como permite a 

utilização de condições mais brandas de temperatura e pressão, tornando o 

processo menos oneroso (COSTA et al., 2015). A Figura 15 apresenta o 

esquema reacional para despolimerização enzimática do PET. 

 

 

Figura 15: Esquema da despolimerização enzimática do PET. Fonte: (BARTH et al., 

2015a). 

 

Barth et al. (2015) reportam a poliéster hidrolase (TfCut2) produzida por 

Thermobifida fusca como uma enzima capaz de despolimerizar o PET. No 

entanto, estudos cinéticos apontaram o BHET e o MHET atuando como 

inibidores competitivos da reação, sendo a eficiência da reação de hidrólise do 

MHET a TPA e EG menor do que a de hidrólise do BHET, o que caracteriza o 

MHET como um potencial inibidor das reações de hidrólise.  
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Para contornar problemas de inibição enzimática por produtos de 

hidrólise, estudos que visam a implementação de sistemas multienzimáticos vem 

ganhando força (BARTH et al., 2016a; CARNIEL et al., 2017), a utilização de tais 

sistemas visa utilizar a sinergia entre as enzimas como um meio para diminuir 

problemas relativos ao acúmulo de produtos inibitórios.  

Yoshida et al. (2016) isolaram uma bactéria (Ideonella sakaiensis 201-F6) 

capaz de produzir duas enzimas importantes para o processo de hidrólise 

enzimática, primeiro a bactéria secreta uma PETase, que leva a formação de 

MHET e TPA. Posteriormente, o MHET é hidrolisado a TPA e EG por uma 

MHETase, com a posterior interiorização do TPA pelo microrganismo. Além do 

processo de degradação do polímero, a utilização de enzimas também pode 

auxiliar no tratamento das fibras, como uma mudança nas propriedades da 

superfície do material, com a obtenção de grupos reativos na superfície do 

material (FERRARIO et al., 2016). 
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4 - MATERIAIS E MÉTODOS 

 

4.1 – Principais reagentes 

 

Os principais reagentes utilizados no desenvolvimento da dissertação 

estão listados na tabela . 

 

Tabela 8: Reagentes utilizados na dissertação. 

Reagentes Fabricante 

Ágar Vetec 

Acetona Isofar 

Acetonitrila Tedia 

Azocaseína Sigma-Aldrich 

BHET Sigma-Aldrich 

Coomassie Brilliant Blue G-250 Sigma-Aldrich 

DMSO Vetec 

Extrato de levedura Sigma-Aldrich 

Fosfato de potássio (Monobásico e dibásico) Vetec 

Hidróxido de sódio Isofar 

Glicose Vetec 

Peptona Sigma-Aldrich 

Butirato de p-nitrofenila Sigma-Aldrich 

Laurato de p-nitrofenila Sigma-Aldrich 
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4.2 – Equipamentos 

 

Os principais equipamentos utilizados no desenvolvimento da dissertação 

estão descritos na Tabela 9. 

 

Tabela 9: Equipamentos utilizados no desenvolvimento da dissertação. 

Equipamento Fabricante Modelo 

Balança Analítica Mettler AE260 

Balança de umidade AND MX-50 

Câmara de fluxo 

laminar 
Labconco BioFlux II 

Centrífuga Fanem 204-NR 

Centrífuga de 

microtubos 
Eppendorf 5804R 

Espectrofotômetro Bell Photonic SP2000-UV 

Estufa incubadora Tecnal BOD 

HPLC Thermo Scientific Dionex Ultimate 3000 

Liofilizador 

Leitor de Microplacas 

Terroni 

Molecular Devices 

Enterprise I 

SpectraMax M2e 

Microscópio Nikkon Eclipse E200 

Moinho 

Shaker Orbital 

Tecnal 

Tecnal 

TE-648 

TE420 

Ultra turrax IKA T25 

 

 

4.3 - Microrganismo e preservação 

 

A levedura utilizada foi uma cepa selvagem de Yarrowia lipolytica 

(IMUFRJ 50682) isolada de um estuário da Baía de Guanabara no estado do Rio 

de Janeiro (HAGLER; MENDONÇA-HAGLER, 1981). A cepa foi identificada pelo 

Instituto de Microbiologia da Universidade Federal do Rio de Janeiro.  
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As células foram estocadas a 4ºC em meio YPD-ágar (1% extrato de 

levedura, 2% peptona, 2% glicose e 3% ágar-ágar). 

 

4.4 – Cultivo 

 

 As células inoculadas no meio fermentativo foram cultivadas em meio 

YPD (1% extrato de levedura, 2% peptona e 2% glicose) por 72 horas em shaker 

orbital 28ºC e 160 rpm.  

 

4.4.1 – Quantificação do crescimento celular 

 

A quantificação do crescimento celular foi realizada em espectrofotômetro 

(Bell Photonic SP2000-UV) a 570 nm. Os valores de absorbância obtidos foram 

convertidos em mg p.s. células/mL através da curva padrão de peso seco de 

Yarrowia lipolytica. A Figura 16 apresenta a curva padrão de peso seco utilizada 

no presente trabalho. 

 

Figura 16: Curva padrão de peso seco de Yarrowia lipolytica a 570 nm em 

Espectrofotômetro (Bell Photonic SP2000-UV). 
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4.5 – Esterilização  

 

Os materiais e meios de cultivo e produção utilizados no presente trabalho 

foram esterilizados em autoclave. Os meios de conservação e pré-inóculo (YPD) 

foram autoclavados a 0,5 atm por 20 minutos, enquanto os meios para 

fermentação no estado sólido e os materiais foram autoclavados a 1 atm por 20 

minutos.  

 

4.6 – Fermentação no estado sólido 

 

A fermentação foi conduzida em bécher de 250 mL com 10 g de matéria-

prima com e sem a presença de indutores em proporções variadas (5% e 20% 

m/m) visando a produção de enzimas. O ajuste de umidade foi realizado para 

55% (base úmida) através da seguinte fórmula: 

 

Umidade (%) = 
𝑚𝑙í𝑞

(𝑚𝑙í𝑞+𝑚𝑠ó𝑙)
 x 100 

Onde: 

mlíq é a massa de líquido e msól é a massa do sólido seco. 

 

O ajuste de umidade foi realizado com uma emulsão de água e óleo de 

soja 1,5% (% m/m) no momento da inoculação conforme descrito por Souza et 

al. (2016). Para inocular o meio fermentativo, foi avaliada a concentração de 

biomassa em espectrofotômetro a 570 nm após 72 horas de cultivo das células 

em meio YPD. Os meios foram inoculados com 0,71 mg de células/g de 

substrato.   

Os recipientes após o ajuste de umidade e a inoculação com as células 

de Yarrowia lipolytica foram incubados a 28ºC sob umidade saturada (99%). 
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4.6.1 – Matérias-primas 

 

As matérias-primas, com exceção do BHET, foram moídas em moinho e, 

posteriormente, foi realizado um ajuste granulométrico (<1,18 mm) das matérias-

primas para utilização no meio fermentativo, através da utilização de uma 

peneira com abertura de 1,18 mm. 

 

4.6.1.1 – Farelo de soja 

 

O farelo de soja utilizado no presente trabalho foi obtido após o processo 

de extração do óleo da soja e foi cedido pela Petrobrás/CENPES. O material foi 

armazenado congelado e utilizado sem nenhum pré-tratamento.  

4.6.1.2 – Casca de Maçã e casca de melancia 

 

A casca de maçã (Malus domestica) variedade Gala e a casca de 

melancia (Citrullus lanatus), obtidas em supermercado localizado na cidade do 

Rio de Janeiro, foram utilizadas como um dos indutores no meio fermentativo 

para produção de enzimas nas proporções de 5% e 20% (%m/m). As cascas 

foram separadas, secas em liofilizador e moídas. As cascas moídas foram 

armazenadas a temperatura ambiente. 

 

4.6.1.3 – Cortiça 

 

A cortiça foi utilizada como indutor no meio fermentativo para produção de 

enzimas nas proporções de 5% e 20% (%m/m). A cortiça foi obtida a partir da 

rolha de vinhos. 
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4.6.1.4 – BHET 

 

O BHET (tereftalato de bis(2-hidroxietileno)) (Sigma-Aldrich) foi utilizado 

como indutor no meio fermentativo para produção de enzimas nas proporções 

de 5% e 20% (%m/m). Não foi realizado nenhum pré-tratamento no material. 

 

4.6.1.5 – PET CPR 

 

O PET CPR foi obtido a partir de recicladora localizada na cidade de 

Duque de Caxias cedido pela Petrobrás/CENPES foi utilizado como indutor no 

meio fermentativo para produção de enzimas nas proporções de 5% e 20% 

(%m/m).  

4.6.2 – Medição de pH 

 

A aferição de pH foi realizada com 0,5 g de massa fermentada em 1 mL 

de água destilada em medidor de pH previamente calibrado.  

 

4.6.3 – Extração das enzimas 

 

A extração das enzimas foi realizada com tampão fosfato de potássio 50 

mM pH 7,0. Ao material fermentado foi adicionado 50 mL de tampão e, 

posteriormente, colocados a 37ºC a 200 rpm em shaker orbital por 20 minutos. 

O fermentado foi então prensado manualmente para obtenção do extrato 

enzimático bruto, o qual foi centrifugado a 3000 rpm por 5 minutos para remoção 

das células. Os extratos enzimáticos foram armazenados congelados.  
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4.7 – Atividades enzimáticas 

 

4.7.1 – Atividade de lipase 

 

A atividade lipolítica foi avaliada por duas metodologias diferentes, sendo 

elas, a espectrofotométrica utilizando o p-NFL como substrato e a titulométrica 

utilizando óleo de oliva como substrato. 

 

4.7.1.1 – Atividade hidrolítica em p-NFL 

 

A atividade hidrolítica foi avaliada por espectrofotometria pela variação da 

absorbância pela hidrólise do p-NFL (laurato de p-nitrofenila) a p-nitrofenol a 410 

nm em leitor de microplacas (Molecular Devices, SpectraMax M2e) com uma 

concentração de 0,162 g/L em tampão fosfato 50mM e pH 7,0. (Pereira-Meirelles 

et al., 1997).  

O substrato utilizado foi preparado com 0,018 g de p-NFL solubilizado em 

1 mL de DMSO (Dimetilsulfóxido) e posterior adição de 100 mL de tampão 

fosfato de potássio 50 mM e pH 7,0. A microplaca de 96 poços foi preenchida 

com 180µL de substrato em cada poço e aclimatada a 37ºC. Em seguida, foi 

adicionado 20 µL de extrato enzimático e a variação de absorbância foi 

acompanhada por 100 segundos. 

O cálculo da atividade em U/L foi feito através da seguinte equação: 

 

𝐴 (
𝑈

𝐿
) =

∆Abs

∆t
𝑥

 𝑓 𝑥 𝑉𝑟 𝑥 𝐷

𝑉𝑠 
 

 

Onde: 

A (U/L): Atividade enzimática e 1 unidade enzimática (U) corresponde a 

quantidade de enzima capaz de produzir 1 µmol de p-nitrofenol por minuto nas 

condições de ensaio; 
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ΔAbs/Δt: é a variação de absorbância no intervalo de tempo Δt (em 

minutos) transcorrido durante a fase de aumento linear de absorbância;  

D: Diluição do extrato enzimático; 

Vr: Volume reacional do ensaio (em litros); 

Vs: Volume de solução enzimática utilizada no ensaio (em litros); 

f: fator de conversão obtido a partir da construção da curva padrão de p-

nitrofenol. 

 

4.7.1.2 – Atividade lipolítica (Método titulométrico) 

 

Na determinação da atividade lipolítica pelo método titulométrico foi 

utilizado um protocolo adaptado da metodologia reportada por Freire et al. 

(1997). 

A mistura reacional (19 mL) é composta por uma emulsão de goma 

arábica e óleo de oliva (5% goma arábica e 5% óleo de oliva %p/v) em tampão 

fosfato 100 mM e pH 7,0. A reação enzimática se inicia com a adição de 1 mL 

do extrato enzimático e é conduzida por 20 minutos a 37ºC em shaker orbital a 

200 rpm, após o tempo de reação é adicionado 20 mL de uma solução de álcool-

acetona (1:1) para interrompê-la. Os ácidos graxos produzidos durante a reação 

foram titulados com NaOH 0,04 M em titulador automático (Metrohm 916 – Ti-

Touch). Um branco foi conduzido pela adição da solução de álcool-acetona antes 

da adição da enzima no meio reacional. 

Uma unidade de atividade enzimática (1 U) corresponde à quantidade de 

enzima que produz 1 µmol de ácido graxo por minuto, nas condições do ensaio.  

 

4.7.2 – Atividade esterásica 

 

A determinação da atividade esterásica foi realizada por 

espectrofotometria pela variação da absorbância na hidrólise do substrato p-NFB 
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(butirato de p-nitrofenila) a p-nitrofenol a 412 nm em leitor de microplacas 

(Molecular Devices, SpectraMax M2e) conforme reportado por Carniel et al. 

(2017). 

O preparo do substrato consiste em 2,5 mM de p-NFB em solução de 

acetonitrilia-DMSO (1:1) (v/v). A microplaca de 96 poços foi preenchida com 140 

µL de tampão fosfato de potássio 50 mM pH 7,0, 50 µL de substrato p-NFB e 10 

µL de extrato enzimático. A reação foi acompanhada por 100 segundos e a 

atividade enzimática foi calculada pela seguinte fórmula: 

 

𝐴 (
𝑈

𝐿
) =

∆Abs

∆t
𝑥

 𝑓 𝑥 𝑉𝑟 𝑥 𝐷

𝑉𝑠 
 

Onde: 

A (U/L): Atividade enzimática e 1 unidade enzimática (U) corresponde a 

quantidade de enzima capaz de produzir 1 µmol de p-nitrofenol por minuto nas 

condições de ensaio; 

ΔAbs/Δt: é a variação de absorbância no intervalo de tempo Δt (em 

minutos) transcorrido durante a fase de aumento linear de absorbância;  

D: Diluição do extrato enzimático; 

Vr: Volume reacional do ensaio (em litros); 

Vs: Volume de solução enzimática utilizada no ensaio (em litros); 

f: fator de conversão obtido a partir da construção da curva padrão de p-

nitrofenol. 

 

4.7.3 – Atividade proteolítica 

 

A determinação da atividade das proteases foi adaptada da metodologia 

reportada por Pinto (1998). 

Em um microtubo, 0,5 mL de uma solução de azocaseína 0,5% (p/v) em 

tampão acetato 50 mM, pH 5,0, foi adicionado a 0,5mL do extrato enzimático, 
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com a posterior incubação a 32ºC por 40 minutos. Após o tempo reacional, uma 

solução de ácido tricloroacético 15% (p/v) foi adicionada para precipitação das 

moléculas proteicas não hidrolisadas. Posteriormente, as amostras foram 

centrifugadas a 3000 rpm por 15 minutos.  

A leitura foi realizada em leitor de microplacas (Molecular Devices, 

SpectraMax M2e) com o preenchimento das microplacas com 100 µL de KOH 

6N e a posterior adição de 100 µL do sobrenadante obtido na etapa anterior. A 

leitura foi realizada a 428 nm.  

O branco da amostra foi realizado através da adição do ácido 

tricloroacético antes do extrato enzimático. 

A atividade (U/L) foi obtida a partir da seguinte fórmula: 

 

𝐴 (
𝑈

𝐿
) =

(𝐴𝑏𝑠 𝑎𝑚𝑜𝑠𝑡𝑟𝑎 − 𝐴𝑏𝑠 𝑏𝑟𝑎𝑛𝑐𝑜)

0,01 𝑥 𝑡 𝑥 𝑉 𝑎𝑚𝑜𝑠𝑡𝑟𝑎
 

Onde: 

A (U/L): Atividade enzimática onde uma unidade de atividade enzimática 

(1U) é definida como o aumento de 0,01 da absorbância que a amostra 

apresenta em relação ao branco por minuto nas condições da reação; 

Absamostra: Absorbância da amostra; 

Absbranco: Absorbância do branco; 

Vamostra: Volume da amostra; 

t: Tempo de reação; 

 

4.8 – Concentração de Proteínas 

 

A concentração de proteínas foi determinada pelo método adaptado ao 

desenvolvido por Bradford (1976). O preparo do reagente de Bradford consiste 

na dissolução de 100 mg de Coomassie Brilliant Blue G-250 (Sigma-Aldrich) em 
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50 mL de etanol 95% e posterior adição de 100 mL de ácido ortofosfórico 85% 

(p/v). A solução final foi avolumada com água destilada para um volume de 1L.  

A leitura foi realizada em leitor de microplacas (Molecular Devices, 

SpectraMax M2e) com o preenchimento da microplaca de 96 poços com 160 µL 

do reagente de Bradford e posterior adição de 40 µL do extrato enzimático. 

Aguardou-se 5 minutos e realizou-se a leitura a 595 nm. Os valores de 

absorbância obtidos foram correlacionados com concentração através da curva 

padrão construída previamente com concentrações conhecidas de proteína. 

 

4.9 – Reações de despolimerização 

 

As reações de despolimerização foram conduzidas em microtubos de 2,0 

mL contendo 1,0 mL de extrato enzimático obtido através dos processos 

fermentativos, 10 mg de substrato (BHET, PET CPR e PET Amorfo) e 40 µL de 

uma solução de azida de sódio 5% (p/v). Para a condução das reações foi 

utilizado o Thermomixer C (Eppendorf) a 37ºC e 2000 rpm. O tempo reacional 

foi de 10 dias e alíquotas de 100 µL foram retiradas no terceiro, sétimo e décimo 

dia. As alíquotas foram diluídas em metanol e filtradas em filtros de 0,20µm para 

análise posterior em HPLC.  

 

4.10 – Quantificação dos produtos de reação por HPLC 

  

A quantificação dos produtos de reação (TPA, MHET e BHET) foi 

realizada por cromatografia de líquida de alta eficiência em cromatógrafo Thermo 

Scientific (Modelo Dionex UltiMate 3000) com coluna Agilent Eclipse Plus C18, 

5 µm, 4,6 X 250 mm, e pré-coluna Zorbax SB-C18, 5 µm, 4,6 x 12,5mm. A 

temperatura utilizada na coluna foi de 30ºC, volume de injeção de amostra foi de 

10µL e o comprimento de onda do detector UV foi de 254 nm. A fase móvel é 

composta por acetonitrila (grau HPLC) – Solvente A e ácido fórmico 0,05% - 

Solvente B e o fluxo é de 0,5 mL/min.  
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O gradiente de fase móvel utilizado é apresentado na tabela 10. 

Tabela 10: Gradiente de fase móvel de HPLC utilizado na avaliação dos produtos de 

reação. 

Tempo 

(minutos) 

Solvente A 

(%) 

Solvente B 

(%) 

0 20 80 

5 60 40 

13 60 40 

16 100 0 

24 100 0 

25 20 80 

30 20 80 

 

A Figura 17 apresenta as curvas padrões dos produtos de hidrólise (TPA, 

MHET e BHET). 
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Figura 17: Curvas padrões dos produtos de hidrólise do PET. (a) Ácido Tereftálico, (b) MHET e 

(c) BHET. 
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5 – Resultados e Discussão 

5.1 – Análise Bromatológica do farelo de soja 

 

Através da análise bromatológica realizada no farelo de soja, principal 

substrato para a fermentação no estado sólido, constata-se um alto teor de 

proteínas, característico do farelo, e também um baixo valor de extrato etéreo, 

por isso foi utilizada a suplementação do meio com óleo de soja (1,5% p/v) para 

induzir a produção de lipases. A Tabela 11 apresenta os resultados da análise 

bromatológica. 

Tabela 11: Análise bromatológica do farelo de soja. 

Análises físico-químicas Composição centesimal (%) 

Umidade  6,18 ± 0,68a 

Cinzas  5,95 ± 0,04b 

Proteínas  50,66 ± 0,57b 

Extrato etéreo  1,75 ± 0,07b 

Fibras insolúveis totais  7,94 ± 0,63b 

Carboidratos  22,48 ± 0,70b 

a realizado em balança de umidade AND MX-50. 

b realizado no laboratório de controle bromatológico – LABCBROM/UFRJ. 

 

5.2 – Seleção das matérias-primas 

 

Foi realizada uma seleção com todas as matérias-primas para avaliação 

do perfil de atividade enzimática na presença de indutores no meio fermentativo 

em 14 horas de fermentação conforme determinado por SOUZA et al. (2016).  

5.2.1 – Ensaio Controle 

  

O experimento controle foi realizado em triplicata e apenas na presença 

de farelo de soja, óleo de soja e as células de Y. lipolytica. Os valores de 

atividade enzimática obtidos são apresentados na Figura 18.  
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Figura 18: Atividade enzimática do Controle em 14 horas de fermentação. 

 

Como pode ser observado na Figura 18, a atividade pelo método 

titulométrico comprova que a fermentação na presença de óleo de soja (1,5% 

m/m) é uma boa indutora para a produção de lipases verdadeiras por Y. 

lipolytica, alcançando 88,58 ± 2,96 U/g de atividade. Souza et al. (2016) reporta 

uma atividade similar com a utilização de farelo de soja e óleo de soja (1,5% 

m/m), atingindo em 14 horas 93,9 ± 2,9 U/g de atividade através do método 

titulométrico.  

A atividade em p-NFL é um método também utilizado para a quantificação 

da atividade lipolítica de extratos enzimáticos, onde o extrato bruto produzido 

apresentou atividade de 57,45 U/g, no entanto, notou-se uma diferença nos 

valores de atividade entre os dois métodos de quantificação, podendo ser 

atribuído a especificidade da enzima pelo substrato de hidrólise em questão. Yu 

et al. (2007) reportam a especificidade da principal lipase extracelular de Y. 

lipolytica (Lip2p) como sendo maior para triglicerídeos. Pereira-Meirelles et al. 

(1997) também apontam uma atividade maior na utilização de triglicerídeos 

como substratos, contudo o perfil de atividade enzimática no tempo de 

fermentação é similar na utilização de p-NFL e óleo de oliva como substratos.  

O método do p-NFB foi utilizado para avaliação da atividade esterásica 

dos extratos obtidos, quando comparado as demais atividades, observa-se uma 

enorme diferença, podendo ser justificada pela alta produção de lipases 
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verdadeiras, que diferentemente das demais esterases, atuam em substratos 

com cadeia maior do que 10 carbonos, conforme reportado por 

BORNSCHEUER, (2002). Outro fator que pode ter sido prejudicial para atividade 

avaliada em p-NFB, é a presença de acetonitrila na solução de substrato, que é 

reportada por inativar as enzimas de Y. lipolytica (YU; QIN; TAN, 2007).  

 

5.2.2 – Casca de maçã 

A produção de enzimas foi investigada na presença de casca de maçã 

nas proporções de 5 e 20% (m/m). O perfil de atividade enzimática obtido está 

representado na Figura 19.  

 

 

Figura 19: Atividades enzimáticas obtidas a partir da adição de casca de maçã no meio 

fermentativo nas proporções de 5% e 20% (% m/m). (a) p-NFL; (b) p-NFB; (c) Titulométrico. 

A presença da casca de maçã em ambas as proporções demonstrou ser 

prejudicial para a produção de lipases verdadeiras, quando avaliada pelo método 

titulométrico e comparadas com o controle, como pode ser visualizado na Figura 

19 (c). A presença de compostos na casca de maçã, como o ácido ursólico, que 

está presente em diversas variedades de maçã, pode ter tido impacto negativo 
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na atividade lipolítica, a inibição da atividade de lipases por tais compostos já é 

reportada por (MCGHIE et al., 2012). 

Embora a presença de casca de maçã em menores proporções (5% m/m) 

não tenha apresentado impacto na atividade medida em p-NFL, podendo até ter 

contribuído para a produção de um pool de esterases, capazes de hidrolisar o p-

NFL, devido aos lipídeos e ceras presentes na casca da fruta. No entanto, ao 

aumentar a proporção de cascas, observa-se um impacto negativo, podendo ser 

também justificado pela presença de compostos inibitórios.  

A maçã foi uma das matérias-primas selecionadas devido ao fato de 

apresentar-se como um resíduo agroindustrial abundante e por apresentar a 

cutina em sua casca, que atua na proteção do fruto. A casca já é reportada como 

um indutor para produção de uma esterase específica, a cutinase (FETT et al., 

1999b; HALONEN et al., 2009). Observa-se que a presença da casca de maçã 

não impactou na produção de esterases (Figura 19 (b)), inclusive diminuindo a 

atividade esterásica com o aumento da proporção de casca no meio. A atividade 

mais elevada obtida em p-NFB foi na presença de menos indutor (436,7 ± 2,6 

U/L), sendo bem distante da reportada por DU et al. (2007), que foi de 19800 U/L 

em biorreator de 2,5 L com volume útil de 1,5 L pela cepa mutante de 

Thermobifida fusca ATCC 27730.  

Outro fator que pode ter influenciado na baixa atividade obtida com o 

substrato p-NFB pela indução da casca da maçã, além do fato de conter 

acetonitrila no processo de hidrólise, é a biodisponibilidade limitada da cutina 

para acesso do micro-organismo, pelo fato de ser envolta por ceras, n-aldeídos, 

ácidos graxos de cadeia longa e n-alcanos (YU; QIN; TAN, 2007). 

 

5.2.3 – Casca de Melancia 

 

A casca de melancia foi estudada como um indutor da produção de 

esterases no meio fermentativo nas proporções de 5% e 20% (m/m). A Figura 

19 apresenta os valores de atividade enzimática obtidos. 
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Figura 20: Atividades enzimáticas obtidas a partir da adição de casca de melancia no meio 

fermentativo nas proporções de 5% e 20% (% m/m). (a) p-NFL; (b) p-NFB; (c) Titulométrico. 

 

Como pode ser observado na Figura 20 (c), o método titulométrico 

apresentou que a condição contendo a menor proporção de casca de melancia 

apresentou uma maior atividade quando comparada ao controle, 98,56 U/g. Uma 

das justificativas para tal aumento é a presença de lipídeos na casca, os quais 

podem ter induzido a produção de lipases. A maior produção de lipases também 

pode ser comprovada pelo método do p-NFL (Figura 20 (a)) atingindo um valor 

de 74,48 U/g com 5% (m/m) de casca de melancia.  

A presença de lipídeos na casca da melancia (Citrullus lanatus) foi 

analisada por (DIBANDA ROMELLE; RANI; MANOHAR, 2016), a variedade 

estudada foi a green cultivar e através da análise bromatológica foi obtido o valor 

de 12.61 ± 0.63 em lipídeos. A utilização da casca de melancia para obtenção 

de enzimas também é reportada por (MOHAMED et al., 2013), onde estudou-se 

a produção de poligalacturonases e xilanases pelo fungo Trichoderma virens, 

atingindo atividades de 110 U/g e 45 U/g, respectivamente.  
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A Figura 20 (b) apresenta os resultados de atividade esterásica obtidos 

através do substrato p-NFB, onde pode-se perceber que o aumento na 

proporção de cascas foi efetivo na indução da produção de esterases por Y. 

lipolytica. O aumento na atividade esterásica pode justificar uma diminuição da 

atividade lipolítica encontrada em 20% (m/m), sendo relacionado a um desvio na 

rota de produção de lipases. A indução da produção de esterases, como a 

cutinase, utilizando a casca de melancia foi avaliada também por CHAUDHARI; 

SINGHAL, (2015) por fermentação submersa em frascos de 250 mL por 96 

horas, utilizando o fungo Fusarium oxysporum MTCC 2480, atingindo uma 

atividade de 6,77 ± 1,23 U/mL.  

5.2.4 – Cortiça 

 

A adição de cortiça no meio fermentativo nas proporções de 5% e 20% 

(m/m) foi proposta para avaliação da produção de esterases, uma vez que a 

cortiça apresenta em sua composição a suberina, um biopoliéster. A Figura 21 

apresenta os resultados de atividade enzimática obtidos. 

 

 

Figura 21: Atividades enzimáticas obtidas a partir da adição de cortiça no meio 

fermentativo nas proporções de 5% e 20% (% m/m). (a) p-NFL; (b) p-NFB; (c) Titulométrico. 
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A Figura 21 (b) apresenta os resultados da atividade esterásica dos 

extratos na presença da cortiça, alcançando valores de 5,37 U/g com 20% (m/m), 

refletindo um aumento de aproximadamente 130% em relação ao controle. Fett 

et al. (2000) reporta a produção de uma esterase com atividade cutinolítica a 

partir da bactéria Thermoactinomyces vulgaris NRRL B-16177 com a adição de 

fontes de suberina no meio de cultivo, como a proveniente da batata e da cortiça 

comercial, sendo a primeira mais efetiva na produção. A produção de esterases 

utilizando a suberina como substrato também é investigada por (FERNANDO; 

ZIMMERMANN; KOLATTUKUDY, 1984), que utilizam o fungo Fusarium solani f. 

sp. pisi que é capaz de crescer na suberina obtida de batata e excretar uma 

enzima com atividade cutinolítica.  

A Figura 21 (c) apresenta os resultados obtidos pelo método titulométrico, 

onde pode-se concluir que a utilização da cortiça foi efetiva na produção de 

lipases verdadeiras, obtendo-se valores de atividades 11% maiores em relação 

ao controle na proporção de 5% (m/m). A cortiça apresenta em sua composição 

uma média de 38,6% de suberina, podendo chegar em até 50% em alguns 

casos. A suberina é um biopoliéster, altamente hidrofóbico, e que apresenta em 

sua estrutura ácidos graxos de cadeia longa, que podem ter contribuído para a 

indução da produção de lipases, e glicerol (PEREIRA, 1988). Ao aumentar a 

proporção, pode-se notar uma diminuição na atividade lipolítica com o 

concomitante aumento da atividade esterásica por p-NFB.  

No entanto, ao analisar a Figura 21 (a), percebe-se uma grande diferença 

entre as atividades obtidas nos dois métodos de atividade lipolítica, onde o 

máximo de atividade obtida pelo método do p-NFL foi 14,57 U/g na condição de 

20% (m/m), essa diferença pode ser atribuída a especificidade das enzimas 

produzidas com o indutor, com os dois diferentes substratos de hidrólise.  
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5.2.5 – BHET 

 

A adição do BHET ao meio do cultivo foi realizada nas proporções de 5% 

e 20% (m/m) para avaliação da produção de esterases específicas que auxiliem 

no processo de despolimerização enzimática do PET. A Figura 22 apresenta os 

resultados de atividade enzimática obtidos na fermentação.  

 

  

 

Figura 22: Atividades enzimáticas obtidas a partir da adição de BHET no meio 

fermentativo nas proporções de 5% e 20% (% m/m). (a) p-NFL; (b) p-NFB; (c) Titulométrico. 

 

A Figura 22 (a) apresenta os resultados de atividade lipolítica utilizando o 

p-NFL como substrato de reação. A presença de BHET no meio fermentativo na 

proporção de 5% (m/m) aumentou a atividade em aproximadamente 39% em 

relação ao controle. No entanto, quando comparado aos valores obtidos pelo 

método titulométrico (Figura 22 (c)), não apresentou diferença nas mesmas 

condições, podendo-se levantar a hipótese da produção de um pool de enzimas 

contendo outras esterases induzidas pela presença do BHET no meio e também 

capazes de hidrolisar o p-NFL, por apresentarem maior especificidade em 
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relação ao éster (p-NFL), quando comparado ao óleo de oliva. Contudo, pode-

se notar que a adição de BHET não afetou a atividade esterásica avaliada pelo 

p-NFB, um éster de cadeia curta, dos extratos obtidos, sendo até mesmo 

prejudicial nas proporções de 20% (m/m), como pode ser visualizado na Figura 

22 (b). 

A investigação da indução da produção de lipases por adição de BHET no 

meio fermentativo também foi levantada por (WANG et al., 2008) na utilização 

do fungo Aspergillus oryzae CCUG 33812, com o propósito de produzir enzimas 

específicas para modificação enzimática de fibras de PET. A utilização de 0,1 

g/L de BHET levou a um aumento de 34% na atividade lipolítica, valor bastante 

semelhante ao obtido no presente trabalho. Pode-se notar uma queda na 

atividade lipolítica com o aumento da proporção de BHET no meio em ambos os 

ensaios de atividade lipolítica (p-NFL e titulométrico), Wang et al. (2008) também 

observaram uma diminuição da atividade lipolítica em concentrações acima de 

2,5 g/L de BHET. Uma das hipóteses para a queda da atividade lipolítica é uma 

possível inibição causada por altas concentrações de BHET para as células de 

Y. lipolytica.  

 

5.2.6 – PET CPR 

 

A adição do PET CPR no meio do cultivo foi realizada nas proporções de 

5% e 20% (m/m) para avaliação da produção de esterases específicas que 

auxiliem no processo de despolimerização enzimática do PET. A Figura 23 

apresenta os resultados de atividade enzimática obtidos na fermentação.  
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Figura 23: Atividades enzimáticas obtidas a partir da adição de PET CPR no meio 

fermentativo nas proporções de 5% e 20% (% m/m). (a) p-NFL; (b) p-NFB; (c) Titulométrico. 

 

Os extratos enzimáticos obtidos na fermentação com a presença do PET, 

não apresentaram grande diferença na produção de lipases pelos dois métodos 

Figura 23 (a) e (c), chegando a apresentar uma leve queda com o aumento da 

proporção para 20% (m/m). A produção de lipases com adição de fibras de PET 

no meio fermentativo, para verificar o efeito indutor das mesmas, foi analisada 

por Wang et al. (2008), onde foi observado um aumento de apenas 4% na 

atividade lipolítica do extrato na presença de 0,1 g/L de substrato.  

A avaliação das esterases por p-NFB Figura 23 (b) revelou um aumento 

na atividade esterásica, embora pequeno, com o aumento da proporção de PET 

no meio fermentativo, podendo ser justificado, pela produção de esterases 

específicas relativas a degradação do polímero. Han et al. (2017) estudaram o 

mecanismo de ação de uma PETase produzida pela bactéria Ideonella 

sakaiensis 201-F6, que é capaz de assimilar o PET como fonte de carbono, e 

confirmaram uma alta homologia entre essa enzima e as cutinases capazes de 

hidrolisar o PET. No entanto, reportam uma baixa atividade dessas enzimas em 

substratos comuns para lipases e cutinases, os p-nitrofenil ésteres.  
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5.2.7 – Análises de Produtividade 

 

Para a comparação entre os extratos enzimáticos obtidos, além da 

avaliação das atividades enzimáticas, foram calculados os valores de 

produtividades em enzimas. A Tabela 12 apresenta os valores de produtividade 

obtidos em 14 horas de fermentação.  

 

Tabela 12: Valores de produtividade obtidos na etapa por ensaio de atividade 

enzimática.  

Extratos 
Produtividade p-

NFL (U/g*h) 

Produtividade p-

NFB (U/g*h) 

Produtividade 

Titulométrico 

(U/g*h) 

Controle 4,10 0,17 6,33 

5% Maçã 4,79 0,17 5,18 

20% Maçã 1,66 0,09 4,05 

5% Melancia 5,32 0,22 7,01 

20% Melancia 3,80 0,26 6,37 

5% Cortiça 0,99 0,27 7,04 

20% Cortiça 1,04 0,38 4,21 

5% BHET 5,70 0,22 5,88 

20% BHET 2,39 0,11 4,44 

5% PET CPR 3,72 0,26 6,11 

20% PET CPR 3,54 0,28 5,41 

 

Através da análise dos valores de produtividade reportadas na Tabela 12, 

pode-se inferir que as maiores produtividades obtidas na etapa de seleção de 

matérias-primas estão associadas a produção de lipases verdadeiras, avaliadas 

pelo método titulométrico. A presença do indutor óleo de soja foi efetiva na 

indução de lipases, justificada pela presença dos triglicerídeos, que foram 

utilizados como fonte de carbono e assim assimilados pelas células de Y. 

lipolytica. 
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A maior produtividade obtida foi relativa a fermentação na presença de 

cortiça na proporção de 5% (m/m), que foi de 7,04 U/g*h, apresentando um 

aumento de 11,2% em relação ao controle. Seguido a cortiça, observa-se a 

indução pela casca de melancia na proporção de 5% (m/m), que quando 

comparada ao controle apresentou um aumento de 10,7%. Ambas as matérias-

primas apresentam em sua composição, substratos hidrofóbicos que podem ter 

contribuído para a produção de lipases verdadeiras. 

Farias et al. (2014) reportam uma produtividade de 9,9 U/g*h na produção 

de lipases por Y. lipolytica IMUFRJ 50682 utilizando como substrato a torta de 

semente de algodão com um tempo de 28 horas de fermentação. A produção de 

lipases também foi investigada por SUMATHY; VIJAYALAKSHMI (2014) 

utilizando o fungo Aspergillus niger MTCC 2594 em torta de coco, farelo de trigo 

e trigo rava em diferentes proporções com a suplementação de caseína e óleo 

de palma por 72 horas, atingindo valores de produtividade de 7,76 U/g*h.   

Quando analisada as produtividades obtidas com a utilização do substrato 

p-NFL, observa-se que a presença do BHET na menor proporção apresentou o 

melhor resultado de produtividade, sendo aproximadamente 39% maior que o 

controle. Embora tal extrato tenha apresentado um valor 7,1% menor na análise 

do ensaio titulométrico, levantando a hipótese da produção de um pool de 

enzimas contendo lipases e outras esterases também capazes de hidrolisar um 

éster de cadeia longa, como o p-NFL.  

O cálculo da produtividade obtida no substrato p-NFB fornece 

informações importantes sobre a indução de esterases pelas diversas matérias-

primas utilizadas. A presença da cortiça na proporção de 20% (m/m) no meio 

fermentativo, aumenta a produtividade em 135%, quando comparada ao 

controle. Fraga et al. (2012) reportam a produção de uma esterase, a cutinase, 

por fermentação no estado sólido utilizando a casca de soja por Fusarium 

oxysporum com uma produtividade de 162,5 U/L*h, a atividade cutinolítica foi 

avaliada também pelo substrato p-NFB. Quando comparada a maior 

produtividade obtida neste trabalho, 72,08 U/L*h na presença de cortiça 20% 

(m/m), o valor obtido por FRAGA et al. (2012) é 125% maior.  
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5.2.8 – Atividade específica 

 

Para a comparação entre os extratos obtidos na etapa de seleção de 

matérias-primas, foram calculadas as atividades específica em relação a 

quantidade de proteínas presente nos extratos pelo método de Bradford. A 

Tabela 13 apresenta os valores de concentração de proteínas dos extratos, 

assim como os valores de atividade relativa separados por metodologia de 

avaliação das atividades.  

Tabela 13: Valores de atividade específica obtidos na etapa por ensaio de atividade 

enzimática. 

Atividade específica 

Extrato 

Concentração 

de Proteínas 

(g/L) 

Laurato (U/gproteína) 
Butirato 

(U/gproteína) 

Titulométrico 

(U/gproteína) 

Controle 0,370 29191 1181 44740 

5% Maçã 0,750 16391 582 18160 

20% Maçã 0,519 8633 472 20562 

5% Melancia 0,737 18998 776 25033 

20% Melancia 0,716 13961 970 23433 

5% Cortiça 0,730 3568 1252 25394 

20% Cortiça 0,627 4437 1609 17656 

5% BHET 0,827 18146 712 18700 

20% BHET 0,748 10316 377 15636 

5% PET CPR 0,654 14990 1061 24573 

20% PET CPR 0,655 14243 1134 21747 

 

Baseado na Tabela 13, pode-se concluir que os maiores resultados de 

atividade específica foram obtidos pelo método titulométrico. A condição 

controle, que não apresenta a indução por outra matéria-prima, apresenta as 

maiores atividades específicas, quando comparado aos demais. O fato se deve 

a menor concentração de proteínas presente no extrato, ou seja, em tal condição 

houve uma produção menor de proteínas com maior atividade lipolítica, nos dois 

métodos de detecção. A atividade específica do controle foi 42,9% maior, quando 
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comparada ao extrato induzido por cortiça 5% (m/m), que havia apresentado a 

maior produtividade.  

O BHET na proporção de 5% (m/m) que havia presentado a maior 

produtividade, quando avaliado pelo método do p-NFL, apresentou a terceira 

maior atividade específica pelo mesmo método, levando a conclusão de que a 

matéria-prima induziu a produção de mais enzimas, porém com menos atividade 

quando comparada ao controle.  

Mesmo com a produção de proteínas com mais atividade lipolítica por 

parte do controle, ao avaliar as atividades específicas com relação ao substrato 

p-NFB responsável por fornecer dados sobre atividade esterásica, pôde-se 

inferir que a indução por cortiça em ambas as proporções forneceram os 

melhores resultados, sendo a proporção de 20% (m/m) a responsável por 

produzir esterases com a melhor atividade específica, por apresentar uma alta 

atividade em U/L associada a uma menor concentração de proteínas.  

De uma forma geral, a concentração de proteínas foi maior em todos os 

extratos, quando comparado ao controle, sendo possível justificar pela produção 

de outras proteínas induzidas pelas matérias-primas no meio fermentativo, além 

das lipases, que apresentem menor atividade nos substratos em questão (p-NFL 

e titulométrico) ou relacionar com a possibilidade de produção de mais proteínas 

com menos atividade.  

 

5.3 – Etapa de despolimerização 

 

As enzimas produzidas na etapa de screening com as diversas matérias-

primas foram utilizadas em três diferentes testes de despolimerização com três 

diferentes substatos, sendo eles, BHET, PET CPR e PET Amorfo.  

5.3.1 – Despolimerização com BHET 

 

Essa etapa foi realizada para analisar de forma quantitativa o efeito dos 

produtos de hidrólise do PET na ação das enzimas no substrato. A tabela 14 

apresenta os resultados obtidos na presente etapa.
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Tabela 14: Concentração dos produtos de hidrólise obtidos com a utilização do BHET como substrato. 

Extrato 

TPA (mg/L) MHET (mg/L) BHET (mg/L) 

Tempo (dias) Tempo (dias) Tempo (dias) 

3 7 10 3 7 10 3 7 10 

Controle 7,07 9,89 11,64 273 1156 1150 3853 4139 3415 

5% Maçã 6,50 6,71 8,51 529 964 1191 5973 5136 5065 

20% Maçã 8,36 0,00 1,84 339 647 772 6267 5651 5333 

5% Melancia 6,61 11,71 13,86 303 1449 1736 2217 4721 4632 

20% Melancia 5,21 8,92 9,54 524 1017 1062 4993 5453 4801 

5% Cortiça 7,42 17,01 17,56 700 1740 1701 3968 4773 3385 

20% Cortiça 4,83 13,01 19,09 853 1416 1183 4011 4114 2381 

5% BHET 10,83 14,27 24,09 1693 2227 2745 6948 6960 7379 

20% BHET 6,97 15,19 18,95 1404 2209 2246 7943 9582 9062 

5% PET 3,01 9,29 14,07 541 1027 1411 4493 4206 4345 

20% PET 0,00 7,81 11,21 577 1046 1208 4323 4755 4710 
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Através da análise da Tabela 14 que analisa a variação da concentração 

do monômero TPA ao longo dos 10 dias de reação, pode-se inferir que os 

melhores resultados obtidos foram relacionados aos utilizando as enzimas 

produzidas em BHET e cortiça. Embora ambas as proporções de cortiça 

apresentem valores próximos de concentração final, observa-se que na reação 

contendo o extrato produzido com a menor proporção de cortiça 5% (m/m), do 

dia 7 para o dia 10, não houve liberação de TPA, enquanto que na contendo a 

maior proporção, houve um aumento substancial de 46,7% na concentração 

após 3 dias de reação. A presença da cortiça no meio fermentativo, pode ter 

induzido a produção de esterases mais específicas, devido a presença da 

suberina, um biopoliéster que faz parte da sua composição, devendo ser 

comprovado por testes posteriores. 

Já a partir da utilização das enzimas produzidas em meio fermentativo 

contendo 5% BHET no meio, pode-se concluir a partir da análise da Tabela 14, 

que as enzimas continuaram atuando na reação de hidrólise, com um aumento 

de aproximadamente 69% na concentração de TPA do dia 7 para o dia 10, 

mesmo com um aumento significativo na concentração de MHET no meio 

reacional.  

Outro fator que é capaz de indicar que a utilização da cortiça levou ao 

melhor resultado é a concentração de MHET, onde o extrato produzido na maior 

proporção de cortiça, levou a uma maior conversão do MHET, com o 

concomitante aumento de TPA já reportado. O acúmulo de MHET parece ter sido 

prejudicial para a conversão à TPA para as enzimas produzidas com a menor 

proporção de cortiça. 

O extrato produzido na condição de 20% de casca de maçã apresentou 

queda na concentração de TPA após 3 dias de reação, podendo ser explicado 

por uma possível contaminação do extrato ou da reação e presença, mesmo 

após centrifugação para retirada das células de Y. lipolytica, que podem ter 

assimilado o TPA como fonte de carbono para crescimento.  

Dentre os outros extratos utilizados, embora as enzimas tenham sido 

capazes de hidrolisar o substrato, a manutenção ou aumento na concentração 

de MHET é observado em todos, do dia 7 ao dia 10. O acúmulo é relativo a 
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conversão de BHET em MHET, que não é prontamente convertido em TPA. A 

concentração alta de MHET provavelmente reduziu a eficiência de hidrólise 

desses extratos, dificultando a ação das enzimas. Barth et al. (2015) reportam o 

MHET como inibidor competitivo, na faixa analisada de 0,5 mM a 2,0 mM, no 

processo de despolimerização enzimática do PET utilizando a enzima TfCut2, 

uma poliéster hidrolase de Thermobifida fusca.  

Carniel et al. (2016) realizaram uma seleção utilizando 10 enzimas 

comerciais e o BHET como substrato. A avaliação tinha como propósito analisar 

a capacidade das enzimas em hidrolisar a molécula, uma das enzimas, a Lipase 

B de Candida antarctica demonstrou-se eficiente na realização da hidrólise, 

impedido assim o acúmulo de substratos inibitórios. Barth et al. (2016) também 

reportam uma carboxilesterase de Thermobifida fusca KW3 que realiza 

prontamente a hidrólise do MHET em TPA, impedindo o acúmulo do mesmo e 

minimizando problemas inibitórios no meio reacional.  

 

5.3.2 – Despolimerização enzimática do PET CPR 

 

A etapa consiste na availiação da ação das enzimas no material 

polimérico oriundo de recicladora e que apresenta cristalinidade de 41,1 ± 0,3 % 

(DE CASTRO et al., 2017).  A Tabela 15 apresenta os resultados de 

concentração dos produtos de hidrólise da reação. 
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Tabela 15: Concentração dos produtos de hidrólise obtidos com a utilização do PET CPR como substrato. 

Extrato 

TPA (mg/L) MHET (mg/L) BHET (mg/L) 

Tempo (dias) Tempo (dias) Tempo (dias) 

3 7 10 3 7 10 3 7 10 

Controle 2,99 5,87 1,91 12,48 15,24 1,37 8,36 25,03 7,95 

5% Maçã 2,62 4,05 2,32 11,83 12,16 12,19 10,40 2,33 9,30 

20% Maçã 2,71 3,52 2,93 10,50 13,04 2,65 10,84 10,94 10,27 

5% Melancia 2,86 6,87 2,17 12,99 16,22 2,28 9,01 8,48 7,21 

20% Melancia 3,20 2,79 3,09 13,21 16,50 13,99 21,28 20,20 9,24 

5% Cortiça 2,45 2,25 2,05 3,11 17,84 15,99 9,21 8,25 8,51 

20% Cortiça 1,96 1,91 1,46 3,00 16,46 15,37 6,56 6,12 5,97 

5% BHET 9,61 16,13 19,21 1301 1310 1198 1696 1479 1206 

20% BHET 7,89 14,07 16,83 1481 1805 1676 3373 3388 3049 

5% PET 1,62 3,00 2,73 11,76 7,48 12,00 6,69 27,06 8,68 

20% PET 3,06 3,92 3,53 17,70 2,78 11,17 1,33 7,85 4,29 
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Durante o processo de obtenção do extrato enzimático bruto, mesmo após 

a centrifugação, o BHET permaneceu em parte no extrato enzimático e ao utilizá-

lo nas reações de despolimerização. Esse e o outro produto de hidrólise, o 

MHET, foram então carreados para o meio reacional, proporcionando as 

enzimas não somente o poliéster, mas também os produtos solúveis para 

hidrólise, por isso são observados na tabela 15 concentrações mais altas de TPA 

nessas reações do que nas demais. No entanto, a presença de altas 

concentrações dos produtos de hidrólise não foi capaz de inibir totalmente as 

enzimas. 

Através da análise da Tabela 15, percebe-se que em 3 dias, a ação das 

enzimas levou a concentrações bastante próximas. Contudo, em 7 dias, a ação 

das enzimas produzidas na fermentação controle e na com a presença de 5% 

de melancia, mostraram-se efetivas no processo de degradação do polímero, 

que corre em áreas amorfas do mesmo. A presença dos componentes da casca 

de melancia, como a cutina, no meio de cultivo para a produção de enzimas pode 

ter induzido alguma produção de esterases, que foram mais específicas no 

processo de despolimerização. Pode-se notar também que as mesmas reações 

apresentam queda nas concentrações de TPA no intervalo de 7-10 dias, 

podendo também ser justificado por contaminações no meio, mesmo esse 

contendo azida de sódio.  

Os extratos obtidos na indução pela cortiça, que haviam apresentado as 

maiores concentrações de TPA, quando foi utilizado o BHET como substrato, 

não mostraram-se promissores para realizar a hidrólise do PET CPR, no entanto, 

a sua habilidade de hidrolisar os produtos de reação torna-os promissores. A 

Tabela 15 que também apresenta as concentrações de MHET durante a reação, 

informam uma queda na concentração de aproximadamente 86% do MHET 

presente no meio reacional contendo enzimas produzidas em 5% de casca de 

melancia. No entanto, devido aos problemas ocorridos durante o processo, não 

se pode notar o aumento TPA, enquanto que nos outros meios reacionais, pode-

se notar um acúmulo de MHET, que pode estar relacionado a perda da eficiência 

de hidrólise 

Ronkvist et al. (2009) investigaram a efeito da cristalinidade na ação de 

cutinases em filmes de PET, a atividade inicial da cutinase de Humicola insolens  
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diminui 25 vezes quando exposta a um filme com 35% de cristalinidade, quando 

comparado a um filme com 7%. A degradação de fibras de PET com a utilização 

de cutinases também é reportada por (SILVA et al., 2011), que realizou uma 

mutação sítio-dirigida na enzima com o propósito de aumentar o espaço do sítio 

catalítico e aumentar a hidrofobicidade do mesmo, auxiliando assim no processo 

de degradação. A mutação aumentou em aproximadamente 57% a liberação de 

TPA no meio reacional, quando comparada a liberação realizada pela enzima 

não mutada.  

De Castro et al. (2017) reportam a utilização de lipases e cutinases 

comerciais na despolimerização utilizando como substrato o PET oriundo de 

uma planta de reciclagem industrial de plásticos com uma cristalinidade de 41,1 

± 0,3. No fim do processo, que durou 14 dias, é apontado uma concentração final 

de TPA de aproximadamente 9000 µmol/L utilizando a cutinase de Humicola 

insolens. A mesma enzima quando incubada pelo mesmo tempo com o PET 

amorfo, que apresenta uma cristalinidade de 12,9 ± 3,0, leva a uma liberação de 

aproximadamente 32000 µmol/L.  

A partir da análise dos valores de concentração de BHET, pode-se 

perceber que a variação na concentração de BHET ao longo do tempo de reação 

é relativamente pequena, levando a suposição de que a molécula é logo 

hidrolisada a MHET.  

 

5.3.3 – Despolimerização Enzimática do PET Amorfo 

 

O experimento foi conduzido para avaliar a ação das enzimas no material 

que apresenta baixa cristalinidade. A Tabela 16 apresenta os resultados de 

concentração dos produtos de hidrólise.  
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Tabela 16: Concentração dos produtos de hidrólise obtidos com a utilização do PET Amorfo como substrato. 

Extrato 

TPA (mg/L) MHET (mg/L) BHET (mg/L) 

Tempo (dias) Tempo (dias) Tempo (dias) 

3 7 10 3 7 10 3 7 10 

Controle 2,27 6,28 5,56 13,59 13,39 15,11 9,97 6,43 9,96 

5% Maçã 3,02 6,47 2,51 12,31 12,64 12,91 10,98 2,28 2,20 

20% Maçã 2,59 2,96 3,33 11,25 11,91 12,77 11,33 11,07 10,96 

5% Melancia 7,37 6,98 5,29 14,33 13,29 13,83 10,09 9,49 8,69 

20% Melancia 2,85 3,28 3,27 12,86 13,78 14,33 6,19 2,61 2,32 

5% Cortiça 5,46 7,04 2,48 14,72 15,01 14,50 9,80 9,47 8,10 

20% Cortiça 1,10 1,97 4,70 12,03 15,41 15,37 3,88 7,29 6,40 

5% BHET 8,05 12,80 22,46 1314 1233 1456 1862 1521 1425 

20% BHET 6,72 13,07 15,57 1363 1822 1656 3423 3915 3168 

5% PET 0,00 1,94 2,72 5,93 12,57 69,82 1,47 10,63 204,72 

20% PET 2,88 4,72 2,12 7,41 11,80 1,45 4,88 2,81 1,76 
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A partir da Tabela 16 que apresenta os resultados de concentração de 

TPA no meio reacional ao decorrer da reação, pode-se inferir que os melhores 

extratos a atuarem no PET amorfo são: melancia 5%, cortiça 5%, BHET 5% e 

BHET 20%. No entanto, a presença de BHET solubilizado no extrato enzimático 

mascarou os resultados oriundos da degradação do PET, pois parte do TPA 

liberado é oriundo da hidrólise dos produtos de reação. Os extratos, 

principalmente o 5%, também mostraram-se interessantes por continuarem 

atuando mesmo em altas concentrações dos produtos de hidrólise.  

Os resultados obtidos em 3 dias no PET amorfo com a utilização do 

extrato 5% melancia são 158% melhores do que os obtidos no PET CPR, 

comprovando o fato da cristalinidade ser um fator que dificulta o processo de 

degradação do material. O valor de concentração de TPA próximo ao alcançado 

em 3 dias no PET amorfo só foi alcançado em 7 dias de ação enzimática no PET 

CPR. No entanto, em virtude de problemas relacionados a condução da reação, 

que levaram a diminuição na concentração de TPA, não se pôde notar a 

evolução do processo. 

A utilização do extrato induzido por 5% de cortiça também demonstrou ser 

mais efetivo na presença de um material com menor cristalinidade, sendo 122% 

maior em 3 dias, com um aumento na concentração de TPA de 

aproximadamente 29% em 7 dias, enquanto que no material com maior 

cristalinidade, não houve aumento em 7 e 10 dias. O aumento no período de 3-

7 dias ocorreu mesmo com um aumento na concentração de MHET no meio 

reacional, provando que a enzima consegue atuar em concentrações maiores de 

produtos de reação, como foi demonstrado no ensaio em que o BHET foi 

utilizado como substrato. 

Pellis et al. (2016) estudaram a hidrólise do PET amorfo em pó com 8% 

de cristalinidade e um filme de PET amorfo com 7% de cristalinidade. Além disso 

avaliaram o efeito de um tratamento utilizando um ultrassom na liberação de 

TPA, para os dois casos, a utilização do tratamento com a duração de 10 minutos 

aumentou a liberação de produtos de hidrólise. No entanto, a amostra em pó 

apresentou uma concentração final de aproximadamente 2300 µmol/L de TPA, 

enquanto a em filme apresentou em torno de 500 µmol/L, configurando assim a 

área superficial para ação das enzimas como outro fator que impacta 
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diretamente na hidrólise do PET. Sendo assim, um fator que pode ter afetado 

diretamente a eficiência de hidrólise da presente etapa seria o impacto da 

granulometria do material. 

A tabela 16 também é responsável por apresentar os valores de 

concentração do MHET e BHET, respectivamente, ao longo do tempo de reação. 

Apresenta valores próximos de concentração em todas as reações com os 

demais extratos, podendo estar também relacionada a eficiência de hidrólise dos 

outros extratos, que não apresentaram variação significativa na concentração de 

TPA a partir do terceiro dia.  

Donelli et al. (2009) propuseram a utilização de enzimas com atividade 

lipolítica para executar mudanças na superfície de membranas de PET, assim 

como a sua funcionalização. A ação das enzimas foi investigada em membranas 

de PET cristalino e em membranas de PET amorfo e através de medidas do 

ângulo de contato, puderam comprovar uma maior ação das enzimas no material 

amorfo, quando comparado ao cristalino, sendo o ângulo de contato no amorfo 

18% menor, característica que indica uma maior hidrofilicidade do material. 

 

5.4 – Cinéticas de produção de enzimas por Yarrowia lipolytica 

 

A produção de enzimas por Yarrowia lipolytica em fermentação no estado 

sólido com e sem a presença de indutores foi analisada para tentar explicar o 

comportamento da levedura na presença de matérias-primas diferentes. A 

seleção das matérias-primas foi realizada a partir das que apresentaram 

atividade esterásica maior perante o substrato p-NFB, que foram as condições 

de 20% Cortiça e 20% PET CPR. A Figura 21 apresenta os gráficos com as três 

cinéticas de produção realizadas.  
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Figura 24: Cinéticas de produção de enzimas por Y. lipolytica. (a) Controle; (b) Cortiça 

20%; (c) PET CPR 20%. 

0,00

1,00

2,00

3,00

0,00

20,00

40,00

60,00

80,00

0 10 20 30 40 50 60 70 80

A
ti

vi
d

ad
e 

p
-N

FB
 (

U
/g

)

A
ti

vi
d

ad
e 

p
-N

FL
, T

it
u

lo
m

é
tr

ic
o

 e
 

P
ro

te
as

e 
(U

/g
)

Tempo (horas)

p-NFL Titulométrico Protease p-NFB

0

1

2

3

4

0

20

40

60

0 10 20 30 40 50 60 70 80
A

ti
vi

d
ad

e
 p

-N
FB

 (
U

/g
)

A
ti

vi
d

ad
e

 p
-N

FL
, T

it
u

lo
m

é
tr

ic
o

 e
 

P
ro

te
as

e
(U

/g
)

Tempo (horas)

p-NFL Titulométrico Protease p-NFB

0

1

2

3

4

0

20

40

60

80

0 10 20 30 40 50 60 70 80

A
ti

vi
d

ad
e 

p
-N

FB
 (

U
/g

)

A
ti

vi
d

ad
e 

p
-N

FL
, T

it
u

lo
m

é
tr

ic
o

 e
 

P
ro

te
as

e(
U

/g
)

Tempo (horas)

p-NFL Titulométrico Protease p-NFB



72 
 

 

A Figura 24 (a) apresenta os valores de atividade enzimática obtidos no 

controle onde há apenas a presença do óleo de soja atuando como indutor da 

produção de lipases, farelo de soja e células de Y. lipolytica. A partir da análise 

do perfil de atividade lipolítica, pode-se observar a especificidade das enzimas 

ao longo de toda a cinética é maior com o substrato do método titulométrico, que 

é o óleo de oliva, caracterizando a produção de lipases verdadeiras pela 

levedura.  

Constata-se a produção de enzimas com mais atividade lipolítica no 

tempo de 14 horas em farelo de soja, conforme já havia sido reportado Souza et 

al. (2016). Outra informação importante que pode ser extraída é o fato de que 

utilização das enzimas produzidas por FES em 14 horas são as mais adequadas 

para o processo de despolimerização, devido as atividades mais altas. A 

atividade lipolítica máxima obtida em 14 horas pelo método titulométrico é de 

72,24 ± 2,66 U/g. A atividade de lipase foi similar a obtida por GUTARRA et al., 

(2009) que utilizaram a torta de babaçu e o fungo Penicillium simplicissimum e 

obtiveram atividade de 77,34 U/g.  

Observa-se também que a atividade lipolítica sofre uma queda após o 

tempo de 14 horas, nos dois métodos de detecção. No entanto a queda na 

atividade é mais expressiva no substrato p-NFL. Tal queda pode ser justificada 

pela produção de proteases que se inicia em 14 horas e aumenta em 269% até 

as 20 horas, atingindo o valor de 5,76 U/g. A produção de proteases por farelo 

de soja também é reportada por (MUKHTAR; HAQ, 2013) utilizando Bacillus 

subtillis IH-72, o processo foi conduzido por 48 horas e alcançou uma atividade 

de 53,15 U/g.  

A atividade de protease aumenta ao longo do tempo de fermentação, 

atingindo 14,76 ± 0,15 U/g em 72 horas de fermentação. Isso pode estar 

associado também com o aumento do pH do meio, que pode aumentar conforme 

a ação das proteases se intensifica, outro fator que pode estar relacionado ao 

aumento do pH no processo fermentativo é o consumo dos ácidos graxos. 

Pignede et al. (2000) aponta que com o pH acima de 6,0, Y. lipolytica secreta 

apenas proteases alcalinas. 
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Outra atividade avaliada foi a esterásica a partir do substrato p-NFB, que 

apresentou atividade máxima em 20 horas de fermentação, 2,44 ± 0,24 U/g. No 

entanto, esse valor quando comparado a etapa de screening inicial é bem 

parecido com o obtido em 14 horas de fermentação. Não só a atividade em p-

NFB, quanto a obtida pelo método titulométrico são menores quando 

comparadas a etapa inicial. Isso pode ser relacionado ao metabolismo da 

levedura ou a uma fase lag maior, prejudicando assim um pouco as atividades 

enzimáticas.  

A Figura 24 (b) apresenta os resultados de atividade enzimática da 

cinética realizada na presença de cortiça na proporção de 20% (m/m). Observa-

se que o pico de atividade enzimática de todos os métodos, com exceção das 

proteases, é em 14 horas, comprovando que a produção das enzimas para os 

processos de despolimerização deve ser realizado nesse tempo de fermentação.  

A especificidade das enzimas produzidas também se apresenta maior 

pelo óleo de oliva, caracterizando-as como lipases verdadeiras. No entanto, 

quando comparadas ao controle, as atividades lipolíticas são menores, sendo 

aproximadamente 37% menor pelo método titulométrico. Após 14 horas, todos 

os métodos apontaram queda na atividade enzimática. A avaliação pelo método 

do p-NFL sofreu o maior declive, em 14 horas apresentava o valor de 37,86 ± 

2,19 U/g com uma queda para 0,54 ± 0,04 U/g em 20 horas. 

A produção de enzimas com atividades lipolíticas em meio contendo 

cortiça também é reportada por VITORINO et al. (2007), que após o processo de 

cultivo de Chrysonilia sitophila em meio sólido identificou a presença de enzimas 

capazes de hidrolisar a trioleína e o óleo de oliva, caracterizando-as como 

lipases.  

A queda na atividade das enzimas após 14 horas pode estar atrelada ao 

maior valor de atividade das proteases em 14 horas, que foi 195% maior quando 

comparado ao controle e atingiu o valor de 6,76 ± 0,20 U/g em 20 horas. Outros 

fatores que podem estar atrelados a queda na atividade enzimática seriam 

problemas inerentes a fermentação no estado sólido, como a transferência de 

calor e de massa. A cortiça por apresentar uma densidade baixa torna-se muito 

volumosa no meio fermentativo em proporções mais altas, como a de 20%(m/m), 
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levando a alturas maiores de leito e piorando os problemas já existentes, como 

a dificuldade da dissipação do calor gerado no processo e dificultando a 

transferência de massa no sistema.  

Com uma aeração mais dificultada, a produção de lipases fica 

prejudicada. Amaral et al. (2006) aponta a utilização do PFC, um carreador de 

oxigênio para auxiliar na transferência de massa do sistema e melhorar a 

produção de lipases em fermentação submersa por Y. lipolytica IMUFRJ 50682, 

atingindo valores de produtividade de 48 ± 1,0 U/L*h com a utilização de 20% 

(v/v) de PFC, contra 4,4 ± 0,1 U/L*h sem a utilização do carreador de oxigênio.  

Outro ponto importante a ser analisado é o aumento da atividade 

enzimática com o substrato p-NFB em relação a controle, atingindo o valor de 

3,52 ± 0,13, que apresenta um aumento de aproximadamente 101%. Fett et al. 

(1999) estudaram a produção de cutinases por Thermomonospora fusca ATCC 

27730 a partir de cortiça comercial adicionada no meio fermentativo, no entanto, 

a atividade relativa obtida foi apenas 28%, quando comparada a indução por 

outras fontes de cutina ou suberina.  

A Figura 24 (c) apresenta os resultados de atividade enzimática obtidos a 

partir da cinética utilizando o PET CPR na proporção de 20% (m/m). O propósito 

relacionado a tal cinética era esclarecer se havia a produção de esterases 

específicas em um tempo diferenciado do tempo de produção das lipases pela 

levedura. Assim como na cinética da cortiça, observa-se a concentração dos 

picos de atividade enzimática máxima localizados todos em 14 horas, com 

exceção da protease que também aumenta com o aumento do tempo de 

fermentação.  

Diferente das outras duas cinéticas, o resultado obtido em relação as 

atividades lipolíticas foi invertido, o resultado obtido no p-NFL foi maior do que o 

titulométrico. A explicação possível para dado fenômeno pode ser associado a 

indução de esterases pelo PET e que essas enzimas produzidas sejam capazes 

de hidrolisar o p-NFL na reação de hidrólise para determinação de atividade 

enzimática. A atividade máxima obtida em 14 horas pelo p-NFL foi de 62 ± 4,77 

U/g, valor bem próximo ao obtido na fermentação controle, no entanto ambas 

diferem nos resultados obtidos pelo método titulométrico. 



75 
 

A atividade em p-NFB responsável por indicar a atividade esterásica do 

extrato, apresentou atividade máxima em 14 horas com um aumento de 84% em 

comparação com o controle, atingindo o valor de 3,22 ± 0,17 U/g.  

A produção de uma poliéster hidrolase específica a partir da indução da 

mesma no meio de cultivo foi estudada por (GOUDA et al., 2002) a partir do 

actinomiceto Thermomonospora fusca. O copoliéster BTA (1,4 butanodiol, ácido 

adípico e ácido tereftálico) foi inserido no meio de cultivo e levou a conclusão 

que apenas na presença desse, o microrganismo excretava a enzima específica. 

A presença dos produtos de hidrólise do polímero foram reportadas como 

inibidoras para a secreção da enzima.  

Outro fator importante a ser notado é o relacionado a atividade 

proteolítica, que é observada a partir das 10 horas de fermentação, assim como 

na fermentação na presença da cortiça. A atividade cresce durante todo o 

processo fermentativo, porém durante o crescimento a partir de 14 horas, nota-

se um efeito prejudicial para as outras enzimas presentes no extrato. O máximo 

de atividade proteolítica obtido foi de 14,49 ± 0,62 U/g em 72 horas de 

fermentação.  

Os valores de pH também aumentaram durante o processo fermentativo 

ao longo das 72 horas, podendo ser relacionado a ação de proteases e também 

com o consumo de ácidos graxos. A Tabela 17 apresenta os valores de pH ao 

longo das 3 cinéticas. 

 

Tabela 17: Variação do pH do meio ao longo das cinéticas de produção de enzimas.  

Cinética 

pH 

Tempo (horas) 

10 14 20 30 48 72 

Controle 6,67 6,55 7,82 8,32 8,87 8,03 

Cortiça 20% 6,18 7,24 7,99 8,02 7,75 8,22 

PET 20% 6,41 6,86 7,97 N.A 8,04 8,22 
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5.4.1 – Atividade específica 

 

A atividade específica foi calculada para obter-se mais um parâmetro 

comparativo relacionado as enzimas produzidas nas três cinéticas, a 

concentração de proteínas nos extratos foi determinada pela metodologia de 

Bradford. A Tabela 18 apresenta os valores de atividades específicas para os 

três experimentos. 

Tabela 18: Valores de atividade específica das enzimas produzidas nas três cinéticas. 

Cinética: Controle 

Tempo 

(horas) 

Concentração 

de Proteínas 

(mg/L) 

Atividade 

p-NFL 

(U/g) 

Atividade 

p-NFB 

(U/g) 

Atividade 

Titulométrico 

(U/g) 

Atividade 

Proteolítica 

(U/g) 

10 0,46 10411,37 110,11 16238,96 0,00 

14 0,47 24524,18 701,49 28957,61 625,33 

20 0,51 9495,84 899,45 24226,20 2123,29 

30 0,92 196,60 167,93 767,97 2617,25 

48 2,49 49,75 41,46 N.A. 1060,61 

72 5,28 9,62 21,37 N.A. 511,40 

  Cinética: Cortiça 20% 

10 0,41 12213,07 351,06 16301,03 582,01 

14 0,62 11480,13 1067,35 13857,42 1394,84 

20 3,35 30,30 123,99 747,85 379,25 

30 9,55 7,29 22,84 107,52 247,14 

48 14,26 4,22 10,28 N.A. 180,04 

72 20,30 2,41 5,28 N.A. 141,44 

  Cinética: PET 20% 

10 0,55 3994,14 402,86 11837,80 331,93 

14 0,54 21665,43 1125,20 18562,38 1354,44 

20 2,53 135,08 76,45 1422,06 628,87 

30 N.A. N.A N.A N.A. N.A 

48 N.A. N.A N.A N.A. N.A 

72 17,17 0,00 6,13 N.A. 158,59 
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Dentre as três cinéticas analisadas, a que levou a maior atividade 

específica foi a controle em 14 horas pelo método do titulométrico, alcançando 

um valor de 28957,61 U/g. Dessa informação pode-se inferir que a adição de 

matérias-primas impactam de forma significativa na produção de lipases 

verdadeiras pela levedura. Com relação a atividade esterásica com o substrato 

p-NFB, observa-se que a indução pelas matérias-primas levou a maiores 

atividades específicas em 14 horas, tendo o PET alcançado o valor de 1125,20 

U/g. A maior produção de proteínas em 14 horas nas fermentações na presença 

de indutores pode ser relacionada a produção das esterases, que reflete 

diretamente na atividade específica obtida.  

A concentração de proteínas também fornece informações importantes 

sobre o decorrer do processo fermentativo, percebe-se que a concentração de 

proteínas no extrato é um crescente. O aumento pode ser justificado pela 

excreção de proteínas pela célula, proteínas solúveis da soja que são 

solubilizadas no extrato e também como um resultado da ação de proteases. 

Kupski et al. (2012) utilizaram a fermentação no estado sólido para 

enriquecimento proteico do farelo de arroz com a utilizam do fungo Rhyzopus 

oryzae. Após 120 horas de fermentação, foi observado que o no conteúdo 

proteico aumenta de 14,8% para 22,1% em base seca.  

Além da ação de proteases que justifique o aumento no teor proteico dos 

extratos contendo a indução por matérias-primas, outras considerações são 

possíveis. Uma seria a de que o perfil de atividade enzimática, nesses casos, 

seria diferenciado, havendo uma indução na produção de outras proteínas ou 

relacionada a produção de mais enzimas com menores atividades. 
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6 – Conclusão 

 

A levedura Yarrowia lipolytica mostrou-se uma potencial produtora de 

lipases em farelo de soja apenas na presença de uma emulsão água/óleo de 

soja (1,5% m/v) atingindo uma atividade específica em relação a concentração 

de proteínas de 44470 U/g de proteína. A adição de alguns indutores, como a 

casca de melancia 5% (m/m) e cortiça 5% (m/m) também mostrou-se benéfica 

para a produção de lipases, a partir de tais matérias-primas foram obtidas as 

maiores produtividades da etapa, que foram de 7,04 U/g*h e 7,01 U/g*h, 

respectivamente. 

A presença de matérias-primas no meio de cultivo também teve impacto 

na atividade esterásica dos extratos brutos obtidos na etapa de screening. A 

adição de cortiça 20% (m/m) e PET CPR 20% (m/m) afetou positivamente, sendo 

possível obter atividades 130% e 69% maiores quando comparadas ao controle, 

respectivamente.  

As enzimas obtidas por fermentação no estado sólido foram capazes de 

atuar nas reações de despolimerização do PET, com a utilização de três 

diferentes substratos. O primeiro substrato a ser testato foi o BHET, onde foi 

possível perceber que as enzimas produzidas na indução por cortiça 20% (m/m) 

foram as mais eficazes no processo de hidrólise e as menos inibidas pelos 

produtos de hidrólise, apontando um aumento de 46,7% na concentração de TPA 

do dia 7 para o dia 10. 

O PET CPR e o PET Amorfo também foram utilizados como substrato das 

reações de hidrólise, as enzimas obtidas na fermentação com casca de melancia 

na proporção de 5% (m/m) e na fermentação controle foram as mais efetivas no 

processo de hidrólise de ambos os substratos. Pôde-se notar que a ação foi 

maior no substrato amorfo, devido a menor cristalinidade, onde a concentração 

de TPA nas reações de hidrólise do PET Amorfo com o extrato de 5% de casca 

de melancia foram 159% maiores nos 3 primeiros dias, quando comparados ao 

substrato mais cristalino (PET CPR). 

A partir da realização das cinéticas de produção de enzimas, comprovou-

se que o tempo de fermentação mais adequado para produção de enzimas por 
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Yarrowia lipolytica em farelo de soja e que possam atuar de forma eficaz no 

processo de despolimerização é o de 14 horas, onde foram obtidos os maiores 

valores de atividade lipolítica e esterásica. Notou-se também um efeito 

prejudicial da cortiça na proporção 20% (m/m) a partir de 14 horas, pois por se 

tratar de um material menos denso, pode ter levado ao agravamento dos 

problemas de transferência de massa inerente aos sistemas sólidos. 

Outro ponto importante foi a determinação da atividade proteolítica dos 

extratos brutos, nas cinéticas de produção de enzimas, que é crescente em todo 

o tempo fermentativo, podendo ser prejudicial na utilização dos extratos em 

reações de despolimerização enzimática. A maior atividade proteolítica obtida 

nas três cinéticas foi de 15,27 U/g na presença de 20% (m/m) de cortiça em 72 

horas.  
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7 – Sugestões para trabalhos futuros 

 

 Elucidar se Yarrowia lipolytica é capaz de produzir cutinases, 

através de métodos específicos de quantificação dessa enzima; 

 

 Implementação de metodologia para quantificação de cutinases; 

 

 Investigação do efeito da presença de acetronitrila na metodologia 

de determinação da atividade esterásica (p-NFB) nas enzimas 

produzidas por Yarrowia lipolytica IMUFRJ 50682; 

 

 Testar pré-tratamentos nas cascas de maçã e de melancia para 

biodisponibilizar a cutina diretamente ao microrganismo; 

 

 Caracterização das enzimas produzidas por Yarrowia lipolytica em 

fermentação no estado sólido na presença dos indutores; 

 

 Estudos cinéticos das reações de despolimerização do PET com a 

utilização das enzimas de Yarrowia lipolytica incluindo a 

determinação dos parâmetros cinéticos das enzimas; 

 

 Investigação da ação das proteases presentes nos extratos 

enzimáticos e seu consequente efeito na perda de atividade 

durante os processos de despolimerização; 

 

 Otimização dos parâmetros reacionais (temperatura, agitação, 

concentração de proteínas, pH) das reações de despolimerização; 

 

 Estudo da sinergia entre enzimas no processo de despolimerização 

visando a maximização do processo e minimização dos efeitos 

inibitórios dos produtos de hidrólise.  
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