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RESUMO 

 

SANTOS, Tamires Carvalho dos. Síntese e caracterização de nanopartículas 
magnéticas para imobilização de lipase e sua aplicação na extração de carotenoides 
do óleo de palma (Elaeis guineenses). Rio de janeiro, 2017. Tese (Doutorado em 
Ciências). Escola de Química, Universidade Federal do Rio de Janeiro. 

As lipases são serina hidrolases definidas como triacilglicerol acilhidrolases (EC 
3.1.1.3) que catalisam naturalmente a hidrólise da ligação éster de tri-, di- e mono -
gliceróis de ácidos graxos de cadeia longa em ácidos graxos e glicerol. Em condições 
termodinamicamente favoráveis, esses biocatalisadores são capazes de catalisar 
reações de síntese, tais como esterificação ou transesterificação. O custo elevado 
para sua produção torna necessária sua utilização de forma imobilizada para 
possibilitar a reutilização. Portanto, o presente trabalho teve como objetivo o 
desenvolvimento de um novo biocatalisador enzimático a partir da imobilização da 
lipase de Yarrowia lipolytica (IMUFRJ 50682) em nanopartículas magnéticas para 
posterior uso na extração de ácido graxos livres e carotenoides do óleo de palma 
(Elaeis guineenses). A produção da lipase realizada em biorreator de bancada de 4 L 
gerou, após 24 h de cultivo, um extrato enzimático bruto (EEB) com atividade 
hidrolítica em p-nitrofenil laurato de 58 U/mL. A purificação parcial do EEB por 
ultrafiltração tangencial com membrana de fibra oca com corte molecular de 50 kDa 
dobrou a atividade hidrolítica (128,15 U/mL) no volume final, mas não permitiu a 
redução da atividade proteolítica. O sistema aquoso bifásico (SAB) e a precipitação 
proteica com acetona a frio e caulim mantiveram a atividade hidrolítica da lipase. 
Entretanto, esses dois métodos de purificação praticamente eliminaram a atividade da 
protease. O uso de polietilenoglicol de 1500 Da e tampão fosfato de potássio 20 %m/m 
(SAB) favoreceu a atividade específica, permitindo a obtenção de um fator de 
purificação muito elevado (41,39). A caracterização dos extratos bruto e purificado 
mostrou que esses suportam uma larga faixa de temperatura (20 a 60 Cº) e pH (3 a 
9), com atividades relativas superiores a 50% com 90 min de incubação. Em relação 
aos extratos enzimáticos imobilizados, a faixa ótima de temperatura foi mais 
abrangente. Todos os extratos enzimáticos permaneceram com mais de 50% de sua 
atividade quando submetidos a 80 ºC por 240 min. Resultado similar foi encontrado 
nos testes relativos a estabilidade ao pH em que as atividades relativas foram iguais 
ou superiores a 70% após 240 min em uma faixa de pH de 3 a 10. Os extratos 
enzimáticos bruto e purificados foram imobilizados em nanopartículas magnéticas 
sintetizadas pelo processo de precipitação do Fe2+ e Fe3+. Análises termofísicas 
(tamanho hidrodinâmico, potencial zeta, DRX, FTIR, BET e magnetização) mostraram 
que a nanopartícula permaneceu sem alterações significativas em sua superfície e 
carga magnética, o que garante o processo de adsorção. A enzima imobilizada em 
nanopartícula permaneceu ativa com pelo menos 70% de atividade relativa após 30 
ciclos reacionais. Em relação ao armazenamento foi possível verificar que pelo menos 
92% da enzima permanece ativa armazenada por 50 semanas quando estocada a -
10 ºC. Os extratos enzimáticos bruto e purificados tanto na forma livre como 
imobilizados em nanopartículas magnéticas foram utilizados na hidrólise do óleo de 
palma. Temperatura, tempo reacional e relação substrato (água/óleo de palma) foram 
avaliados. A concentração inicial de ácido graxos e carotenoides do óleo de palma, 
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obtidos via rota extrativa tradicional (por solventes orgânicos) foi de 67,23% e 144,7 
mg/100g, respectivamente.  

Palavras-chave: Adsorsão enzimática, biocatalize enzimática, óleo de palma, 

purificação parcial.  
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ABSTRACT 
 

SANTOS, Tamires Carvalho dos. IMMOBILIZATION OF LIPASE IN MAGNETIC NANOPARTICLES 

FOR ANS ITS APPLICATION IN THE EXTRACTION OF CAROTENOIDS OF PALMA OIL (ELAEIS 

GUINEENSES). Rio de janeiro, 2017. Thesis (Doctor of Science, D.Sc.). Escola de 
Química, Universidade Federal do Rio de Janeiro. 

Lipases are serine hydrolases defined as triacylglycerol acylhydrolases (E.C. 3.1.1.3), 
which naturally catalyze the hydrolysis of the ester bond of tri-, di- and mono-glycerides 
from long-chain fatty acids into fatty acids and glycerol. In thermodynamically favorable 
conditions, these biocatalysts are able to catalyze synthesis reactions such as 
esterification or transesterification. Due to its high production cost, it is necessary to 
immobilize this enzyme in order to enable its reutilization. Therefore, the present study 
aimed at developing a new enzymatic biocatalyst from the immobilization of Yarrowia 
lipolytica’s (IMUFRJ 50682) lipase on magnetic nanoparticles for its use in free fatty 
acids and carotenoids extraction from palm oil (Elaeis guineenses). The lipase 
production conducted in a 4 L benchtop bioreactor generated a crude enzyme extract 
(CEE) with hydrolytic p-nitrophenyl laurate activity of 58 U/ml after 24 h. The partial 
purification of CEE by tangential ultrafiltration using a 50 kDa hollow fiber membrane 
dubbled the hydrolytic activity (128.15 U/ml) but did not reduce proteolytic activity. The 
biphasic aqueous system (BAS) and protein precipitation using cold acetone and 
kaolin maintained the same hydrolytic activity of lipase. However, these two purification 
methods virtually eliminated the protease activity. The use of 1500 Da polyethylene 
glycol and 20 %w/w  potassium phosphate buffer (BAS) favored the specific activity, 
achieving a very high purification factor (41.39). The characterization of crude and 
purified extracts showed that it can support a wide temperature range (20 to 60 ºC) 
and pH (3 to 9) with activities higher than 50% for 90 min incubation. Concerning the 
immobilized enzymatic extracts, the optimum temperature range was expansive. All 
enzyme extracts remained with more than 50% of its activity when submitted to 80 ºC 
for 240 min. A similar result was obtained when studying the pH stability, where 
activities were equal or higher than 70% after 240 min in a pH range of 3 to 10. The 
crude and purified extracts were immobilized in magnetic nanoparticles sinthetized 
using precipitation with Fe2+ e Fe3+. Thermophysical assays (hydrodynamic radius, 
zeta potential, XRD, FTIR, BET and magnetization) showed that the nanoparticle 
surface and magnetic charge did not change significantly, which guarantees the 
adsorption process. The immobilized enzyme in nanoparticle remained active with, at 
least, 70% of relative activity after 30 reactions cycles. Regarding the storing, it was 
possible to verify that at least 92% of the enzyme remained active after storing for 50 
weeks at -10 ºC. The curde and purified enzymatic extracts, both free and immobilized, 
were used in the hydrolysis of palm oil. Temperature, reaction time and substrate ratio 
(water/palm oil) were evaluated. The initial concentration of fatty acids and carotenoids 
present in palm oil obtained via traditional extraction (using organic solvents) were 
67.23% and 144.7 mg/100g, respectively.  
 
Keywords: enzyme adsorption; enzyme biocatalyst; palm oil; partial purification. 
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INTRODUÇÃO 

A produção de compostos químicos de alto interesse biotecnológico requer, na 

maioria das vezes, o uso de enzimas como catalisadores. Durante os últimos 20 anos, 

foi evidenciado um grande crescimento na aplicação industrial destes biocatalisadores 

(LIMA et al., 2014). As razões deste crescimento podem ser resumidas em: alta 

eficiência catalítica, alta especificidade pelo substrato, biodegradabilidade e alta 

atividade em condições suaves de temperatura e pressão (VOLPATO et al., 2011).  

O desenvolvimento do processo de produção de enzimas, em escala industrial, 

de qualidade satisfatória e custos que permitam sua comercialização, requer um 

trabalho laborioso, caro e interdisciplinar. Faz-se necessário o conhecimento técnico-

econômico das diferentes etapas do processo que vão desde a obtenção da linhagem 

adequada, definição do melhor processo de fermentação até a adequação dos 

métodos de recuperação, purificação e concentração das enzimas de interesse. 

Dependendo da sua aplicação, a enzima pode ser vendida comercialmente em 

diferentes graus de pureza (SAID e PIETRO, 2004). 

A utilização de enzimas vem crescendo nos últimos anos em diferentes campos 

de aplicação, tais como a indústria química, farmacêutica, cosmética ou de alimentos 

(SANTOS et al., 2016). As pesquisas dos últimos anos levaram a uma melhor 

compreensão do comportamento catalítico das enzimas e, juntamente com a 

engenharia molecular, conduziram as novas aplicações de várias enzimas como por 

exemplo, proteases, acilases, oxidase, amilases, glicosidases, celulases e lipases 

(VILLENEUVE, 2007; SANTOS et al., 2016). A maior fatia do mercado industrial de 

enzimas é ocupada pelas hidrolíticas e nessa classe, as lipases possuem destaque. 

A respeito das lipases (E.C.3.1.1.3 triacilglicerol éster hidrolases), as aplicações 

têm destaque na síntese de produtos de interesse nas áreas clinica, nutricional, 

ambiental, industrial e biotecnológica (AKIL et al., 2016), como por exemplo o estratos 

enzimaticos  de efluentes da indústria petrolífera (HASAN et al., 2006; SINGH et al., 

2008). Apesar das lipases serem particularmente usadas na síntese de ésteres e 

amidas, sendo também empregadas nos processos produtivos de álcoois primários e 

secundários, bem como, ácidos carboxílicos, elas também são usadas nas reações 

de esterificações, transesterificação, acidólise e aminólise (SAAD et al., 2009). Essas 



28 

 

 

 

 

características abrem margem para a utilização de lipases na extração de 

carotenoides a partir de óleos vegetais. 

Porém, as lipases são enzimas com alto custo, sendo este um aspecto crítico 

na implementação de processos enzimáticos de síntese orgânica (VOLPATO et al., 

2011). Ainda, no sentido de diminuir o custo de produção da lipase, a utilização de 

técnicas simples de purificação e imobilização com vistas a garantir o processo de 

estabilização enzimática, torna-se um fator de extrema importância, uma vez que esta 

etapa do processo acarreta em grande parte o custo da enzima (CARVALHO et al. 

2017). 

Outro inconveniente que impede o uso massivo de lipases, e enzimas em geral, 

em nível industrial, está relacionado a sua forma solúvel. Nesta forma muitas enzimas 

não são suficientemente estáveis nas condições operacionais, podendo perder sua 

atividade catalítica devido à auto-oxidação, à auto-digestão ou à desnaturação 

provocada por solventes, por solutos, ou por outros agentes. Além disso, quando as 

enzimas estão solúveis em água, sua separação do meio reacional é difícil e, com 

isso, sua posterior reutilização torna-se quase impossível (VOLPATO et al., 2011).  

Volpato et al. (2011) relatam, que estes problemas podem ser solucionados 

através de técnicas de imobilização de enzimas. As principais vantagens da utilização 

de enzimas imobilizadas são: a enzima passa a ser um catalisador heterogêneo, 

permitindo a sua reutilização e facilitando a separação e extração de substratos e 

produtos do meio reacional; o desenvolvimento de sistemas contínuos; a facilidade de 

controle e automação; maior estabilidade; uso mais eficiente do catalisador; 

flexibilidade no desenho de reatores; geração de efluentes livres de catalisador. Estas 

vantagens tornam as reações catalisadas por enzimas imobilizadas potencialmente 

competitivas, econômica e ambientalmente corretas, frente o uso de catalisadores 

químicos, como demostrado na lipase avaliada por Akil et al., (2016). 

Rebelo (2009) destaca que a imobilização de enzimas em nanopartículas 

magnéticas tem sido reconhecida como um dos mais atrativos métodos de 

imobilização em suportes. A aplicação de nanopartículas magnéticas para 

imobilização de enzimas (PANKHURST et al., 2003) é de grande interesse, pois está 

baseada na fase heterogênea sólido-líquido do meio reacional. Dessa forma o sólido 
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é retirado pela influência de um campo magnético externo, facilitando a separação e 

recuperação da enzima (REBELO, 2009).  

Devido às semelhanças entre as propriedades físicas (solubilidade, polaridade, 

massa molar) de carotenóides e triglicerídeos, além da baixa seletividade da maioria 

dos métodos de separação física empregados atualmente para a extração dos 

carotenóides, bem como as alterações estruturais irreversíveis induzidas pelos 

métodos químicos, a busca por métodos mais brandos e específicos para a extração 

dos carotenóides contidos em óleos vegetais constitui um grande desafio (GÜÇLÜ-

ÜSTÜNDAG e TEMELLI, 2004; RIBEIRO, 2008). 

Dentro deste contexto, este trabalho vem a contribuir para o conhecimento dos 

principais parâmetros que influenciam na imobilização de lipases em nanopartículas 

magnéticas. Além disso, a utilização das enzimas no processo de extração de 

carotenóides do óleo e palma mostra que esse novo biocatalisador apresenta 

potencial comercial. 
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1 REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

1.1 YARROWIA LIPOLYTICA 

Yarrowia lipolytica é uma espécie de levedura amplamente utilizada em 

aplicações industriais, tais como a produção de ácido cítrico, biossurfactante, 

açucares, aromas, produção de proteína microbiana. Além disso, foi demonstrado que 

Y. lipolytica secreta um conjunto de proteínas (proteases ácidas, exterases, RNase e 

lipases) para o meio extracelular em quantidades interessantes para aplicações 

industriais (RIBEIRO et al., 2011; NICAUD, 2012).  

Nicaud (2012) relata, que o nome genérico “Yarrowia” foi proposto por van der 

Walt e von Arx (1980) em reconhecimento de um novo gênero identificado por David 

Yarrow do Laboratório de Microbiologia de Delft (YARROW, 1972). O nome da 

espécie “lipolytica” origina-se a capacidade desta levedura para hidrolisar lipídeos. 

Yarrowia pertence à família e foi Hemiascomycetes anteriormente conhecido como 

Candida, Endomycopsis ou Saccharomycopsis lipolytica (BARTH e GAILLARDIN 

1997). O sequenciamento do seu genoma revelou que o organismo está 

distantemente relacionado com a convencional Saccharomyces cerevisiae, que 

particularmente, apresenta uma ampliação de famílias de proteínas e genes 

envolvidos na utilização dos substratos hidrofóbicos (COELHO et al., 2010).  

A levedura Y. lipolytica foi classificada como “Geralmente Reconhecido como 

Seguro” para a produção de ácido cítrico pela Agencia Norte-Americana de 

Medicamentos e Produtos Alimentares (COELHO et al., 2010). Y. lipolytica é um 

ascomiceto dimórfico aeróbico que naturalmente secreta grandes quantidades de 

vários metabolitos (ALOULOU et. al, 2007; KEBABCI  e CİHANGİR, 2011). 

A levedura é capaz de acumular grandes quantidades de lipídios (em alguns 

casos, mais de 50% do seu peso seco) e utilizar substratos hidrofóbicos (por exemplo, 

alcanos, ácidos graxos, e óleos) eficientemente como fonte única de carbono 

(BECKERICH et. al, 1998; KAMEDA et al, 2014). A produção de lipase extracelular 

pode ocorrer por vários fatores, incluindo o nível da fonte de carbono, o pH, o nível de 

oxigênio dissolvido, e fonte de nitrogênio (GUPTA et al., 2004).  
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Na natureza, as estirpes de Yarrowia lipolytica muitas vezes são isoladas a 

partir de produtos lácteos, tais como queijos [v.g. Camembert, Livarot, Rokpol 

(polonês Roquefort)], iogurtes e salsichas (BARTH e GAILLARDIN, 1996; FICKERS 

et al., 2005). Ou são isoladas a partir de vários ambientes, tais como meios ricos em 

lipídeos (esgoto, solos e água poluídos com óleos, ambientes de contaminados) ou 

marinhos e hipersalinos (BEOPOULOS et al., 2010b; THEVENIEAU et al, 2009), como 

é o caso da estirpe Yarrowia lipolytica IMUFRJ 50682, utilizada neste trabalho. 

Y. lipolytica é capaz de ser encontrada em três formas morfológicas diferentes: 

células de levedura, pseudo-hifas e hifas septadas, como pode ser observado na 

Figura 1., o micélio verdadeiro consiste de hifas septadas de 3 a 5 µm de largura e 

até vários milímetros de comprimento (NUNES, 2011). Células apicais 

frequentemente excedem 100 µm, enquanto que os segmentos medem de 50 a 70 

µm. Existe apenas um núcleo por segmento. Os septos se assemelham a poros 

centrais do tipo comum a ascomiceto e diferentes de outras leveduras filamentosas, 

tendo retículo endoplasmático se estendendo de um segmento ao outro (BARTH e 

GAILLARDIN, 1997).   

 

Figura 1. Imagens de microscopia óptica de Y. lipolytica em aumento de 400x, 
apresentando células na forma leveduriforme (A) e na forma de hifas (B), (NUNES, 

2011). 

A sua capacidade de degradar proteínas e lípidos pode ser demonstrada pela 

produção de enzimas lipolíticas e proteolíticas extracelulares (NICAUD, 2012). Em 

peptona ou meios ricos em proteína, a protease alcalina extracelular (AEP) pode 

representar até 1-2 g/l. O gene que codifica esta protease foi identificado a partir de 

(A) (B) 
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diferentes estirpes (DAVIDOW et al., 1987;. MATOBA et al., 1988; NICAUD et al., 

1989; NICAUD, 2012).  

Nos meios ricos em lipídeos, Y. lipolytica secreta várias flormas de lipase, em 

que a extracelular é codificada pelo gene LIP2 (PIGNEDE et al., 2000a). Atualmente, 

a utilização mais importante dessa levedura é a produção de lipases devido à ampla 

aplicabilidade desse produto (AMARAL, 2007). 

 

 

Figura 2. Enzimas lipolíticas e proteolíticas produzidas por linhagens de Yarrowia 
lipolytica. (A) A atividade lipolítica visualizada numa placa de tributirina; com estirpe 
selvagem W29 e uma estirpe suprimida (supressão do gene que codifica a lipase). 

(B) A atividade proteolítica visualizado numa placa de caseína; para a estirpe 
selvagem W29 e uma cepa suprimida (supressão de o gene que codifica para a 

protease XPR2 alcalina extracelular Aep). Fonte: (NICAUD, 2012). 

 

1.2 LIPASES 

1.2.1 Definições 

As lipases (glicerol éster hidrolases, E.C.3.1.1.3) são enzimas hidrolíticas em 

seu ambiente natural. Estas possuem a função de catalisar a hidrólise de 

triacilgliceróis aos correspondentes ácidos graxos e glicerol (ZAREVUCKA et al., 

1995). São as enzimas mais empregadas tanto em nível industrial (indústria 

alimentícia, de cosméticos e perfumes, biomédica, pesticidas, detergentes, entre 
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outras) como acadêmico (BREUER  et al., 2004). As lipases são capazes de catalisar 

não apenas reações de hidrólise, mas também de síntese em meio aquo-restritos, 

como reação de esterificação, interesterificação, transesterificação, alcoólise e 

aminólise. Além disso, as lipases usualmente atuam sobre substratos não naturais 

(JAEGER e EGGERT, 2002, ALBUQUERQUE et al, 2014). 

Por um longo tempo as lipases foram consideradas como uma categoria 

especial de esterases, as quais são altamente eficientes e capazes de catalisar 

reações de hidrólise. O problema da diferenciação de lipases e esterases foi estudado 

por vários autores e ainda existem controvérsias. Sarda e Desnuelle (1958) definiram 

as lipases a partir de sua característica cinética, que é a propriedade de ativação na 

presença de substratos insolúveis em água e emulsionados, ou seja, na presença de 

uma interface lipídeo/água. Já as esterases apresentam comportamento cinético do 

tipo Michaelis-Menten, ou seja, a atividade aumenta com a concentração do substrato 

[S] até um limite por saturação, enquanto que as lipases não apresentam atividade 

enquanto os substratos estão presentes na solução em estado monomérico. Contudo, 

quando a concentração do substrato está próxima ou ultrapassa o seu limite de 

solubilidade, ocorre um rápido aumento na atividade. A razão pela qual uma lipase 

não hidrolisa substratos que estejam abaixo de uma concentração mínima (chamada 

concentração micelar crítica, CMC) e somente em concentrações acima desta é 

chamada de ativação interfacial (REBELO, 2009). 

As lipases têm sido definidas em alguns trabalhos como carboxilesterases que 

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

átomos de carbono. Enzimas que apresentam a capacidade de hidrolisar apenas 

acilgliceróis com menos de 10 átomos de carbono, são ditas genericamente como 

esterases (JAEGER e EGGERT, 2002). A diferenciação entre lipases e esterases 

também tem sido feita pela diferença de especificidade preferencial das duas enzimas. 

Os substratos naturais para lipases são óleos e gorduras contendo triacilgliceróis 

constituídos de ácidos graxos de cadeia longa, ou seja, compostos contendo 3 

funções éster, enquanto esterases atuam sobre compostos contendo uma função 

éster, liberando ácidos graxos de baixa massa molar (BROCKMAN, 1984). Deve-se 

enfatizar, entretanto, que a maioria das lipases pode hidrolisar os substratos de 

esterases, enquanto o inverso não é verdadeiro (ERICSSON et al., 2008).  
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1.2.2 Características das lipases 

Em relação a abundância, as lipases encontram-se amplamente distribuídas na 

natureza e apresentam ampla faixa de atuação em pH, variando entre 3,0 a 11,0. 

Apresentam peso molecular entre 20-75 KDa. A faixa ótima de temperatura encontra-

se entre 30°C e 40ºC, mas podem apresentar estabilidade entre 5°C e 70°C (GUPTA 

et al., 2004). No caso especifico da Yarrowia lipolytica apresenta temperatura ótima 

de 37 °C e maior estabilidade apenas abaixo de 25 °C (BRÍGIDA et al., 2014). 

Um grande número de lipases tem sido caracterizado pela ampla variação na 

eficiência e especificidade por substratos (ROGALSKA et al., 2004; ALBUQUERQUE 

et al., 2014). Triacilgliceróis podem ser clivados em todas as três ligações éster ou 

especificamente em apenas uma ou duas posições. Lipases também podem mostrar 

diferentes especificidades em relação ao comprimento dos ácidos graxos. Em meios 

orgânicos, o comportamento enzimático apresenta alterações e estas enzimas podem 

ser utilizadas para a transesterificação e outras reações de síntese para produzir 

novos tipos de lipídios (UPPENBERG et al., 1994). 

Castro et al. (2004) destacam a atuação da lipase sobre determinada região do 

triacilglicerol, assim as lipases microbianas podem ser classificadas em três grupos: 

(a) Lipases não específicas: não apresentam especificidade com relação à 

natureza do grupo acil ou à posição em que está esterificado. São enzimas que 

catalisam a hidrólise das moléculas de acilglicerol de forma aleatória. 

Exemplos: lipases produzidas por Candida rugosa, Staphylococcus aureus, 

Chromobacterium viscosum e Pseudomonas sp. 

(b) Lipases 1,3 específicas: catalisam a liberação de ácidos graxos 

especificamente nas posições 1 e 3 dos triacilglicerol e formam produtos 

diferentes daqueles obtidos por lipases não regiosseletivas. Exemplos: lipases 

de Aspergillus niger, Rhizopus delemar, Penicillium roquefortii, e Mucor miehei. 

(c) Lipases ácido graxo específicas: catalisam a hidrólise de ésteres cujos 

ácidos graxos são de cadeia longa insaturada, contendo dupla ligação cis no 

carbono 9. Este tipo de especificidade não é comum entre as lipases e o 

exemplo mais estudado até hoje é a lipase de Geotrichum candidum.  
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Recentemente, Akil et al., (2016) demostraram que a lipase de Yarrowia 

lipolytica é 1,3 regioespecífica, ou seja, preferencialmente catalisa a hidrolise de 

ácidos graxos nas posições extrernas do triacilglicerol e também demostra 

seletividade em relação à ácidos graxos insaturados, especialmente C18:2. 

1.2.3 Reações catalisadas por lipases 

As lipases verdadeiras catalisam a hidrólise total ou parcial de triacilglicerol 

(TAG) fornecendo diacilglicerol (DAG), monoacilglicerol (MAG), glicerol e ácidos 

graxos livres (CARVALHO et al., 2003). Estas enzimas apresentam uma capacidade 

única de agir apenas na interface óleo/água. Esta definição exclui as enzimas que 

agem em ésteres solúveis em água (esterases) ou que hidrolisam outros lipídeos 

(acilidrolases, colesterolesterase, tioesterases e outras) (BROCKMAN et al., 1988). 

Carvalho et al. (2003) observaram que é possível reverter a hidrólise de TAG 

no sentido da reação de esterificação, pelo controle do teor de água no meio. Com 

base nisto, tornou-se possível também a utilização de lipases como biocatalisadores 

da interesterificação de óleos e gorduras, como mostra a Figura 3. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 3: Representação esquemática das reações de hidrólise, esterificação e 
intesterificação catalisadas por lipases. Fonte: CARVALHO et al. (2003). 
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Como as lipases são, geralmente, produzidas em meios de cultivo complexos, 

o extrato enzimático produzido apresenta diversas impurezas que podem afetar as 

reações catalisadas por essa enzima, e assim, dificultar sua aplicação. Portanto, 

torna-se necessário avaliar técnicas de purificação para que essa enzima possa ser 

utilizada em aplicações industriais diversas. 

  

1.3 MÉTODOS DE PURIFICAÇÃO PARCIAL DE ENZIMAS (CONCENTRAÇÃO 
PROTEICA)  

A purificação de enzimas, em geral, tem dois objetivos básicos: (a) obtenção 

da enzima virtualmente pura, para melhor estudo de suas características bioquímicas 

e de sua estrutura e (b) obtenção de um produto com maior atividade específica 

(unidades de atividade/ mg de proteína) para aplicação em diversos processos 

(KOBLITZ e PASTORE, 2004). Entretanto, processos de purificação costumam elevar 

grandemente o preço do produto final. No presente trabalho foram aplicados métodos 

de fácil aplicabilidade que garantem a presença das enzimas no extrato bruto 

enzimático (EEB) e que promovem um aumento significativo na atividade especifica 

da enzima em questão (SANTOS et al., 2016). Os métodos empregados foram: 

Precipitação proteica por solventes, Sistema Aquosos bifásico e Ultrafiltração 

Tangencial.  

1.3.1 Precipitação de proteínas 

Para a concentração e/ou purificação de baixa resolução, sistemas que 

empregam solventes orgânicos ou sais são amplamente utilizados (KILIKIAN e 

PESSOA JR, 2005). As vantagens da aplicação da precipitação para purificação e 

concentração são as facilidades de adaptação para grandes escalas, o uso do 

processo contínuo, equipamentos relativamente simples, o grande número de 

precipitantes que podem ser usados, muitos deles de baixo custo como, por exemplo, 

o etanol (CORTEZ e PESSOA JR, 1999).  

A precipitação proteica é considerada um método de concentração e utilizada 

antes da aplicação de métodos de maior resolução na purificação (KILIKIAN e 

PESSOA JR, 2005). 
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Os tipos de precipitantes mais comumente utilizados são: os solventes 

orgânicos como o etanol ou isopropanol, sulfato de amônio e polietileno glicol. O 

princípio da separação está diretamente relacionado ao tipo de precipitante. Muitos 

solventes orgânicos miscíveis com a água são capazes de precipitar enzimas pois 

causam a redução da atividade da água pela diminuição da constante dielétrica do 

meio. Ou seja, o poder de solvatação da água nas regiões carregadas e hidrofílicas 

da superfície da proteína diminui com o aumento da concentração do solvente e 

aumenta as forças eletrostáticas de atração entre as moléculas de proteínas 

(CORTEZ e PESSOA JR, 1999). Essa relação pode ser vista na Figura 4.  

 

Figura 4: Agregação de proteínas por interações eletrostáticas entre superfícies com 
cargas de sinal oposto em meio aquoso contendo solvente orgânico. Fonte: LIMA et 

al. (2001). 

 

A precipitação de proteínas por solventes orgânicos depende muito da 

temperatura, sendo geralmente empregada em temperaturas baixas. Em 

temperaturas mais elevadas esses solventes podem levar à desnaturação por 

rompimento das ligações de hidrogênio e estabelecimento de interações apolares, 

importantes na manutenção da conformação da proteína (CHANG et al., 2006).  

A precipitação por sais como o sulfato de amônio ocorre por neutralização das 

cargas superficiais da proteína e redução da camada de hidratação, favorecendo a 

agregação dos resíduos hidrofóbicos (PESSOA JR e KILIKIAN, 2005). O mecanismo 

precipitação por polímeros como o polietilenoglicol (PEG) é entendida como de 
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exclusão da proteína do meio aquoso e, esse tema, será desenvolvido no item  a 

seguir.   

1.3.2 Sistemas Aquosos bifásicos (SABs)  

A maioria dos custos de produção para um produto biológico simples reside na 

estratégia de purificação. Existe uma grande necessidade de se estabelecer técnicas 

de biosseparação eficientes, efetivas e econômicas em larga escala, que permitam 

atingir elevado grau pureza e rendimento de recuperação, mantendo a atividade 

biológica da molécula. A utilização dos SABs, compatível com os processos de 

biosseparações, permite isolar moléculas com atividade biológica de misturas 

complexas, e oferece vantagens como curto tempo de processamento, baixo custo e 

facilidade de aplicação tanto em escala piloto como em escala industrial (COIMBRA e 

TEIXEIRA, 2009).  

Até o momento, existem duas classes de SABs: aqueles formados por dois 

polímeros, como polietilenoglicol (PEG) e dextrana (DEX) e aqueles que contêm 

polímero e sal, como PEG e potássio de sódio. Nestes casos uma das fases é rica em 

polímero e a outra no outro polímero ou sal (ZASLAVSKY, 1995). Existe uma grande 

variedade de polímeros hidrofílicos, naturais ou sintéticos, capazes de formar fases 

quando misturados com um segundo polímero ou com um sal (DINIS et al., 2012). No 

Quadro 1, encontram-se alguns exemplos de sistemas aquosos bifásicos. 

A partição em SAB é uma variante da extração líquido-líquido tradicional, 

compatível com os processos de biosseparações, e vem sendo usada com sucesso 

no isolamento de proteínas células animais ou vegetais, micro-organismos, fungos e 

seus esporos, cloroplastos, mitocôndrias, membrana vesicular, enzimas, proteínas, 

ácidos nucléicos, vírus, metais, entre outros (COIMBRA e TEIXEIRA, 2009; COSTA, 

2010). Uma das principais vantagens dos SAB é o ambiente aquoso que oferece 

condições adequadas à distribuição dessas biomoléculas, tais como as proteínas, nas 

fases, sem que ocorram mudanças na sua conformação e consequente perda de 

atividade biológica (COIMBRA e TEIXEIRA, 2009; BARBOSA et al., 2016). 

A técnica de separação em SAB é aconselhável para purificação de proteínas 

em larga escala porque possibilita separação seletiva, uma baixa tensão superficial, 

boa biocompatibilidade e boa relação custo-benefício (SOUZA et al., 2014). Quando 
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comparada com outras técnicas de recuperação, essa técnica apresenta diversas 

vantagens, como: operação rápida e contínua, altos rendimentos, reciclagem dos 

polímeros, minimização da desnaturação de proteínas e facilidade de separar 

materiais particulados (CASCONE et al., 1991).  

O sistema polímero-polímero mais comum é composto de dextrana e PEG, mas 

a dextrana é de custo elevado o que inviabiliza o seu uso em larga escala. Os sistemas 

PEG-sais são atrativos devido ao baixo custo, rápida separação de fases e baixa 

viscosidade. Por outro lado, apresentam algumas limitações como a desnaturação de 

biomoléculas em altas concentrações de sal (SILVA e MEIRELLES, 2000). No quadro 

1, encontram-se alguns exemplos de sistemas aquosos bifásicos. 

Quadro 1 . Exemplos de Sistemas Aquosos Bifásicos. 

Fonte: ZASLAVSKY, 1995. 

 

A formação de duas fases durante o processo de mistura de soluções aquosas 

de dois polímeros (ou de um polímero e de um sal) dependerá das interações 

intermoleculares - expressas em termos da energia livre - entre os constituintes 

formadores do sistema. Foram também estas mesmas interações as responsáveis por 

todas as propriedades físico-químicas presentes nas duas fases, como por exemplo, 

a distribuição dos diferentes componentes no sistema, da relação de volumes entre 

as fases, da diferença de potencial elétrico e do excesso de energia livre associados 

Polímero Polímero 

Polietileno glicol 

Ficoll 
Hidroxipropil-amido (HPS) 
Polivinil alcohol (PVA) 
Polivinil pirrolidona (PVP) 
Maltodextrina (MD) 

Polímero  Componente de baixa massa molar 

Polietileno glicol e copolímeros 

Sais inorgânicos: (NH4)2SO4, 
NH2CO2NH4, Na2HPO4, K2CO3, 
K3PO4, K2HPO4, KH2PO4, Na2SO4, 
Li2SO4, FeSO4, Na3C6H5O7 

Polietileno glicol Glicose, maltose 

Polipropileno glicol 
Sais inorgânicos: K2HPO4, KH2PO4, 
Glicerol 
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à interface, do coeficiente de partição de um soluto específico, etc (da SILVA e LOH, 

2006, PATRICIO et al., 2016). 

Os componentes dos sistemas aquosos bifásicos (dois polímeros, ou um 

polímero e um sal) quando misturados com água, só irão formar fases quando a 

composição dos constituintes se encontrar acima de determinadas concentrações 

limites (DIAMOND e HSU, 1992). Os diagramas de equilíbrio, ou diagramas de fases, 

representam graficamente a composição dos constituintes do sistema em temperatura 

e pressão definidas (OLIVEIRA et al., 2008). A Figura 5 representa um exemplo de 

diagrama de fases, mostrando a composição das fases em equilíbrio, em coordenadas 

retangulares, sendo omitida à concentração do solvente, neste caso a água (COSTA, 

2010). 

 

Figura 5: Diagrama de fase para sistemas aquosos bifásicos, expresso em 
coordenadas retangulares (COSTA, 2010). 

 

São diversas as variáveis que influenciam na formação e na partição de 

biomoléculas dos sistemas bifásicos aquosos (AMORIM et al. 2016). Entretanto, ao 

se fazer um estudo da partição de biomoléculas é necessário conhecer os dados de 

equilíbrio para todos os sistemas. Para cada sistema seja polímero/polímero ou 

polímero/sal existe um diagrama de fases que define as proporções entre os 

componentes formadores das fases (COSTA, 2010). Alguns desses diagramas estão 

disponíveis na literatura (ALBERTSSON, 1986; ZASLAVSKY, 1995), porém é 

importante que ao testar um novo sistema se construa um diagrama nas condições 

de trabalho a serem utilizadas na extração (temperatura, pH, massa molar do PEG e 

adição de suspensões biológicas).  
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Ooi et al. (2009) purificaram a lipase de Burkholderia pseudomallei em um 

sistema composto por álcool (etanol, 2-propanol ou 1-propanol) e sal (sulfato de 

amônio, fosfato de potássio ou citrato de sódio), e ebtiveram uma eficiência de 

separação ótima para a purificação da lipase em 2-propanol a 16% (p/p) e 16% (p/p) 

de fosfato na presença de NaCl a 4,5% (p/v). A lipase purificada apresentou um fator 

de purificação de 13,5. Tan et al. (2015) desenvolveram um sistema com base em 

etanol e NaH2PO4, em que foi encontrado um potencial de extração de 95,76% para 

a lipase de  , a 25 ºC e em pH 3,29. Padilha et al. (2012), na tentativa de purificar 

lipase de Burkholderia cepacia, utilizaram um sistema baseado em PEG e fosfato de 

potássio, em pH 6 e 8 para osqual o coeficiente de partição ficou entre 108 e 209. 

Souza et al. (2015) utilizaram um sistema com base em sais de colína e tetra-

hidrofurano para a purificação de lipase de Bacillus sp. ITP-001, produzido por 

fermentação submersa. As condições ótimas para esta purificação foram 

determinadas como sendo 40% (p/p) de THF e 30% (p/p) em peso de bitartarato de 

colina a 25 °C, com um fator de purificação de 130,1 ± 11,7 vezes.  

1.3.3 Ultrafiltração 

A ultrafiltração (UF) consiste na filtração, através de membranas 

semipermeáveis, com capacidade para reter bactérias, emulsão água-óleo, 

polímeros, pigmentos, vírus, proteínas e polissacarídeos (WEI et al., 2016, WEN-

QIONG et al., 2016). A fração que não permeia a membrana (poros menores que o 

tamanho das moléculas), denominada retentado, é o resíduo do processo de 

clarificação. Elucida-se, por sua vez, que a ultrafiltração é um dos processos de 

membrana, cuja força motriz principal vem sendo utilizada para o fracionamento e 

concentração de soluções contendo colóides e componentes de alto peso molecular, 

através de um material seletivo semipermeável que retém os componentes de alto 

peso molecular (Figura 6). Ao mesmo tempo, permite a passagem das moléculas de 

alto peso molecular, originando respectivamente o concentrado e o permeado 

(ERIKSEN, 1985). 
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Figura 6: Fluxos no processo de separação por membranas 

 

As membranas de UF são classificadas pela massa molar de corte (MMC). A 

MMC de uma membrana de UF é definida como a massa molar para a qual 90% dos 

solutos com massa molar igual são retidos pela membrana. A UF abrange uma faixa 

de 1 a 100 kDa de MMC. A pressão de operação requer valores na faixa de 1 a 10 bar 

(VALENTAS et al., 1997). A grande vantagem técnica desses processos está na 

aplicação em temperatura ambiente, sem necessidade de gastos com energia para 

trocas térmicas que são utilizadas nos processos convencionais de precipitação e 

destilação (SCOTT, 1995). 

As membranas de ultrafiltração estão disponíveis em inúmeras formas, 

estruturas porosas e materiais. Metcalf e Eddy (2003) apresenta uma extensa 

coletânea das características que definem estas membranas. Para fins de projeto e 

dimensionamento de equipamentos, a classificação por arranjo físico das membranas 

é importante. Atualmente existem quatro configurações principais de membranas de 

baixa pressão para a aplicação no estratos enzimaticos  de água e efluentes: 

Tubulares, Fibra Oca, Placas planas e em Espiral (METCALF e EDDY, 2003) sendo 

que a IUPAC (1996) divide os módulos em apenas três categorias: Fibras Ocas, 

Placas planas e em Espiral.  

Fickers et al. (2006) relataram a utilização da ultrafiltração para reduzir o 

volume do extrato bruto de lipase, reduzindo em 92% e aumentando a atividade da 

lipase de Y. lipolytica em 8 vezes. Sarkar et al. (2012) utilizaram ultrafiltração com 

duas mebramas diferentes (fenil-sepharose e superose 12) para purificar a lipase de 

Staphylococcus aureus, obtendo um fator de puruficação de 6,76. Yong et al., (2016) 
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purificaram a lipase de Botryococcus sudeticus em que o extrato bruto enzimático foi 

submetido a precipitação com sulfato de amónio, cromatografia em camada delgada 

e ultrafiltração em coluna de exclusão de tamanho. Assim, o peso molecular da lipase 

purificada foi estimado em 120 kDa e o índice máximo de redução de volume foi de 

65%.  

1.4 IMOBILIZAÇÃO DE ENZIMAS 

O desenvolvimento de técnicas de imobilização tem sido importante por 

proporcionar a reutilização das enzimas, facilitar a separação dos produtos e 

aumentar a estabilidade térmica e em solventes. (SOARES et al., 2009). A 

imobilização pode ocorrer por adsorção ou ligação química entre a enzima em um 

material insolúvel, pelo uso de um reagente multifuncional através de ligações 

cruzadas, confinamento em matrizes formadas por géis poliméricos ou encapsulação 

através de uma membrana polimérica (HAIDER e HUSAIN, 2009). 

1.4.1 Adsorção 

A adsorção é uma operação de transferência de massa do tipo sólido fluido na 

qual se explora a habilidade de certos sólidos em concentrar na sua superfície 

determinadas substâncias existentes em soluções liquidas ou gasosas (GOMIDE, 

1987). Assim, o processo de migração de uma dada substância, numa fase fluida, 

para a superfície de uma fase sólida, através do mecanismo de adsorção, em um 

sistema específico, leva a uma distribuição definida termodinamicamente desta 

substância entre as fases, quando o sistema atinge o equilíbrio. Tal distribuição pode 

ser expressa comumente como a quantidade de soluto adsorvida no equilíbrio por 

unidade de massa do adsorvente (q) em função da concentração de adsorbato (C) em 

uma solução, ou seja, expressão esta que pode ser denominada como isotermas de 

adsorção (ALMEIDA, 2003). 

A determinação das isotermas de adsorção é uma ferramenta importante na 

compreensão do mecanismo da adsorção, possibilitando por fim descrever o estado 

de equilíbrio de um sistema (QUEIROGA, 2012). Partindo deste principio foi 

desenvolvido um sistema de adsorção empregando a nanoparticula constituída nesse 

trabalho. As isotermas são empregadas na caracterização da retenção de substâncias 
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químicas pelos adsorventes, permitindo representar graficamente a concentração de 

material remanescente na solução em função da quantidade de soluto adsorvida em 

uma dada temperatura por unidade de massa de adsorvente. Desse modo, a equação 

que expressa a adsorção aparente do soluto pode ser descrita como a relação entre 

o volume da solução, a diferença entre as concentrações do início e fim do processo 

em função da massa do adsorvente utilizada (Equação1). 

 

𝑞 =  
𝑉 (𝐶𝑜−𝐶𝑒𝑞)

𝑚
                                                                                           (1) 

 

onde: q corresponde a concentração de soluto adsorvida na fase sólida (mg.g-1), V o 

volume da solução (L), Co corresponde a concentração inicial (mg.L-1), Ceq a 

concentração no equilíbrio (mg.L-1) e m é a massa do adsorvente utilizada (g). 

De acordo com a IUPAC (International Union of Pure and Applied Chemistry), 

1985, a maioria das isotermas pode ser classificada em seis grupos (Figura 7). Desse 

modo, para adsorção em soluções aquosas diluídas, existem várias equações 

empíricas e respectivas isotermas de adsorção, e as comumente estudadas em 

carvões estão mostradas na Figura 7. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 7. Classificação das isotermas de adsorção segundo a IUPAC (1985), 
Carpiné (2011). Tipo I caracteriza adsorventes microporosos (modelo de Langmuir), 

tipo II adsosrventes não porosos ou macroposos, tipo III descreve modelos 
reversíveis, tipos IV, V e VI adsorventes mesoporosos. 
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A isoterma reversível do tipo I é geralmente característica dos adsorventes 

microporosos, conhecida como modelo de Langmuir; A isoterma reversível do tipo II, 

é obtida a partir de estudos com adsorventes não-porosos ou macroporos, em boa 

tarde dos casos, o ponto B em destaque, indica a saturação da monocamada e início 

da adsorção por multicamada. A isoterma reversível tipo III, descreve um processo 

lento de adsorção inicial, sendo raramente encontrado. As isotermas do tipo IV, V e 

VI são características de adsorventes mesoporosos e revelam um formato de 

condensação capilar (IUPAC, 1985; HINES e MADDOX, 1985).  

Atualmente, existem diversos modelos de isotermas de adsorção, alguns dos 

quais aplicados em casos particulares. As isotermas derivadas teórica ou 

empiricamente podem, frequentemente, ser representadas por equações simples que 

relacionam diretamente o volume adsorvido em função da pressão e/ou concentração 

do adsorvato. As mais utilizadas no estudo da adsorção são as de Langmuir, 

Freundlich e Brunauer, Emmett, Teller (B.E.T.) (SHIMMEL, 2008). No entanto, a 

maioria dos modelos existentes corresponde a variações das isotermas ideais de 

Langmuir (MINATO, 2010). Neste trabalho os modelos sugeridos foram os modelos 

propostos de Langmuir e Freundlich. 

1.4.1.1 Isoterma de Langmuir 

O modelo de Langmuir considera que a adsorção ocorre apenas no mecanismo 

de monocamada, que todas as moléculas ficam acomodadas em sítios definidos do 

adsorvente, sendo que cada sítio pode ser ocupado apenas por uma única molécula 

do adsorbato, em que cada sítio apresenta igual energia de adsorção admitindo que 

não haja interações entre moléculas adsorvidas em sítios vizinhos (SCHNEIDER, 

2008). 

Assim, a partir de tais considerações o modelo de isoterma de Langmuir (1916) 

descreve que a adsorção máxima corresponde simultaneamente à formação de uma 

monocamada na superfície adsorventes (Equação 2). 

𝑞 =  
𝑞𝑠𝐶𝑒𝑞

𝐾𝑑+𝐶𝑒𝑞
                                                                                                   (2) 
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onde: q é a quantidade de soluto adsorvido por unidade de massa do adsorvente 

(mg.g-1); qs é a quantidade máxima de soluto adsorvida na fase sólida (mg.g-1); Ceq é 

a concentração do soluto na fase líquida no equilíbrio (mg.L-1); kd é a constante de 

dissociação que descreve o equilíbrio da adsorção (mg.L-1). 

Ferreira (2001) relata que o modelo de isoterma de Langmuir pode ser 

considerado como base da maioria dos extratos enzimaticos  teóricos do fenômeno 

de adsorção, essa isoterma corresponde a um modelo de adsorção altamente 

idealizado, tomando por base mecanismo de adsorção com moléculas gasosas, 

assume as seguintes hipóteses:  

1. Moléculas da fase fluida são adsorvidas em sítios discretos da superfície, 

denominados sítios de adsorção, em que cada sítio pode acomodar apenas uma única 

espécie; 

2. A energia de cada sítio de adsorção da superfície é igual e independente da 

população de espécies adsorvidas. Portanto, todos os sítios têm a mesma entalpia de 

adsorção e independem do grau de cobertura da superfície; 

3. A quantidade máxima da espécie adsorvida corresponde à formação da 

monocamada; 

4. A adsorção é localizada e ocorre pela colisão das moléculas da fase fluida com 

sítios vagos da superfície; 

5. A velocidade de adsorção depende apenas da quantidade de material adsorvido na 

superfície. 

Essas condições podem não ser válidas na adsorção em sistemas sólido-

líquidos, especialmente em altas concentrações. No entanto, na prática, os dados 

experimentais de adsorção mostram com a isoterma de Langmuir, em uma faixa 

relativamente extensa de concentrações. Assim, o modelo de Langmuir aparece como 

a primeira escolha de equação teórica para ajustes de dados experimentais em que 

se considera a adsorção de um componente (GUIOCHON et al., 1994). 
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1.4.1.2 Isoterma de Freundlich 

A dedução matemática deste modelo admite uma distribuição logarítmica de 

sítios ativos, válido quando não existe interação apreciável entre as moléculas de 

adsorvato (SHIMMEL, 2008). A equação de Freundlich (Equação 3) foi obtida 

empiricamente e é muito utilizado para baixas concentrações de soluto (soluções 

diluídas) (ZENI e OSTROSKI, 2009). 

 

𝑞 =  𝑘𝑓𝐶𝑒𝑞

1
𝑛⁄

                                                                                               (3) 

 

onde q é a quantidade de adsorbato adsorvida no equilíbrio (mg.g-1), Ceq a 

concentração do adsorbato no equilíbrio (mg.L-1), kf constante que representa a 

capacidade de adsorção [(mg g-1) (L mg-1)1/n] e n constante que representa a 

intensidade do processo de adsorção, usualmente seu valor é maior que 1. 

 

No entanto, duas observações sobre a equação da isoterma de Freundlich 

devem ser mencionadas: I) neste modelo não há requerimento quanto à cobertura 

aproximar-se de um valor constante correspondente a uma monocamada completa; 

II) Adicionalmente, a forma da equação mostra que q pode continuar a aumentar sem 

limite com o aumento de C, o que implica que a equação de Freundlich pode falhar 

para altos valores de C; III) Esta equação, normalmente, correlaciona bem os dados 

experimentais para adsorventes heterogêneos em uma ampla faixa de concentração 

(COONEY, 1999; LEVAN et al., 1997; RUTHVEN, 1984). 

 

1.4.2 Suportes para a imobilizaçao de enzimas 

Na seleção de um suporte para uma determinada aplicação, devem ser 

analisadas suas propriedades físicas e químicas, bem como as relativas à 

possibilidade de regeneração do material. O processo de imobilização e o uso repetido 

e contínuo do derivado, algumas vezes, requerem o uso de operações como filtração, 
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centrifugação e agitação. Portanto, o suporte deve ter boa resistência mecânica. Outra 

característica importante é a estabilidade térmica do suporte, pois dependendo do seu 

coeficiente de expansão, pode sofrer distorção ou destruir o sítio ativo da enzima sob 

expansão ou contração, quando submetido a variações de temperatura (KENNEDY, 

1987). 

Kennedy (1987) relata que, na seleção de um suporte para imobilização de 

enzimas devem ser analisadas suas propriedades físicas e químicas, bem como 

características primordiais tais como: 

 Estabilidade térmica: Esta é uma característica muito importante, pois 

dependendo do seu coeficiente de expansão, o suporte pode sofrer distorção ou 

destruir o sítio ativo da enzima sob expansão ou contração, quando submetido a 

variações de temperatura. 

 Natureza hidrofílica: São mais desejáveis suportes com características 

hidrofílicas, de modo a se obter uma boa difusividade do substrato, além de permitir a 

estabilização da enzima. Os suportes de natureza hidrofóbica costumam diminuir a 

estabilidade e a atividade da enzima imobilizada, por um mecanismo semelhante à 

desnaturação das enzimas em solventes orgânicos. 

 Porosidade: A morfologia do suporte é muito importante, pois o mesmo deve 

ter alta porosidade, o que permite ter uma grande área superficial interna para a 

imobilização da enzima, e poros com diâmetro suficiente para permitir o fácil acesso 

da enzima e do substrato. 

 Insolubilidade: É uma característica essencial, não somente para prevenir a 

liberação da enzima do suporte, mas principalmente para evitar a contaminação do 

produto pelo suporte dissolvido e pela enzima. 

 Resistência mecânica: O processo de imobilização e o uso repetido e contínuo 

do derivado, algumas vezes, requerem o uso de operações como filtração, 

centrifugação e agitação, portanto, o suporte deve ter boa resistência mecânica. 

 Resistência química: O suporte deve ser quimicamente resistente, nas 

condições de ativação, durante o processo de imobilização e nas condições em que 
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se processa a reação, devem possuir grupos químicos que podem ser ativados ou 

modificados de modo a permitir a ligação da enzima sem desnaturá-la. 

 Resistência ao ataque microbiológico: O suporte deve resistir à degradação por 

micro-organismos, evitando a liberação da enzima para a solução. 

As principais vantagens da enzima imobilizada são relatadas por Szymanska 

et al. (2007): transmite uma maior estabilidade para a enzima, de modo que possa ser 

utilizado em processos contínuos; permite um grande aproveitamento econômico, 

pelo fato da possibilidade de sua reutilização; permite o processamento de grandes 

quantidades de substrato, uma vez que pode ser separado e recuperado o produto da 

mistura de substrato e produto; promove a reutilização sem um significativo 

decréscimo da atividade; diminui o volume de reação, pois a enzima imobilizada pode 

ser utilizada em alta concentração em um menor volume de reator; proporciona um 

maior controle do processo catalítico; melhora o controle operacional; flexibiliza o 

projeto do reator; a enzima não contamina o produto.  

Varios suportes para imobilização de lipases são citados na literatura. Um 

exemplo é a imibilização de lipases em nanocompositos sitetisados a partir de 

alginado e celulose bacteriana (Gluconacetobacter xylinus), um trabalho realizado por 

Kim et al. (2017). Mehrasbia et al. (2017) imobilizaram lipases de Candida antarctica 

em nanoparticulas magneticas para a produção de biodisel, em que se preservou 84% 

da atividade inicial da enzima e 97% da especificidade da enzima estuda. Em outro 

trabalho a lipase B de C. antarctica foi imobilizada em caulim para a síntese de 

antioxidantes lipofílicos via modelos de adsosrção caracterizados por modelo de 

Langmuir (FUJIWARA et al. 2014). A mesma enzima foi imobilizada em amino 

silicones para utlização em acabamento de tecidos em rota industrial e com a 

imobilização a lipase adquiriu uma maior tolerâcia a alguns solventes e permaneceu 

com ativa após 2 anos de armazenamento a 4ºC.  

Brígida et al. (2007), imoblilizaram covalentemente a lipase B de C. antarctica 

utilizando como suporte casca de coco verde. Foi verificado um aumento da tolerância 

dos imobilizados em relação à enzima llivre em uma ampla faixa de temperatura e pH.  
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1.5 NANOPARTÍCULAS MAGNÉTICAS 

Nanopartículas magnéticas são compostos formados por átomos ou moléculas 

que apresentam resposta a um campo magnético e possuem um tamanho bastante 

reduzido, 100 nm (ZARBIN, 2007).  

Couto et al., (2006) relata que as nanopartículas apresentam alta área 

superficial e, portanto, alta energia superficial. Durante a síntese, as nanopartículas 

tendem a se aglomerar e crescer para que, assim, ocorra diminuição na energia total 

do sistema. Para evitar o crescimento descontrolado das partículas e produzir 

nanopartículas não-aglomeradas, normalmente são utilizados dois mecanismos 

básicos de estabilização: (i) repulsão por cargas elétricas e (ii) adição de um material 

estabilizante. No primeiro caso, as partículas se repelem por apresentarem a 

superfície eletricamente carregada (a), e no segundo caso, as partículas não se 

agregam por possuírem, na sua superfície, um agente protetor conhecido como 

passivante (b) (ZANCHET et al., 2001). O passivante impede a aglomeração das 

partículas fazendo uso do efeito estérico, dentre os materiais usados como 

passivantes pode-se citar surfactantes, moléculas orgânicas com grupos polares e 

polímeros (ZANCHET et al., 2001) . 

O princípio dessa nova ciência é que os materiais na escala nanométrica 

podem apresentar propriedades físico-químicas, ópticas e magnéticas diferentes das 

estruturas macroscópicas além de apresentar uma grande área superficial, implicando 

alta reatividade desses materiais (QUINA, 2004;PASCHOALINO et al., 2010). 

As aplicações dependem da modificação prévia da superfície das 

nanopartículas com um composto que contenha grupos funcionais de interesse 

(YAMAURA et al., 2004), capazes de interagir com analítos, fármacos, toxinas ou 

poluentes (RABELO, 2009; JI et al., 2016; KURBANOGLU et al., 2016). Dentre as 

aplicações das nanopartículas superparamagnéticas descritas até o momento, pode-

se destacar a produção de micro-sensores magnéticos, dispositivos ópto-magnéticos, 

diagnóstico médico, transporte de fármacos, purificação de DNA e RNA, catálise, 

bioprocessos, remediação ambiental e métodos analíticos (MIKHAYLOVA et al., 2004; 

GHARIBSHAHIAN et al., 2017; GHASEMI et al., 2017). 
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Rebelo (2009) destaca as grandes vantagens do uso de nanopartículas 

magnéticas como suporte para imobilização de enzimas, como: facilidade de extração 

do meio reacional, utilizando apenas um magneto; fácil obtenção, dependendo do 

método utilizado para a síntese (LU et al., 2007); possibilidade de funcionalização da 

superfície (MATEO et al., 2007); resistência a altas temperaturas (LIU et al., 2004); 

nanoestrutura dá estabilidade a enzima (KIM et al., 2006); reciclável (SHARMA et al., 

2007). 

Rebelo (2009) ainda ressalva que uma das nanopartículas magnéticas mais 

utilizadas para a imobilização de enzimas é a magnetita (Fe3O4), no qual uma unidade 

cúbica está representada na Figura 8. A estrutura cristalina da magnetita é formada 

por um spinel invertido, onde Fe3+ ocupam os espaços tetraédricos, enquanto o Fe2+ 

e Fe3+ ocupam remanescente e randomicamente distribuídos nos espaços 

octaédricos.  

 

Figura 8: Representação da estrutura cristalina da magnetita (MAGALHÃES, 2008). 

 

A magnetita é o óxido magnético mais abundante em rochas ígneas, 

metamórficas e sedimentares, sendo rara a sua ocorrência na forma pura, a qual 

possui magnetização de saturação teórica (σ) de 100 JT-1kg-1 a 20ºC 

(KARUNAKARAN e SENTHILVELAN, 2006). Suas propriedades magnéticas e 

elétricas são funções não apenas de seus raios iônicos e de valência, mas também, 
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das propriedades químicas e morfológicas, estequiométricas e tamanhos de partícula 

(LIU et al. 2009). 

Na literatura, encontram-se pesquisas relacionadas à funcionalização de 

nanopartículas magnéticas de óxido de ferro com diferentes grupos funcionais (KIM et 

al., 2003; LEE et al., 2008). Estas aplicações da modificação prévia da superfície das 

nanopartículas com um composto que contenha grupos funcionais de interesse, 

capazes de interagir com analitos, fármacos, toxinas ou poluentes é de grande 

importância. Dependendo do grupo utilizado pode existir alteração nas interações das 

nanopartículas com as células em termos da eficiência de sua adesão e 

internalização. Além disso, visa melhorar a biocompatibilidade, resistir à adsorção de 

proteínas e aumentar o tempo de circulação das nanopartículas no organismo (LIN et 

al., 2008). 

Existem diversos métodos de se produzir nanopartículas magnéticas, como o 

método Cerâmico Convencional, o método de Reação de Combustão, Microemulsão 

e o método Sol-Gel (BEDÊ, 2010). Montagne et al. (2002) produziram nanopartículas 

de maghemita a partir da coprecipitação de Fe+2 e Fe+3 com a utilização de hidróxido 

de amônio e posterior adição de ácido oléico. Já Igartua et. al. (2001) prepararam 

nanopartículas de magnetita a partir do uso também da coprecipitação de FeCl2 e 

FeCl3 em solução de HCl (10%) na presença de hidróxido de amônio e subsequente 

recobrimento com ácido oléico. Caiser et. al. (2002) utilizaram o método sol-gel para 

produzir nanopartículas de óxido de ferro. Neste trabalho foi utilizado o método de 

coprecipitação de Fe+2 e Fe+3 em solução de NH4OH, que será descrito, em detalhes, 

posteriormente, assim como BEDÊ (2010). 

O uso de nanoparticulas magnéticas como suporte para a imobilização de 

enzimas tem aumentado relativamente (LEI et al., 2009). Estudos com nanopartículas 

magneticas têm sido desenvolvidos para melhorar não só a estabilidade da enzima, 

como melhorar sua atividade e quantidade final de enzima imobilizada. Dyal et al. 

(2003) reportaram os resultados obtidos usando nanopartículas magnéticas para a 

imobilização de lipase de Candida rugosa. Esses resultados mostram que a 

imobilização da lipase levou a uma alta estabilidade, sendo que o complexo enzima 

nanopartícula magnética foi estocado por um mês, sem perder atividade. Esse 

sistema mostrou ainda, a facilidade de separação do catalisador do meio reacional 
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usando um campo magnético externo como, por exemplo, um eletroímã. Dyal et al. 

(2003) sugerem que a alta atividade existiu por uma atividade superestimada para a 

enzima desorvida na solução reacional, levando a um aumento aparente da atividade 

enzimática. Para prevenir este efeito na medida da atividade enzimática, lavagens 

sucessivas depois da imobilização da enzima devem ser realizadas, diminuindo assim 

erros na medida da atividade enzimática da enzima imobilizada.   

Abdollahi et al., (2017), com o uso de nanopartículas magnéticas de óxido de 

ferro revestidas com sílica e funcionalizadas com agrupamento amina (3-

aminopropiltrietoxisilano / etanol) e funcionalizadas com cloreto cianúrico (Cy-MNPs), 

observaram que as nanopartículas sintetizadas apresentaram uma elevada 

capacidade de carga de 194 mg de tirosinase/g de nanopartículas com um rendimento 

de imobilização de 69%. A condição ótima para a tirosinase livre e imobilizada foi 

encontrada em pH 7,0 e 35°C. A enzima imobilizada foi ativa após o extratos 

enzimaticos  das partículas em vários pH e temperaturas durante 100 min. Além disso, 

a reutilização da enzima imobilizada foi investigada e provou-se sua adequação para 

ser usada por mais de 7 ciclos. Além disso, os imobilizados magnéticos de tirosinase 

mantiveram cerca de 70% da sua atividade inicial após armazenamento a 4°C durante 

40 dias.  

Cubides-Roman et al. (2017) usaram nanopartículas magnéticas de óxifo de 

ferro revestidas com quitosana para imobilizar a lipase de Pseudomonas fluorescens 

para produção de esteres etílicos a partir do óleo de coco. Os biocatalizadores 

imobilizados atigiram cerca de 95% na conversão de esteres etílicos e ácidos graxos 

em 72 horas de reação em um reator convencional. Aghababaie et al.(2016) 

realizaram imobilização da lipase de Candida rugosa por ligação covalente em 

nanopartículas magnéticas de Fe3O4@SiO2, funcionalizadas com 3-

aminopropiletrietoxi silano (ATPS) e gluteraldeido, para a produção de uma membrana 

de ultrafiltração revestida com os biocatalizadores imobilizados. Foi verificada uma 

melhora significativa de 40% na atividade, com o estratos enzimaticos  imobilizado em 

nanoparticulas em relação a imobilização somente na membrana de ultrafiltração. Liu 

et al (2015) imobilizaram lipases de Y. lipolitica através de ligações crusadas com 

nanoparticulas magneticas com elevado numero de terminais –NH2 utilizando o 

grupos p-benzoquinona como agente de reticulação. Foi obtido 100% de eficiência de 
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imobilização e 139% de recuperação de atividade da lipase reticulada aos agregados 

magnéticos.  

 

1.6 ÓLEO DE PALMA 

1.6.1 Definições e histórico 

Originária da África, a palma, ou dendezeiro (Elaeis guineesis), pertence à 

família Arecaceae da ordem Arecales, planta de característica monóica com formação 

de inflorescências masculinas e femininas na mesma planta, com alternância de ciclos 

de duração que dependem de fatores genéticos, idade e fatores ambientais (CORLEY 

e TINKER, 2008; MOTEIRO, 2013). 

O óleo de palma ou azeite de dendê, por sua vez, é produzido a partir das frutas 

da palma de óleo originárias do Oeste Africano e tornou-se uma commodity agrícola 

mundial utilizada em uma variedade de produtos alimentares e não alimentares. 

Atualmente é considerado um importante insumo para a produção de biodiesel. A 

palma é cultivada inteiramente em países em desenvolvimento que se localizam nas 

proximidades dos trópicos onde geralmente constitui-se em importante recurso para 

as economias locais, tanto na pauta 18 de exportações como servindo de matéria 

prima para a indústria local (TEOH, 2010).  

 

Figura 9. a) Palma de óleo ou dendezeiro (Elaeis guineesis); b) amêndoa ou dendê; 
c) óleo de palma ou azeite de dendê.  Fonte: http://migre.me/oFTYv. 

 

 

a) 
 

b) 
 

c) 
 

http://migre.me/oFTYv
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A cultura da palma teve sua primeira produção comercial por volta de 1911 na 

Indonésia e em 1917 na Malásia (HOMMA e FURLAN JUNIOR 2001, CORLEY e 

TINKER 2008). Hoje, é cultivada em diversos países na faixa do trópico úmido, como 

Indonésia, Malásia, Papua Nova Guiné, Filipinas, Camarões, Uganda, Costa do 

Marfim, Tailândia, Brasil, Colômbia, Equador, Peru, Guatemala, México, Nicarágua, 

Costa Rica, dentre outros. No cenário internacional, entre todas as oleaginosas 

existentes, ocupa o primeiro lugar, atingindo produção de óleo acima de 56 milhões 

de toneladas anuais (USDA 2012). 

A palma de óleo durante séculos foi plantada apenas para atender às 

necessidades da indústria alimentícia (RIST et al., 2010; WICKE et al., 2011). 

Entretanto, hoje, entre todas as matérias-primas cotadas para a produção de 

biodiesel, é a que mais produz óleo por área plantada e apresenta ciclo de produção 

intenso durante todo o ano, diferentemente do que ocorre com outras culturas 

oleaginosas. Estes são alguns dos fatores atrativos e impulsionadores do mercado 

internacional para investimentos em óleo de palma para a produção de biodiesel em 

nível mundial (FEDEPALMA, 2010). 

Na atualidade, mais de 80% da produção mundial de óleo de palma é destinada 

para a indústria de alimentos (USDA, 2012). Este considerável crescimento na 

demanda tem sido acompanhado pela reestruturação de unidades industriais para a 

fabricação de alimentos ao longo das últimas décadas o que tem sido motivado pela 

busca de óleos vegetais mais puros e livres do processo de hidrogenização, fator este 

que tende a elevar os custos de produção de determinados produtos alimentícios 

(SULAIMAN et al., 2012; JAMBARI et al., 2012). 

Monteiro (2013) destaca que apesar da considerável liderança mundial do óleo 

de palma, no Brasil o tamanho das áreas cultivadas com esta cultura oleaginosa ainda 

é reduzido, quando comparado com a disponibilidade de áreas aptas que o país 

possui, 31,8 milhões de hectares segundo o zoneamento agroecológico da palma de 

óleo. Quase a totalidade da produção brasileira de óleo de palma é derivada do Estado 

do Pará, o que não é suficiente para atender a demanda nacional. Isto se constitui 

como uma clara indicação que esta atividade possui grande potencial de expansão e 

de substituição das importações deste óleo no país, como também, poderá agregar 

valor e renda para matérias primas originadas de comunidades rurais. 
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1.6.2 Características 

A cor do óleo de palma varia do amarelo claro até o laranja-avermelhado, e é 

atribuída à quantidade de carotenóides do fruto, além do nível de oxidação provocado 

pelas lipoxigenases em frutos escurecidos estocados por longo período antes de 

serem processados e a oxidação catalisada pelo ferro durante o processamento 

(EDEM, 2002; SAMBANTHARMUTHI et al., 2000; BAHARIN, et al., 2001). 

O conteúdo total de carotenóides para o óleo de palma não refinado, oleína de 

palma não refinada e estearina de palma não refinada fica em torno de 500-2000, 550-

2500 e 300-1500 µg/ Kg, respectivamente (CODEX, 2003).  

 

1.7 CAROTENOIDES 

1.7.1 Definições e classificações 

Dentre todos os pigmentos naturais, os carotenoides são, provavelmente, os 

de maior destaque. Formam um grupo de compostos dos quais mais de 700 tipos já 

foram identificados e cerca de 500 desses têm sua estrutura eletrônica estabelecida. 

Os carotenoides são notáveis por possuírem ampla distribuição na natureza, 

estruturas químicas diversas e funções variadas. Embora sejam micronutrientes, 

presentes em níveis muito baixos (microgramas por grama), os carotenoides estão 

entre os constituintes alimentícios mais importantes. São pigmentos naturais 

responsáveis pelas cores de amarelo a laranja ou vermelho de muitas frutas, 

hortaliças, gema do ovo, crustáceos cozidos e alguns peixes. São também 

substâncias bioativas, com efeitos benéficos à saúde (RODRIGUEZ-AMAYA, 

KIMURA & AMAYAFARFAN, 2008). 

Derivando do inglês “carrot” (cenoura), Wackenroder batizou as substâncias de 

carotenos (FRANK et al., 2004). Em 1948, aproximadamente 80 carotenoides já eram 

conhecidos e cerca de metade desses já estavam com sua estrutura elucidada. A 

grande variedade de carotenoides de que se tem conhecimento é dividida em dois 

grupos: carotenos e xantofilas (MELÉNDEZ-MARTÍNEZ et al., 2004). Os carotenos 

são pigmentos alaranjados e puramente compostos de Carbono e Hidrogênio. Já as 



57 

 

 

 

 

xantofilas podem ir do amarelo ao marrom-avermelhado e além de Carbono e 

Hidrogênio contêm Oxigênio em sua estrutura (SOURKES, 2009).  

Williams et al. (1998) conceituam os carotenoides, como moléculas orgânicas 

com funções antioxidantes, pigmentantes, pro-vitaminas e imunomoduladoras. Tais 

compostos participam ainda de funções vitais, fazendo parte de pigmentos estruturais 

importantes. Vários compostos de formulas estruturais isoméricas ou derivados de 

carotenoides tem a capacidade de serem convertidos em vitamina A. Os animais e o 

homem não são capazes de sintetizar esses pigmentos, mas são capazes de fazer 

algumas alterações fundamentais para formar a estrutura química. A característica de 

maior destaque nestas moléculas é um sistema extenso de duplas ligações 

conjugadas (Figura 10), responsáveis por suas propriedades e funções tão especiais. 

Este é o sistema cromóforo, que confere aos carotenóides suas cores atraentes 

(RODRIGUEZAMAYA, KIMURA & AMAYA-FARFAN, 2008). 

  

 

Figura 10: Estrutura isoprênica dos carotenóides. (FONTE: BOBBIO E BOBBIO, 

2001). 

 

Haegelle et al. (2000) e Maldonade (2003) descrevem que os carotenóides são 

constituídos por dois grandes grupos, denominados: (1) carotenos, que consistem em 

hidrocarbonetos puros; e (2) xantofilas, hidrocarbonetos que possuem grupos 

funcionais oxigenados. Villela et al., (1976) subdivide estes dois grupos principais em 

sete subgrupos: 

1. Hidrocarbonetos – São carotenóides que apresentam em sua estrutura 

somente átomos de carbono e hidrogênio. Este grupo é representado pelos 
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carotenos (α, β, γ e δ) e pelo licopeno. Ao lado destes, encontram-se na 

natureza derivados super-hidrogenados (com até 76 átomos de hidrogênio), 

incolores, denominados fitoenos e fitofluenos. 

2. Alcoóis – São carotenóides que possuem um grupo hidroxila (OH-) ligado 

aos anéis iononas da cadeia. Abrangem as verdadeiras xantofilas, como a 

criptoxantina (3-hidroxi-β-caroteno), encontrado em frutos e no milho amarelo; 

a zeaxantina (3,3’-diidroxi-β-caroteno), também chamada luteína, que se 

encontra nas folhas verdes, nas flores, nos frutos, no corpo lúteo e na gema do 

ovo. 

3. Cetonas – São carotenóides que possuem grupos carbonilas ligados aos 

anéis iononas. São exemplos: a equinenona (4-ceto-β-caroteno), encontrada 

em invertebrados marinhos; a cantaxantina (4,4-diceto-β-caroteno), presente 

em cogumelos; a astacina (3,3’,4,4’-tetraceto-β-caroteno) responsável pela cor 

da carcaça de crustáceos. 

4. Epóxidos – São carotenóides que apresentam oxigênio entre carbonos, 

formando ciclos. Pertence a este grupo a flavoxantina (5,6,5,6’-di-epoxi-

zeaxantina). 

5. Éteres – São carotenóides que apresentam oxigênio entre carbonos. 

Exemplo: a espiriloxantina (dimetoxil-licopeno). 

6. Ácidos – São carotenóides que possuem grupos carboxila ligados na 

extremidade da cadeia carbônica, pois não possuem anéis ionona. 

Cognominaram-se ácidos carotênicos, cujo exemplo principal é a crocetina, 

pigmento do açafrão. Trata-se, todavia, de derivado diterpênico; tem 20 átomos 

de carbono formando cadeia poli-insaturada, tetrametilada e dicarbolxílica. 

7. Ésteres – São carotenóides que apresentam o grupo carboxil entre carbonos. 

Englobam: a) ésteres de ácido carotênico, como a bixina, pigmento vermelho 

do urucum; a crocina, diéster da crocetina com duas unidades de gentiobiose; 

b) ésteres das xantofilas com ácidos graxos comuns.  

Quimicamente, os carotenóides são definidos como tetraterpenóides C40 

(hidrocarbonetos de ocorrência natural e seus derivados), ou seja, união de oito 

unidades isoprenóides (C5) de cinco átomos de carbono, formando uma cadeia 
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carbônica de quarenta átomos de carbono, exceto a crocetina e a bixina, que possuem 

menos de quarenta átomos de carbono em sua estrutura (SANTOS, 2011). A cadeia 

carbônica de alguns carotenóides ainda apresenta um ou dois anéis β-ionona nas 

extremidades (VILLELA, 1976). 

1.7.2 Obtenção de carotenóides 

Vários métodos de extração de carotonoides são descritos na literatura, como 

por exemplo, a utilização de acetona como solvente e centrifugação (LIM et al. 2002), 

a extração com acetona e perolas de vidro descrita por Goveia et al. (1996) e o uso 

de dimetilsulfóxido (DMSO) seguido por centrifugação, segundo Moriel (2005). A 

utilização de compostos químicos como agente precipitante para o carotenoide é 

considerada como método padrão.  

Outros métodos de extração baseados em agentes menos ‘agressivos’ com a 

intenção de melhorar o processo de extração sem a geração de resíduos tóxicos ao 

meio ambiente ou preservar os compostos, são descritos na literatura. Hosseini et al. 

(2017) utilizaram dióxido de carbono supercrítico para extração de carotenoides da 

alga Dunaliella salina sob as condições operacionais de separação e purificação dos 

pigmentos extraídos. Através deste processo foi possível obter uma maior facilitadade 

no processo de extração bem como uma maior seletividade final dos pigmentos de 

interesse em relação a utilização de solventes. Vieira et al. (2017) empregaram 

surfactantes não iônicos na extração de catotenoides de maroalgas secas. Os 

resultados mostraram que, apesar de menor extração que o método convencional, 

utilizando álcool como agente preciptante, a seletividade do composto de interesse 

(tomadol) foi maior.  

Trabalhos com aplicação enzimática para a extração de carotenoides são uma 

nova pespectiva para o uso de lipases, além de se tratar de um processo de tecnologia 

verde. Abdala et al. (2017) avaliaram a viabilidade da hidrólise enzimática de 

carotenóides de Tagetes Erecta utilizando lipases de Y. lipolytica em comparação com 

lipase de Rhizopus oryzae (comercial). A utilização da lipase de Y. lipolytica mostrou 

um aumento da quantidade de carotenóides livres de 12,41%  e 8,8% em frasco com 

agitação em relação a lipase de R. orryzae. Ribeiro et al. (2012) utilizando lipase de 

Y. lipolytica e mais duas lipases comerciais (Lipozyme TL IM e CALB L) para a 
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hidrólise de óleo de buriti bruto e refinado, demonstraram que a Lipozyme TL IM 

apresentou um maior fator de reação hidrolitica dos óleos. Após a otimização das 

condições reacionais, os autores alcançaram 73 % e 74,8% de ácidos graxos livres e 

1578 e 793 mg Kg-1 de carotenoides, respectivamente para o óleo bruto e refinado, 

após 4 horas de reação a 300 rpm.  
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2 OBJETIVOS 

2.1 OBJETIVO GERAL  

O objetivo do presente trabalho reside na síntese e caracterização de nanopartícula 

magnéticas de magnetita, por meio de coprecipitação, para imobilização absortiva de 

lipase produzida por Yarrowia lipolytica IMUFRJ 50682, e sua aplicação na extração 

de carotenoides do óleo de palma. 

 

2.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS  

 Síntetisar nanopartículas magnéticas de magnetita e caracterizá-las; 

 Purificar a lipase produzida por Yarrowia lipolytica IMUFRJ 50682 utilizando 

diferentes métodos: ultrafiltração, precipitação de acetona e caulim industrial, e 

sistema aquoso bifásico; 

 Imobilizar a lipase do extrato bruto e as lipases purificadas em nanopartículas 

magnéticas; 

 Caracterizar fisicamente as lipases imobilizadas em comparação com a 

nanopartícula; 

 Determinar a estabilidade enzimática dos complexos imobilizados, em relação 

à temperatura, pH e cinética de desativação enzimática nos sistemas imobilizados em 

relação aos ciclos de reação;  

 Aplicar o novo biocatalisador (lipase imobilizada em nanopartícula magnética) 

na extração de carotenoides do óleo de palma em escala laboratorial.  
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3 METODOLOGIAS EXPERIMENTAIS 

 

3.1 MATERIAIS 

Para a condução deste trabalho foram utilizados os seguintes reagentes: 
 
Tabela 1. Materiais utilizados.  

Reagentes Marca 

Acetona SIGMA 

Agar VETEC 

Albumina bovina SIGMA 

Álcool isopropílico VETEC 

Azeite de oliva BORGES 

Carbonato de potássio VETEC 

Caulim industrial SYNTH 

Cloreto de ferro VETEC 

Dimetilsulfóxido ISOFAR 

Fosfato de potássio dibásico VETEC 

Fosfato de potássio monobásico VETEC 

Glicose VETEC 

Goma arábica SYNTH 

Hexano SIGMA 

Hidróxido de amônio VETEC 

Hidróxido de potássio VETEC 

Hidróxido de sódio VETEC 

Iodeto de potássio VETEC 

Levedo KASVI 

Metanol VETEC 

Peptona VETEC 

p-nitrofenil laurato SIGMA 

Polietilenoglicol (1500) SYNTH 

Sulfato de ferro SIGMA 

Sulfato de sódio SIGMA 
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3.2 PRODUÇÃO DE LIPASE  

3.2.1 Micro-organismo 

A levedura empregada no presente trabalho foi uma cepa selvagem de 

Yarrowia lipolytica 583 (IMUFRJ 50682) selecionada de um estuário da Baía de 

Guanabara no Rio de Janeiro, Brasil (HAGLER e MENDONÇA-HAGLER, 1981) e 

identificada pelo Instituto de Microbiologia do Centro de Ciências da Saúde da 

Universidade Federal do Rio de Janeiro (AMARAL, 2007).  

 

3.2.2 Preservação 

As células foram conservadas a 4ºC após 24 horas de crescimento em tubos 

de ensaio com meio YPD (“Yeast Extract, Peptone, Dextrose”) contendo (em p/v): 

extrato de lêvedo 1%, peptona 2%, glicose 2% e Agar-agar 2% (AMARAL, 2007).  

 

3.2.3 Pré-inóculo 

A partir dos tubos contendo as células preservadas em meio sólido YPD 

(descrito no item 5.1) inoculava-se, de forma estéril com uma alça de platina, 200 mL 

de meio de cultivo YPD em erlenmeyers de 500 mL. Após cerca de 70 horas em 

incubadora shaker orbital a 29ºC, 160 rpm, a absorbância (570 nm) de uma amostra 

deste cultivo foi determinada e, em seguida as células foram centrifugadas de forma 

estéril a 3.000 g por 10 minutos e ressuspensas em 10 mL de meio de cultivo servindo 

de inoculo dos experimentos que foram descritos nos itens posteriores. O volume 

centrifugado desse pré-inóculo era suficiente para se obter uma concentração inicial 

de células de, aproximadamente, 1,0 ± 0,1 mg de peso seco células/mL (mg p.s. 

cél/mL) no meio de produção (AMARAL, 2007).  

 

3.2.4 Esterilização 

Todos os componentes do meio de cultivo foram esterilizados em autoclave a 

0,5 atm, 121ºC por 15 minutos. O biorreator, as pipetas, os tubos de centrífuga e 
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outros instrumentos utilizados no manuseio do meio de cultivo foram esterilizados em 

autoclave a 1 atm por 20 minutos. 

 

3.2.5 Produção de lipase em biorreator de bancada  

A produção de lipase ocorreu em reator Microferm New Brunswick MF-114 

(Figura 11), com volume efetivo para de 3 litros, em condições anteriormente 

otimizadas por Amaral (2007). Este biorreator apresenta uma relação altura/diâmetro 

de 30 x 20 cm e aeração por anel multiorifícios, abaixo da palheta de agitação. A 

fermentação foi conduzida sob agitação mecânica em eixo central contendo 3 

agitadores tipo Rushton, velocidade de agitação 650 rpm, taxa de aeração de 1 vvm 

e temperatura mantida a 28ºC. 

Células do pré-inóculo (item 3.2.3) foram centrigugadas e utilizadas para 

inocular 3 litros de meio de produção, composto por extrato de levedo (1%), glicose 

(2%) e peptona (0,64%). O volume de pré-inóculo utilizado foi suficiente para iniciar a 

produção de lipase com 1 g de células (peso seco)/ L. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 11: Biorreator de bancada Microferm da New Brunswick MF-114 utilizado na 
produção de lipase. 
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3.2.6 Obtenção do extrato enzimático  

Após o período para maior produção de lipase nas condições mencionadas (24 

h), o meio foi coletado e centrifugado a temperatura ambiente durante 10 min a 3000 

rpm. O sobrenadante foi utilizado como extrato enzimático. Esse extrato livre de 

células foi chamado de extrato enzimático bruto (EEB). 

 

3.3 PURIFICAÇÃO PARCIAL DA LIPASE 

Para a purificação parcial da lipase, foram utilizados três métodos para 

comparação: sistema aquoso bifásico, ultrafiltração tangencial e precipitação protéica 

com acetona e caulim comercial. 

 

3.3.1 Sistema aquoso bifásico (SAB) 

O sistema realizado foi reproduzido do modelo proposto por Padilha et al. 

(2010).  

 

3.3.1.1 Solução estoque sal fosfato 

Foram preparadas as soluções tampão com pH 6, 7 e 8 a partir de 20% m/m 

de fosfato de potássio monobásico e fosfato de potássio dibásico (KH2PO4/K2HPO4), 

seguindo a metodologia descrita por Morita e Assumpção (1995). As soluções foram 

agitadas em agitador magnético sem aquecimento até a dissolução completa dos sais.  

 

3.3.1.2 Solução estoque de polietilenoglicol – (PEG) 

Em temperatura ambiente, foram dissolvidos o PEG com massa molecular 

1500 Da em água deionizada a fim de obter a concentração de 50% m/m.  
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3.3.1.3 Montagem do sistema 

Todo o processo descrito a seguir foi efetuado de acordo Padilha et al. (2012). 

A construção dos diagramas de fases foi realizada utilizando diferentes composições 

de PEG e tampão fosfato, segundo a metodologia descrita por Lbertssom (1986). Para 

isso utilizou-se uma balança analítica (10-3 g) para pesagem da massa dos sistemas 

e um agitador de torque (vórtex) para agitação dos tubos até completa dissolução. 

Vários sistemas bifásicos com volume total de 7 mL foram preparados. Em tubos de 

centrífuga graduados, a solução de fosfato a 20% (m/m) foi adicionada lentamente à 

temperatura ambiente (25 ± 2 ºC) em solução de PEG a 50% (m/m) até atingir a 

turbidez. Com o surgimento dessa segunda fase anotou-se a massa do sistema, o que 

forma um ponto com alta concentração de sal e baixa concentração de PEG. O mesmo 

procedimento foi realizado para obtenção dos resultados com alta concentração de 

PEG (Tabela 2).  

Para cada ensaio, os pontos das linhas de amarração (PADILHA et al., 2012) 

foram reproduzidos em tubos graduados com volume total do sistema de 7 mL. A 

estes tubos foi adicionado 1 mL do extrato bruto que continha a lipase. Assim que o 

equilíbrio difusivo foi atingido (24 horas) em diferentes temperaturas (25 e 4ºC), 

coletou-se 1 mL de amostra de cada fase do sistema para análises posteriores.  

 

3.3.1.4 Determinação dos parâmetros de purificação 

 

Para avaliar o processo de purificação, alguns parâmetros foram calculados a 

partir de Padilha et al. (2012) e Show et al. (2011) . Calculou-se a atividade específica 

da enzima (AE, U/mg de proteína) e o fator de purificação (FP), tal como mostrado 

nas equações (4) e (5). 

 

𝐴𝐸 =  
𝐴𝑡𝑖𝑣𝑖𝑑𝑎𝑑𝑒 𝑑𝑎 𝑒𝑛𝑧𝑖𝑚𝑎 (𝑙𝑖𝑝𝑎𝑠𝑒 𝑜𝑢 𝑝𝑟𝑜𝑡𝑒𝑎𝑠𝑒) 

 𝑐𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎çã𝑜 𝑑𝑒 𝑝𝑟𝑜𝑡𝑒í𝑛𝑎
                                            (4) 

 

𝐹𝑃 =
𝐴𝐸

𝐴𝐵
                                                                                                                       (5) 
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sendo: AE: atividade específica da enzima nas fases superior e inferior após 

purificação. AB: atividade específica do extrato enzimático bruto (EEB).  

O coeficiente de partição protéica foi calculado pela equação 6: 

KpT = CT/ CB ou KpB = CB/ CT                                                                            (6) 

onde KpT é o coeficiente de partição da proteína para a fase superior, KpB é o 

coeficiente de partição da proteína na fase inferior. CT é a concentração de proteína 

na fase superior e CB é a concentração de proteína na fase inferior. 

 O coeficiente de partição enzimático foi dado pela equação 7: 

KeT = LAT/LAB ou KeB = LAB/LAT                                                                           (7) 

onde KeT é o coeficiente de partição enzimático para a fase superior, KeB é o 

coeficiente de partição enzimática para a fase inferior. LAT é a atividade da lipase na 

fase superior e LAB é a atividade da lipase na fase inferior. 

O coeficiente de partição da atividade específica foi dado pela equação 8: 

KsaT = AELT/AELB ou KsaB = AELB/AELT                                                                (8) 

Onde KsaT é o coeficiente de partição de atividade específica para a fase 

superior, KsaB é o coeficiente de partição da atividade para a fase inferior, AELT é a 

atividade específica da lipase na fase superior e AELB é a atividade específica da 

lipase na fase inferior. 

A seletividade (S) foi calculada pela Equação 9: 

S = Ke / Kp                                                                                                              (9) 

Onde Ke é o coeficiente de partição da lipase e Kp é o coeficiente de partição da 

proteína. 
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Tabela 2 . Composição das fases do sistema aquoso bifásico composto por polietilenoglicol (1500) e fosfato de potásio para 

purificação de lipase de Y. lipolítica. 

pH 
Tie 

Line 

Composição total Fase superior  Fase inferior  

PEG 

(%w/w) 

Sal 

(%w/w) 

Água 

(%w/w) 

PEG 

(%w/w) 

Sal 

(%w/w) 

Água 

(%w/w) 

Peso 

(g) 

Densidade 

(Kg/m³) 

Volume 

  (m³) 

PEG 

(%w/w) 

Sal 

(%w/w) 

Água 

(%w/w) 

Peso 

(g) 

Densidade 

(Kg/m³) 
Volume  (m³) 

6 

1 17,8 12,9 69,3 31,0 5,6 63.4 4,69 1089,66 4,30 x10-6 5,0 19.5 75.5 4,89 1175,77 4,16 x10-6 

2 16,6 12,7 70,7 27,2 7,0 65.8 4,66 1087,15 4,29 x10-6 6,5 17.9 75.6 4,69 1176,67 3,98 x10-6 

3 14,8 12,6 72,3 21,0 9,3 69.7 4,95 1086,03 4,56 x10-6 9,0 16.0 75.0 4,74 1179,30 4,02 x10-6 

7 

1 19,3 12,3 68,4 37,5 3,1 58.4 5,45 1086,57 5,02 x10-6 1,5 21.0 77.5 4,52 1199,60 3,77 x10-6 

2 16,3 12,3 71,4 31,0 4,6 64.7 5,14 1084,42 4,74 x10-6 2,0 19.4 78.6 4,37 1194,1 3,65 x10-6 

3 14,7 12,7 73,6 25,0 6,6 68.4 4,25 1076,73 3,95 x10-6 4,5 16.5 79.0 5,34 1188,75 4,50 x10-6 

8 

1 17,9 12,0 70,1 35,0 3,2 64.8 4,83 1073,73 4,49 x10-6 0,7 20.5 78.8 4,74 1197,82 3,96 x10-6 

2 16,8 11,0 72,2 33,0 3,6 63.4 5,02 1067,56 4,69 x10-6 0,6 18.7 80.7 4,48 1186,19 3,78 x10-6 

3 15,8 10,6 73,6 29,0 4,4 66.6 5,19 1058,62 4,91 x10-6 1,9 16.8 81.3 4,30 1070,11 4,02 x10-6 
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3.3.1.5 Obtenção do extrato enzimático purificado com o sistema aquoso bifásico 
(EESAB) 

Após a obtenção da melhor condição para a purificação da lipase por SAB, o 

extrato enzimático purificado com sistema aquoso bifásico (EESAB), foi obtido com 

através da montagem do sistemas em 50 tubos falcon calibrados, em que a fase 

inferior foi retirada com auxílio de agulha e seringa. Após o processo extratitivo  DO 

530 SIGMA (50 kDa), para cada 100 mL de solução retirada da parte rica em sal do 

sistema aquoso, foram utilizados 500 mL de tampão fosfato a 10 mM com para 

solução de imersão em bandejas, esse sistema foi refrigerado a 10ºC em BOD 

(SOLAB), por 6 horas. Depois deste processo, o dializado foi congeladosubmetido a 

liofilização. 

3.3.2 Ultrafiltração 

A ultrafiltração ocorreu em temperatura ambiente em membrana de fibras ocas 

de polissulfona (Hollow Fiber QuixStand, marca GE® Healthcare), em sistema de 

ultrafiltração tangencial (Figura 12). O extrato enzimático bruto foi concentrado em 

cartucho com membrana de corte de 50 kDa a uma pressão de no máximo 15 psi na 

entrada do cartucho. O volume inicial de 700 mL de extrato bruto deu origem a 200 

mL de filtrado, depois de 2 horas de retenção no sistema. Esse extrato obtido foi 

chamado de extrato enzimático purificado por ultrafiltração (EEU). O esquema preciso 

da ultrafiltração esta elucidado nas Figuras 12 e 13.  
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Figura 12: Sistema de filtração tangencial em membranas de fibras ocas de 
polissulfona. Fonte: GE® Life Sciences, 2015 (http://migre.me/olslK). 

 

 

Figura 13 – Esquema elucidado do Sistema de filtração tangencial em membranas 
de fibras ocas de polissulfona. Fonte: GE® Life Sciences, 2015 

(http://migre.me/olslK). 
 

http://migre.me/olslK
http://migre.me/olslK
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3.3.3 Precipitação proteica em acetona e caulim industrial 

Ao extrato enzimático bruto, EEB, (50 mL) foram adicionado 2 gramas de 

caulim industrial, após esse procedimento ouve a homogeneização de 3 minutos em 

agitador tipo vortex (SOLAB – A52). Após 15 min de repouso, em temperatura 

ambiente, essa solução foi filtrada em papel filtro Whatmam nº3, a vácuo. As proteínas 

do filtrado foram concentradas com 3 volumes de acetona a frio, centrifugadas a 4000 

g e o precipitado resuspenso em 10% do volume inicial de filtrado (GOULART et al., 

2009). Essa solução resultante foi chamada de extrato enzimático purificado por 

precipitação com acetona e caulim (EEAC). 

3.4 IMOBILIZAÇÃO DA LIPASE EM NANOPARTÍCULA MAGNÉTICA 

3.4.1 Obtenção da nanopartícula de magnetita (Fe3O4) 

As nanopartículas magnéticas foram sintetizadas de acordo com Finotelli et al 

(2004). Inicialmente foi preparada uma solução de ácido sulfúrico 50% (p/v). Em 

seguida, diluiu-se 15 g de FeSO4.7H2O nessa solução. Posteriormente, a solução foi 

aquecida a 60°C e mantida sob agitação magnética, enquanto o ferro metálico (Fe0) 

foi adicionado lentamente e em pouquíssimas quantidades, até se observar a 

saturação da solução. Após a saturação, a solução foi resfriada até a temperatura 

ambiente, e depois colocada em banho de gelo para recristalização do sulfato de ferro 

II purificado, em um período máximo de 24 horas. Após esse tempo, filtrou-se a vácuo 

e os cristais foram pesados e armazenados em um dessecador até a utilização 

(BEDE, 2010). A figura 14 ilustra esta essa etapa. 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 14: Purificação do Sulfato de ferro II. Fonte: BEDE, 2010. 
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Para obtenção do FeCl2, preparou-se uma solução de cloreto de cálcio 1,9 M e 

de sulfato de ferro II 1,42 M. As duas soluções foram misturadas, gerando um 

precipitado branco, referente ao sulfato de cálcio. Promoveu-se uma centrifugação 

por 10 minutos à 3.000 g, em uma temperatura de 20°C. Após a centrifugação, 

separou-se o sobrenadante para posterior utilização, e descartou-se o precipitado. 

Esse procedimento é ilustrado pela figura 15. 

 

 
Figura 15: Obtenção do Cloreto de Ferro II. Fonte: BEDE, 2010. 

 

A reação de obtenção do FeCl2 é dada por: 

 
FeSO4.7H2O + CaCl2.2H2O                        CaSO4 + FeCl2 + 9H2O 

 

Foi preparada uma solução de FeCl3 0,86 M. Para isso, dissolveu-se 6,757 g 

do sal em água destilada e transferiu-se para um balão volumétrico de 50 mL. A figura 

16 representa essa etapa. 
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Figura 16: Preparação da Solução de Cloreto de Ferro III. Fonte: BEDE, 2010. 

 

A magnetita foi obtida através do método de coprecipitação de Fe II e Fe III em 

meio alcalino de acordo com a reação: 

 

2FeCl3 + FeCl2 + 8NH4OH                     Fe3O4 + 8NH4Cl + 4H2O 

 

Primeiramente as soluções de FeCl2 e FeCl3 foram misturadas e mantidas sob 

agitação mecânica e temperatura de 60 °C durante 15 minutos. Posteriormente, foram 

gotejados 200 mL de hidróxido de amônio a 25% (NH4OH) à mistura de FeCl2+FeCl3. 

Ao término do gotejamento, a solução permaneceu mais 15 minutos a 60°C. Durante 

esse processo, o pH foi controlado e mantido na faixa de 11-12. 

A suspensão contendo nanopartícula magnéticas foi então resfriada até a 

temperatura ambiente. Depois, a suspensão foi centrifugada por 5 minutos a 3.000 g 

e 20°C. Todo o sobrenadante foi descartado, e o precipitado lavado com 50 mL de 

água destilada e centrifugado novamente. Por fim, o precipitado foi liofilizado e 

armazenado em dessecador. Esse processo é elucidado na Figura 17. 
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Figura 17: Síntese da magnetita (Fe3O4). Fonte: BEDE, 2010. 

Com esse conjunto de processos, conseguiu-se obter as nanopartícula 

magnética (Fe3O4) (Figuras 19 e 20) que foi utilizada como suporte de imobilização da 

lipase neste trabalho. 

 

Figura18: Nanopartículas de óxido de ferro  liofilizadas. Fonte: A autora. 

 

 

 



75 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
Figura19: Suspensão de nanopartículas de óxido de ferro em meio aquoso: A) 

nanopartículas em suspensação; B)  ação  do campo magnético sobre as 
nanopartículas. Fonte: A autora. 

 

3.4.2 Ensaios de adsorção – Isotermas de adsorção 

Antes de verificar a adsorção efetiva da lipase no suporte (nanoparticula de 

magnetita) foi realizado um estudo de isortemas de adsorção com albumina soro 

bovino (BSA). Aproximadamente 0,3 g de nanopartícula de magnetita foram 

adicionados a tubos contendo 5 mL de solução de BSA, na concentração de 100 a 

1000 mg.L-1 em tampão fosfato de potássio (pH 7, 50 mM). Os tubos foram colocados 

sob agitação constante a 20 rpm (em aparato experimental), por 6 horas, com 

temperatura controlada (10, 20, 25 e 30 ºC) em estufa incubadora (B.O.D. QUIMIS - 

Q315M). Em seguida, as nanopartículas foram centrifugadas a 3.000 g (Centrífuga 

MPW-350) e o sobrenadante filtrado, utilizando filtro de seringa de PTFE hidrofílico, 

poro 0,45 m. 

A quantificação das proteínas foi realizada por leitura direta segundo medodo 

de método de Bradford (1976) em espectrofotômetro (SHIMADZU – UV-1800). A partir 

dos valores de absorvância das soluções, determinou-se a capacidade adsortiva das 

nanoparticulas, utilizando a equação 10. 
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 𝑞 =
𝑉𝐶𝑖𝑛−𝑉𝐶

𝑚𝑎𝑑𝑠
                                      (10) 

em que: 

q é a capacidade adsortiva, após atingir o equilíbrio (mg/g); 

V é o volume de solução (mL); 

Cin concentração inicial de proteína da solução contendo BSA(mg/L);  

C é a concentração final de proteína da solução contendo BSA (mg/L) no 

equilíbrio e 

mads é a massa do suporte magnetico (g).  

 

A eficiência do processo adsortivo foi obtida a partir dos valores de 

concentração inicial e final da solução, conforme a equação 11. 

𝑒𝑓𝑖𝑐 = (
𝑉𝐶𝑖𝑛−𝑉𝐶

𝑉𝐶𝑖𝑛
) ∗ 100                                                                                (11) 

Em que:  

efic é a eficiência da adsorção (%); 

V é o volume de solução (mL);  

Cin concentração inicial de proteína da solução contento solução de BSA (mg L-1); 

C é a concentração de proteína da solução contento extrato enzimático no equilíbrio 

(mg L-1).  

 

3.4.3 Imobilização da lipase (adsorção física)  

3.4.3.1 Estudo do tempo de adsorção 

Tubos de centrífuga (falcon) de 15 mL foram colocados sob agitação constante 

de 40 rpm, com 2 gramas de nanopartícula, 8 mL de tampão e 2 mL de extrato 

enzimático bruto (EEB) durante 10, 20, 30, 40, 50, 60, 90, 120, 180, 240 min, sob 

temperatura constante. Após a medida inicial de atividade da lipase por 

espectrofotometria (Ati) e da atividade da enzima final (Atf) no sobrenadante, a 

atividade enzimática remanescente no sobrenadante (Ati - Atf) e o rendimento de 

imobilização (IYimob) puderam  ser calculados, utilizando a equação 12 (KORDEL et 

al., 1991; SILVA et al., 2012; SOUZA, 2013). 
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𝐼𝑌𝑖𝑚𝑜𝑏(%) =
𝐴𝑡𝑖−𝐴𝑡𝑓

𝐴𝑡𝑖
∗ 100                                                                (12) 

 

3.4.3.2 Estudo da carga de enzima 

Os ensaios para identificar a melhor atividade enzimática para imobilização 

foram realizados através de diluições do EEB com tampão fosfato (50 Mm, pH 7). 

Esses extratos diluídos foram colocados em contato com a nanopartícula magnética 

como no item anterior no melhor tempo para imobilização (maior IYimob) e em 

temperatura estimada no processo de isotermas de adsorção. O rendimento de 

imobilização foi calculado pela equação 12. 

 

3.4.3.3 Reutilização do biocatalizador 

Foram realizados ensaios reacionais descritos no item 4.7.3., para a avaliação 

do potencial de reuso da lipase imobilizada na nanopartícula magnética (extrato bruto 

e com os extratos enzimaticos pré-purificados). As análise foram efetuadas a através 

da hidrólise do substrato p-nitrofenil laurato. 

 

3.4.3.4 Obtenção da lipase imobilizada 

Tubos de centrífuga (falcon) de 15 mL foram colocados sob agitação constante 

de 40 rpm, com 2 gramas de nanopartícula, 6 mL de tampão e 4 mL de extrato 

enzimático por 90 min a 20 ºC. Os extratos enzimáticos utilizados para imobilização 

foram o EEB, o extrato enzimático purificado por precipitação com acetona e caulim 

(EEAC), o extrato enzimático purificado por ultrafiltração (EEU) e o extrato enzimático 

purificado por sistema aquoso bifásico (EESAB). 

Após imobilização, as enzimas imobilizadas obtidos foram, então chamadas de 

extrato enzimático bruto imobilizado (EEBI), extrato enzimático purificado por 

precipitação com acetona e caulim imobilizado (EEACI), extrato enzimático purificado 

por ultrafiltração imobilizado (EEUI) e extrato enzimático purificado por sistema 

aquoso bifásico imobilizado (EESABI). Todos eles foram submetidos a caracterização 

física e enzimática. 
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3.4.4 Caracterização da nanopartícula e das enzimas imobilizadas 

As análises de caracterização física e termodinâmica das nanopartículas e das 

enzimas imobilizadas (EEBI, EEACI, EEUI e EESABI) nas mesmas foram efetuas no 

Centro Brasileiro de Pesquisas Físicas – RJ, utilizando metodologias e equipamentos 

específicos com auxílios de técnicos e pesquisadores do local, sob a supervisão da 

Professora Doutora Priscilla Vanessa Finoteli (CCS – UFRJ), descritos a seguir.  

 

3.4.4.1. Tamanho hidrodinâmico e Potencial zeta 

O tamanhp hidrodinâmico e o potencial zeta foram determinados em 

epectrofotômetro acústico e eletro-acústico (DT 1200) fabricado pela Dispersion 

Technology. As suspensões foram preparadas com 0,1 mg de nanoparticulas em água 

destilada.  

 
3.4.4.2. Difração de raios-X (DRX) 

Os ensaios de difração de raios-X foram realizados no Laboratório de Raios-X 

do Centro Brasileiro de Pesquisas Físicas (CBPF). O equipamento usado foi um 

difratômetro modelo X’Pert PRO, da PANalytical, dotado de fonte de radiação 

monocromática KáCu (1,54184 Å). As amostras foram analisadas no modo è/2è 

acoplado e a identificação dos padrões de difração foi feita com a ajuda do programa 

X’Pert HighScore da PANalytical. 

 

3.4.4.3. Análise de Adsorção gasosa pela teoria de Brunauer-Emmett-Teller (BET) 

A área de superfície do sólido foi medida por meio de adsorção gasosa, 

baseando-se na teoria de BET (equação 13), em que: 

 

P/Va(Po-P) =  1/(Vm C )+  (C-1)/VmC  (P/Po)                                                      (13) 
 
em que: 
C é uma constante; 

Po é a pressão de saturação do gás;  

Va é o volume de gás adsorvido à pressão P e 

Vm é o volume de gás adsorvido para completar a monocamada.                                               
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Todas as amostras foram analisadas com extratos enzimáticos através do 

Analisador automático por fisissorção (ASAP2000 - MICROMERITICS) no CBPF. 

 
3.4.4.4. Análise de Espectroscopia de Infravermelho por Transformada de Fourier 

(FTIR) 

Para identificar a presença de grupos funcionais, modos vibracionais da molécula 

e possíveis tipos de ligações químicas no suporte, utilizou-se o equipamento de 

infravermelho (IR) (SHIMADZU -  FT–IR Prestige – 21), no Centro Brasileiro de 

Pesquisas Físicas (CBPF). Usaram-se pastilhas transparentes de KBr preparadas em 

um mistura de proporção 1:10 (amostra/ KBr), seguida de uma pressão uniaxial do pó 

sob vácuo. Todos os espectros foram obtidos entre 4100 e 500 cm-1 e na resolução 

de 4 cm-1.  

 

3.4.4.5. Magnetometria de amostra vibrante (VSM)  

Para a analise das propriedades magnéticas do material foi utilizado um 

magnetômetro de amostra vibrante do Centro Brasileiro de Pesquisas Físicas, da 

marca ADE, modelo EV7. 

 

3.4.4.5 . Microscopia eletrônica de transmissão (TEM) 

 Foi realizadas utilizando um instrumento JEOL 2100F com uma tensão de 

aceleração de 200 kV e equipados com acessórios para espectroscopia de raios X de 

energia dispersiva (EDX) (NoranSete) e espectroscopia de perda de energia de 

elétrons (EELS) (EELS-GIF Tridiem GATAN). Uma câmera CCD de 11 megapixels 

(GATAN Orius) foi usada para adquirir imagens de microscopia eletrônica de 

transmissão de alta resolução (HRTEM).  

 

3.5 CARACTERIZAÇÃO ENZIMÁTICA 

Foram realizados ensaios de caracterização para todas os extratos contendo 

lipases: EEB, EEAC, EEU, EESAB, e para todos os extratos imobilizados em 

nanopartícula magnética: EEBI, EEACI, EEUI, EESABI. 
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3.5.1 Temperatura e pH ótimos 

A temperatura ótima dos extratos enzimáticos foi determinada utilizando 

tampão de fosfato de sódio 50 mM (pH 7). As amostras foram incubadas durante 15 

min a temperaturas variando de 20 a 100 °C. Em seguida, a atividade enzimática foi 

medida pelo método espectrofotométrico (descrito na seção de métodos analíticos), 

para os estratos enzimaticos  livres e imobilizados, na temperatura de incubação. Para 

o pH ótimo, os extratos enzimáticos foram dissolvidos em tampão citrato (pH 3 a 5), 

tampão fosfato de potássio (pH 6 a 8) ou tampão carbonato-bicarbonato (pH 9 a 11) 

e a atividade enzimática foi medida pelo método espectrofotométrico (descrito na 

seção de métodos analíticos) a 37 °C. 

3.5.2 Termoestabilidade 

Para determinar o efeito da temperatura sobre estabilidade dos diferentes 

extratos enzimáticos e dos mesmos imobilizados, estes foram incubados em tubos 

rosqueados (tubos de 20 mL) em agitador orbital a 25, 30, 35, 37, 40, 45, 50, 55 e 60 

°C por 4 horas. Após cada período reacional era coletado uma alicota de 2 mL para 

os ensaios com a lipase livre. E para os ensaios com a lipase imobilizada foram 

utilizados tubos individuais para cada tempo e temperatura. A cada 5 minutos retirava-

se uma amostra para determinação da atividade e as alicotas eram armazenadas em 

banho de gelo para posterior analise. Utilizou-se 0,2 mL do extrato enzimático livre ou 

0,001 g dos extratos imobilizados com 1,8 mL de tampão fosfato 50 mM pH 7. A 

determinação da atividade foi realizada a 37 ºC (em banho termoestatico agitado) pelo 

método espectrofotométrico  (descrito na seção de métodos analíticos) de 

determinação de atividade lipolítica.  

Para determinar o efeito do pH na estabilidade dos extratos enzimáticos e dos 

extratos imobilizados variou-se o pH do meio reacional entre 3 e 11. Para isso utilizou-

se diferentes soluções tampão seguindo a metodologia descrita por Morita e 

Assumpção (1995): tampão citrato (pH de 3 a 5), tampão fosfato de potássio (pH de 6 

a 8) e tampão carbonato-bicarbonato (pH de 9 a 11). A estabilidade ao pH foi 

determinada pela incubação dos extratos enzimáticos (0,2 mL) e das enzimas 

imobilizadas (0,001 g) em 1,8 mL dos tampões por 4 horas a 37 °C. A cada 5 min 

tirava-se uma amostra para determinação da atividade pelo método 

espectrofotométrico (descrito na seção de métodos analíticos) a 37ºC e pH 7?. 
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3.5.3 Efeito da força iônica  

Para determinar o efeito da força iônica, ou seja, da massa molar do tampão, a 

atividade lipolítica de todos os extratos enzimáticos foi determinada pelo método 

espectrofotométrico (descrito na seção de métodos analíticos) após incubação por 30 

min em tampão fosfato de potássio pH 7, com concentração variando de 10 mM a 100 

mM. Utilizou-se 0,2 ml de extrato enzimático e 1,8 ml de tampão. 

 

3.5.3.1 Parâmetros cinéticos 

O efeito da concentração de substrato (pNFL) sobre a velocidade inicial de 

hidrólise foi avaliado para os extratos enzimáticos e para as enzimas imobilizadas nas 

mesmas condições de determinação da atividade lipolítica pelo método 

espectrofotométrico (pH 7 e 37ºC), exceto pela concentração de substrato que variou 

de 0,05 a 3,00 mM. Os parâmetros cinéticos, Km e Vmáx, foram determinados por 

ajustes não lineares da equação de Michaelis e Menten (Eq. 14) utilizando o software 

Origin versão 9.0. 

 

𝑉𝑜 = 𝑉𝑚á𝑥 
[𝑆]

𝑘𝑚+ [𝑆]
                                                                                               (14) 

Onde:  

Vo: velocidade inicial da enzima; 

Vmáx: velocidade máxima da enzima; 

S: concentração do substrato e  

Km: constante de Michaelis e Menten, que representa a constante de 

dissociação do complexo enzima-substrato.  

3.6 MÉTODOS ANALÍTICOS 

Foram utilizados alguns métodos analíticos para acompanhar a produção do 

EEB e para caracterizá-lo, antes (EEB) e após os métodos de purificação (EEAC, EEU 

e EESAB), bem como caracterizar os mesmos após imobilização em nanopartícula 

magnética (EEBI, EEACI, EEUI e EESABI). Os métodos estão descritos a seguir. 
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3.6.1 Quantificação do crescimento celular 

O crescimento celular foi acompanhado através de medidas de absorvância em 

espectrofotômetro (SHIMADZU – UV-2450) a 570 nm e esses valores foram 

convertidos para mg p.s. cél/mL utilizando-se o fator de conversão obtido pela curva 

de peso seco. A curva de peso seco foi obtida através de uma suspensão de células 

em solução salina (água destilada com 0,9% (p/v) de NaCl. Desta suspensão, retira-

se uma amostra (10 mL), que é filtrada em papel de filtro Millipore (0,45 µm), seca em 

luz de infravermelho por 30 minutos e, em seguida, pesada. Da mesma suspensão 

são feitas diferentes diluições de modo a se obter concentrações celulares distintas e 

então mede-se a absorvância em espectrofotômetro a 570 nm, obtendo-se a curva de 

peso seco (figura 20). 

 

 
Figura 20: Curva de peso seco para quantificação do crescimento celular de 

Yarrowia lipolytica. 

3.6.2 Determinação da concentração de glicose 

A concentração de glicose presente do meio de cultivo foi medida pelo método 

da glicose oxidase utilizando um kit enzimático para medida colorimétrica de glicose 

(HUMAN GmbH - Germany). Nesse método, a absorvância após reação enzimática é 

medida em espectrofotômetro a 500 nm, contra o branco de reação, que é composto 

apenas pelo Reagente Enzimático. Tomam-se alíquotas de 15 µL de amostra e 

completa-se com 1500 µL de Reagente Enzimático. Após a homogeneização, incuba-

se por 10 min a 37ºC, sendo a absorbância da amostra e do padrão mensuradas em 

no máximo 60 minutos. O padrão de glicose pertencente ao kit enzimático possui uma 
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concentração de 100 mg.dL-1 e o Reagente Enzimático contém: tampão fosfato (pH 

7,5) 100 mmol.L-1; 4-aminofenazona 0,25 mmol.L-1; Fenol 0,75 mmol.L-1; Glicose 

oxidase 15000 U.L-1; Peroxidase 1500 U.L-1; Mutarotase 2000 U.L-1. O cálculo de 

concentração de glicose é realizado através da equação 15. 

 

𝐶 = 100 ∗ (
𝐴𝑎

𝐴𝑝
)                                                                                                              (15) 

onde:  

Aa = Absorvância da amostra;  

Ap = Absorvância do padrão; 

C = concentração de glicose na amostra (mg.dL-1) 

 

3.6.3 Determinação da Atividade Proteásica 

A medida de atividade de protease foi realizada segundo Pinto (1998). O extrato 

enzimático era adicionado a uma solução de azocaseína 0,5 % em tampão acetato 50 

mM, pH 5,0 em iguais proporções (1,0 mL) e a mistura incubada por 40 minutos a 

32ºC. Após esse tempo, adiciona-se 1,0 mL de ácido tricloroacético (TCA), 

objetivando a precipitação de proteínas não hidrolisadas pela protease. Em seguida, 

centrifuga-se a amostra (3.000 g, 10 minutos) e 2,0 mL do sobrenadante são 

transferidos para um novo tubo ao qual se adiciona 2,0 mL de KOH 5 N. A reação gera 

uma cor laranja, característica dos grupamentos azo em pH alcalino e a intensidade 

desta coloração foi medida em espectrofotômetro (SHIMADZU – UV-2450)  a 428 nm, 

contra um branco. 

O branco de reação foi obtido pela adição de ácido tricloroacético antes da 

adição do extrato enzimático. O cálculo da atividade é realizado utilizando a equação 

16.  

 

𝐴 =  
𝐴𝑏𝑠𝑎𝑚𝑜𝑠𝑡𝑟𝑎∗𝑓𝑎𝑚𝑜𝑠𝑡𝑟𝑎− 𝐴𝑏𝑠𝑏𝑟𝑎𝑛𝑐𝑜∗𝑓𝑏𝑟𝑎𝑛𝑐𝑜

𝑡∗𝑉𝑎𝑚𝑜𝑠𝑡𝑟𝑎
                                              (16) 

 

onde: 
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A = atividade da enzima (U L-1), onde uma unidade de atividade (1U) 

corresponde à diferença de absorvância a 428 nm por minuto de reação entre 

a amostra e o branco de reação nas condições de reação.  

Absi = absorvância de i;  

fi = diluição de i;  

Vamostra = volume de amostra (L);  

t = tempo de reação (min). 

 

3.6.4 Determinação da atividade lipolítica 

3.6.4.1 Método Espectrofotométrico 

A reação de hidrólise de p-nitrofenil laurato (pNFL) foi definida como a metodologia 

padrão para a medida de atividade hidrolítica no presente trabalho. Para tanto, 

acompanhou-se a hidrólise de uma solução de pNFL a 560 μM em tampão fosfato de 

potássio a 50 mM e pH 7. A massa de p-nitrofenil laurato foi dissolvida em 

dimetilsulfóxido (sempre na proporção 0,018g:1mL) e então diluído em tampão. Para 

a determinação da atividade de enzima livre, adicionou-se 0,2 mL de solução da 

mesma em 1,8 mL de substrato a 37ºC, e, através da variação de absorvância (medida 

em espectrofotômetro a 410 nm contra um branco de reação), monitorou-se a 

quantidade de produto formado durante 100 segundos (AMARAL 2007). O cálculo da 

atividade é realizado utilizando a Eq. 18: 

 

𝐴 =
(∆𝐴𝑏𝑠)∗𝐷∗𝑓∗𝑉𝑟

(∆𝑡)∗𝑉𝑠
                                                                                             (18) 

Onde:  

A = a atividade da enzima (U/L), onde uma unidade (U) de atividade enzimática 

hidrolítica é definida como a quantidade de enzima que libera 1 μmol de p-

nitrofenol por minuto nas condições do ensaio;  

∆Abs = variação de absorvância no intervalo de tempo ∆t (em minutos) 

transcorrido durante a fase de aumento linear da absorvância; 

D = diluição da solução enzimática;  

Vr = volume reacional, que é o volume da solução de p-NPL em tampão e o 

volume da amostra, em litros;  
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Vs = volume da solução enzimática utilizada no ensaio, em litros; 

f = fator de conversão (245 µmol/L) em cubea de acrílico, obtido através da 

construção de uma curva padrão de p-NFL em concentração variando entre 

0,01 e 0,2 µmol/mL.  

 

No caso da medida de atividade de lipase imobilizada, 2 mL de solução de p-

nitrofenil laurato preparada conforme anteriormente são colocados em contato com 

0,001 g de enzima imobilizada e liofilizada, sendo o sistema mantido sob agitação 

magnética, a 37ºC, por um período de 10 minutos. A reação foi acompanhada através 

da leitura de absorvância realizada em intervalos de 1 minuto. Neste caso, o cálculo 

da atividade foi realizado através da Equação 19:  

 

 

 

 

(19) 

 

Em que:  

A - a atividade da enzima (U/g), onde uma unidade (U) de atividade enzimática 

hidrolítica é definida como a quantidade de enzima que libera 1 μmol de p-

nitrofenol por minuto nas condições propostas; 

ΔAbs - a variação de absorvância no intervalo de tempo Δt (em minutos) 

transcorrido durante a fase de aumento linear dos valores de absorvância; 

D - a diluição realizada para a leitura da solução enzimática; 

f - o fator de conversão dos valores de absorvância para a concentração de 

pnitrofenol, 

cujo valor é 245,1 μmol/L (para cubeta de acrílico) e 136,8 μmol/L (para 

cubeta de quartzo); 

Δt - o tempo decorrido de análise, em minutos; 

VR - o volume (L) do meio reacional total e 

MA - a massa, em g, de enzima imobilizada utilizada. 
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3.6.4.2 Método Titulométrico 

A atividade lipolítica dos extratos enzimatidos foi também determinada segundo 

a metodologia descrita por Macedo e colaboradores (1997). Para isso foi utilizado uma 

emulsão contendo 5 mL de azeite de oliva e goma arábica a 7%, 2 mL de tampão 

fosfato de sódio pH 7 (10 mM) e 1 mL de extrato enzimático. A mistura foi incubada 

por 30 minutos a 150 rpm em agitador orbital. A reação foi interrompida pela adição 

de 15 mL de solução acetona/etanol (1:1 em volume). Os ácidos graxos liberados 

durante a reação  foram titulados com NaOH 0,05 N usando fenolftaleína como 

indicador. Um branco contendo o mesmo meio reacional que os ensaios, mas com a 

enzima inativa foi utilizado. O cálculo da atividade enzimática foi efetuado segundo a 

equação 19.  

  

𝐴 =
(𝑉𝑎− 𝑉𝑏 ).𝑀.𝐷.106

𝑡.𝑚
                                                      (19) 

 

onde: 

A é a atividade lipolítica (U/mL), Va é o volume de NaOH gasto na titulação da 

amostra (mL);  

Vb é o volume do NaOH gasto na titulação do branco;  

D é a diluição da amostra; M é a concentração da solução de NaOH; 

m é o volume de extrato enzimático (mL) e  

t é o tempo de reação (min).  

 

Uma unidade de atividade de lipase (U) foi definida como a quantidade de 

enzima que libera 1 μmol de ácido graxo por minuto.  

 

Para a determinação da atividade lipolítica das enzimas imobilizadas utilizou-

se o método de hidrólise do azeite de oliva modificado (ANDRADE et al., 2012). Para 

esse método, o substrato utilizado foi a emulsão contendo 10 mL de azeite de oliva e 

90 mL de goma arábica a 3% (m/v). Em frascos Erlenmeyer de 125 mL foram 

adicionados: 5 mL de substrato, 4 mL de solução tampão fosfato de potássio (0,1M 

pH 7,0) e 0,5 g de células imobilizadas (massa seca). Os frascos foram incubados a 

37°C por 30 min, em banho termostatizado com agitação. Após o período de 
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incubação, a reação foi paralisada pela adição de 10 mL de uma mistura de acetona, 

etanol (1:1). Os ácidos graxos liberados foram titulados com solução de NaOH 0,025 

M, utilizando fenolftaleína como indicador. Os cálculos foram realizados pela equação 

20, sendo uma unidade de atividade definida como a quantidade de enzima que libera 

1 μmol de ácido graxo por minuto de reação, nas condições do ensaio.  

 

𝐴 =
(𝑉𝑎− 𝑉𝑏 ).𝑀.𝐷.106

𝑡.𝑚
                                           (20) 

 

. 

onde: 

A é a atividade lipolítica, em µmoles/g.min (U/g) 

Va é o volume de NaOH gasto na titulação da amostra (mL);  

Vb é o volume do NaOH gasto na titulação do branco;  

D é a diluição da amostra; M é a concentração da solução de NaOH; 

m é massa do imobilizado (g) e  

t é o tempo de reação (min).  

 

3.6.5 Determinação do teor de proteínas 

Para determinação da concentração de proteínas nos extratos enzimáticos foi 

utilizada a metodologia descrita por Bradford (1976), tendo como padrão a albumina 

de soro bovino (BSA). O reagente Bradford é composto por 142,85 mg de Coomassie 

brilhante blue G-250, 50 mL de álcool etílico 95% e 50 mL de água de água destilada, 

e 100 mL de ácido fosfórico 85%. A curva de calibração foi feita a partir de uma solução 

estoque de BSA, variando a concentração entre 0 e 1000 mg/L, após de 5 min. A estas 

diluições adicionou-se o reagente de Bradford e a leitura de absorvância foi feita a 595 

nm em espectrofotômetro (SHIMADZU – UV-1800). 

 



88 

 

 

 

3.7 CARACTERIZAÇÃO DO ÓLEO DE PALMA  

3.7.1 Composição dos ácidos graxos totais  

O óleo de palma bruto e foi inicialmente transesterificado através da adição de 

metanol, na razão molar de 1/9, e de 3 mol % de carbonato de potássio, a 100°C por 

2 h. A mistura reacional foi resfriada e neutralizada com solução aquosa de HCl 10%, 

sendo os ésteres metílicos isolados por extração com acetato de etila. A fase orgânica 

resultante foi submetida a lavagens sucessivas com água destilada (3x), tratada com 

sulfato de sódio anidro e evaporada (REZENDE, 2006). 

Os ésteres metílicos formados foram analisados em um cromatógrafo em fase 

gasosa, sob as seguintes condições: temperatura do injetor e do auxiliar =280 °C; 

temperatura inicial da coluna, 100°C (32 min.), com rampa de 5 °C/min até 140 °C, 

uma espera (hold) de 5 min, mais uma rampa de 5 °C/min até 200 °C, e depois mais 

uma rampa de 15 °C/min até a temperatura final da coluna, 280 °C; “Splitter” (razão 

de divisão da amostra), 1:20; o gás de arraste utilizado foi  hélio (0,9 mL/min); volume 

da amostra injetada, 0,5 µL. A varredura foi efetuada na faixa de massa de 40 a 500 

Daltons. O método utilizado para a determinação quantitativa dos ésteres foi o da 

normalização interna (REZENDE, 2006). 

 

3.7.2 Índice de Saponificação (IS) 

O índice de saponificação é uma medida dos ácidos graxos livres e combinados 

que existem no óleo e é diretamente proporcional à massa molar média (MMM). 

Quanto menor esta MMM, maior é o IS. O método utilizado foi o oficial Cd-3b-76 

(FIRESTONE, 1997), onde foram adicionados 2 g de amostra a 25 mL de solução 

alcoólica 0,5 M de KOH e pérolas de vidro, mantendo em refluxo por 60 minutos, 

garantindo a solubilização total da amostra. Depois foram adicionadas 2 gotas de uma 

solução alcoólica 1% de fenolftaleína, titulando-se com uma solução 0,5 M HCl até 

desaparecimento da cor vermelha. O branco foi preparado com água ao invés da 

amostra. Através da equação 21 é possível calcular o IS, onde a representa o volume 

(mL) de HCl titulado quando se utiliza a amostra, e b é o volume (mL) titulado quando 

a amostra é a água, 0,5 é a molaridade do HCL e 56,1 é peso molecular do KOH 

(g/mol).  
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𝐼𝑆 =
(𝑏−𝑎)∗0,5∗56,1

2
                                                                                             (21) 

 

3.7.3 Índice de peróxido 

O índice de peróxido é uma medida do oxigênio ligado aos óleos em forma de 

peróxido. O método utilizado é o oficial Ja-8-87 (FIRESTONE, 1997), também 

conhecido como método de Wheeler. Inicialmente, o material de vidro deve estar 

totalmente limpo, por isso inicialmente foi lavado com água quente, em seguida imerso 

em solução sulfocrômica, e depois lavado mais 5 vezes com água destilada.  

Após o processo 1 g de amostra foi adicionado a 30 mL de uma mistura 3/2 

(v/v) de ácido acético glacial/clorofórmio, e depois mais 0,5 mL de solução saturada 

de iodeto de potássio, agitando energicamente por 1 minuto exato. Imediatamente 

depois, a solução foi diluída com 30 mL de água destilada, e o iodo liberado foi titulado 

com solução 0,01M de tiossulfato de sódio.  

Pouco antes de desaparecer a cor amarela, 0,5 mL de solução 1% de amido 

foi adicionada, mantendo a titulação até desaparecer a cor azul ou turvação. O branco 

foi preparado com água ao invés da amostra. A equação 22 apresenta o cálculo de 

IPO, onde a representa o volume (mL) de Na2SO3 titulado quando se utiliza a amostra, 

e b é o volume (mL) titulado quando a amostra é a água. 

 

𝐼𝑃𝑂 =
(𝑎−𝑏)∗0,1∗1000

1
 𝑚𝑒𝑞 𝑂2/𝑘𝑔                                                                            (22) 

 

3.7.4 Índice de Iodo (II) 

O índice de iodo é uma medida do grau de insaturação dos componentes do 

óleo. Quanto maior o número de duplas ligações por unidade de óleo, maior o II. O 

índice de iodo foi calculado a partir da composição em ácidos graxos de acordo com 

o método oficial Cd-1c-85 (Firestone, 1997), de acordo com a equação 23, sendo 

AOD, ácido octadecenóico; AODD, ácido octadecadienóico e AODT, ácido 

octadecatrienóico.    
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 II = %AOD*0,86 + %AODD*1,732 + %AODT * 2,616 g I2 /100 g óleo                (23) 

  

3.7.5 Ácidos graxos livres (AGL) 

O método utilizado foi de titulação potenciométrica, onde as amostras são 

adicionadas a álcool quente neutralizado, completando 50 mL de solução, e os grupos 

ácidos são neutralizados com solução 1M NaOH até detecção do ponto final a pH 

10,2, já que o ácido esteárico tem pKa neste valor (KANICKY & SHAH, 2002; OSAWA 

& GONÇALVES, 2006). A %AGL na maioria dos tipos de óleos é calculada pela 

equação 24 tendo como base ácido oleico. 

 

%𝐴𝐺𝐿 =
𝑉𝑜𝑙(𝑚𝐿𝑁𝑎𝑂𝐻)

𝐴𝑚𝑜𝑠𝑡𝑟𝑎 (𝑔)
∗ 28,2                                                                               (24) 

 

3.7.6 Densidade 

Um balão volumétrico vazio (m1) foi pesado, sendo depois preenchido com 

água destilada, que tinha sido antes fervida e resfriada, e depois pesado novamente 

(m2). E finalmente, o balão foi condicionado com amostra, e em seguida preenchido 

com esta e pesado (m3), obtendo a densidade relativa, de acordo com a equação 25 

(MATISSEK et al, 1998): 

 

𝑑20
20 ⁄ =

𝑚3 −𝑚1

𝑚2−𝑚1
                                                                                                    (25) 

 

3.7.7 Carotenóides Totais 

A determinação dos carotenóides foi realizada segundo AOAC (2000). Foi 

preparado um extrato com 10 g da amostra, 30 mL de álcool isopropílico e 10 mL de 

hexano. A mistura foi homogeneizada e, em seguida, 85 mL de água foi adicionado, 

transferindo-se essa mistura para o balão de separação. Após 30 minutos de repouso, 

filtrou-se e efetuou-se mais duas lavagens com 85 mL de água destilada. 

Posteriormente, filtrou-se a mistura, e recolheu-se o filtrado em balão volumétrico de 

50mL contendo 5mL de acetona, aferindo-se o volume com hexano.  
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Procedeu-se a leitura, em triplicata, deste extrato em espectrofotômetro 

(SHIMADZU - 1800), a 450 nm, tendo como branco uma solução preparada em balão 

volumétrico de 50 mL, com 5 mL de acetona, aferido com hexano. Após a leitura, o 

cálculo do teor de carotenóides foi determinado a partir da equação 26. 

 

𝐶𝑎𝑟𝑜𝑡𝑒𝑛ó𝑖𝑑𝑒𝑠 (
𝑚𝑔

100𝑔⁄ ) =
𝐴𝑏𝑠∗100

250∗𝐿∗𝑊
                                                             (26) 

 

L- largura da cubeta; 

W- quociente original entre a amostra inicial e o volume final da diluição. 

 

3.8 PROCESSO ENZIMÁTICO PARA EXTRAÇÃO DE CAROTENÓIDES 

As reações de extração de carotenoides do óleo de palma foram feitas em 

elermayer de 125 mL, com cerca de 10mL de volume reacional, a depender do 

tratamento realizado, composto por óleo de palma, água destilada e enzima, com 

variação da razão água/óleo. Utilizou-se 4 mL de extrato enzimático para os e 0,02 g 

de nanopartículas com lipase imobilizada para os extratos imobilizados. As reações 

foram efetuadas em incubadora shaker orbital, com agitação de 150 rpm, variando a 

temperatura de incubação e o tempo.  

3.8.1 Testes iniciais 

Segundo Ribeiro (2010) a pré-avaliação do processo enzimático para extração 

de carotenoides é realizada para se determinar uma faixa de valores mais restrita para 

as variáveis a serem testadas, como o tempo reacional mínimo para cada enzima; a 

temperatura de atuação ótima das enzimas sem que haja degradação dos 

carotenóides; a quantidade a ser adicionada ao sistema reacional; e a melhor 

proporção entre óleo e água. Estes parâmetros foram avaliados em relação à 

formação de ácidos graxos livres por titulação e pela quantidade de carotenoides 

totais por espectrofotometria. Esses parâmetros foram determinados apenas para o 

EEB e o EEBI.  

Para avaliar o tempo reacional, o processo de extração foi realizado de 30 a 

300 min, com relação óleo/água de 1:1 (v/v) e temperatura de 37 ºC. Para avaliar o 
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efeito da temperatura na extração de carotenoides, incubou-se os frascos de hidrólise 

em temperaturas variando de 25 a 75 ºC (de 10 em 10ºC), por 2 horas, com relação 

óleo/água de 1:1 (v/v). 

Para investigar o efeito da relação óleo/água na extração de carotenoides, 

utilizou-se as razões 1:1, 2:1; 3:1, 4:1, 5:1 e 6:1 (v/v) de óleo em relação à água para 

incubação a 37 ºC por 2 horas. 

 

3.8.2 Otimização da extração enzimática de carotenóides 

Para otimização da extração de carotenoides foi utilizado um planejamento 

fatorial fracionado 23-1 com dois níveis (-1 e +1), envolvendo as três variáveis 

independentes: temperatura, tempo reacional, e quantidade de óleo de palma, com 4 

repetições no ponto central (nível zero), perfazendo um total de 18 experimentos, 

como mostra a Tabela 3. Os valores para os níveis foram escolhidos com base nos 

testes iniciais. Utilizou-se esse planejamento para cada extrato enzimático livre (EEB, 

EEAC, EEU e EESAB) e imobilizado (EEBI, EEACI, EEUI e EESABI). Foi realizado o 

cálculo de resíduos e erro padrão e os resultados foram aplicados na metodologia de 

Superfície de Resposta (SR). Para otimização foram utilizados como variáveis 

dependentes: ácido graxo livre e a quantidade de carotenoides totais. O programa 

estatístico utilizado para o processo de otimização e realização dos gráficos foi o 

STATISTCA® 7.0 com a função Critical Values, localizada no item Desing & Analysis 

of Experimentents.  

A análise de variância (ANOVA) para os modelos foi realizada e a importância 

do modelo foi examinada pelo teste estatístico de Fisher (teste F) através do teste de 

diferenças significativas entre as fontes de variação nos resultados experimentais, ou 

seja, a significância da regressão (SOR), a falta de ajuste, e o coeficiente de 

determinação múltipla (R2 ). Em primeiro lugar, os resultados obtidos a partir de 

experiências foram submetidos a análise de variância ANOVA, e os efeitos foram 

considerados significativos quando p <0,05. Com um modelo polinomial de segunda 

ordem (Equação 27), dados experimentais e de regressão coeficiente foram ajustadas 

e coeficientes de regressão foram ob-tido por regressão linear múltipla, onde b0, bi, 

bii, bij, e bijk representar todo o processo constante efeito, os efeitos linear e 
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quadrática de Xi, e o efeito de interação entre Xi e Xj, Xi, Xj e Xk sobre a atividade 

enzimática, respectivamente. 

 

Variavel dependente = 𝛽𝑜 + ∑𝛽𝑖𝑋𝑖 + ∑𝛽𝑖𝑖𝑋𝑖 2 + ∑𝛽𝑖𝑗𝑋𝑖𝑋𝑗 + ∑𝛽𝑖𝑗𝑋𝑖𝑋𝑗𝑋𝑘                    27 

 

Tabela 3: Delineamento experimental fatorial fracionado para hidrolise enzimática do 
óleo de palma com lipase de Y. lipolytica. 

  
Valores codificados (valores reais)  

Ensaio Tempo (t, min)         Água/Óleo (AO, mL) Temperatura (TP, ºC) 

1 -1 (60) -1 (1:1) -1 (25) 

2 -1(60) -1 (1:1) 1 (45) 

3 1(180) -1 (1:1) -1 (25) 

4 1 (180) -1 (1:1) 1 (45) 

5 -1 (60) 1 (3:1) -1 (25) 

6 -1 (60) 1 (3:1) 1 (45) 

7 1 (180) 1 (3:1) -1 (25) 

8 1 (180) 1 (3:1) 1 (45) 

9 0 (120) -1 (1:1) 0 (35) 

10 0 (120)  1 (3:1) 0 (35) 

11 -1 (60) 0 (2:1) 0 (35) 

12 1 (180) 0 (2:1) 0 (35) 

13 0 (120) 0 (2:1) -1 (25) 

14 0 (120) 0 (2:1) 1(45) 

15 0 (120) 0 (2:1) 0 (35) 

16 0 (120) 0 (2:1) 0 (35) 

17 0 (120) 0 (2:1) 0 (35) 

18 0 (120) 0 (2:1) 0 (35) 
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4 RESULTADOS E DISCUSSÕES 

4.1 PRODUÇÃO DO EXTRATO ENZIMÁTICO BRUTO  

A produção de lipase por Yarrowia lipolytica IMUFRJ 50682 em biorreator de 2 

litros já havia sido descrita por Amaral (2007) e publicada na revista Current 

Biochemical Engineering em 2014 (BRÍGIDA et al., 2014). Na ausência de carreador 

de oxigênio, com agitação de 650 rpm, e taxa de aeração de 1 vvm, duas turbinas e 

duas chicanas, um pouco mais de 11 g/L de células foi obtido após consumo total de 

glicose em 20 h de cultivo. Em 24 h de cultivo, elevada atividade lipolítica foi detectada 

(28.292 U/L). 

No presente trabalho, utilizou-se um biorreator de 4 litros e as mesmas 

condições operacionais em que Amaral (2007) encontrou máxima atividade de lipase. 

Observa-se na tabela 4, que a produção de lipase aumentou no reator de 4 litros (com 

3 turbinas e 4 chicanas), mas não houve alteração significativa na concentração 

celular. comesse aumento pode ter sido devido ao o uso de um reator com um maior 

numero de chincanas e turbinas, o que tende a aumentar o coeficiente de 

transferência de oxigênio (kLa) do sistema, pois há uma maior subdivisão de bolhas 

de ar, elevando a área de transferência de massa e maior turbulência pela presença 

de mais chicanas, o que gera uma menor espessura da camada limite, aumentando 

assim a transferência de oxigênio no sistema. Amaral (2007) reforça essa hipótese 

quando exemplifica que a produção de lipase é influenciada pelo kLa, em que quanto 

maior esse fator maior será a produção de lipase. 

Tabela 4. .Parâmetros do cultivo de Yarrowia lipolytica IMUFRJ 50682 em biorreator de 4 
litros, com agitação de 650 rpm e taxa de aeração de 1 vvm para produção de lipase. 

Cultivos 
[X] (g 

cél/L)a 

-dS/dt 

(g/L.h)b 

Lipase 

(U/mL)c 

Protease 

(U/mL)c 

Proteína 

(mg/mL)d 

Biorreator 2 L 

(Amaral, 2007) 
11,33 0,64 28,29 0,132 N.D. 

Biorreator 4 L 

(presente trabalho) 
12,00 0,81 58,30 0,152 0,315 

a: concentração celular após 24 h de cultivo; b: taxa de consumo de substrato; c: atividade da 
lipase após 24 h de cultivo; d: atividade da protease após 24 h de cultivo; concentração de 
proteína após 24 h de cultivo; N.D.: não detectado. 

 



95 

 

 

 

O meio de cultivo livre de células obtido após 24 h de cultivo de Y. lipolytica nas 

condições descritas na Tabela 4 foi utilizado como extrato enzimático bruto (EEB), 

visto que além de lipase, esse extrato continha outras enzimas e resíduos de meio de 

cultivo e outros possíveis metabólitos produzidos pela levedura. 

 

4.2 PROCESSOS DE PURIFICAÇÃO PARCIAL  

As lipases extracelulares são frequentemente produzidas em meios de 

fermentação, que são misturas complexas. As operações de recuperação e 

purificação podem exigir mais equipamento do que todas as outras partes do processo 

combinadas. A planta de recuperação de produto geralmente representa um grande 

investimento, com uma fração substancial do custo total do produto final. Portanto, os 

processos de recuperação e purificação devem ser bem concebidos e bem projetados 

(AMARAL et al., 2015). 

A partir do extrato enzimático bruto (EEB) foram avaliados três processos de 

purificação parcial: a precipitação com acetona e caulim, a ultrafiltração e o sistema 

aquoso bifásico. Para a ultrafiltração foi utilizado o sistema com membrana de fibras 

ocas de polissulfona com corte de 50 kDa. Portanto, moléculas com peso molecular 

menores ou iguais a 50 kDa foram retidas no extrato enzimático ultrafiltrado (EEU). O 

volume inicial de 700 ml de EEB proporcionou 200 mL de EEU após 2 horas de 

retenção no sistema. Para a precipitação com acetona a frio e caulim, utilizou-se 30 

mL de EEB e ressuspendeu-se o pó obtido em 5 mL de tampão fosfato 50 mM (pH 

7,0). A Tabela 4 apresenta os resultados para o processo de ultrafiltração e para a 

extração de proteínas com acetona a frio e caulim comercial (extrato enzimático com 

acetona e caulim - EEAC). Todas os ensaios foram realizadas em cinco repetições. 

É possível destacar que somente com o sistema de purificação parcial foi 

possível elevar a atividade específica da enzima de interesse, com destaque para a 

ultrafiltração. Com esta técnica foi possível obter um fator de purificação avaliado em 

6,55, em contrapartida os valores da protease, enzima responsável pela hidrolise 

proteica, que pode interferir no processo enzimático da lipase também foram 

elevados. O volume do extrato reduziu 3,5 vezes com este estratos enzimaticos , o 

que significa que a ultrafiltração não só purificou  extrato enzimatico, mas também 
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concentrou a lipase. Apesar de ter havido um aumento de 1,3 na atividade da 

protease, o seu fator de purificação foi inferior ao da lipase, o que é uma vantagem, 

uma vez que a protease é responsável pela hidrólise da lipase. A purificação da lipase 

com acetona e caulim foi inferior. No entanto, a atividade da protease, também foi 

reduzida.  

 

Tabela 4. Valores da purificação parcial da lipase por ultrafiltração e acetona fria e 

caulim comercial. 

 
AL 

(U/mL) 

EP 

± 

Proteina 

(mg/mL) 

EP 

± 

AEL 

(U/mg) 
FPL 

Protease 

(U/mL) 

EP 

± 

AEP 

(U/mg) 
FPP 

EP 

± 

EEB 58,30 3,41 0,315 0,014 185,10 1 0,152 0,034 0,483 1 0,021 

EEU 128,15 2,25 0,106 0,054 1208,96 6,55 0,198 0,017 1,868 3,87 0,426 

EEAC 43,29 1,82 0,431 0,084 100,44 0,54 0,035 0,009 0,081 0,17 0,008 

EEB: extrato enzimático bruto; EEU: extrato enzimático ultrafiltrado; EEAC: extrato enzimático com 
acetona e caulim; AL: Atividade lipásica; AEL: Atividade especifica lipásica; FPF: fator de purificação 
da lipase; AEP: Atividade especifica da protease; FPP: Fator de Purificação da protease; EP: erro 
padrão.  

 
Fickers et al. (2006) reportaram que a ultrafiltração permite uma redução 

significativa do volume de trabalho sem qualquer perda de atividade da enzima e 

contribuí para a purificação parcial da lipase, utilizando um aparelho de ultrafiltração 

equipado com uma membrana de polissulfona de 10 m2 (corte de 10 kDa). A mesma 

consideração é ressaltada neste trabalho, em que a atividade enzimática da lipase foi 

elevada em 119,81% e o volume reduzido em torno de 70%. Com a precipitação 

proteica em acetona e caulim, o fator de purificação foi relativamente baixo (0,54). 

Porém, a quantidade da protease no sistema foi reduzida, o que é vantajoso para o 

sistema de imobilização. Em contrapartida a concentração final de proteína solúvel foi 

36,82% maior do que o encontrado do extrato enzimático bruto. A redução do 

conteúdo proteíco no caso do EEU apresentada na tabela 3, pode ser atribuída à 

eliminação de massa molecular superior ao corte (porosidade) da membrana de 50 

kDa. Y. lipolytica produz uma lipase extracelular codificada pelo gene LIP2, com peso 

molecular variante de 39 a 48 kDa (OTA et al., 1982; FICKERS et al., 2005; NUNES 

et al. 2013). 
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Outras técnicas empregadas na purificação de lipases são citadas por Saxena 

e colaboradores (2003). Dentre elas, destaca-se o uso de micelas reversas de iso-

octano com uma recuperação da atividade de 91% e fator de purificação de 4,3; e 

outro emprego foi o uso de cromatografia com recuperação da atividade de 2,8% e 

fator de purificação de 23. Para a lipase B. streamthermophilus, os mesmos autores 

usaram cromatografia com CM-Sefarose e DEAE-Sefarose, obtendo uma 

recuperação da atividade enzimática de 62,2% e fator de purificação de 11,6. 

Entre todos os tipos de sistema aquoso bifásico (SAB), o sistema composto de 

PEG e sal tem sido frequentemente aplicado na purificação de lipase microbiana. O 

SAB para o polímero e o sal pode ser formado misturando sal e polímero acima de 

uma concentração crítica em solução aquosa, onde a fase superior é enriquecida com 

polímero e a fase inferior é predominantemente composta de sal (TAN et al., 2015). 

As linhas de amarração (tie lines) em um SAB fornecem, para determinada 

composição global do sistema, a concentração dos solutos nas duas fases em 

equilíbrio, representadas pela fase superior e fase inferior do sistema (LIMA, 2002). 

 Os resultados para o sistema aquoso bifásico utilizando PEG-1500 e fosfato 

de potássio a 4 ºC e 25 ºC, são apresentados nas tabela 5 e 6, respectivamente. 

Para as linhas de amarração com pH 7, não foram encontrados resultados 

significativos em nenhuma das fases. Assim os valores que compõem as Tabelas 5 e 

6 são os avaliados nas tie lines que contém os pHs 6 e 8.  
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Tabela 5. Parâmetros de purificação da lipase com o uso do Sistema Aquoso Bifásico (PEG/Fosfato) a 4°C em comparação com o 
extrato enzimático bruto.  

pH 
Tie 
line 

AL 
(U/mL) 

EP 
± 

Proteína 
(mg/mL) 

EP 
± 

AEL 
(U/mg) 

FPL 
Protease 
(U/mL) 

EP 
± 

AEP 
(U/mg) 

FPP 
EP 
± 

Kp Ke Ksa S 

   Extrato enzimático bruto      

- - 58,3 2,45 0,315 0,021 184,46 - 0,152 0,008 1,35 - - - - - - 

   Fase superior  KpT KeT KsaT ST 

6 

1 3,21 0,73 0,203 0,061 15,81 0,08 0,142 0,021 0,70 1,45 0,12 29.000 0,06 0.00 0.00 

2 2,99 1,08 0,183 0,042 16,34 0,09 0,139 0,005 0,76 1,57 0,25 22.875 0,06 0.00 0.00 

3 2,74 0,07 0,191 0,012 14,34 0,08 0,142 0,012 0,74 1,54 0,32 27.286 0,05 0.00 0.00 

8 

1 43,40 3,87 0,096 0,009 452,08 2,45 0,132 0,037 1,38 2,85 0,26 0,361 12,09 33.46 33.50 

2 42,26 2,45 0,108 0,084 391,29 2,12 0,142 0,029 1,31 2,72 0,79 0,388 8,84 22.76 22.76 

3 40,91 2,22 0,114 0,047 358,86 1,94 0,098 0,031 0,86 1,78 0,43 0,452 10,88 24.05 24.05 

   Fase inferior   KpB KeB KsaB SB 

6 

1 55,19 3,98 0,007 0,003 7665,27 41,55 0,004 0,001 0.57 1,18 0,07 0,034 17,19 484,84 498,60 

2 53,83 2,64 0,008 0,002 6408,33 34,74 0,005 0,001 0.63 1,29 0,15 0,044 18,00 392,19 411,83 

3 54,22 2,94 0,007 0,001 7636,61 41,39 0,003 0,001 0.43 0,89 0.26 0,037 19,79 532,54 539.94 

8 

1 3,59 0,39 0,266 0,074 13,51 0,073 0,012 0,002 0.05 0,09 0,01 2,771 0,08 0,03 0,03 

2 4,78 1,08 0,278 0,045 17,19 0,093 0,010 0,003 0.04 0,07 0,02 2,574 0,11 0,04 0,04 

3 3,76 1,29 0,252 0,031 14,92 0,081 0,013 0,004 0.05 0,11 0,1 2,211 0.09 0,04 0,04 

AL: Atividade lipásica; AEL: Atividade especifica lipásica; FPL: fator de purificação da lipase; AEP: Atividade especifica da protease; FPP: Fator de Purificação 
da protease; EP: erro padrão; Kp: coeficiente de partição da proteina; Ke: coeficiente de partição da lipase; Ksa: coeficiente de partição para a atividade 
especifica da lipase; S: seletividade: Os índices T e B indicam a fase superior e inferior, respectivamente;  
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Tabela 6. Parâmetros de purificação da lipase com o uso do Sistema Aquoso Bifásico (PEG/Fosfato) a 25° C em comparação com 
o extrato enzimático bruto.  

 

pH 
Tie 

line 

AL 

(U/mL) 

EP 

± 

Proteína 

(mg/mL) 

EP 

± 

AEL 

(U/mg) 
FPL 

Protease 

(U/mL) 

EP 

± 

AEP 

(U/mg) 
FPP 

EP 

± 
Kp Ke Ksa S 

   Extrato enzimático bruto      

- - 58,3 2,45 0,315 0,021 184.46 - 0.152 0.008 1.35 - 0.12 - - - - 

   Fase superior  KpT KeT KsaT ST 

6 

1 0,93 0,05                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                  0,153 0,045 6,08 0,03 0,132 0,074 0,93 0,69 0,21 3,732 0,09 0,02 0,02 

2 1,49 0,21 0,138 0,027 10,79 0,06 0,126 0,048 1,49 1,10 0,15 2,654 0,14 0,05 0,05 

3 1,36 0,34 0.152 0,073 8,94 0.05 0,132 0,054 1,36 1,01 0,07 2,980 0,11 0,04 0,04 

8 

1 9,65 0,78 0,096 0,026 100,52 0,54 0,125 0,045 9,65 7,15 1,06 0,381 8,62 22,64 22,62 

2 10,02 0,89 0,108 0,014 9277 0,50 0,119 0,033 10,02 7,42 1,63 0,460 4,99 10,85 10,85 

3 11,03 1,08 0,114 0,037 96,75 0,52 0,117 0,029 11,03 8,17 1,19 0,458 10,50 22,98 22,94 

   Fase inferior  KpB KeB KsaB SB 

6 

1 10,45 1,56 0,041 0,025 254,87 1,38 0,025 0,009 10,45 7,74 1,51 0,268 11,24 41,93 41,93 

2 10,32 1,28 0,052 0,018 198,46 1,07 0,029 0,007 10,32 7,64 1,71 0,377 6,93 18,39 18,38 

3 12,83 1,91 0,051 0,201 251,56 1.36 0,024 0,003 12,83 9,50 1,82 0,336 9,43 28,14 28,12 

8 

1 1,12 0,07 0,252 0,038 4,44 0,02 0,012 0,006 1,12 0,83 0,08 2,625 0,12 0,04 0,04 

2 2,01 0,52 0,235 0,092 8,55 0,05 0,021 0,008 2,01 1,49 0,05 2,176 0,20 0,09 0,09 

3 1,05 0,18 0,249 0,044 4,21 0,02 0,026 0,007 1,05 0,78 0,09 2,184 0,10 0,04 0,04 

 
AL: Atividade lipásica; AEL: Atividade especifica lipásica; FPL: fator de purificação da lipase; AEP: Atividade especifica da protease; FPP: Fator de Purificação 
da protease; EP: erro padrão; Kp: coeficiente de partição da proteina; Ke: coeficiente de partição da lipase; Ksa: coeficiente de partição para a atividade 
especifica da lipase; S: seletividade: Os índices T e B indicam a fase superior e inferior, respectivamente;  

  

.  
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Para pH 6 e 8, é possível notar que a afinidade de lipase pelas fases superior 

ou inferior, assim como a afinidade proteica, depende do pH em contraste com a 

atividade da protease, que é sempre maior na fase superior. Para pH 6, enquanto a 

atividade de lipase é melhor na fase inferior, a concentração de proteína é maior na 

fase superior. Já para o pH 8 é o oposto. 

Isso indica que o pH 6 seria melhor para a purificação da lipase, uma vez que 

a atividade da protease é mais baixa na fase inferior, o que pode ser confirmado pelos 

valores mais elevados de seletividade (S) de lipase na fase inferior neste pH. Isto é 

observado para ambas as temperaturas avaliadas. Contudo, a atividade da lipase é 

favorecida a 4º C, provavelmente devido a uma melhor estabilidade da lipase nessa 

temperatura, como demonstrado por Brígida et al. (2014). No sistema constituído por 

PEG 1500, pH 6 a 4 °C (Tabela 4), o fator de purificação para lipase foi superior a 40 

e a seletividade foi de cerca de 500 para a fase inferior. Vale a pena destacar que 

nenhum processo para concentrar o extrato foi realizado antes do SAB.  

Com o mesmo sistema Padilla et al. (2012), à temperatura ambiente, obtiveram 

um fator de purificação de 10 para a lipase de Burkholderia cepacia na fase inferior. 

No entanto, a lipase de B. cepacia mostrou afinidade para a fase superior para todas 

as condições testadas e o fator de purificação em pH 6 na fase superior foi de 42,45 

com um coeficiente de partição para a atividade específica de 107,8. No presente 

trabalho, o coeficiente de partição para a atividade específica de 532 foi alcançado a 

4ºC.  

A vantagem da afinidade da lipase de Y. lipolytica (presente trabalho) para a 

fase inferior é a fácil extração da lipase de uma solução salina usando diálise. A 

extração de lipase da solução de PEG requer o uso de um processo de ultrafiltração,  

que pode desfavorecer o sistema aquoso como processo de purificação (SHOW, et 

al. 2015). Show et al. (2011), trabalhando com sistema aquoso bifásico composto por 

copolímero termo-sensível de óxido de etileno-óxido de propileno (EOPO) e sulfato de 

amónio para a purificação da lipase de B. cepacia, obtiveram uma seletividade 

máxima de 13, na fase superior. Fatores de purificação acima de 42 foram 

encontrados em sistemas aquosos compostos de líquidos iônicos para a purificação 

da lipase de Bacillus sp. onde a enzima também permaneceu na fase rica em sal (fase 

inferior) (SOUZA et al., 2015a; SOUZA et al., 2015b). 
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Características como estrutura, hidrofobicidade, peso molecular, concentração 

e propriedades funcionais das moléculas também são fatores importantes que devem 

ser levados em consideração nos sistemas de partição (DA SILVA e LOH, 2006). Com 

essas considerações podemos ressaltar que a partição da enzima para a fase inferior 

do sistema se dá não somente pelo pH e massa molecular do PEG utilizado, mas 

também pela temperatura de incubação do sistema.  

Em comparação com os métodos convencionais (ultrafiltração e precipitação, 

Tabela 3), o SAB mostrou-se muito melhor se comparar o fator de purificação (FP). 

De fato, o FP obtido no presente trabalho foi também maior do que para outros 

métodos relatados na literatura, como a precipitação com acetona seguida de 

cromatografia em Q-sefarose e Q-sefacril S200 (MAKHZOUM et al.,1996;., SINGH et 

al.; 2007), a cromatografia de interação hidrofóbica (YADAV et al, 2011; MAKHZOUM 

et al.,1996;) ou a precipitação com acetona seguida de cromatografia de troca 

aniónica de DEAE-celulose (PATEL et al. 2014).  

Como os resultados dos diferentes métodos de purificação foram, em sua 

maioria, positivos, seguiu-se para a imobilização desses extratos purificados. 

 

4.3 IMOBILIZAÇÃO DA LIPASE EM NANOPARTÍCULAS MAGNÉTICAS DE 

MAGNETITA  

Antes de realizar os ensaios de imobilização da lipase em nanopartículas de 

magnetita, foram realizadas isotermas de adsorção para verificar parâmetros 

importantes para a imobilização de proteínas, como a temperatura de maior afinidade 

de adsorção e quantidade efetiva de adsorção proteica.  

 

4.3.1 Isotermas de adsorção 

As isotermas de adsorção das nanopartículas de magnetita foram 

determinadas com albumina de soro bovino (BSA), nas temperaturas de 10, 20, 25, 

30 e 40 °C. Variando-se a concentração de BSA, foram obtidas as capacidades 

adsortivas (q) da nanopartícula para cada concentração através da quantificação da 

quantidade de proteína adsorvida (medindo-se a concentração de proteína no 
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sobrenadante no início e após a adsorção e multiplicando-se pelo volume reacional) 

e dividindo-se pela massa de nanopartícula usada. Com esses dados experimentais, 

foram utilizados os modelo de Langmuir para o ajuste, construindo-se o gráfico 

apresentado na figura 21. 

 

 
Figura 21: Isotermas de adsorção da albumina do soro bovino (BSA) em 

nanopartícula magnética. Ajuste de dados ao modelo de Langmuir. q: capacidade 
adsortiva; C: concentração de BSA. 

 
Os resultados experimentais foram ajustados aos modelos não-lineares de 

Langmuir e Freundlich, obtendo-se os parâmetros apresentados na Tabela 7.  
 

Tabela 7: Modelos ajustados para as isotermas de adsorção de albumina de soro 
bovino (BSA). 

Modelo 
Temperatura 
 (Cº) 

Parâmetros R² RQEM 

qs B A n  

Langmuir 10 1799,51 1,78 - - 0,98 5,52 
 20 1929,91 1,06 - - 0,99 4,94 
 25 1873,95 1,21 - - 0,98 5,64 
 30 1844,35 1,31 - - 0,99 5,47 
 

Freundlich 10 - - 885,21 0,12 0,92 14,25 
 20 - - 962,47 0,13 0,93 9,54 
 25 - - 938,34 0,12 0,91 10,37 
 30 - - 926,86 0,12 0,92 15,85 

1qs: Capacidade de saturação adsortiva (mg proteína / g suporte) 
2b: Índice de isoterma  
3a: Constante da isoterma de Freundlich 
4n: Índice de isoterma (Freundlich) 
5RQEM: raiz quadrada do erro médio 
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Para o modelo de Freundlich menores valores para a raiz quadrada do erro 

médio (RQEM) foram obtidos nas temperaturas de 20°C e 25°C, com elevados 

coeficientes de determinação (R2). No entanto, o modelo de Langmuir apresentou um 

melhor ajuste para os dados experimentais,  uma vez que os altos valores de R2 e 

baixos valores de RQEM foram encontrados para todas as temperaturas. Assim,  o 

modelo de Langmuir foi considerado o modelo mais satisfatório.  

O modelo de Langmuir baseia-se na hipótese de movimento das moléculas 

adsorvidas pela superfície do adsorvente, de modo que, à medida que mais moléculas 

são adsorvidas, há uma distribuição uniforme formando uma monocamada que 

recobre toda a superfície. Portanto, como os dados experimentais se ajustaram à esse 

modelo, é possível que o processo de adsorção na nanopartícula ocorre com a 

formação de uma monocamada ao decorrer do tempo da adsorçãoda proteína.  

Com os valores encontrados de capacidade adsortiva da nanopartícula a 20ºC, 

verifica-se um grande potencial em relação a imobilização de biomoléculas, e para 

enteder como este fator reagiria com os extratos enzimáticos foram feitos os testes a 

seguir.   

 

4.3.2 Testes de imobilização da lipase do EEB em nanopartícula de magnetita 

Os resultados obtidos para as isotermas de adsorção definiram as condições 

de imobilização para a lipase, como a temperatura (20ºC) e a capacidade adsortiva 

cerca de 1800 mg de proteína para cada grama de suporte (mg/g). Portanto, utilizou-

se essa temperatura.  

Imobilizando inicialmente o EEB, avaliou-se o tempo de adsorção da lipase na 

nanopartícula, determinando a atividade lipolítica no sobrenadante antes e após a 

imobilização para calcular o rendimento adsortivo, como pode ser visto na Figura 22. 

É possível observar que em 90 minutos, a enzima encontra-se totalmente adsorvida, 

o que delimita o período de incubação para a adsorção. Brígida et al. (2008) 

imobilizaram lipase de Candida antarctica em fibra de coco e observaram que para 

uma solução de 40 U/mL, foram necessárias 2 horas para imobilização. Wang et al. 

(2015) imobilizaram a lipase de Candida rugosa (1% m/v)  em nanoparticulas de 
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grafeno funcionalizadas com quitosana a 30 °C em rotação de 120 rpm e foram 

necessárias 6 horas para completa imobilização da enzima.  

 

  
Figura 22: Rendimento adsortivo da lipase (extrato enzimático bruto, EEB) em 
nanopartícula de magnetita em função do tempo. 
 

Para se determinar a capacidade adsortiva da nanopartícula, variou-se a 

quantidade de extrato bruto para cada 0,02g de nanopartícula, completando-se o 

volume com tampão fosfato, como mostra a Tabela 8. É possível observar que essa 

quantidade de nanopartículas consegue reter no máximo 38,59 mg de proteína, o 

equivalente a 4 mL de extrato enzimático bruto. Portanto, essa quantidade foi utilizada 

para as imobilizações. Brígida et al. (2007), imobilizou lipase de Candida antarctica 

em fibra de coco verde, obtendo atividade final  do imobilizado de 42 U/g após duas 

horas do processo de interação enzima:suporte. Wang et al. (2015), utilizou 

nanopartículas funcionalizada de grafeno, e obteve um redimento de 57% para 

imobilização por adsorção etrotastica após 6 horas do processo de imobilização, com 

o uso de imobilização covalente o redimento foi de 60%, também após 6 horas de 



105 

 

 

 

 

imobilização, com o afinidade ion-metal o redimento foi de 65% e o tempo de 

imobilização foi reduzido para 5 horas.  

 
Tabela 8: Rendimento de imobilização para o extrato enzimático bruto (EEB) 
utilizando 0,02 g de nanopartícula de magnetita. 

EEB  
(mL) 

Tampão 
(mL) 

Atividade 
Inicial 
(U/mL)a 

 
Proteina  
(mg/mL) 

Atividade 
Final 
(U/mL)a 

IY imob 
 (%) 

Desvio 
padrão 
(%) 

1 9 58.640 0,315 0,895 99,99 1,23 
2 8 104.568 0,63 0,954 99,99 0,75 
3 7 145.145 0,945 0,863 99,99 1,55 
4 6 184.572 1,26 0,756 99,99 1,35 
5 5 239.675 1,575 10.652 85,55 2,05 
6 4 274.571 1,89 19.875 72,76 1,82 
7 3 309.984 2,205 33.579 63,16 0,70 

a: atividade lipolítica no sobrenadante antes (inicial) e após (final) o contato da nanopartícula com o 
extrato enzimático bruto nas condições de imobilização; * IY imob = [(Ati - Atf)/Ati] x 100, Rendimento 
adsotivo .  
 

Para verificar os ciclos de uso da nanopartícula com lipase imobilizada foram 

realizados testes de ciclos reacionais, utilizando o método titulométrico de 

determinação de atividade lipásica como reação teste (item 4.6.4.3). Após o período 

de quantificação enzimática por esse método, as nanopartículas foram recuperadas 

via magnetização (eletroímã), lavadas com água destilada, centrifugadas, liofilizadas, 

e depois foram realocadas no meio reacional para nova determinação de atividade. 

Esse procedimento foi repetido por 30 vezes. 

É possível notar na Figura 23 que a enzima imobilizada em nanopartícula 

permaneceu ativa com pelo menos 70% de atividade relativa após 30 ciclos 

reacionais, o que representa a possibilidade de reuso do biocatalizador enzimático em 

processos industriais. Barbosa et al. (2014) observaram que lipases imobilizadas em 

sílica aerogel em diferentes ciclos de secagem e reação e estas permaneram ativas 

por 13 a 23 ciclos de reação de hidrolise do azeite de oliva. Porém observou-se uma 

redução de 50% na atividade de meia vida da enzima durante os períodos reacionais.  

 Xie e Zang (2017) verificaram a estabilidade em ciclos de reuso de lipase 

(Candida rugosa) imobilizada em nanopartículas de Fe2O3  funcionalizadas com 

hidroxiepatita, e após quatro ciclos de insterificação de óleo de soja, encontraram 

similaridade na eficiência entre os ciclos de reuso sem perda siguinificativa da reação.  

Mehrasbi et al. (2017), utilizando lipase de Candida antarctica imobilizada em 

Fe3O4@SiO2 funcionalizadas (3-glycidoxypropyl trimethoxylsilane (GPTMS)), 
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encontrram atividade reacional de 65% após 10 ciclos de reuso em reações de catálise 

do biodiesel.   

 
Figura 23: Ciclos de reuso em atividade reacional do extrato enzimático bruto 

imobilizado 
 

A estimativa do tempo de estocagem do EEB imobilizado em nanopartícula 

magnética foi realizado a -10 ºC por 50 semanas. Com os resultados encontrados 

(Figura 24) é possível estabelecer que 92% da enzima continua ativa por um tempo 

de estocagem de 50 semanas. 

  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figura 24: Tempo de armazenamento do imobilizado enzimático. 
  

Sebrão et al. (2007) empregaram  filme de caseinato de sódio (CS) com glicerol 

(G), como suporte para imobilização de lipases, foram utilizadas as lipases de 

Pseudomonas sp. (LPS –30.000 u/g), Rhizopus oryzae (LRO – 150.000 u/g), Mucor 

javanicus (LMJ – 10.000 u/g), Aspergilus niger (LAN – 120.000 u/g) e de Candida 
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rugosa (LCR – 30.000 u/g). e as de Thermomices lanuginosus (LTL – 100.000 u/g) e 

Mucor miehei (LMM – 5-6BAUN/g) Novozymes A/S. Em todos os ensaios utilizados 

os valores mantiveram-se praticamente constantes após oito ciclos de reuso. No 

mesmo experimento, suportes foram armazenados em freezer a -18 ºC durante 144 

dias, após 77 dias de armazenamento as atividades decaram em torno de 30%, depois 

deste periodo se mantiveram contantes até a finalização do periodo de observação. 

 

4.3.3 Imobilização das lipases dos extratos purificados 

A melhor condição de adsorção para a lipase do EEB (20 ºC, 4 mL de extrato, 

90 min) foi utilizada para imobilizar a lipase dos demais extratos (EEU, EEAC e 

EESAB). Determinou-se o rendimento de imobilização através da medida de atividade 

lipásica (pelo método espectrofotométrico) no sobrenadante e a quantidade de 

proteína adsorvida à nanopartícula também por medidas no sobrenadante (inicial 

menos final). A atividade enzimática dos imobilizados (extratos bruto e purificados 

após imobilização na nanopartícula) foi quantificada pelo método titulométrico (item 

4.6.4.3.). Determinou-se também a quantida de proteína ligada ao suporte.. Os 

resultados obtidos são apresentados na Tabela 9. 

 
Tabela 9: Rendimento de imobilização, proteína adsorvida após imobilização e 
atividade do imobilizado para EEB, EEU, EEAC e EESAB, utilizando nanopartícula de 
magnetita. 

Extrato 
enzimático 

IYimob 
(%) 

Proteína 
ligada 
(mg/g)a 

DP 
(%) 

Atividade 
enzimática 

(U/g de 
suporte)b 

DP (%) 

EEB 99,87 62,21 2,84 900 3,14 

EEU 98,57 22,04 3,71 2.550 4,58 

EEAU 99,94 81,42 2,98 865,82 2,71 

EESAB 99,42 2,45 4,12 3.620 5,18 
EEB: extrato enzimático bruto; EEU: extrato enzimático obtido por ultrafiltração; EEAC: extrato 
enzimático obtido da precipitação com acetona e caulim; EESAB: extrato enzimático obtido do sistema 
aquoso bifásico; DP: desvio padrão; IYimob: rendimento adsotivo determinado pela diferença entre 
atividade no inicio e após a imobilização; Atividade do imobilizado pelo método titulométrico. 

 
O método de quantificação via titulação foi escolhido, devido a erros 

operacionais com a nanopartícula. Mesmo utilizando uma pequena quantidade de 

imobilizado (2,5 mg)  nos testes reacionais havia interferência na leitura da 

absrovância pela presença das partículas.  
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É possível observar na Tabela 8 que os rendimentos de imobilização (IYimob) 

para todos os extratos, tanto bruto como os purificados foram elevadas. No entanto, 

observa-se que para o EEU e EESAB, a quantidade de proteína adsorvida foi baixa 

em relação aos demais. Esse fato é devido à baixa concentração de proteínas solúveis 

nesses extratos, como já verificado anteriormente (Tabelas 3 e 4). A baixa quantidade 

de proteína nesses extratos, provavelmente, está relacionada ao fator de separação 

e partição que requerem os sistemas, já que ambos selecionam a enzima do extrato 

bruto pelo tamanho de corte molecular (ultrafiltração) e afinidade à solução utilizada 

em sistemas líquidos/polímeros (sistema aquoso). Assim, esses extratos são tidos 

como mais “puros”. Em que as atividades enzimáticas dos imobilizados EEU e EESAB 

foram as mais elevadas. 

Os resultados para os imobilizados neste trabalho foram expressivos em 

comparação com os valores encontrados por Wang et al. (2015), que imobilizaram a 

lipase de Candida rugosa em nanopartículas magnéticas por diferentes métodos 

(adsorção eletrostática, covalente e iônica) e obtiveram 44,12 a 49,08 mg/g de 

proteína ligada com o tempo de imobilização variando de 5 a 6 horas e com 

recuperação da atividade enzimática de 57,2 a 65,5%. Mehrasbi et al. (2017), 

utilizando lipase de Candida antarctica imobilizada em Fe3O4@SiO2 funcionalizadas 

(3-glycidoxypropyl trimethoxylsilane (GPTMS)), conseguiu 84% de imobilização da 

enzima após 24 horas de imobilização.  Chiaradia et al. (2016) imobilizaram também, 

lipase de  C. antarctica em nanopartículas magneicas de oxido de funcionalizadas 

com poli urea-uretano, e verificaram a imobilização da lipase após 3 horas. Brígida 

(2010) imobilizando lipase de Y. lipolítica em fibra de casca de coco, observou após 1 

hora 100% de imbobilização com uma atividade recupera de 28,5%.  

 

4.3.4 Caracterização enzimática: extratos livres e imobilizados  

Uma vantagem importante da condução de processos biotecnológicos a 

elevadas temperaturas é a redução do risco de contaminação por bactérias mesófilas 

(PALMA-FERNANDES et al., 2002). Além disso, temperaturas elevadas permitem 

ainda altas taxas de reação devido à diminuição da viscosidade e um aumento no 

coeficiente de difusão dos substratos e um alto rendimento do processo devido ao 

aumento na solubilidade dos substratos e produtos (HAKI e RAKSHIT, 2003). Assim, 
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a habilidade das lipases em permanecer estável em altas temperaturas é uma 

característica importante para aplicações biotecnológicas.  

Em relação ao pH as lipases microbianas de modo geral apresentam atividade 

máxima em pH entre 6 e 8. Lipases com atividade máxima em valores ácidos de pH 

têm sido encontras com pouca frequência. Entre lipases produzidas por leveduras há 

apenas duas exceções que apresentam atividade máxima em pH ácido: a lipase de 

Ophiostoma piceae, em pH 5 e a de Kurtzmanomyces sp., com atividade máxima na 

faixa de pH entre 1,9 e 7,2 (GAO e BREUIL, 1998; NAMBOODIRI e 

CHATTOPADHYAYA, 2000). 

Foram conduzidos testes relacionados com a força iônica, temperatura ótima, 

termoestabilidade, pH ótimo e estabilidade em pH, dos extratos enzimáticos livres e 

imobilizados em nanopartículas magnéticas, para assim comparar as propriedades 

entre os métodos de purificação, bem como a condução em processos industriais.  

 
5.3.4.1. A força iônica 

Para otimizar a atividade da enzima faz-se necessário selecionar as melhores 

condições reacionais já que sua conformação tridimensional é um dos fatores 

limitantes. A força iônica e o potencial de hidrogênio (pH) são algumas das variáveis 

que influenciam diretamente nessa característica (CÔRTES et al., 2010).  

A Figura 25 apresenta a influência da força iônica do meio, obtida com 

diferentes massas molares de tampão fosfato em pH 7, na atividade hidrolítica do 

extrato enzimático bruto em p-NFL. Neste ensaio foi possível observar que as 

melhores atividades de hidrólise do p-NFL, estão em uma faixa compreendida entre 

40 e 60mM. A medida da atividade de lipase é usualmente realizada com tampão 

fosfato 50 mM (AMARAL, 2007). Portanto, o resultado obtido no presente trabalho 

está de acordo com a literatura. Com base nisso, a massa molar do tampão fosfato 

escolhida para os demais ensaios foi 50 mM. 
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Figura 25: Relação entre a força iônica do meio reacional e a atividade hidrolítica do 

extrato enzimático bruto em p-nitrofenil-laurato. 

4.3.4.1 Temperatura e pH ótimo  

 

A Figura 26 apresenta os resultados obtidos para a atividade relativa em 

relação à temperatura e ao pH. A temperatura ótima observada para a atividade 

enzimática do EEB livre foi 35 ºC, enquanto que para o EESAB foi observada uma 

faixa de temperatura (com 100% de atividade) ligeiramente mais elevada (35 - 40ºC) 

(Figura 26 A). Pela Figura 26 A observa-se também  que   seria possivel utilizar esse 

extrato de 30 a 50 ºC com mais de 80% de sua atividade. Essa é uma grande 

vantagem, uma vez que é um pré-requisito para um processo industrial. EEU e EEAC 

apresentaram temperaturas ótimas mais baixas, de 20 a 40 ºC. Yadav et al. (2011), 

relataram uma temperatura ótima de 25 ° C para a lipase ativa de Y. lipolytica NCIM 

3639. 

Em relação aos extratos imobilizados (Figura 26 – B) nota-se que a faixa ótima 

de temperatura foi mais abrangente, todos os imobilizados permaneceram com mais 

de 50% de sua atividade quando submetidos a 80 ºC. Isso mostra que o processo de 

imobilização promoveu maior estabilidade da enzima em relação à temperatura 

reacional. A faixa ótima de temperatura do EEU e do EEAC foi de 20 a 55ºC, em que 

a atividade relativa da enzima permaneceu a 100%. O EEB e o EESAB também 

apresentaram 100% de atividade relativa em 55ºC. Com base nesses resultados é 
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possível observar que as interações do processo de imobilização por adsorção física 

foram satisfatórias para, não só manter a atividade enzimática, mas, também 

promover a tenacidade da enzima com o aumento da temperatura. A imobilização da 

lipase aumenta a resistência à temperatura, possivelmente aumentando a rigidez da 

estrutura (HAEGLER et al., 1981; CAMBON et al., 2008; SUI et al., 2012;  

MATSUMOTO et al. 2013), e impedindo o desdobramento da enzima em 

temperaturas elevadas (HAKI et al., 2003).  

O pH ótimo para as lipases livres obtidas após a purificação dos extratos 

enzimáticos, e para o extrato bruto foi entre 6 e 7 (Figura 26 – C), com exceção do 

extrato purificado por ultrafiltração (EEU) que apresentou um perfil mais sensível, com 

pH óptimo de 7. Este resultado indica uma natureza de neutralidade destes 

biocatalisadores (CARVALHO et al., 2017). No entanto, é importante notar que é 

possível obter 90% da atividade relativa em pH de 5 a 8, para EEB, EEAC e EESAB, 

evidenciando, também uma vasta gama de pH em possíveis aplicações industriais. 

Yadav et al. (2011) relataram um pH ótimo de 5,0 para a lipase de Y. lipolytica NCIM 

3639. 

Os extratos imobilizados também apresentaram uma maior faixa de atividade 

relativa em relação a variação de pH (Figura 26 – D). A maioria dos extratos 

enzimáticos imobilizados permaneceram com 100% de atividade numa faixa de pH de 

4 a 8, com exceção para o EESAB. Porém, esse também apresentou atividades iguais 

ou superiores a 90% para a mesma faixa. Assim como apresentado na temperatura 

ótima, o processo de imobilização influenciou positivamente na atividade da enzima 

em relação ao pH.  

 

,
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Figura 26: Atividades relativas dos extratos livres e imobilizados em nanopartícula magnética em diferentes temperaturas (A e B) e 
pH (C e D): A: Extratos livres; B: Extratos imobilizados; C: extratos livres; D: extratos imobilizados; EEB: extrato enzimático bruto, 

EEU: extrato enzimático ultrafiltrado; EEAC: extrato enzimático purificado com acetona e caulin; EESAB: extrato enzimático 
purificado com sistema aquoso bifásico.   
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4.3.5 Termoestabilidade e estabilidade ao pH  

As análises de termoestabilidade e estabilidade ao pH de enzimas, têm como intuído 

promover a caracterização da enzima em relação ao tempo de incubação em 

diferentes condições e, assim, identificar o possível comportamento em rotas 

reacionais. Em condições de temperaturas elevadas as enzimas tendem a desnaturar 

e o mesmo pode acontecer em determinadas faixas de pH, assim a investigação da 

estabilidae da lipase é importante antes de sugerir qualquer aplicação biotecnológica.  

A maioria das lipases de Y. lipolytica apresentam uma temperatura ótima de 30 

°C e a sua estabilidade diminui rapidamente acima de 40 ° C (ALOULOU  et al., 2007). 

O extrato bruto de lipase de Y. lipolytica (EEB) reteve mais de 80% da sua atividade 

inicial após 4 horas de incubação a 20 e 30ºC (Figura 27 – A). Um aumento de dez 

graus (até 40ºC) reduziu atividade relativa em até 70% após quatro horas e a 50ºC, 

esta atividade foi observada somente após 1 hora de incubação. Para uma 

temperatura mais elevada (60ºC), a atividade hidrolítica reduziu 60% após duas horas. 

Uma boa estabilidade para o extrato de ultrafiltração (UEE) foi encontrada para 

temperaturas de 20 a 40ºC (Figura 27 – B). Esse extrato de lipase também poderia 

ser utilizado a 45 ºC por 2 horas com 80% de sua atividade inicial ou a 50 – 55 ºC por 

150 min com, aproximadamente, 70% de atividade residual. Temperaturas variando 

de 20 a 40 ºC favoreceram a estabilidade do EESAB (Figura 27 – D). No entanto, o 

EEAC mostrou termoestabilidade (Figura 27 – C) inferior à CEE (Figura 27 – A). Para 

temperaturas acima de 35 º C, menos de 80% da atividade relativa é encontrada após 

apenas 30 min de incubação. Dois métodos de purificação (ultrafiltração e ATPS) 

aumentaram a termoestabilidade da lipase em relação à CEE. Isto pode ser o 

resultado da remoção parcial de substâncias que interferem na atividade da lipase, 

tais como as proteases. 

Com o processo de imobilização foram encontrados valores superiores em 

comparação com os extratos livres, com destaque para o EEU (Figura 28 – B), que 

permaneceu com atividade igual ou superior a 80%, em uma faixa de temperatura de 

20 a 60ºC por 240 min. Com o EESAB (Figura 28 – D) foi obtido 100% de atividade 

enzimática, em uma faixa de temperatura de 20 a 50ºC por 240 min. O mesmo 

comportamento foi observado no EEB (Figura 28 – A), porém em uma faixa de 

temperatura de 20 a 45ºC. O EEAC (Figura 28 – C) apresentou uma variação pouco 
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significativa em comparação ao EEB, permanecendo com 100% da atividade 

enzimática inicial durante 240 min. Portanto, a imobilização aumentou a 

termoestabilidade da lipase. A imobilização da lipase tipo B de Candida antardica por 

adsorção em fibra de coco promoveu aumento na estabilidade térmica a 50 e 60 ° C, 

obtendo-se meias-vidas (t1/2) da enzima imobilizada 2 e 92 vezes, respectivamente, 

superiores às da enzima solúvel (BRÍGIDA et al., 2008). Quando a mesma enzima foi 

imobilizada por ligação covalente em fibra de coco, um aumento de 363 vezes foi 

observado para a termoestabilidade da enzima em comparação com a enzima solúvel 

(BRÍGIDA et al., 2007). 
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Figura 27: Termoestabilidade para os extratos enzimáticos contento lipase em forma livre: A) EEB: extrato enzimático bruto, 

B)EEU: extrato enzimático ultrafiltrado; C) EEAC: extrato enzimático purificado com acetona e caulin; D)EESAB: extrato enzimático 
purificado com sistema aquoso bifásico. 
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Figura 28: Termoestabilidade para a lipase de extratos enzimáticos imobilizada em nanopartícula magnética:  A) EEB: extrato 

enzimático bruto; B)EEU: extrato enzimático ultrafiltrado; C)EEAC: extrato enzimático purificado com acetona e caulin; D)EESAB: 
extrato enzimático purificado com sistema aquoso bifásico.   
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Todos os extratos enzimáticos mostraram-se estáveis a uma ampla faixa de pH 

(Figura 29), o que garante um bom uso industrial. As atividades relativas iguais ou 

superiores a 70% após 240 min de incubação foram encontradas nas faixas de pH 

entre 3 a 9 para EEB (Figura 29 – A), 5 a 9 para o EEU (Figura 29 – B), 3 a 8 para 

EEAC (Figura 29 – C) e 4 a 9 para EESAB (Figura 29 – D). Em pH 3 e 10, foram 

observadas atividades residuais maiores que 60% durante, pelo menos, 90 min de 

incubação para todos os extratos obtidos. Valores superiores a 90% da atividade 

relativa foram encontrados entre pH 6 e 8 e 180 min de incubação para todos os 

extratos enzimáticos, mostrando que essa é uma faixa de pH ótima para a lipase 

produzida por Y. lipolytica 50682 UFRJ. 

Para os extratos enzimáticos imobilizados (Figura 30), também foram 

encontrados resultados superiores a faixa de pH observada para os extratos livres. 

Atividade iguais ou superiores a 70% por 240 min de incubação foram detectadas para 

o EEBI (Figura 30 – A) na faixa de pH de 3 a 10, para o EEUI (Figura 30 – B) de 3 a 

9, para EEACI (Figura 30 – C) de 3 a 10 e para EESABI (Figura 30 – D) a faixa de pH 

ficou entre 3 a 10. Hung et al. (2003) também encontraram uma tolerância maior a 

uma ampla faixa de pH após imobilizar a lipase de Candida rugosa em esferas de 

quitosana. Com esses dados é possível dizer que o processo de imobilização em 

nanopartícula magnética amplia o uso industrial dessa enzima, dado que maiores 

faixas de pH podem ser utilizadas.  

É necessário ressaltar que não foi utilizado nenhum tipo de estabilizante 

durante as análises de estabilidade e/ou ótimo reacional, o que garante um respaldo  

para os resultados da caracterização da lipase produzida pela Y. lipolytica. 
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Figura 29: Estabilidade ao pH para os extratos enzimáticos contento lipase em forma livre:  A) EEB: extrato enzimático bruto, B) 
EEU: extrato enzimático ultrafiltrado; C) EEAC: extrato enzimático purificado com acetona e caulin; D) EESAB: extrato enzimático 

purificado com sistema aquoso bifásico. 
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Figura 30: Estabilidade ao pH para os extratos enzimáticos contento lipase em forma livre:  A) EEBI: extrato enzimático bruto 

imobilizado, EEUI: extrato enzimático ultrafiltrado imobilizado; EEACI: extrato enzimático purificado com acetona e caulin 
imobilizado; EESABI: extrato enzimático purificado com sistema aquoso bifásico imobilizado. 
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4.3.5.1 Avaliação dos parâmetros cinéticos  

O efeito da concentração do substrato sobre a atividade dos extratos 

enzimáticos parcialmente purificados foi investigado e comparado com o extrato 

enzimático bruto (EEB) para os extratos livres e imobilizados, sob as mesmas 

condições de reação (Tabela 10).  

O valor de Km inferior para o EEB (Tabela 11) indica a maior afinidade desse 

extrato enzimático para o substrato. O EESAB apresentou a segunda melhor afinidade 

para pNPL e um Vmax mais elevado, indicando uma maior atividade deste extrato 

enzimático. 

Comparando o EEB livre e imobilizado (EEBI), encontrou-se uma maior 

afinidade por pNFL para o extrato bruto livre (menor Km). Hung et al. (2003) também 

reportaram aumento do Km quando imobilizaram a lipase de C. rugosa em quitosana, 

justificando que esse aumento seria devido à mudanças estruturais na enzima ou 

menor acesso do substrato ao sítio ativo após imobilização. Para a lipase tipo B de C. 

antártica, o aumento do Km foi pequeno quando a enzima foi imobilizada em fibra de 

coco (BRIGIDA et al., 2008). Para os extratos enzimáticos parcialmente purificados 

(EEUI, EEACI e EESABI), quando imobilizados, apresentaram valores de Km 

superiores quando comparado com o EEBI, o que demostra que, provavelmente, 

quando a enzima é purificada antes de imobilizar possui maior ineração do que a 

enzima com outras impurezas (EEB), como resíduos do meio, outras proteínas, etc. 

 

Tabela 10. Valores experimentais obtidos para avaliação dos parâmetros cinéticos 

para os extratos enzimáticos livres e imobilizados.  

Extratos enzimáticos livres 

Substrato 
(µM) 

EEB 
(U/mL) 

DP 
(%) 

EEU 
(U/mL) 

DP 
(%) 

EEAC 
(U/mL) 

DP 
(%) 

EESAB 
(U/mL) 

DP 
(%) 

75 18,04 1,42 15,37 1,12 11,25 2,87 19,35 1,25 

125 25,82 2,46 26,16 1,09 16,44 1,54 29,23 1,92 

250 36,07 1,51 35,15 1,82 21,17 1,95 64,12 1,72 

500 53,09 1,47 52,64 2,05 43,28 1,67 128,5 1,07 
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750 70,05 2,18 64,75 3,09 53,2 1,34 145,29 1,64 

1000 84,99 1,91 74,71 1,87 65,79 1,25 164,8 1,73 

1250 85,96 1,64 97,09 2,65 72,79 2,24 174,81 1,42 

1500 85,63 2,08 105,84 1,87 72,83 2,68 186,18 1,31 

1750 85,56 2,71 107,31 1,71 74,22 1,67 184,78 1,29 

2000 84,43 1,25 106,15 1,32 73,58 1,68 186,18 1,72 

2250 84,53 1,01 106,41 1,42 73,18 2,61 184,57 1,65 

2500 84,73 1,71 105,07 2,81 73,79 1,87 185,45 1,27 

Extratos enzimáticos imobilizados 

Substrato 
(µM) 

EEBI 
(U/g) 

DP 
(%) 

EEUI 
(U/g) 

DP 
(%) 

EEACI 
(U/g) 

DP 
(%) 

EESABI 
(U/g) 

DP 
(%) 

75 100,12 1,47 758,61 1,74 80,74 1,87 950,32 2,14 

125 200,54 1,58 1363,71 1,82 174,94 3,71 1253,81 2,57 

250 348,58 1,97 1754,25 1,67 398,45 2,65 2000,47 1,38 

500 900, 04 1,66 2550,01 1,58 865,82 2,17 3620, 01 1,92 

750 1202,36 2,51 3147,74 1,64 1107,14 2,43 4070,85 2,46 

1000 1586,75 2,41 4871,25 1,87 1347,71 2,17 7870,12 1,58 

1250 1853,12 1,47 5755,61 1,04 1470,78 2,13 8009,85 1,37 

1500 2308,45 1,98 6889,87 2,98 1587,98 2,63 9879,47 2,68 

1750 2147,35 1,56 5983,27 2,65 1438,14 1,58 8745,12 3,67 

2000 2012,58 1,34 5007,73 3,21 1351,92 1,64 7987,84 2,71 

2250 1892,37 1,02 4549,45 1,68 1047,87 1,25 6582,12 1,67 

2500 1601,33 2,88 3985,71 1,42 956,25 1,64 57854,21 1,98 
aEEB: extrato enzimático bruto; bEEUI: extrato enzimático ultrafiltrado imobilizado; cEEACI: 
extrato enzimático purificado com acetona e caulin imobilizado; dEESABI: extrato enzimático 
purificado com sistema aquoso bifásico imobilizado. eEEBI: extrato enzimático bruto 
imobilizado, fEEUI: extrato enzimático ultrafiltrado imobilizado; gEEACI: extrato enzimático 
purificado com acetona e caulin imobilizado; hEESABI: extrato enzimático purificado com 
sistema aquoso bifásico imobilizado.    
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Tabela 11. Parâmetros cinéticos para extratos livres e imobilizados.  

Extratos enzimáticos livres 

Extrato 
enzimático 

Vmax 
(µmol/min/mL) 

Km 
(mM) 

Estatísticos 

R2 Ajuste R2 

aEEB 103,79 381,73 0,96 0,96 

bEEU 148,34 809,37 0,97 0,96 

cEEAC 97,82 606,83 0,97 0,97 

dEESAB 239,35 532,26 0,97 0,97 

Extratos enzimáticos imobilizados 

Extrato 
enzimático 
imobilizado 

Vmax 
(µmol/min/g) 

Km 
(mM) 

Dados Estatísticos 

R2 Ajuste R2 

eEEBI 2903,96 930,37 0,88 0,87 

fEEUI 6698,43 528,69 0,76 0,73 

gEEACI 1629,13 437,53 0,78 0,76 

hEESABI 8636,13 573,58 0,76 0,74 

aEEB: extrato enzimático bruto; bEEUI: extrato enzimático ultrafiltrado imobilizado; cEEACI: extrato 
enzimático purificado com acetona e caulin imobilizado; dEESABI: extrato enzimático purificado com 
sistema aquoso bifásico imobilizado. eEEBI: extrato enzimático bruto imobilizado, fEEUI: extrato 
enzimático ultrafiltrado imobilizado; gEEACI: extrato enzimático purificado com acetona e caulin 
imobilizado; hEESABI: extrato enzimático purificado com sistema aquoso bifásico imobilizado.    

 

4.4 CARACTERIZAÇÃO DA NANOPARTÍCULA MAGNÉTICA  

 A caracterização física da nanopartícula magnética e dos extratos bruto e 

parcialmente purificados imobilizados na mesma (EEBI, EEACI, EEUI e EESABI) foi 

feita em conjunto com pesquisadores do Centro Brasileiro de Pesquisas Físicas – 

CBPF. O principal ojetivo da caracterização foi verificar o comportamento dos 

imobilizados e a possível alteração no suporte após a adsorção dos extratos 

enzimáticos.  

 

4.4.1 Tamanho hidrodinâmico e Potencial zeta 

Como a análise do tamanho hidrodinâmico determina a faixa de tamanho e 

comportamento do material a ser analisado em uma determinada solução ou solvente, 

com essa análise é possível prever a aplicabilidade do material e visibilidade em uso 

industrial. A técnica aqui estuda foi a de espalhamento de luz dinâmico (DLS). Já as 
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análises relativas ao potencial zeta foram realizadas para verificação da estabilidade 

eletrostática quando o material se encontra em suspensão.  

Ferreira et al. (2016) relatam que, geralmente, soluções estáveis de coloides 

carregados com nanopartículas (NPs) apresentam faixa igual ou superior a +/- 30 mV. 

Essa afirmativa baseia-se no fato de que toda partícula carregada em meio líquido, 

move-se a uma a uma velocidade constante sob a ação de um campo elétrico externo. 

Os resultados das análises podem ser vistos na Tabela 12.  

 
Tabela 12.  Tamanho hidrodinâmico e Potencial zeta dos extratos enzimáticos 
imobilizados.  

aNPs: nanopartículas magneticas  bEEBI: extrato enzimático bruto imobilizado, cEEUI: extrato 
enzimático ultrafiltrado imobilizado; dEEACI: extrato enzimático purificado com acetona e caulin 
imobilizado; eEESABI: extrato enzimático purificado com sistema aquoso bifásico imobilizado.    

 
 Com os resultados obtidos é possível relacionar o tamanho hidrodinâmico com 

a adsorção dos extratos enzimáticos, já que o diâmetro médio da NPs é menor do que 

quando adsorvida com a lipase de diferentes extratos enzimáticos. Com a 

imobilização as partículas tendem a se agrupar devido à interação enzima/suporte 

magnético, formando aglomerados. Neste trabalho não foi utilizado nem um tipo de 

dispersante durante a análise. Bedê (2010), utilizando a mesma técnica de síntese do 

nanocompósito encontrou um tamanho médio hidrodinâmico de 255 mm para a NP, 

valor relativamente próximo ao encontrado neste trabalho. Jain et al. (2008) 

sintetizaram nanoparticulas magnéticas de óxido de ferro revestidas com ácido oléico 

e com agentes quimioterápicos incorporados (doxorubicina e paclitaxel), encontrando 

nanopartículas magnéticas com forma esféricas de diâmetros entre 10 – 25 nm, 

enquanto que o diâmetro hidrodinâmico das nanopartículas magnéticas em água, 

medido por espalhamento de luz dinâmico, apresentou uma faixa de 210 – 250 nm.  

 Com relação ao potencial zeta, foram observados valores coerentes com a 

literatura (Jain et al., (2008), Finotelli (2004)), o que indica a estabilidade da 

Partícula 
Diâmetro 

(nm) 
Polidispersão DP (%) 

Potencial zeta 
(mV) 

DP 
(%) 

NPs 279,96 0,24 7,63 -32,2 1,22 

EEBI 350,20 0,31 4,82 -33,5 4,84 

EEUI 403,90 0,34 9,67 -33,7 2,46 

EEACI 346,36 0,35 8,21 -32,6 2,18 

EESABI 566,58 0,36 7,34 -33,0 1,11 
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nanopartícula em solução coloidal. Foi verificado também que a adsorção da lipase 

de diferentes extratos enzimáticos não provocou alteração significativa na carga 

superficial das nanopartícula. A partir deste resultado é possível estabelecer que o 

método de adsorção foi adequado para agregação da lipase na superfície do suporte 

magnético. Provavelmente a massa de proteína adsorvida é pequena para afetar 

significamente a suferficie da nanopartícula, e assim as cargas negativas do suporte 

foram mantidas.    

 

4.4.2 Microscopia eletrônica de transmissão (TEM)  

As Figuras 31 A e B  são referentes as nanopartículas magnéticas sem os 

extratos enzimáticos, mostrando que a mesma apresenta uma forma octaédrica. Nota-

se também que o diâmetro está entre 3 a 20 nm, o que permite a essas nanopartículas 

apresentarem comportamento superparamagnético. Na figura 32 é possível avaliar o 

comportamento das nanopartículas após a adsorção física dos extratos enzimáticos, 

em que se vê a formação de aglomerados de tamanho igual ou superior a 100 nm. 

Hajar e Vahabzadeh (2016) encontraram valores de diâmetros próximos a 15,1 nm, 

para a síntese de nanopartículas magnéticas de óxido de ferro com coprecipitação 

não funcionalizadas. Para os suportes funcionalizados com ácido ricinoleico e 3-

Aminopropiltrietoxisilano (APTES), com o intuito de imobilizar lipase de Candida 

rugosa, os autores encontraram  suportes com o tamanho de 15,6 e 16,2 nm 

respectivamente. Esse resultado se da, provavelmente, por conta da funcionalização, 

que podem agir como dispersantes magnéticos.   
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Figura 31.  Microscopia eletrônica de transmissão das nanopartículas magnéticas (NPs) em diferentes perspectivas. 
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Figura 32. Imagens de Microscopia eletrônica de transmissão dos imobilizados enzimáticos. A) EEBI: extrato enzimático bruto 
imobilizado, B) EEUI: extrato enzimático ultrafiltrado imobilizado; C) EEACI: extrato enzimático purificado com acetona e caulin 
imobilizado; D) EESABI: extrato enzimático purificado com sistema aquoso bifásico imobilizado.   
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4.4.3 Caracterização da área superficial e porosidade.  

 A estimativa da área superficial de cada extrato enzimático imobilizado teve 

como objetivo a verificação da eficiência adsortiva e a caracterização do adsorvente 

(nanopartícula). A imobilização da lipase na nanopartícula se dá na superfície da 

nanopartícula, como é visto com a formação de aglomerados durante o processo 

adsortivo (Figura 32), bem como a formação de poros, onde cada núcleo magnético, 

tido em cada nanopartícula, é atraído por outro e assim há a formação de poros que 

são preenchidos pela carga enzimática. É preciso esclarecer que a nanopartícula é 

formada por arranjos atômicos de óxido de ferro (material cristalino). Os dados da 

análise são demostrados na Tabela 13. 

 
Tabela 13. Caracterização da área superficial da nanopartícula e dos extratos 
enzimáticos imobilizados na mesma obtida após análise do método de BET 
(Braunauer, Emmet e Teller) por adsorção de nitrogênio. 

Partícula 
Área Superficial 

(m²/g) 
DV 
(%) 

Volume do 
poro cm³/g 

DV 
(%) 

Tamanho 
do poro Å 

DV 
(%) 

1NPs 48,48 2,41 0,32 1,91 175,18 2,61 
2EEBI 69,41 1,57 0,11 1,82 129,58 1,57 
3EEUI 69,62 2,97 0,10 2,97 129,83 1,36 

4EEACI 61,57 3,25 0,12 1,22 128,70 1,58 
5EESABI 78,77 2,97 0,08 2,49 107.37 2,08 

¹NPs: nanopartículas magnéticas; 2EEBI: extrato enzimático bruto imobilizado, 3EEUI: extrato 
enzimático ultrafiltrado imobilizado; 4EEACI: extrato enzimático purificado com acetona e caulin 

imobilizado; 5 EESABI: extrato enzimático purificado com sistema aquoso bifásico imobilizado.   
   
 Os resultados permitem observar que a área superficial da nanopartícula é 

inferior às áreas dos extratos enzimáticos imobilizados por adsorção. É possível 

evidenciar também a presença de microporos em sua constituição que eventualmente 

são preenchidos pela enzima, que pode ser observado pela comparação do tamanho 

de poro da nanopartícula (NPs) com os extratos enzimáticos imobilizados. É notório a 

redução de cerca de 70% do volume do poro da NPs em relação à NP com os extratos 

imobilizados. O tamanho do poro reduz significativamente em relação ao tratamento 

contento somente as NPs, a redução foi quantificada a 26% para os imobilizados 

EEBI, EEUI, EEACI, para o extratos enzimáticos  EESABI a redução foi superior aos 

demais, totalizando 39% de redução. A redução do volume e tamanho do poro 

demostra a adsorção enzimática na nanopartícula não apenas superficialmente, mas 

também na monocamada porosa. 
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 Kakavandi et al. (2013) em um estudo termodinâmico de nanopartículas de 

óxido de ferro com carvão ativado para remoção de corantes, verificaram que os 

resultados das análise de BET indicaram que a área de superficial da nanoparticula 

foi de 671,2 m2/g, sem a ativação do carvão e o tamanho do poro foi de 3,5 nm. 

Sivakumar et al. (2015) encontraram valores de 8,1 m2/g para a área superficial de 

nanopartículas de oxido de ferro. Pela a classificação IUPAC o tamanho de poro é 

classificado por: microporos (d <2 nm), mesoporos (2 <d <50 nm) e macroporos (d> 

50 nm) (McCUSKER et al., 2001; McCUSKER, 2005). Assim é possível classificar os 

poros a nanopartícula sintetizada neste trabalho como microporos. 

   

4.4.4 Difração de Raio X (DRX) 

 As análises de difração foram efetuadas com o intuito de demostrar a 

cristalinidade das nanopartículas, bem como se o processo de adsorção enzimática 

alterou a estrutura cristalina do óxido de ferro. Na figura 33 é possível observar a 

formação de picos dentro da faixa do padrão da magnetita (Figura 34. A), construído 

a partir da ficha catalográfica (19-0629) da International Centre For Diffraction Data 

(2000). Com esses dados é possível estabelecer que não houve alteração na 

cristalinidade com o processo da adsorção enzimática, para nenhum dos extratos 

enzimáticos. É notório observar que o constituinte primário das nanopartículas de 

óxido de ferro é a magnetita, o que foi observado por Moralles et al. (2008) e Finotelli 

et al. (2010), utilizando o mesmo processo de síntese.   
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Figura 33. Difração de raio x (DRX) dos estratos enzimaticos s com e sem adsorção. 

A: Padrão da magnetita; B) EEBI: extrato enzimático bruto imobilizado; C) EEUI: 
extrato enzimático ultrafiltrado imobilizado; D) EEACI: extrato enzimático purificado 

com acetona e caulin imobilizado; E) EESABI: extrato enzimático purificado com 
sistema aquoso bifásico imobilizado. 
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4.4.5 Espectroscopia de Infravermelho com Transformada de Fourier (FTIR) 

 Este método foi utilizado para caracterizar as nanopartículas e investigar a 

interação entre o suporte e os diferentes extratos enzimáticos imobilizados (Figura 

34). Os espectros de infravermelho das nanopartículas puras (NPs) bem como para 

os extratos enzimáticos imobilizados apresentaram bandas de absorção em 633, 555 

e 440 cm-1, vibração característica do modo de estiramento Fe-O da magnetita e bem 

próximos aos dados obtidos por Maity et al. (2010).  

Após a imobilização dos extratos enzimáticos, um novo pico de adsorção 

apareceu a 1068 cm-1 devido às vibrações de estiramento de SiO. Os picos a 1628 

cm-1 podem ser atribuídos às vibrações de nitrogênio, já banda forte em 3400 cm-1 

proveniente da água (O-H)(Figura 34). As duas principais bandas de absorção dos 

espectros de proteína no FTIR são a amida I (1600-1700 cm-1) e a amida II (1510-

1580 cm-1) (Natalello et al., 2005). Hajar e Vahabzadeh (2016) encontraram resultados 

semelhantes com a imobilização da lipase de Candida rugosa por ligação covalente 

em nanopartículas magnéticas funcionalizadas. A abordagem dos autores para tal 

representatividade no FTIR foi, que durante o processo de imobilização enzimática, 

formaram-se ligações de base de Schiff (ligação dupla carbono-nitrogênio com o 

átomo de nitrogênio conectado a um grupo arila ou alquila), que revelaram que  a 

presença da cadeia enzimática.  
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Figura 34. FTRI da nanopartícula sintetizada e dos estratos enzimaticos s imobilizados. 
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4.4.6 Magnetometria de amostra vibrante (VSM) 

A característica superparamagnética da magnetita (Fe3O4), isto é, a capacidade 

de resposta a um campo magnético sem reter qualquer magnetismo após a remoção 

do campo aplicado, é uma propriedade importante para a sua utilização como material 

de suporte na imobilização de enzimas (YONG et al., 2008; LEI et al., 2009; HAJAR e 

VAHABZADEH, 2016). A análise da magnetização foi efetuada, para verificar a 

possível interferência após a imobilização dos diferentes extratos enzimáticos. Na 

Figura 35 estão expostas as curvas de magnetização x campo magnético em 

temperatura ambiente. A pequena diferença do valor de magnetização de saturação 

entre as amostras pode ser atribuída ao efeito do tamanho de agrupamentos das 

nanopartículas, bem como a imobilização dos extratos enzimáticos. Apesar de 

apresentarem tamanhos muitos pequenos, essa diferença se reflete nas curvas de 

magnetização (MOHALLEM E SEARA, 2003).   

A linha contínua é o ajuste a uma função de Langevin ponderada com um 

Distribuição lognormal do tamanho de partícula (Morales et al. 2008). É possivel 

observar (Figura 35), que não ouve variação sgnificativa no campo magnetico após a 

imobilização .   

 

 
Figura 35. Curvas de magnetização x campo magnético das nanopartículas, e dos 

estratos enzimaticos s enzimáticos imobilizados. 
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4.5 CARACTERIZAÇÃO DO ÓLEO DE PALMA BRUTO  

A Tabela 14 apresenta a os principais índices físico-químicos do óleo de palma 

bruto. A maioria dos valores obtidos estão de acordo com as recomendações previstas 

para óleo de palma bruto pela legislação (ANVISA, 2005), mostrando que o processo 

de armazenamento e extração, onde foi evitado o contato da luz, já que durante o 

experimento o óleo foi armazenado em frascos âmbar de 50 mL e acondicionados sob 

refrigeração, e retirados somente para amostragem experimental. 

 

Tabela 14: Composição físico-química do óleo de palma bruto. 

Composição do óleo de palma                           DP (%) 

Acidez, (g de acido oleico/100g) 2,65 1,57 

Ácidos graxos (%) 82,45 1,45 

Carotenoides totais (mg/100g) 189,23 1,41 

Densidade relativa 50° C/20°C (g/cm3) 0,89 0,54 

Índice de peroxido (meq/kg) 9,01 2,55 

Índice de refração (n D50) 1,49 1,01 

Índice de saponificação (mg KOH/g) 195,08 2,91 

 

A tabela 15 apresenta a composição de ácido graxos livres elevado índice de 

acidez indica, portanto, que o óleo ou gordura está sofrendo quebras em sua cadeia 

de trigliceróis, liberando seus constituintes principais: os ácidos graxos. (ALVES et al, 

2009). Porém os dados encontrados estão de acordo com a Codex standard for 

named vegetable oils, (2011).  
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Tabela 15: Composição de ácido graxos livres do óleo de palma bruto. 

Ácidos Graxos Estrutura Valores (%) DP(%) 

Ácido Láurico C12:0 0,38 0,57 

Ácido Mirístico C14:0 1,41 0,45 

Ácido Palmítico C16:0 40,11 1,87 

Ácido Palmitoleico C16:1 0,54 0,38 

Ácido Esteárico C18:0 5,64 1,54 

Ácido Oleico (Ômega 9) C18:1 30,72 2,51 

Ácido Linoleico (Ômega 6) C18:2 11,47 1,07 

Ácido Linolênico (Ômega 3) C18:3 0,43 0,11 

Ácido Araquídico C20:0 0,92 0,57 

Outros  - 8,49 2,04 

 

  

A composição de carotenoides é apresentada na Tabela 16, os resultados das 

análises demonstram o potencial da extração de carotenoides.  

 

Tabela 16: Composição de carotenoides do óleo de palma. 

Carotenoides mg/100g DP (%) 

13 - Cis-α-caroteno 12,75 1,41 

α-caroteno 27,45 1,87 

13 - Cis-β-caroteno 29,42 3,64 

β-caroteno 43,93 1,54 

9-Cis-β-caroteno 26,45 1,97 

β-Criptoxantina traços - 

Licopeno 7,28 1,98 

poli-cis-licopeno 5,35 1,47 

mono-cis-licopeno 7,37 1,55 

Zeaxantina traços - 

Não identificado 28,08 2,98 
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4.6 EXTRAÇÃO ENZIMÁTICA DE CAROTENOIDES: ESTUDO DAS VARIÁVEIS.  

As lipases do extrato bruto e dos extratos purificados, tanto livres quanto 

imobilizadas, foram utilizadas para a obtenção de carotenoides a partir do óleo de 

palma. 

As condições reacionais para a hidrólise do óleo de palma para a obtenção dos 

carotenoides foram avaliadas utilizando a lipase do extrato enzimático bruto livre e 

imobilizada. Para esse estudo foram utilizados 4 mL de enzima livre e 0,02 g de 

enzima imobilizada em nanopartículas. Os resultados para o percentual de ácidos 

graxos e concentração de carotenoides obtidos em relação a razão água/óleo (mL/mL) 

estão apresentados na Tabela 17. 

 

Tabela 17. Avaliação da relação água/óleo na hidrólise do óleo de palma pela lipase 
do extrato enzimático bruto (EEB) livre e imobilizado. 
 Enzima Livre (4 mL) Enzima Imobilizada (0,2 g) 

Relação 
água/óleo 
(mL/mL) 

Ácido 
graxos 

(%) 

DV 
(%) 

Carotenoides 
(mg/100g) 

DV 
(%) 

Ácido 
graxos 

(%) 

DV 
(%) 

Carotenoides 
(mg/100g) 

DV 
(%) 

01/01 63,26 2,12 154,01 2,09 67,68 3,12 153,15 1,69 

02/01 69,83 1,48 169,91 2,14 75,98 1,25 183,62 1,21 

03/01 67,31 1,06 157,87 1,87 82,68 1,84 180,24 1,01 

04/01 67,21 1,34 158,31 1,06 80,19 1,55 175,93 2,87 

05/01 67,08 2,18 158,44 1,51 81,22 2,04 176,35 1,55 

06/01 66,17 1,15 157,52 1,44 80,13 1,52 174,02 1,71 

 

É possível observar que para tanto para a enzima livre quanto para a 

imobilizada a melhor condição para obtenção de ácidos graxos e carotenoides foi a 

razão água/óleo de 2/1, com excessão do conteúdo de ácidos graxos para a enzima 

imobilizada, que foi maior com razão 3/1. A partir desses resultados foram definidos 

que a relação água e óleo no processo de hidrolise, em 01/01, 02/01 e 03/01 para a 

otimização das condições de hidrólise.  

Outro fator que pode influenciar a extração dos carotenoides é a temperatura, 

já que o processo é realizado por enzimas, que têm sua ação catalítica influenciada 

pela temperatura. Além disso, as características físico-químicas do óleo podem ser 

alteradas pelo aumento da temeratura, influenciando na extração. Na Tabela 18 são 
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apresentados os resultados para a faixa de temperatura estudada. É possível 

observar que a temperatura de 35 ºC foi a melhor tanto para extração dos 

carotenoides como para obtenção dos ácidos graxos. 

 

Tabela 18. Avaliação da temperatura na hidrólise do óleo de palma pela lipase do 
extrato enximático bruto (EEB) livre e razão água/óleo.  

Temperatura (ºC) 
Ácido graxos 

(%) 

DV 

(%) 

Carotenoides 

(mg/100g) 

DV 

(%) 

25 55,62 1,23 142,56 1,37 

35 57,23 1,57 144,87 1,15 

45 50,35 1,98 128,09 1,19 

55 42,06 1,14 98,67 1,72 

65 38,32 2,08 75,12 1,85 

75 29,11 1,25 60,07 2,98 

 
 

Verificou-se também a influência do tempo reacional na extração de 

carotenoides e os resultados são apresentados na Tabela 19. Os resultados 

demostram que as melhores condições para o processo de extração de ácido graxos 

bem como os carotenoides está na faixa de 60 a 180 min. Dongho et al., (2013) 

relatam que fator de tempo e temperatura, podem ser decisivos na extração e 

quantificação de carotenoides, pois uma faixa elevada de temperatura e um 

determinado tempo, desnatura os carotenoides em relação ao tempo de exposição.  

 

Tabela 19. Avaliação do tempo na hidrolise do óleo óleo de palma pela lipase do 
extrato enximático bruto (EEB) livre a 25 °C. 

  

Tempo (min) Ácido graxos (%) DV (%) Carotenoides (mg/100g) DV (%) 

30 40,45 2,34 127,14 1,72 

60 55,17 2,93 134,02 1,43 

120 62,47 1,25 164,87 1,62 

180 72,06 1,73 161,21 1,57 

240 60,32 2,81 127,05 1,12 

300 35,17 1,77 120,67 2,86 
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4.7 APLICAÇÃO DO PLANEJAMENTO BOX-BEHNKEN NA OTIMIZAÇÃO DA 
EXTRAÇÃO ENZIMÁTICA DE CAROTENOIDES TOTAIS  

Para a otimização da extração de carotenoides foram utilizadas todos os 

extratos livres e imobilizados (EEB. EEAC, EEU, EESAB, EEBI, EEACI, EEUI, 

EESABI), nas faixas anteriormente estudadas de temperatura, relação água/óleo e 

tempo. Utilizou-se um delineamento do tipo Box-Behnken (DBB) em três níveis e os 

resultados são apresentados nas Tabelas 20 e 21. 

A fim de avaliar quais os fatores tiveram um efeito significativo sobre a extração 

de ácido graxos e carotenoides, foi conduzida a análise ANOVA (Apêndice 1) e os 

parâmetros de estimativa foram conduzidos com o fatorial fracionado 23-1. A análise 

de variância (ANOVA) para os modelos foi realizada e a significância do modelo foi 

examinada utilizando o teste estatístico de Fisher (teste F) aplicando as diferenças 

significativas entre as fontes de variação dos resultados experimentais. Por exemplo, 

o significado de regressão (SOR), a falta de ajuste (LOF), e o coeficiente de 

determinação múltipla (R2) (SANTOS et al, 2011).  

Uma vez que a totalidade dos modelos de segunda ordem (modelos que 

contêm ambas as interações de parâmetros), quando não foram aceitos pelos ensaios 

de interação, eliminou-se alguns termos até que as condições determinadas foram 

atendidas, ou seja até que somente as variaves significativas gerassem o modelo final. 

Todos os fatores que não foram significativos (5%) foram então agrupadas no termo 

de erro e um novo modelo reduzido foi obtido para as variáveis de resposta pela 

análise de regressão. A partir dos valores experimentais foram elaborados os ajustes 

estatísticos com a finalidade de gerar modelos significativos, com base no teste de 

Fisher e no R2.  

Com os resultados validados das variáveis independentes reais foram 

construídos os modelos  e obtidos os valores ótimos para cada variável significativa 

para ácidos graxos (Tabela 22) e carotenoides (Tabela 23). 

Pela visualização dos gráficos de normalidade apresentados nas tabelas 24 e 

25, para as avaliações que foram ajustadas, percebe-se que os pontos centrais 

estavam localizados, de forma aproximada, ao longo de uma reta. Assim, para 

confirmar esta indicação, para n =18 observações, encontrou-se a probabilidade exata 

do teste p = 0,05, não se obtendo, dessa forma, indicações de violação de 
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normalidade. Os planejamentos estatísticos referentes aos tratamentos EEBL e 

EESAL, para a quantificação de ácido graxos, não foram ajustados a p=0,05, assim 

como para EEUI e EEACI para os dados relativos aos carotenoides.  

Os dados apresentados  a otimização de extração de ácido graxo indicaram em 

sua maioria que a temperatura não foi significativa para o processo extrativo, resultado 

este também visto para os tratamentos relativos a extração de carotenoides totais. O 

fator temperatura necessita ser avaliado neste caso com certo cuidado, já que é um 

fator de grande interferência para a degradação dos compósitos estudados. Assim, a 

recomendação é que as condições de extração atuem em temperatura máxima de 

35ºC, facilitando a reação enzimática sem grandes degradações de ácido graxos e 

carotenoides.  

Em relação ao tempo pode-se dizer que para a extração de ácidos graxo, uma 

média de 118 min é necessário para o melhor desempenho  tanto da enzima livre 

quanto da enzima imobilizada. A extração de carotenoides totais um leve aumento do 

processo extrativo sendo quantificado entre 119 a 120 min, também para os extratos 

enzimáticos livres e imobilizados. A quantidade de água/óleo para cada extrato 

enzimático para maior extração foi em torno de 2/1. 

A concentração inicial de ácido graxos e carotenoides do óleo de palma, obtidos 

via rota extrativa tradicional (por solventes orgânicos) foi de 67,23% e 144,7 mg/100g 

(Tabela 14), respectivamente. os valores otimizados com a hidrolise enzimática, foram 

cerca de 20 a 30% superiores aos valores iniciais, o que demostra um resultado 

significativo para a extração via rota enzimática. Ribeiro (2008), utilizando óleo de 

buriti bruto e a lipase de Y. lipolytica em condições como temperatura (25 a 45°C), 

relação óleo/água (1/1 a 3/1) e atividade enzimática (1 a 50U) obteve no máximo 35% 

de ácidos graxos e 180 mg/100g de carotenoides. Valores mais elevados para a 

extração de carotenóides foram obtidas no presente trabalho, pela hipotese da 

concentração da atividade final da lipase utilizada e pelas condições físicas de 

extração.  Ribeiro et al. (2012) obtiveram as seguintes condições otimizadas para o 

processamento bruto de óleo de buriti com Lipozyme TL IM de Thermomyces 

lanuginosus: 31 °C, 0,0047 g de lipase mL-1 e 2,33 para a relação óleo / água. Nas 

condições otimizadas, a liberação máxima de ácidos graxos foi de 73,0% e o conteúdo 

total de carotenóides foi de 1578 mg/100 g, após 4 h de reação sob agitação de 300 

rpm.  
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You et al. (2002) utilizaram também óleo de palma e lipase de Candida rugosa, 

com 1% p/v de extrato enzimático, com relação água:óleo de 1:1, temperatura de 50°C 

por 24 h. Os autores obtiveram um rendimento de 94% em ácidos graxos com redução 

no teor de carotenóides quantificados a 15%, em relação ao método extrativo 

convencianal por solvente.  

Um aporte a ser levandado como uma vantagem da lipase Y. lipolítica utilizada 

neste experimento, em comparação com as enzimas industriais dos trabalhos 

científicos aqui citados, em que é possível afirmar o potencial uso da enzima aqui 

constituída, em ambas as formas (livre ou imobilizadas), em consideração ao custo e 

efetividade do processo.  
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Tabela 20: Valores experimentais para a extração de ácidos graxos de acordo com o delineamento experimental proposto (Tabela 3).  

Estratos enzimaticos  / 
Ác. Graxo (%) 

EEB EEU EEAC EESAB 

Livre Imobilizado Livre Imobilizado Livre Imobilizado Livre Imobilizado 

1 57,32 62,31 63,98 55,85 57,04 59,85 58,65 68,32 

2 57,69 61,85 62,77 57,98 58,78 60,21 57,36 65,45 

3 57,41 64,21 63,92 59,35 57,25 61,05 57,45 67,32 

4 57,21 65,31 61,85 53,98 57,81 58,56 57,68 69,21 

5 62,34 72,22 74,65 65,38 65,38 71,85 68,54 76,38 

6 62,45 71,51 75,36 65,41 65,41 72,75 67,65 77,35 

7 68,91 75,38 76,71 72,25 72,25 76,39 76,87 78,56 

8 63,78 68,32 73,89 68,87 68,87 72,26 72,56 75,36 

9 57,91 68,91 67,98 54,87 59,87 62,04 58,36 68,91 

10 75,21 77,67 85,62 74,86 74,86 82,46 83,21 83,65 

11 59,37 62,84 75,62 62,41 62,41 66,35 68,57 75,27 

12 75,64 77,85 83,67 75,52 75,52 86,65 79,51 89,36 

13 75,71 79,67 84,36 75,45 75,45 87,21 79,12 90,67 

14 57,45 81,25 73,25 65,74 65,74 74,36 61,25 95,36 

15 77,68 83,45 92,54 78,21 78,21 86,31 82,35 96,35 

15 77,52 83,61 90,58 77,06 77,06 86,58 82,67 96,25 

15 77,11 83,14 88,92 77,21 77,21 86,85 82,51 97,01 

15 77,07 83,75 90,73 76,75 76,75 87,39 83,12 96,28 
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Tabela 21: Valores de carotenoides extraídos do óleo de palma com de acordo com o delineamento experimental proposto (Tabela 3).  

Ensaio 
EEB EEU EEAC EESAB 

Livre Imobilizado Livre Imobilizado Livre Imobilizado Livre Imobilizado 

1 145,72 144,9 145,98 147,85 145,36 146,85 152,34 145,9 

2 145,91 148,32 146,28 152,36 146,15 148,91 151,03 145,32 

3 149,06 156,58 147,65 155,81 145,36 152,21 152,12 149,06 

4 144,8 148,23 150,31 157,65 146,14 155,91 147,18 144,8 

5 150,84 156,86 165,23 172,32 156,81 162,81 155,75 150,84 

6 140,6 150,52 156,32 166,11 163,14 167,92 151,6 140,6 

7 145,8 149,88 155,11 165,02 155,91 165,02 152,8 145,8 

8 156,8 163,12 161,81 170,36 147,33 152,85 159,02 156,8 

9 152,3 161,32 153,52 162,14 166,71 163,71 154,11 152,3 

10 162,19 175,36 174,21 187,36 173,75 176,98 165,2 163,19 

11 160,02 176,45 171,96 182,98 167,25 169,98 166,51 160,02 

12 158,92 172,32 176,65 184,55 159,67 165,36 165,54 158,92 

13 155,61 173,25 169,46 187,12 165,21 174,98 167,28 155,61 

14 145,62 162,54 188,63 176,43 171,25 177,49 158,47 145,62 

15 176,96 185,62 190,32 197,58 172,17 183,98 180,95 186,96 

15 177,34 183,45 189,05 198,32 173,01 184,98 181,85 187,34 

15 175,29 183,72 190,12 198,45 173,22 186,37 180,39 188,29 

15 176,17 182,96 190,75 197,21 173,52 186,05 181,45 188,17 
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Tabela 22. Modelos encontrados e valores otimizados para cada variável estudada para a extração de ácidos graxos.  

Estratos enzimaticos  Modelo R² 
Tempo 
(min) 

Relação 
Água/Óleo 
(m/L) 

Temperatura 
(Cº) 

Ácidos 
Graxos 
(%) 

EEB 

Livre  
(EEBL) -  - - - - 

Imobilizado 

(EEBI) 

AG = –0,872+ 0,625T– 0,002T2 

+42,444AO–9,650AO2 – 0,00001T*AO2 
 117,19 2,2  82,92 

EEU 

Livre  
(EEUL) 

AG = –0,58 + 0,8671T– 0,0037T2 + 
43,509AO – 10,1052AO2 

0,783 118,48 2.15 32,76 86,83 

Imobilizado 
(EEUI) 

AG = -2,898 + 0,551T – 0,002T2 + 
42,208AO – 9,53AO2 

0,737 117,12 2,21 27,36 89,63 

EEAC 

Livre  
(EEACL) 

AG = 0,926 + 0,572T – 0,00239T2 + 
37,13295AO – 8,42886AO2 

0,754 119,55 2,19 29,95 
74,98 
 

Imobilizado  
(EEACI) 

AG  = -21,7784 + 0,8441T – 0,0036T2 + 
52,0974AO – 11,7659AO2 

0,814 118,44 2,21 29,74 84,91 

EESAB 

Livre 
(EESABL) - - - - - - 

Imobilizado  
(EESABI) 

AG = - 68,245 + 0,997T– 0,004T2 + 
54,259AO – 12,680AO2 + 2,493T – 
0,033T2 +  

0,714 118,44 2,21 29,74 85,91 

 

- Não foi possível o ajuste de dados para apresentação do modelo 
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Tabela 23. Modelos encontrados e valores otimizados para cada variável estudada para a extração de carotenoides   

 

- Não foi possível o ajuste de dados para apresentação do modelo 

Estratos enzimaticos  Modelo  

 
 
R² 

Tempo 
(min) 

Relação 
Água/Óleo 
(m/L) 

Temperatura 
(Cº) 

 
Carotenoides 
(mg/100g) 

EEB Livre  
(EEBL) 

CRT=116,008 +1,221T -0.005T² +29.124AO -
7.2983AO² -2.3008 TP +0.0275 TP² 0,923 119,86 1,9953 41,88 170,09 

Imobilizado 
(EEBI) 

CRT = 116,0085 + 1,2216T – 0,0051T2 + 
29,1246OL – 7,2983OL2  0,844 119,74 2,1073 24.26 183,67 

EEU Livre  
(EEUL) 

CRT = 50,8707 + 1,2769T – 0,0053T2 + 
51,9735AO – 12,3368 AO2 0,868 119,03 2,0463 37.65 

175,37 
 

Imobilizado 
(EEUI) - - - - - - 

EEAC Livre 
(EEACL) - - -  - - 

Imobilizado  
(EEACI) 

CRT = 81,61550 + 1,56395T – 0,00650T2 
0,724 120,32 2,2097 48,4985 180,36 

EESAB Livre 
(EESABL) 

CRT = 20,2389 + 1,6275T – 0,0068T2 + 
63,5695AO – 14,9211AO2 
 

0,858 120,11 2,1323 38,8758 187,03 

Imobilizado  
(EESABI) 

CRT = 25.7027 + 1.6696T-0.0069T2 + 
61.2741AO – 14.0673AO2 0,856 120,82 2,1769 24,4457 191,97 
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Tabela 24. Apresentação dos gráficos de pareto, normalidade e superfície de resposta para o ajuste do planejamento amostral 

relativo ao ácido graxo para os estratos enzimaticos s livres e imobilizados.  

 Pareto Gráfico de normalidade Superfície de resposta 

EEBL 

 

* * 

EEBI 
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EEUL 

  

 

EEUI 
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EEACL 

 

  

EEACI 
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EESABL 

  

** 

EESABI 

  
 

*  Não houve ajuste do modelo  

** Apenas uma variável independente foi estatisticamente significativa impossibilitando a estruturação da superfície de resposta  
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Tabela 25. Apresentação dos gráficos de pareto, normalidade e superfície de resposta para o ajuste do planejamento amostral 

relativo aos carotenoides totais, para os estratos enzimaticos s livres e imobilizados. 

 

 
 

Pareto Gráfico de normalidade Superfície de resposta 

EEBL 
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EEBI 

  
 

EEUL 

  

** 



150 

 

 

 

EEUI 

 
 

* * 

EEACL 

 

* * 



151 

 

 

 

EEACI 

 
 

** 

EESABL 
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EESABI 

 
 

 

*  Não houve ajuste do modelo  

** Apenas uma variável independente foi estatisticamente significativa impossibilitando a estruturação da superfície de resposta  
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5 CONCLUSÕES 

 

Com o extrato bruto contendo lipase produzida pela cepa de Yarrowia lipolytica 

foi possível realizar métodos de purificação parcial com destaque para o sistema 

aquoso bifásico e a ultrafiltração tangencial. É notório classificar o extrato bruto e os 

extratos purificados parcialmente, como estável a temperatura e ao pH por um período 

considerável de exposição.  

As nanoparticulas de magnetita, de fato, possuem um alto grau de adsorção 

como suporte, levando em conta  a a quantidade de suporte utilizada para os 

processos adsortivos. Os ensaios de adsorção da lipase (extrato fermentado bruto) 

foram efetuados em um curto espaço de tempo, cerca de 90 min, onde a taxa de 

rendimento de imobilização da enzima disponível foi próxima a 100%, sem qualquer 

ligante. Assim a enzima imobilizada representa uma boa estratégia para almentar vida 

ultil da atividade enzimática em sistemas variados.  

Os próximos ensaios de imobilização foram efetuados com a lipase obtida nos 

estratos enzimaticos s de purificação, com esses testes foi possível abranger os 

conhecimentos sobre a atuação da fisissorção da lipase na nanoparticula sem 

qualquer uso de ligante ou encapsulante especifico, em que o uso de reciclo e o tempo 

de armazenagem comprovam a possibilidade de usos em diversas rotas industriais.  

Os extratos enzimáticos s do suporte com lipase imobilizada (extrato 

enzimático, bruto e demais extratos enzimáticos de purificação) foram caracterizados 

para verificação da validade e capacidade de adsorção, tamanho, e magnetização, 

essas análises demostraram o potencial e promissor uso do suporte para 

biomoléculas, em que se tratata de nanopartículas supraparamagneticas de com 

grande capacidade de retenção, devido aos microporos formados durante a 

aglomeração em meio líquido, além do que foi possível visualizar que o suporte 

magnético não teve nenhuma alteração siginificatica em suas caraterísticas físicas 

durante o processo de imobilização enzimática.   

A aplicação final dos extratos livres e imobilizados foi tido como algo de relativo 

interesse para indústrias de fármacos e alimentos em geral, assim o uso para hidrolise 

do óleo de palma com vistas a extração de ácidos graxos totais e carotenoides, 
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demostraram a possibilidade de uso de uma rota enzimática em substituição a rota 

padrão via solventes, para extração destes compósitos, evitando assim perdas 

relativas a degradação da matéria prima em questão, e a possível reutilização da 

enzima em se tratar dos catalizadores imobilizados.  

Assim a conversão da lipase em um biocatalizador imobilizado é de grande 

importância, com certa visibilidade não só pela premissa de um processo tido como 

“verde”, pode ser reaproveitado com vários ciclos reacionais, algo bastante requerido 

em processos industriais. 
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6 SUGESTÕES PARA TRABALHOS FUTUROS 

 

 

 Aplicaação de detergentes durante  processo de imobilização, com a intenção de 

expor do sítio ativo da lipase; 

 

 Uso do biocatalizador enzimático em outras rotas de aplicação industrial;  

 

 Estudo voltado para a composição dos cartonoides após  a hidrolise  enzimática;  
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APÊNDICE A – ANÁLISE DE VARIÂNCIA DO MODELO 

ESTATISTICO APLICADO 
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Tabela 1. Ajuste de dados obtidos a partir da ANOVA para cada modelos de superfície 
de respostas quadráticas para a variável resposta ácido graxo, após hidrolise 
enzimática.   

Estratos 

enzimaticos  

Fator  SS DF MS F p 

EEBL 

Tempo 463,370 2 231,6852 3,603179 0,107389 

Lack of Fit 514,315 10 51,4315 0,799865 0,643987 

Erro Puro  321,501 5 64,3002 
  

Total SS 1299,187 17 
   

       

EEBI 

Tempo 412,723 2 206,3615 75,45055 0,000184 

Água/óleo 469,236 2 234,6182 85,78183 0,000135 

Lack of Fit 42,366 1 42,3660 15,48999 0,011007 

Erro Puro  43,362 7 6,1945 2,26485 0,192589 

Total SS 13,675 5 2,7351   

       

EEUL 

Tempo 767,413 2 383,7063 7,473769 0,031456 

Água/óleo 525,632 2 262,8159 5,119085 0,061673 

Lack of Fit 137,034 8 17,1292 0,333640 0,918665 

Erro Puro  256,702 5 51,3404   

Total SS 1817,379 17    

       

EEUI 

Tempo 321,156 2 160,5781 7,40571 0,031999 

Água/óleo 532,743 2 266,3715 12,28481 0,011757 

Lack of Fit 223,444 8 27,9305 1,28813 0,406868 

Erro Puro  108,415 5 21,6830   

Total SS 1264,770 17    

       

EEACL 

Tempo 326,801 2 163,4007 7,53589 0,030971 

Água/óleo 406,036 2 203,0179 9,36300 0,020388 

Lack of Fit 153,740 8 19,2175 0,88629 0,582294 
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Erro Puro  108,415 5 21,6830   

Total SS 1066,006 17    

       

EEACI 

Tempo 727,691 2 363,8454 13,87038 0,009114 

Água/óleo 811,830 2 405,9151 15,47415 0,007215 

Lack of Fit 252,276 8 31,5345 1,20215 0,438502 

Erro Puro  131,159 5 26,2318   

Total SS 2070,590 17    

       

EESABL Tempo 491,911 2 245,9557 3,345582 0,119614 

 Água/óleo 550,541 2 275,2706 3,744336 0,101423 

 Lack of Fit 338,364 8 42,2954 0,575319 0,768076 

 Erro Puro  367,583 5 73,5165   

 Total SS 1846,305 17    

       

EESABI Tempo 2617,215 2 1308,607 18,85137 0,004691 

 Água/óleo 1100,363 2 550,182 7,92574 0,028157 

 Lack of Fit 322,380 8 40,298 0,58051 0,764713 

 Erro Puro  347,085 5 69,417   

 Total SS 4746,847 17    
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Tabela 2. Ajuste de dados obtidos a partir da ANOVA para cada modelos de superfície 
de respostas quadráticas para a variável resposta carotenoides totais, após hidrolise 
enzimática.   

Estratos 
enzimatico

s  

Fator SS DF MS F p 

EEBL Tempo 1468,725 2 734,3626 74,43317 0,000190 

Água/óleo 232,470 2 116,2349 11,78128 0,012821 

Temperatura 147,303 2 73,6514 7,46513 0,031524 

Lack of Fit 112,128 6 18,6881 1,89418 0,250053 

Erro Puro  49,330 5 9,8661 
  

Total SS 2098,475 17 
   

       

EEBI Tempo 1621,267 2 810,6337 34,53906 0,001184 

Água/óleo 724,845 2 362,4223 15,44190 0,007247 

Lack of Fit 231,007 8 28,8759 1,23033 0,427813 

Erro Puro  117,350 5 23,4701   

Total SS 2928,094 17    

       

EEUL Tempo 1354,753 2 677,3765 6,971856 0,035790 

Lack of Fit 543,222 10 54,3222 0,559108 0,797108 

Erro Puro  485,794 5 97,1587   

Total SS 2383,768 17    

       

EEUI Tempo 1676,822 2 838,4112 2,225217 0,203608 

Água/óleo 403,689 2 201,8447 0,535713 0,615458 

Temperatura 262,068 2 131,0338 0,347775 0,722081 

(1*2) 13,696 3 4,5653 0,012117 0,997932 

(2*2) 120,215 2 60,1075 0,159530 0,856717 
(3*2) 35,940 1 35,9400 0,095388 0,769891 

Erro Puro  1883,887 5 376,7773   

Total SS 4790,445 17    

       

EEACL Tempo 1226,191 2 613,0956 3,255548 0,124346 

Lack of Fit 432,054 10 43,2054 0,229421 0,977083 

Erro Puro  941,617 5 188,3233   

Total SS 2599,862 17    
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EEACI Tempo 2433,617 2 1216,809 15,03821 0,007672 

Lack of Fit 520,889 10 52,089 0,64375 0,741551 

Erro Puro  404,572 5 80,914   

Total SS 3359,078 17    

       

EESABL Tempo 491,911 2 245,9557 3,345582 0,119614 

Água/óleo 550,541 2 275,2706 3,744336 0,101423 

Lack of Fit 338,364 8 42,2954 0,575319 0,768076 

Erro Puro  367,583 5 73,5165   

Total SS 1846,305 17    

       

EESABI Tempo 2617,215 2 1308,607 18,85137 0,004691 

Água/óleo 1100,363 2 550,182 7,92574 0,028157 

Lack of Fit 322,380 8 40,298 0,58051 0,764713 

Erro Puro  347,085 5 69,417   

Total SS 4746,847 17    
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a  b  s  t  r a  c t

In  this  study an  aqueous two-phase  system (ATPS)  composed of polyethylene  glycol (PEG)  and  potassium
phosphate was tested for  the  purification  of lipase  from Yarrowia  lipolytica  IMUFRJ  50682.  Ultrafiltration
and precipitation  with  acetone  and  kaolin  were  also  used  as  traditional  comparison  methods  Ultrafiltra-
tion was a good method with  a purification  factor  of 6.55,  but protease  was also  purified  in this extract.
For the  precipitation  with  acetone  and kaolin  lower values  of lipase  and  protease  activity were  found
in  relation  to the  original  crude enzyme  extract.  Under  the  best  conditions  of ATPS  (pH  6 and  4 ◦C), the
purification  fold was greater than  40 and  selectivity was  almost  500. Lipase  was  recovered  in the  salty
arrowia lipolytica
queous two-phase system
ltrafiltration
nzyme stability
urification

phase  which  makes it easier  to purify it.  The optimum  pH and  temperature  ranges  for  purified  lipase  with
this  system  was 6–7  and  35–40 ◦C,  respectively.  Lipase  thermostability  was increased  in relation  to  crude
extract after  the  purification  with  the  PEG/phosphate buffer  system for  temperatures  lower than  50 ◦C.
All enzyme  extracts showed  good stability  to  a wide  pH range.  Y.  lipolytca lipase  was  successfully  purified
by  using  ATPS  in a single downstream processing  step and  presented  good process characteristics  after
this  treatment.
. Introduction

Triacylglycerol hydrolases or lipases (E.C. 3.1.1.3) catalyze ester
ond hydrolysis in triacylglycerols with the release of fatty acids,
ono- and di-glycerides and glycerol. At low water content, syn-

heses reactions are favored in the presence of these enzymes
Please cite this article in  press as: T. Carvalho, et al., Evaluating aqueo
purification, Process Biochem (2016), http://dx.doi.org/10.1016/j.proc

enerating a wide range of esters [1].  Due to these versatile proper-
ies, microbial lipases are known for its industrial applications, such
s fat and oil modification, detergents formulations, fine chemi-
als synthesis and pharmaceuticals and paper manufacture [2].  This

Abbreviations: AKEE, acetone and kaolin enzyme extract; ATPS, aqueous two-
hase system; ATPS EE, aqueous two phase system enzyme extract; CEE, crude
nzyme  extract; GRAS, generally recognized as safe; PEG, polyethylene glycol; p-
FL, p-nitrophenyllaurate; UEE, ultrafiltrate enzyme extract; YPD, yeast extract,
eptone, dextrose.
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enzyme has assumed a  prominent place in the world enzyme mar-
ket, since they are considered the third greatest enzyme group in
sales after proteases and amylases.

Due to the high lipase activity produced by  Yarrowia lipolytica,
this enzyme is  often used for biotransformation [3].  It is considered
as nonpathogenic and several processes based on this organism
were classified as generally recognized as safe (GRAS) by  the Food
and Drug Administration (FDA, USA) [4]. The YlLip2 is  the major
level of lipase produced by Y. lipolytica and is  encoded by  LIP2 gene.
Pignede et al. showed that this gene is responsible for all of the
extracellular lipase activity of Y. lipolytica [5].

Extracellular lipases are  often produced in  fermentation broths,
which are complex mixtures. The recovery and purification oper-
ations may  require more equipment than all others parts of  the
us two-phase systems for Yarrowia lipolytica extracellular lipase
bio.2016.11.019

process combined. The product recovery plant usually represents a
major investment, with a substantial fraction of the total final prod-
uct cost. Therefore, the recovery and purification processes must be
well conceived and well projected [6].
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Diverse array of purification strategies are used in  the down-
tream processing of microbial lipases, such as precipitation,
ltrafiltration, liquid-liquid partitioning and chromatography [7].
ovel lipase purification methods include reverse micellar systems,
embrane processes, immunopurification, aqueous two-phase

ystems (ATPS) and aqueous two-phase flotation [8]. ATPS has been
iewed as a  powerful purification technique used in the separation
nd purification of biomolecules [7]. Upon mixing of aqueous solu-
ions containing two different incompatible polymers, they will
eparate into two distinct phases because of steric exclusion. If it is

 mixture of a polymer and a  high ionic strength salt, the phase sep-
ration phenomenon also occurs since the salt retains huge amount
f water. This phenomenon is  used to separate enzymes, without
ompromising its activity. The most used pairs are polyethylene
lycol (PEG) and dextran and PEG-potassium phosphate [8].  To the
est of our knowledge this method has not yet been tested for the
xtracellular lipase from Y. lipolytica.

The development of Y. lipolytica platform for industrial applica-
ions still poses challenges. This effort has been stimulated by the
ecognition that concentrated enzymes might offer novel opportu-
ities for biotechnological exploitation based on their high catalytic
ctivity at wide range of temperatures and pH. In  this study, the use
f ATPS in comparison to  two conventional separation methods was
ested for the purification of lipase from Y. lipolytica IMUFRJ 50682
nd its characterization is also described. This method has not  yet
een used for the purification of Y. lipolytica lipase.

. Materials and methods

.1. Materials

Bovine serum albumin and p-nitrophenyl laurate were pur-
hased from Sigma-Aldrich Chemical Co. Acetone, dibasic sodium
hosphate, monobasic potassium phosphate, phosphate dibasic
otassium, polyethylene glycol (PEG 1500) were acquired from
ynth (Diadema, Brasil). The peptone used was from Oxoid (U.K.)
nd yeast extract and glucose from Vetec (Rio de Janeiro, Brazil).

.2. Strain, media and inuculum preparation

Yarrowia lipolytica IMUFRJ 50682, a wild type strain, isolated
rom Baía de Guanabara, Rio de Janeiro − Brazil [9] was kept at
◦C on YPD-agar medium. As inoculum, cells were cultivated at
8 ◦C in a  rotary shaker at 250 rpm, in 500 mL  flasks containing
00 mL  YPD medium (w/v: Yeast Extract 1%; Peptone, 2%; Glucose,
%). Cells from the inoculum were centrifuged (26,000g) and used
o inoculate 3 L of YPD* medium (w/v: Yeast Extract 1%; Peptone,
.64%; Glucose, 2%) in sufficient amount to  obtain 1 mg  dry weight
f cells mL−1.

.3. Production of crude lipase extract

Y. lipolytica growth and lipase production were performed in a
 L bench fermenter (New Brunswick MF-114, Sci. Inc., USA), using
 L of medium. The bioreactor was constructed of glass with an
spect ratio (height/diameter) of 4.9. The main characteristics of
his bioreactor were as follows: diameter, 11.9 cm;  type of impeller,

 Rushton turbine with six vertical blades and 4.7 cm diameter.
iltered air was sparged into the bioreactor below the impeller.
fter inoculation of cells in 3 L of medium, stirring speed of 650 rpm,
Please cite this article in  press as: T. Carvalho, et al., Evaluating aqueo
purification, Process Biochem (2016), http://dx.doi.org/10.1016/j.proc

irflow rate of 1.5 Lmin−1 and temperature controlled in  28 ◦C were
aintained for 24 h of culture, as described by Brigida et al. [10].

hen, the cells were centrifuged (26,000 g) and the cell-free extract
as used as enzymatic extract rich in lipase, herein called Crude

nzyme Extract (CEE).
 PRESS
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2.4. Separation and purification methods for Y. lipolytica lipase

Aqueous two-phase system was compared to two  conventional
separation/purification methods: ultrafiltration and solvent pre-
cipitation.

2.4.1. Ultrafiltration
A concentration method was  performed on a UF/MF ultra-

filtration apparatus (Hollow Fiber QuixStand, GE
®

Healthcare) at
room temperature. The crude enzyme extract was fluxed in a
1400 cm2 polysulfone membrane (cutoff of 50 kDa) with pressure
of  15 psi input. The concentrated extract was called ultrafiltrate
enzyme extract (UEE).

2.4.2. Acetone and industrial kaolin
Four percent (w/v) of kaolin (aluminum silicate represented as

Al2O3·2SiO2·2H2O) was  added to 30 mL  of crude enzyme extract.
This mixture was homogenized in vortex for 3 min. Then it was left
to stand at room temperature for 15 min, after which it was vacuum
filtered through a  filter paper No. 1 (Whatmam). The proteins were
filtered, concentrated with 3 vols of cold acetone, centrifuged at
4000g and the precipitate was  ressuspended in 10% of  the initial
volume of filtrate (acetone and kaolin enzyme extract – AKEE) [11].

2.4.3. Aqueous two phase system (ATPS)
The systems comprised different compositions of PEG 1500

(50%, w/w)  and phosphate buffer (20%, w/w)  prepared at pH 6.0,
7.0 and 8.0. The mixing point (concentrations of PEG and potas-
sium phosphate required to form the aqueous two-phase system)
was obtained when a  given volume of PEG solution added to the
buffer solution turned it turbid. The phase diagram (Table 1) was
determined by Padilha et al. [12].  For the purification stage PEG and
potassium phosphate at pH 6.0, 7.0 and 8.0 were used for ATPS with
three tie lines. All  systems were prepared in graduated tubes, with
a total weight of 8 g, by weighing the appropriate amounts of  PEG
1500 and the phosphate salt. The crude lipase extract (0.2 mL) was
added into the tubes, stirred in vortex and, after reaching the diffu-
sive balance (24 h) at different temperatures (25 and 4 ◦C), 1.0 mL
of sample for each phase was collected. Determination of total pro-
tein concentration, lipase and protease activities were performed
in  inferior and superior phases.

The best condition (T, pH) for lipase purification was selected
to obtain the enzyme extract. The phase with major lipase activity
was transferred to  a dialysis tubing (diameter, 20 mm;  molecular
cut-off, 12,000 Da, Sigma) and dialyzed against phosphate buffer
(0.01 M,  pH 7.0) at 10 ◦C for 6 h. The resulting solution inside the
dialysis tube was herein called aqueous two phase system enzyme
extract (ATPS EE).

2.4.4. Evaluation parameters
In order to  evaluate the purification process, some parameters

were calculated following Padilha et al. [12] and Show et al. [13].
The enzyme specific activity (SA, U/mg protein) and the purification
factor (PF – fold) were calculated, as shown in Eqs. (1) and (2).

3SA = EA/C (1)

PF = SAp/SACEE (2)

where EA is the enzyme activity (lipase activity – LA  or protease
activity – Protease), C is  the total protein concentration (mg/ml),
us two-phase systems for Yarrowia lipolytica extracellular lipase
bio.2016.11.019

SAp is the specific activity after purification and SACEE is  the spe-
cific activity of the CEE.  These parameters were calculated for lipase
(specific lipase activity – SLA and lipase purification factor – LPF)
and protease (specific protease activity – SPA and protease purifi-
cation factor – PPF).
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For the ATPS, the protein partition coefficient was given by Eq.
(3):

KpT =  CT/ CBorKpB = CB/ CT (3)

where KpT is  the protein partition coefficient for the top phase,
KpB is  the protein partition coefficient for the bottom phase, CT is
the protein concentration in the top phase and CB is  the protein
concentration in  the bottom phase.

The enzyme partition coefficient was given by Eq.  (4):

KeT = LAT/LABorKeB = LAB/LAT (4)

where KeT is  the enzyme partition coefficient for the top phase,
KeB is the enzyme partition coefficient for the bottom phase, LAT is
the lipase activity in  the top phase and LAB is the lipase activity in
the  bottom phase.

The specific activity partition coefficient was  given by  Eq. (5):

KsaT = SLAT/SLABorKsaB = SLAB/SLAT (5)

where KsaT is the specific activity partition coefficient for the
top phase, KsaB is  the specific activity partition coefficient for the
bottom phase, SLAT is the specific lipase activity in  the top phase
and SLAB is  the specific lipase activity in  the bottom phase.

Selectivity (S)  was  calculated by Eq.  (6):

S  = Ke/Kp (6)

where Ke is  the lipase enzyme partition coefficient and Kp is  the
protein partition coefficient.

2.5. Characterization of lipase extracts

2.5.1. Determination of lipase activity
Crude enzyme extract and partial purified extracts of Y.

lipolytica lipase activity was measured by following hydrolysis
of p-nitrophenyllaurate (p-NFL) solution (560 �M)  in  potassium
phosphate buffer (50 mM,  pH 7.0) [10].  Lipase activity was
expressed in U/mL. One unit is defined as the amount of  enzyme
which releases 1 mmol of p-nitrophenol per minute at pH 7.0  and
37 ◦C.

2.5.2. Protein analysis and protease activity
Protein was estimated by the method of Bradford et al. [14], at

660 nm,  using bovine serum albumin (BSA) as standard. Protease
activity was  measured with azocazein as the substrate spectropho-
tometrically at 428 nm against the blank [15].

2.5.3. Optimum temperature and pH
The optimum temperature of crude enzyme extract and partial

purified extracts was  determined using 50 mM sodium phosphate
buffer (pH 7). Samples were incubated for 15 min  at temperatures
ranging from 20 to 100 ◦C. Then enzyme activity was measured as
described before (2.5.1), but at the incubation temperature. For the
optimum pH, crude enzyme extract and partial purified extracts
were dissolved in citrate buffer (pH 3–5), potassium phosphate
buffer (pH 6–8) or  carbonate-bicarbonate buffer (pH 9–11) and
enzyme activity was  measured at 37 ◦C.

2.5.4. Thermal and pH stability
For thermo-stability determination, CEE and partial purified

extracts were diluted in  50 mM sodium phosphate buffer (pH 7) and
incubated at temperatures ranging from 20 to 60 ◦C. The incubation
us two-phase systems for Yarrowia lipolytica extracellular lipase
bio.2016.11.019

time ranged from 0 to 240 min, after which it was  immediately
cooled on ice for subsequent residual lipase activity (%) determi-
nation as described in 2.5.1. For pH stability, crude enzyme extract
and partial purified extracts were diluted in  citrate buffer (pH 3–5),
potassium phosphate buffer (pH 6–8) or carbonate-bicarbonate
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Table 2
Lipase purification parameters for the conventional methods: ultrafiltration and precipitation with acetone and kaolin in comparison to the crude enzyme extract.

LA(U/mL) SD± Protein(mg/mL) SD± SLA(U/mg) LPF Protease(U/mL) SD± SPA(U/mg) PPF SD±
CEE 58.30 3.41 0.315 0.014 185.10 1 0.152 0.034 0.483 1 0.021
UEE  128.15 2.25 0.106 0.054 1208.96 6.55 0.198 0.017 1.868 3.87 0.426

C nd ka
p ; SD:  s

b
i
0

2

t
d
c
a
d

3

3

c
a
e
r
t
c
t
T
f

3

3

c
l
u
C
t
a
b
fi
c
e
a
e
e
t
fi
a
i
L
t
w

n
I
i
w

AKEE 43.29 1.82 0.431 0.084 100.44 

EE: crude enzyme extract; UEE: ultrafiltration enzyme extract; AKEE: acetone a
urification factor; SPA: specific protease activity; PPF: protease purification factor

uffer (pH 9–11). Residual lipase activity was measured, follow-
ng the assay described in 2.5.1, after incubation time ranging from

 to 240 min  in those pH buffers at 37 ◦C.

.5.5. Determination of kinetic parameters
The effect of substrate (pNFL) concentration (0.05–3.00 mM)  on

he initial reaction rates of hydrolysis was evaluated under the stan-
ard assay conditions of pNPL hydrolysis. The Michaelis-Menten
onstant (Km)  and the maximum specific activity (Vmax) with pNPL
s substrate were calculated by the adjustment of experimental
ata to Michaelis’ Equation using Origin 6.0 software.

. Results and discussion

.1. Lipase production

Lipase production by  Y. lipolytica in a  4 L bioreactor with glu-
ose as carbon source reached its maximum after 24 h,  as well
s described by  Brigida et al. [10]. At  this moment glucose was
xhausted, the cell growth was already in  stationary phase and
eached a  cell concentration of 11.95 g d.w.cells/L with concomi-
ant lipase activity in cell-free crude extract of 58.3 U/ml, herein
alled crude enzyme extract (CEE). Determination of soluble pro-
ein and protease activity in  CEE was also performed, as shown in
able 2. It  is  possible to observe that protease activity was  not so
avored at those conditions.

.2. Down-stream processes

.2.1. Conventional methods
From the crude enzyme extract (CEE) partial purification pro-

esses were performed. For the ultrafiltration, molecules with
ower molecular weight or equal to 50 kDa were retained in  the
ltrafiltrate enzyme extract (UEE). The initial volume of 700 mL  of
EE yielded 200 mL  of UEE after 2 h retention in the system. For
he precipitation with acetone and kaolin, 30 mL  of CEE was used
nd the powder obtained was ressuspended in  5 mL  of phosphate
uffer 50 mM (pH 7.0). Table 2 presents the results for the ultra-
ltration process and for protein extraction with cold acetone and
ommercial kaolin (acetone and kaolin enzyme extract – AKEE). All
xperiments were performed in  five replicates. Ultrafiltration was
ble to increase the specific activity of the enzyme of interest, which
nabled a  purification factor of 6.55. It  is  important to notice that the
xtract volume reduced 3.5 times with this treatment, which means
hat ultrafiltration not only concentrated the enzyme, but also puri-
ed it. Despite the fact that there was a  1.3 increase in  protease
ctivity, its purification factor was inferior to  that of lipase, which
s an advantage since protease is responsible for lipase degradation.
ipase purification with acetone and kaolin was inferior. However,
he protease values, which may  reduce lipase activity, decreased
ith both treatments.
Please cite this article in  press as: T. Carvalho, et al., Evaluating aqueo
purification, Process Biochem (2016), http://dx.doi.org/10.1016/j.proc

Fickers et al. [16] reported that the ultrafiltration allows a  sig-
ificant reduction in  workload without any loss of enzyme activity.

n fact they reduced extract volume by  92% increasing lipase activ-
ty in 8-fold. The same consideration is  emphasized in  this study,

here the lipase enzyme activity was increased by  120% and the
0.54 0.035 0.009 0.081 0.17 0.008

olin enzyme extract; LA: lipase activity; SLA: specific lipase activity; LPF: lipase
tandard deviation.

volume reduced by 70%. Purification of lipase from Pseudomonas sp.
by fractional ammonium sulfate precipitation followed by  tangen-
tial flow filtration through 10 kDa membrane achieved a  4.3-fold
lipase activity increase. Other techniques used in the purification
of lipases are mentioned by Saxena et al. [17], including the use of
reverse micelles of isooctane recovering 91% of the activity and
achieving a  purification factor of 4.3. The use of chromatogra-
phy allowed a  2.8% recovery of activity and a  purification factor
of 23. For the Bacillus stearothermophilus lipase the same authors
mention purification by chromatography with CM-Sepharose and
DEAE-Sepharose, obtaining 62.2% of enzyme activity recovery and
a purification factor of 11.6.

3.2.2. Aqueous two phase system
Among all the types of ATPS, the system composed of PEG and

salt has been frequently applied in  microbial lipase purification.
Polymer and salt ATPS can be formed by mixing salt and polymer
above a  critical concentration in aqueous solution, where the top
phase is enriched with polymer and the bottom phase is  predomi-
nantly composed of salt [8].

The results for the ATPS at 4 ◦C and 25 ◦C  are shown in
Tables 3 and 4,  respectively. For  the tie lines in pH 7 (data not
shown) no significant result was found in both phases. It is  probable
that in  this pH the protein was concentrated in  the interphase and,
thus the extraction procedure was damaged. For pH 6 and 8, it is
possible to note that the lipase affinity for the top/bottom phase as
well as protein affinity depends on the pH in contrast with protease
activity, which is always higher in the upper phase. For pH 6, while
lipase activity is  better in the bottom phase, protein concentration
is  better in the top phase and for pH 8 is  the opposite. This means
that pH 6 would be better for lipase purification since protease
activity is lower in the bottom phase despite its specific activity,
which can be confirmed by the higher values of lipase selectivity (S)
at the bottom phase in this pH. This is  observed for both tempera-
tures evaluated. However, lipase activity is  favored at 4 ◦C probably
because of a  better lipase stability at lower temperatures as shown
by Brígida et al. [10].

In the system consisting of PEG 1500, pH 6 at 4 ◦C (Table 3), the
purification factor for lipase was  greater than 40 and selectivity was
almost 500 for the bottom phase. It is worth highlighting that no
concentration preceding was  performed in  this system. With the
same system Padilla et al. [12], at room temperature, obtained a
purification factor of 10 for the lipase from Burkholderia cepacia in
the bottom phase. However, the B. cepacia lipase showed a more
affinity for the top phase for all conditions tested and the purifica-
tion factor in  pH 6 in  the top phase was 42.45 with a  specific activity
partition coefficient of 107.8. In the present work a specific activ-
ity partition coefficient of 532 was  achieved at 4 ◦C.  The advantage
of the affinity of the lipase from Y. lipolytica (present work) to the
bottom phase is the easy extraction of the lipase from a salty solu-
tion using dialysis. The extraction of lipase from the PEG solution
us two-phase systems for Yarrowia lipolytica extracellular lipase
bio.2016.11.019

requires an ultrafiltration step which might disfavor the adoption
of this type of ATPS when this phase is enriched with lipase [7].
Show et al. [13] working with aqueous two-phase flotation sys-
tem composed of thermosensitive ethylene oxide-propylene oxide
(EOPO) copolymer and ammonium sulfate for the purification of
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Table  3
Lipase purification parameters for the Aqueous two  phase system (PEG/Phosphate) at  4 ◦C in comparison to crude enzyme extract.

pH Tie line LA
(U/mL)

SD± Protein
(mg/mL)

SD± SLA
(U/mg)

LPF Protease
(U/mL)

SD±  SPA PPF SD± Kp Ke Ksa S

Crude Enzyme Extract
– – 58.3 2.45 0.315 0.021 184.46 – 0.152 0.008 1.35 – – – – – –
Top  phase KpT KeT KsaT ST

6 1 3.21 0.73 0.203 0.061 15.81 0.08 0.142 0.021 0.70 1.45 0.12 29.000 0.06 0.00 0.00
2  2.99 1.08 0.183 0.042 16.34 0.09 0.139 0.005 0.76 1.57 0.25 22.875 0.06 0.00 0.00
3  2.74 0.07 0.191 0.012 14.34 0.08 0.142 0.012 0.74 1.54 0.32 27.286 0.05 0.00 0.00

8 1  43.40 3.87 0.096 0.009 452.08 2.45 0.132 0.037 1.38 2.85 0.26 0.361 12.09 33.46 33.50
2  42.26 2.45 0.108 0.084 391.29 2.12 0.142 0.029 1.31 2.72 0.79 0.388 8.84 22.76 22.76
3  40.91 2.22 0.114 0.047 358.86 1.94 0.098 0.031 0.86 1.78 0.43 0.452 10.88 24.05 24.05

Bottom phase KpB KeB KsaB SB

6 1 55.19 3.98 0.007 0.003 7665.27 41.55 0.004 0.001 0.57 1.18 0.07 0.034 17.19 484.84 498.60
2  53.83 2.64 0.008 0.002 6408.33 34.74 0.005 0.001 0.63 1.29 0.15 0.044 18.00 392.19 411.83
3  54.22 2.94 0.007 0.001 7636.61 41.39 0.003 0.001 0.43 0.89 0.26 0.037 19.79 532.54 539.94

8 1  3.59 0.39 0.266 0.074 13.51 0.073 0.012 0.002 0.05 0.09 0.01 2.771 0.08 0.03 0.03
2  4.78 1.08 0.278 0.045 17.19 0.093 0.010 0.003 0.04 0.07 0.02 2.574 0.11 0.04 0.04
3  3.76 1.29 0.252 0.031 14.92 0.081 0.013 0.004 0.05 0.11 0.10 2.211 0.09 0.04 0.04

LA: lipase activity; SLA: specific lipase activity; LPF: lipase purification factor; SPA: specific protease activity; PPF: protease purification factor; Kp: protein partition coefficient;
Ke:  enzyme partition coefficient for lipase; Ksa: specific activity partition coefficient for lipase; T and B  subscript designate top and bottom phase, respectively; SD: standard
deviation.

Table  4
Lipase purification parameters for the Aqueous two  phase system (PEG/Phosphate) at  25 ◦C in comparison to crude enzyme extract.

pH Tie line LA
(U/mL)

SD± Protein
(mg/mL)

SD± SLA
(U/mg)

LPF Protease
(U/mL)

SD± SPA
(U/mg)

PPF SD± Kp Ke Ksa  S

Crude Enzyme Extract
– – 58.3 2.45 0.315 0.021 184.46 – 0.152 0.008 1.35 – 0.12 – – –  –
Top phase KpT KeT KsaT ST

6 1 0.93 0.05 0.153 0.045 6.08 0.03 0.132 0.074 0.93 0.69 0.21 3.732 0.09 0.02 0.02
2  1.49 0.21 0.138 0.027 10.79 0.06 0.126 0.048 1.49 1.10 0.15 2.654 0.14 0.05 0.05
3  1.36 0.34 0.152 0.073 8.94 0.05 0.132 0.054 1.36 1.01 0.07 2.980 0.11 0.04 0.04

8  1 9.65 0.78 0.096 0.026 100.52 0.54 0.125 0.045 9.65 7.15 1.06 0.381 8.62 22.64 22.62
2  10.02 0.89 0.108 0.014 92.77 0.50 0.119 0.033 10.02 7.42 1.63 0.460 4.99 10.85 10.85
3  11.03 1.08 0.114 0.037 96.75 0.52 0.117 0.029 11.03 8.17 1.19 0.458 10.50 22.98 22.94

Bottom phase KpB KeB KsaB SB

6 1 10.45 1.56 0.041 0.025 254.87 1.38 0.025 0.009 10.45 7.74 1.51 0.268 11.24 41.93 41.93
2  10.32 1.28 0.052 0.018 198.46 1.07 0.029 0.007 10.32 7.64 1.71 0.377 6.93 18.39 18.38
3  12.83 1.91 0.051 0.201 251.56 1.36 0.024 0.003 12.83 9.50 1.82 0.336 9.43 28.14 28.12

8  1 1.12 0.07 0.252 0.038 4.44 0.02 0.012 0.006 1.12 0.83 0.08 2.625 0.12 0.04 0.04
2  2.01 0.52 0.235 0.092 8.55 0.05 0.021 0.008 2.01 1.49 0.05 2.176 0.20 0.09 0.09

0.026
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3  1.05 0.18 0.249 0,044 4.21 0.02 

A: lipase activity; SLA: specific lipase activity; LPF: lipase purification factor; SPA: sp
e:  enzyme partition coefficient; Ksa: specific activity partition coefficient for lipase

ipase from B. cepacia achieved a maximum selectivity of 13, at the
op phase. Purification factors higher than 42 were only achieved
n ATPS composed of ionic liquids for the purification of lipase from
acillus sp. where the enzyme also remained in  the salt-rich phase
bottom phase) [18,19].  It is  worth highlighting that the present
ork is  the first report of the application of ATPS for the purifica-

ion of lipase from Y. lipolytica and the results are much better than
or other lipases with the same system.

In comparison to the conventional methods (Table 2), the ATPS
as much better if comparing the purification factor (LPF). In

act, the LPF achieved in the present work was  higher than the
ther methods reported in  literature, such as acetone precipi-
ation and Q-sepharose and Q-sephacril S200 chromatographic
teps (21.5; [20]), 2D by  hydrophobic interaction Chromatography
25; [21])  and acetone precipitation and DEAE-cellulose anion-
xchange chromatography (28.95; [22]).
Please cite this article in  press as: T. Carvalho, et al., Evaluating aqueo
purification, Process Biochem (2016), http://dx.doi.org/10.1016/j.proc

.3. Characterization

Regio and typo selectivity of the crude enzyme extract has
lready been determined [23].  This enzyme is strictly 1,3-
egioselective and it does not  show typo-selectivity for saturated
 0.007 1.05 0.78 0.09 2.184 0.10 0.04 0.04

 protease activity; PPF: protease purification factor. Kp: protein partition coefficient;
d B subscript designate top and bottom phase, respectively; SD: standard deviation.

fatty acids but for long-chain unsaturated fatty acids. The crude
enzyme and the purified extracts were submitted to other charac-
terization.

3.3.1. Effect of pH and temperature on lipase activity
To optimize enzyme activity it is necessary to select the best

reaction conditions since its three-dimensional conformation is
influenced by those factors. Temperature and pH are  some of
the factors that directly influence this feature. Thus, the enzyme
extracts (CEE, UEE, AKEE, ATPS EE) were subjected to different reac-
tion media in terms of pH and temperature.

The optimum pH for purified lipase by all treatment and the
crude extract was  found to  be between 6 and 7  (Fig. 1), except for the
extract purified by ultrafiltration (UEE) that showed a  more sensi-
tive profile, with optimum pH of 7.  This result indicates a  neutrality
nature of these biocatalysts. However, it is  important to note that it
is possible to obtain 90% of maximum enzyme activity from pH 5  to
us two-phase systems for Yarrowia lipolytica extracellular lipase
bio.2016.11.019

8, for CEE, AKEE and ATPS EE, evidencing a wide range of  possible
reaction pH’s. The optimum temperature observed for the enzyme
activity of CEE was  35 ◦C, while for the ATPS EE  a higher temper-
ature range was  observed (35–40 ◦C) and a possibility to use this
extract from 30 to 50 ◦C with more than 80% of  its activity (Fig. 2).
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Fig. 1. Effect of pH on lipase activity for the crude enzyme extract CEE and the
purified extracts. Ultrafiltration enzyme extract UEE, acetone and kaolin enzyme
extract AKEE, aqueous two phase system enzyme extract ATPS EE. Lipase activity
was  measured at  37 ◦C.
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Table 5
Kinetics parameters for the crude enzyme extract and the extracts from partial
purification methods. Lipase activity was measured with different concentrations
of p-niitrophenyllaurate (0.05–3.00 mM).

Vmax (�mol/min/mL) Km (mM) Statistics

Extract Value Standard Error Value Standard Error R2

CEE 103.799 4.584 0.381 0.064 0.965
UEE  148.347 10.363 0.809 0.152 0.971
AKEE  97.827 5.474 0.606 0.104 0.973
ATPS  EE 239.358 12.349 0.532 0.090 0.974
ig. 2. Effect of temperature on  lipase activity for the crude enzyme extract CEE and
he  purified extracts. Ultrafiltration enzyme extract UEE, acetone and kaolin enzyme
xtract AKEE, aqueous two phase system enzyme extract ATPS EE. Lipase activity
as  determined using 50 mM sodium phosphate buffer (pH 7).

his is a great advantage since it is a  prerequisite for an industrial
rocess. High temperature reactions (above 40 ◦C) in biotechno-

ogical processes reduce the risk of contamination by mesophilic
acteria and allow elevated reaction rates due to reduced medium
iscosity and increased substrate diffusion coefficient. In addition,
t allows high process yields due to increased substrates and prod-
cts solubility [24].  UEE and AKEE showed optimum temperatures
t lower temperatures, from 20 to 40 ◦C. Yadav et al. [25], reported
n optimum pH of 5.0 and optimum temperature of 25 ◦C for the
ctive lipase from Y. lipolytica NCIM 3639.

.3.2. Effect of temperature and pH on lipase stability
As high temperatures tend to promote protein denaturation, the
Please cite this article in  press as: T. Carvalho, et al., Evaluating aqueo
purification, Process Biochem (2016), http://dx.doi.org/10.1016/j.proc

nvestigation of lipase thermostability is important before suggest-
ng any biotechnological application. Most lipases from Y. lipolytica
resent an optimal temperature of 30 ◦C and its stability decreases
apidly above 40 ◦C [26].  Crude Y. lipolytica lipase (CEE) retained

ore than 80% of its initial activity after 4 h of incubation at 20
CEE: crude enzyme extract; UEE: ultrafiltration enzyme extract; AKEE: acetone and
kaolin enzyme extract; ATPS EE: aqueous two phase system enzyme extract. Vmax:
maximum specific activity; Km: Michaelis-Mentenf constant.

and 30 ◦C (Fig. 3A). A ten-degree increase (to 40 ◦C) reduced the
residual activity to  70% after four hours, and at 50 ◦C, this activity
was observed after only 1-h incubation. For  a  higher temperature
(60 ◦C), the hydrolytic activity reduced by almost 60% after two
hours.

A good stability for the ultrafiltration extract (UEE) was found for
temperatures ranging from 20 to  40 ◦C (Fig. 3B). This lipase extract
could also be used at 45 ◦C for two hours with 80% of  its activity or
at 50–55 ◦C for 150 min  with, approximately, 70% of  residual activ-
ity. Temperatures ranging from 20 to 40 ◦C favored the stability of
ATPS EE (Fig. 3D). Temperatures of 45 and 50 ◦C can also be used
for at least 2 h with more than 60% of initial activity.

Ultrafiltration has increased lipase thermostability in relation
to CEE. This may  be the result of the partial removal of substances
interfering in lipase activity, such as proteases. For temperatures
ranging from 40 to 50 ◦C, the enzyme purified with ATPS also
showed a  higher thermostability than CEE. However, the AKEE
showed thermostability (Fig. 3C)  inferior to CEE (Fig. 3A). For tem-
peratures above 35 ◦C, less than 80% of relative activity is found
after only 30 min  of incubation.

In this study, all enzyme extracts showed good stability to a
wide pH range (Fig. 4), which ensures a  good industrial use. Resid-
ual activities of 70% after 240 min  incubation were found for pH
between 3 to  9 for CEE, 5 to  9 for UEE, 3 to  8 for AKEE and 4 to 9
for ATPS EE. In pH 3 and 10 relative activities higher than 60% were
observed for at least 90 min  of incubation for all of  the extracts
obtained. Values higher than 90% of relative activity was  found
between pH 6 and 8 and 180 min  of incubation for all enzymatic
extracts, showing that this is the optimal range of pH for the lipase
produced by Y. lipolytica 50682 UFRJ.

3.3.3. Measurements of kinetics parameters
The effect of substrate concentration on the activity of the partial

purified enzyme extracts was  investigated and compared with the
crude enzyme extract (CEE), under the same reaction conditions
(Table 5). The lower Km value of the CEE indicates the higher affin-
ity of this enzyme for the substrate. The ATPS extract (ATPS EE)
presented the second best affinity for pNPP and a  higher Vmax,
indicating higher activity of this enzyme extract.

4. Conclusions

It  was possible to  partially purify the crude lipase extract pro-
duced by Y. lipolytica by the two-phase aqueous system. This novel
method was superior to traditional methods such as precipita-
tion with acetone and kaolin and ultrafltration. The ATPS enabled
a purification factor higher than values reported in literature for
us two-phase systems for Yarrowia lipolytica extracellular lipase
bio.2016.11.019

purification methods that combine more than one procedure. This
is a  great advantage since this is a  cheap method and operationally
easy. The partial purification with ATPS as well as with ultrafil-
tration increased the enzyme thermostability (until 50 ◦C) and all
the extracts (CEE, UEE, AKEE and ATPS EE) showed good stability
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Fig. 3. Effect of temperature on  lipase stability. (A) crude enzyme extract CEE, (B)
ultrafiltration enzyme extract UEE, (C) acetone and kaolin enzyme extract AKEE, (D)
aqueous two phase system enzyme extract ATPS EE. Lipase activity was determined
using 50 mM sodium phosphate buffer (pH 7).

Fig. 4.  Effect of pH on  lipase stability. (A) crude enzyme extract CEE, (B) ultrafiltra-
tion  enzyme extract UEE, (C) acetone and kaolin enzyme extract AKEE, (D) aqueous
two phase system enzyme extract ATPS EE. Lipase activity was measured at 37 ◦C.
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t a wide pH range. These results indicate that the use of ATPS is
 promising method for the purification of lipase from Y. lipolytica
nd this partially purified extract is  a  suitable biocatalyst for a  large
umber of industrial processes.
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a  b  s  t  r a  c t

The growing  interest  in lipases is related  to  its  high  biotechnological  potential. In  this  work we investi-
gated  the  regio- and  typo-selectivity  of  extracellular lipase  from  Yarrowia  lipolytica  583 (IMUFRJ  50682)  in
its free  form and  immobilized  on magnetic  nano-sized particles.  Results  of p-nitrophenyl laurate  hydroly-
sis  showed  optimal stability  of these  biocatalysts  at  pH  6–8 and between 20 and 45 ◦C. The immobilization
of  lipase  on nano-sized  magnetic  particles  increased thermo  and  pH stabilities  of the  enzyme. Both cata-
lysts displayed  high  hydrolytic  activity on triolein  and  on  triacylglycerols  in  vegetable  oils  in 5 min. The
eywords:
ipases
egioselectivity
yposelectivity
iocatalysis
agnetic nanoparticles

free  lipase  showed  a strict  1,3-regioselectivity, whereas the  immobilized  lipase  was only  slightly  1,3-
regioselective,  in hydrolysis  reactions  of triolein  and  vegetable  oils.  Both lipases  were  able to  hydrolyze
saturated  esters, but showed  no typo-selectivity  for  this group. However,  the  lipases are  selective  for
the  hydrolysis  of unsaturated  esters, especially  for  18:2 fatty acids.  These results  give a  better  knowl-
edge  of this lipase  hydrolytic  activity, both in the  free form and  immobilized  and  widen their  potential
biotechnological  use, especially  in the  synthesis  of structured  lipids.
. Introduction

Lipases are known as one of the leading biocatalysts with great-
st potential in lipid technology, and are conveniently produced by
icroorganisms. Lipases are triacylglycerol (TAG) acylhydrolases

E.C. 3.1.1.3) able to catalyze the hydrolysis of ester bonds in  tri-,
i-and mono-glycerides of long-chain fatty acids (FA) into FA and
lycerol [1,2]. In media with low water content, they can also cat-

lyze synthesis reactions such as esterification, interesterification
nd transesterification [2].  This potential ability to  modify lipids
ttracts interest from researchers and biotechnological industries
3–5].  Lipases assumed a prominent place in the world enzyme

Abbreviations: DAG, diacylglycerol; FA, fatty acid; FAEEs, fatty acid ethyl esters;
AMEs, fatty acid methyl esters; FID, flame ionization detector; FFA, free fatty acid;
C,  gas chromatography; GRAS, generally recognized as safe; MAG, monoacylglyc-
rol; MUFAs, monounsaturated fatty acids; p-NPL, p-nitrophenyl laurate; PUFAs,
olyunsaturated fatty acids; PVA, polyvinyl alcohol; SmF, submerged fermentation;
AG, triacylglycerol; TLC, thin layer chromatography; YPD, yeast extract, peptone,
extrose.
∗ Corresponding author. Fax: +55 21  3938 7622.

E-mail address: pamaral@eq.ufrj.br (P. Amaral).

ttp://dx.doi.org/10.1016/j.bej.2015.12.019
369-703X/© 2016 Elsevier B.V. All  rights reserved.
© 2016  Elsevier B.V.  All  rights  reserved.

market, since they are the third greatest enzyme group in sales
volumes [5],  especially microbial lipases.

Yarrowia lipolytica is  a  strict aerobic microorganism, which is the
most studied yeast species of the “non-conventional” group and it
has GRAS (generally recognized as safe) status, providing accep-
tance for use in  food production [6]. Y. lipolytica is able to  produce
extracellular, intracellular and membrane-bound lipases encoded
by approximately eighteen genes [6]. The YlLip2 is  an extracellular
lipase encoded by LIP2 gene and is  the major lipase produced by Y.
lipolytica. In  addition, YlLip8, which is  mainly associated to the cell
wall, is also secreted by Y. lipolytica [7].  Although microbial lipases
present great technological advantages, they also have high pro-
duction costs and might be  unstable in  certain reaction conditions
[8].  These problems might be circumvented by enzyme immobi-
lization, which allows for enzyme reuse and may  increase thermal
stability [9]. In particular, magnetic nanoparticles have been used
as supports for lipase immobilization due to  their high specific sur-

face area and its easy separation from reaction medium by the use
of a  magnet [10,11].

Lipase technological applications are intimately related to their
substrate specificity. Specificity may  be defined as the compara-
tive difference in rates of catalysis of varying reactions [12],  and for



1 neerin

l
t
b
e
w
l
w
w
t
T
g
o
r
p
l

n
a
l
b
r
[
h
n
i
g
g
a

[
Y
w
b
a
fi
b
p
v
w

2

2

G
l
a
m
S
e
t
F
t
f
p
a
F
m
f

2

a

02 E. Akil et al. / Biochemical Engi

ipase specificity is divided into different groups. Regioselectivity is
he ability to distinguish the two external positions of the TAG back-
one (primary esters) from the internal position (secondary ester),
specially in hydrolysis reactions (e.g. Rhizomucor miehei lipase,
hich is  1,3-regioselective) [13].  Typo-selectivity usually concerns

ipase specificity to hydrolyze from TAG particular groups of FA
ith similar structural features. There is  also stereo-specificity,
hich is  the faster hydrolysis of one primary snester as compared

o the other (sn-1 vs. sn-3). Finally, non-specific lipases catalyze
AG hydrolysis randomly to free fatty acids (FFA) and glycerol. This
roup of lipases does not  show specificity toward the acyl group
r the sn position [4,11].  Most of the known lipases exhibit 1,3-
egioselectivity or are nonspecific. However, few lipases exhibit
referential catalytic activity in  the central (sn-2) position (e.g.

ipases from Candida antarctica) [14,15].
Characterization of lipase specificity might expand its biotech-

ological applications, allowing its use to customize oils and fats
iming at the synthesis of restructured acylglycerols [14]. Regiose-
ectivity is an important parameter to  implement lipase-catalyzed
ioconversion of lipids. Several studies have investigated 1,3-
egioselective lipases, and their applications in  selective hydrolysis
1,4,15],  and synthesis of designed acylglycerols [4,14]. TAG
ydrolysis using a  1,3-regioselective lipase produces 2-MAG with
utritional importance, which are  easily absorbed in the human

ntestine [16].  In addition, assessing lipase typo-selectivity is of
reat importance to  guarantee adequate selection of lipases for a
iven lipid mixture in  future applications concerning hydrolysis
nd/or interesterification reactions.

Although Y. lipolytica lipase has been previously investigated
17–19],  to the best of our  knowledge a detailed characterization of
. lipolytica lipase substrate specificity (regio-and typo-selectivity)
as not determined. This knowledge will potentially expand

iotechnological applications of this enzyme. The present study
imed at determining hydrolytic regio- and typo-selectivity pro-
le of lipase from Y. lipolytica in its free form and immobilized
y adsorption on magnetic nano-sized particles. Regio-selectivity
rofile was studied on a model TAG (triolein) and with different
egetable oils (heterogeneous TAGs) and typo-selectivity profile
as investigated on saturated and unsaturated FA groups.

. Materials and methods

.1. Microorganism and materials

A wild strain of Y. lipolytica IMUFRJ 50682, isolated from the
uanabara Bay, Rio de Janeiro (Brazil) was used to produce the

ipase [20]. Dextrose (Reagen; Rio de Janeiro, Brazil), peptone
nd yeast extract (Oxoid; Hampshire, UK) were used for culture
edia. Free commercial Candida rugosa lipase was  purchased from

igma–Aldrich (Saint Quentin, France). Saturated fatty acid ethyl
sters (FAEEs) of caprylic (8:0), capric (10:0), lauric (12:0), myris-
ic (14:0), palmitic (16:0), and stearic (18:0) acids, unsaturated
AEEs of oleic (18:1), linoleic (18:2), and �-linolenic (18:3) acids,
riolein standard and fatty acid methyl esters (FAMEs) standards
or gas chromatography (GC), all of them being >99% purity, were
urchased from Sigma–Aldrich (Saint Quentin, France). Polyvinyl
lcohol (PVA) was obtained from Merck (Munchen, Germany).
inally, olive, sunflower and rapeseed oils were obtained in local
arkets (Montpellier, France) and the soybean oil was provided

rom an industry (ADM do Brasil, Brazil).
.2. Production of crude lipase extract

The crude enzymatic extract containing lipase was  obtained
fter Y. lipolytica cultivation for 24 h in YPD medium (“Yeast Extract,
g Journal 109 (2016) 101–111

Peptone, Dextrose”; p/v: yeast extract 1%, peptone 2%  and dextrose
2%) as described by Brigida [21].  For this cultivation, yeast cells were
grown in a 3 L bioreactor (Microferm MF-114, Multigen), at 30 ◦C,
with constant mechanical agitation at 650 rpm and 1.5 L/min air
flow rate. Cell-free growth media was separated by  centrifugation
and this crude enzyme extract was  freeze-dried into a  yellow pow-
der and stored at −80 ◦C until analysis. This crude extract reflects
the overall combined activity of all types of lipases secreted by Y.
lipolytica.

2.3. Lipase immobilization

Lipase was  immobilized by adsorption on magnetic Fe3O4 (mag-
netite) particles, prepared as described previously [22]. The crude
enzyme extract powder (60 mg)  was  suspended (20 mg/mL) in 3 mL
of phosphate buffer (50 mM;  pH 7) with addition of 180 mg  mag-
netite nanoparticles. The mixture was agitated in an orbital shaker
for 90 min, at 200 rpm and 20 ◦C. After centrifugation, the super-
natant was  removed and the immobilized lipase was washed with
distilled water. Then, it was freeze-dried and stored at −80 ◦C
until analysis. Partial characterization of lipase immobilization on
magnetic particles have been studied previously [23],  and yield of
activity recovery after immobilization was 99%.

2.4. Determination of lipase activity

Free and immobilized Y. lipolytica lipase activity was measured
by following hydrolysis of p-nitrophenyl laurate (p-NPL) solution
(560 �M)  in potassium phosphate buffer (50 mM,  pH 7.0) [21].
Lipase activity was  expressed in  IU/mL for free lipase and IU/mg for
immobilized lipase. One unit is  defined as the amount of enzyme
which releases 1 �mol  of p-nitrophenol per minute at pH 7.0 and
37 ◦C.

2.5. Effects of temperature and pH on lipase stability

Stability of the crude enzymatic extract (free lipase) and of the
immobilized lipase was assessed by incubating the biocatalysts at
increasing temperatures (25–60 ◦C)  and pH values (3–11) for 4 h.
The effect of temperature was evaluated in  50 mM  pH 7  phosphate
buffer using p-NPL as substrate in  hydrolysis reaction. For pH effect,
temperature was fixed at 37 ◦C and different buffer solutions were
used: citrate buffer (pH 3–5), potassium phosphate buffer (pH 6–8)
and carbonate-bicarbonate buffer (pH 9–11). After incubation, the
residual activity was assayed as described in 2.4.

2.6. Fatty acids analysis by gas chromatography (GC)

Fatty acid composition of the vegetable oils used in this work
was determined using a CG system Instruments PerfectFit GC series
US 00036865 (USA) equipped with an automatic split/splitless
injector (HP 6890 Series Injector; USA), a  Supelcowax 10 capillary
column (30 m × 0.25 mm ID and 0.25 �m film thickness; Supelco,
USA) and a  flame ionization detector (FID). Samples were pre-
pared in 50 mL  round–bottom flasks. Oil samples (olive, soybean,
sunflower and rapeseed; 30 mg)  were diluted in  3 mL  sodium
methoxide 0.05 M containing phenolphthalein and refluxed for
10 min. Three milliliters of methanol:acetyl chloride (1:1, v/v) were
added until complete phenolphthalein discoloration. The mixture
was refluxed again for 10 min  and cooled to room temperature.
After the addition of 10 ml distilled water, the organic phase con-

taining fatty acid methyl esters (FAMEs) was extracted in 6  mL  of
hexane, dried over anhydrous sodium sulfate and filtered [4]. The
hexane phase containing FAMEs was directly injected (2.0 �L) in
the GC equipment. The carrier gas was  helium (1.0 mL/min), at 1:20
split ratio. Column oven temperature was programmed as follows:
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Table  1
Fatty acids (FAs) compositions (g/100 g total fatty acids) in vegetable oils samples.

Fatty acids Vegetable oils
Olive Soybean Sunflower Rapeseed

16:0 11.2 ± 0.02 11.5 ± 0.01 6.31 ± 0.03 4.67 ± 0.01
16:1n-7  0.82 ± 0.01 0.08 ± 0.00 ND 0.20 ± 0.00
18:0  2.91 ± 0.06 3.77 ± 0.01 4.28 ± 0.01 1.31 ± 0.21
18:1n-9  75.8 ± 0.02 24.0 ±  0.01 24.6 ± 0.04 61.8 ± 0.04
18:2n-6  8.00 ± 0.03 55.1 ± 0.00 64.8 ± 0.01 20.1 ± 0.04
18:3n-3  0.68 ± 0.01 5.52 ± 0.01 ND 9,97 ± 0.01
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20:0  0.36 ± 0.00 N
20:1  0.24 ± 0.00 N

esults are express as mean ± standard deviation of triplicate. ND, not detected.

85 ◦C followed by gradient heating of 4 ◦C/min up to 225 ◦C and
old for 5 min. The injector and FID temperatures were 250 ◦C and
70 ◦C, respectively. Peaks were identified based on the retention
imes of FAMEs commercial standards (Sigma–Aldrich, France). FA
ontents were calculated by internal normalization and the results
xpressed as g/100 g of FA. Fatty acid composition of the plant oils
sed (Table 1)  was consistent with previous reports.

.7. Partial hydrolysis of lipids and fatty acid esters by  lipase

For lipid hydrolysis, an emulsion was prepared by  dispersing tri-
lein or a  vegetable oil (olive, soybean, sunflower and rapeseed oils;
00 mM  each) in  an aqueous solution of polyvinyl alcohol (PVA;
0 g/L) by  sonication (Branson Sonifier 250).

For TAG hydrolysis, the reaction was started by the addition of
00 �L  of the emulsion and 900 �L of the free Y. lipolytica lipase

n potassium phosphate buffer 50 mM  pH 7.0 (2 mg of lyophilized
rude extract per mL  of buffer; 55 IU/mL). For the immobilized
. lipolytica lipase, 25 mg  of the biocatalyst (2 IU/mg) was added
o 100 �L of emulsion and 900 �L of potassium phosphate buffer
0 mM  pH 7.0. Reaction was carried out at 37 ◦C for 5,  10, 15 and
0 min  (and 60 min  for FAEEs hydrolysis) and stopped by the addi-
ion of 1000 �L of an ethanol:sulphuric acid solution (100:0.8, v/v).
ipid-soluble compounds were extracted with 2 mL  of hexane and
tored at −20 ◦C.

For fatty acid ethyl esters (FAEEs) hydrolysis, an equimolar mix-
ure of six  saturated FAEEs (8:0, 10:0, 12:0, 14:0, 16:0 and 18:0;
.6 �mol  each in 1 mL  of reaction medium), three unsaturated
AEEs (18:1, 18:2 and 18:3; 3.3 �mol  each in  1 mL  of reaction
edium) and a  mix  of both FAEEs groups (1.1 �moL  each in  1 mL

f reaction medium) were used as substrates emulsified in PVA
20 g/L).

.8. Lipid classes analysis by thin layer chromatography (TLC)

After hydrolysis, the reaction products were extracted in hexane
nd separated by Thin Layer Chromatography (TLC). For reac-
ion products from TAG hydrolysis, 1.5 �L of the hexane phase
as applied (5 mm  band) on a  HPTLC silica gel Plate 60 (Merk,
armstadt, Germany) using an ATS4 automatic sampler (Camag,
uttenz, Switzerland). The plate was then developed with hex-

ne:diethyl ether:formic acid (70:30:1; v/v/v) in  a  ADC2 Automatic
eveloping Chamber (Camag, Muttenz, Switzerland). Plates were

evealed by dipping the plate into a  copper sulphate:phosphoric
cid:methanol:water (50:40:25:390, v/v/v/v) solution and heating
t 180 ◦C for 7 min. TLC bands were quantified using a  TLC Scan-
er 3 (Camag, Muttenz, Switzerland) at 325 nm.  For products from

AEEs hydrolysis, 300 �L of the hexane phase was spotted on a  TLC
ilica gel Plate 60 (Merck, Darmstadt, Germany), using an automatic
ampler Linomat 4 (Camag, Muttenz, Switzerland). The plate was
eveloped with hexane:diethyl ether:formic acid (70:30:1, v/v/v).
he FFAs bands from FAEEs hydrolysis were scraped from the plate
ND 0.53 ± 0.01
ND 1.26 ± 0.01

and stored in 50 mL  round-bottom flasks for typoselectivity analy-
sis.

2.9. Determination of lipase regioselectivity

Lipase regioselectivity was determined by analyzing the ratio
of the sum of 1,2-DAG and 2,3-DAG contents relative to that of
1,3-DAG after partial hydrolysis of triolein, used as a  model TAG,
and of heterogeneous TAGs in vegetable oils (olive, soybean, sun-
flower and rapeseed oils). Partial hydrolysis was performed for 5,
10, 15 and 30 min  at 37 ◦C using free and immobilized Y. lipolytica
lipases. Free commercial Candida rugosa lipase was also tested for
comparison purposes.

2.10. Determination of lipase typoselectivity

Typo-selectivity was determined by multicompetitive reactions
according to  Rangheard [24].  In this assay, a higher concentration
(%) of a given FFA indicates a  stronger lipase activity. Ethyl esters
of saturated fatty acids (even-chain 8:0–18:0) were used to assess
selectivity towards chain length (from medium-to long-chain) and
18C unsaturated fatty acids were used to assess selectivity towards
unsaturation number. Longer-chain fatty acids were not investi-
gated because of their low contents in plant oils. The FFAs band on
the silica plate was scraped and transferred to 50 mL  round–bottom
flasks for methylation, as described previously (Section 2.6), and
the resulting FAMEs were analyzed by GC. The GC conditions were
the same as described for determination of  oils’ fatty acid compo-
sition (Section 2.6). GC analysis conditions for saturated FAs and
the mix  of both FAs groups were similar to  those described before,
except for column temperature gradient, which was  as follows,
respectively: 120 ◦C followed by gradient heating of 10 ◦C/min up
to 225 ◦C, and 80 ◦C followed by gradient heating of  5 ◦C/min up  to
225 ◦C. In addition, the ratio of total FFAs and total FAEEs (saturated
and unsaturated) was investigated by GC in a  SPB-1 fused silica cap-
illary column (30 m × 0.25 mm  ID, 0.25 �m film thickness; Supelco,
USA). Column oven temperature was programmed as follows, for
saturated and unsaturated FFA/FAEE groups, respectively: 60 ◦C fol-
lowed by gradient heating of 10 ◦C/min up to 310 ◦C  and held for
10 min, and 220 ◦C for 7 min. The injector and FID temperatures
were 280 ◦C and 310 ◦C, respectively.

2.11. Statistical analysis

Descriptive statistics were performed for all variables in  order
to calculate means, medians, standard deviation and to  estimate

data normality. Results were expressed as mean ± standard devi-
ation considering at least three independent replicates. Repeated
measures multifactor analysis of variance (MANOVA) was used for
comparisons between means; significant differences between pairs
of means were determined by the Fisher’s test. P values <0.05 were
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onsidered statistically significant. All  statistical analyses were per-
ormed using the GraphPad Prism® software (CA, USA).

. Results and discussion

.1. Y. lipolytica lipase activity

Lipolytic activity of cell-free crude enzyme extract produced in
 3.0 L bioreactor was 25 IU/mL, by  the p-nitrophenyl laurate (p-
PL) assay. The freeze-dried enzyme powder presented 55 IU/mL

ipolytic activity suspended in  50 mM pH 7 phosphate buffer. This
uspension was henceforth called Y. lipolytica free lipase, and was
sed for enzyme immobilization on magnetite nanoparticles. The

ipolytic activity of the immobilized lipase was 2 IU/mg.

.2. Effect of temperature and pH on lipase stability

An important advantage of high temperature reactions (above
0 ◦C) in biotechnological processes is  the reduction of the con-
amination risk by  mesophilic bacteria [25]. Furthermore, high
emperatures allow elevated reaction rates due to  reduced medium
iscosity and increased substrate diffusion coefficient. In addition,
t allows high process yields due to increased substrates and prod-
cts solubility [26]. However, high temperatures tend to promote
rotein denaturation. Thus, investigation of lipase thermostabil-

ty is important before suggesting biotechnological applications.
ree Y. lipolytica lipase retained more than 80% of its initial activity
fter 4 h of incubation at 20 and 30 ◦C (Fig. 1A). Increasing temper-
ture to  40 ◦C reduced the residual activity to  70% after four hours,
nd at 50 ◦C this activity (70% of initial activity) was observed after
nly 1 h. For a  higher temperature (60 ◦C), the hydrolytic activity
educed by  almost 60% after two hours (Fig. 1A).

However, immobilization on magnetic particles increased lipase
hermostability (Fig. 1B). More than 90% residual activity was
etected after 4 h of incubation over temperatures ranging from
0 to 50 ◦C and one hour at 60 ◦C. Even at this latter temperature,
he enzyme was stable for four hours, losing only 30% of its initial
ctivity. Lipase immobilization increase temperature stability, pos-
ibly by increasing structure rigidity [4,10,27], and by  preventing
nzyme unfolding at elevated temperatures [26].

Concerning the effects of pH in  the present study, the free lipase
aintained its initial activity for 4 h at pH 5 and 7 (Fig. 1C), and was

educed (<30%) at pH 3 and 9. However, free lipase activity was
onsiderably reduced at pH 11. Generally, microbial lipases show
aximum activity at pH between 6 and 8 [28], consistently with the

esults of Y. lipolytica lipase in the present study. Lipase immobi-
ization did not alter optimal pH for lipolytic activity, as previously
eported [29], and increased stability to extreme pH values (Fig. 1D),
imilarly to  thermostability. Activity was almost 100% stable for the
hole incubation period, and after 4 h was reduced by  only 20%

nd 40% at pH 9 and 11, respectively. Therefore, Y. lipolytica lipase
mmobilization improved enzyme stability towards temperature
nd pH.

.3. Hydrolysis of model TAG and vegetable oils TAGs

In general, microbial lipases are powerful in sequentially
ydrolyzing several TAGs to DAGs, MAGs and FFAs [4,5].  Typical
eaction profiles of a model TAG (triolein) and heterogeneous TAGs
n vegetable oils catalyzed by free Y. lipolytica lipase are shown in
ig. 2.
Using free Y. lipolytica lipase within the first 5 min  TAGs were
apidly hydrolyzed in  all samples (Fig. 2). More than 55% of TAGs
n triolein and in olive oil (heterogeneous TAGs) were hydrolyzed.
ossibly, triolein and olive oil  were hydrolyzed at similar rates
ecause of the high contents of oleic acid in both TAG sources
g Journal 109 (2016) 101–111

(Table 1). For soybean, sunflower and rapeseed oils, TAG hydrol-
ysis was  slightly slower but also efficient with 40% TAG hydrolysis
in  the first 5 min. After 5 min  reaction, contents of  TAG, DAG, MAG
and FFA tended to  stabilize. For olive oil, equilibrium was  reached
after 5 min, but for the plant oils  although hydrolysis rate fell down
significantly, a  slight decrease in TAG and increase in DAG, MAG
and FFA persisted after 5 min. Competition between substrates for
the lipase is  one of the reasons for the reaction to reach equilibrium.
In the presence of DAG and MAG, the access of  TAG to the lipase
active site is  restricted, since TAGs are the most hydrophobic reac-
tants in the medium [30].  The results show a fast action of  free Y.
lipolytica lipase in  homogenous (triolein) or heterogeneous (plant
oils) TAGs. C.  rugosa lipase was also tested for comparison (data not
shown) with similar behavior in model TAG and heterogeneous
TAGs from olive oil, with approximately 50% of TAG hydrolyzed in
5 min  reaction, when equilibrium was reached.

The immobilized Y. lipolytica lipase (Fig. 3) was  similar to the
free lipase only for the hydrolysis of triolein: fast reaction in the
first 5 min, then it continues at a  slower rate. After 30 min, approx-
imately 60% of model TAG and rapeseed oil were hydrolyzed by
both catalysts. However, for the other heterogeneous TAGs hydrol-
ysis rate was  lower in comparison to the free lipase, and equilibrium
was not reached. The chemical nature and the physical characteris-
tics of the support in  which the enzyme is  immobilized may  affect
its performance. Magnetite nanoparticles tend to aggregate in liq-
uid due to the strong magnetic dipole–dipole attractions between
particles [31].  Therefore, this phenomenon may  have blocked some
of enzymes’ active sites, consequently reducing hydrolysis rate
in  comparison to  the free lipase. Covalent binding methods have
been adopted previously to  immobilize enzyme onto magnetic
nanoparticles, and these methods allow for site  directing enzyme
immobilization [29].  In  the present work there was  no such con-
trol of lipases’ active sites, because immobilization occurred by a
simpler and straightforward method of adsorption.

3.4. Lipase regioselectivity on model or heterogeneous TAGs

Regioselectivity is a  relevant lipase attribute in biocatalytic
lipid transformations, allowing specific modifications in  oil and fat
composition to obtain new structured lipids [5,30].  Separation of
1,2(2,3)-DAG from 1,3-DAG from the hydrolysis reactions media
enabled the investigation of regioselectivity of Y. lipolytica lipase
towards homogeneous and heterogeneous TAGs. 1,2(2,3)-DAG is
produced by TAG hydrolysis at sn-3 or  sn-1 positions and 1,3-DAG
by hydrolysis at sn-2 position. Table 2 shows the time course of
1,2(2,3)-DAG and 1,3-DAG contents (mole%) from triolein hydroly-
sis. A free commercial lipase from C.  rugosa was tested to compare
with the free Y. lipolytica lipase.

Production of 1,2(2,3)-DAG by hydrolysis of  model TAG (Table 2)
was approximately 50-fold higher than that of 1,3-DAG during
the entire hydrolysis reaction with free or immobilized Y. lipoly-
tica lipase. This means that hydrolysis takes place preferentially at
sn-1 or  sn-3 positions. The expected ratio between 1,2(2,3)-DAG
and 1,3-DAG for non-regioselective lipases would be close to  2  [4].
These results show that Y. lipolytica lipase selectively removed
FAs from the two  external positions (primary esters) of  triolein,
consistently to a strict 1,3-regioselective activity of free or immo-
bilized lipases. These bio-catalysts have the same regioselectivity
as pancreatic lipase, that shows a  strong preference for the cleav-
age of ester bonds in  sn-1,3 positions (at a ratio of 99) in 3 min  of
reaction [4]. In contrast, C. rugosa commercial lipase (Table 2) was

apparently non-selective, with 1,2(2,3)-DAG/1,3-DAG ratio close to
2 throughout the whole experiment.

For the heterogeneous TAGs in  vegetable oils, the 1,2(2,3)-
DAG/1,3-DAG ratio ranged from 6.7  to 8.1 after reacting for five
minutes and then increased, ranging from 9.4 to  13.3 after 30 min



E. Akil et al. / Biochemical Engineering Journal 109 (2016) 101–111 105

Fig. 1. Effect of temperature and pH on  the stability of free (A, temperature; C,  pH) and immobilized (B, temperature; D,  pH) Y. lipolytica lipase. Lipase activity was determined
through the hydrolysis of p-nitrophenyl laurate.

Table 2
DAGs regiodistributions ratio (%) after partial hydrolysis catalyzed with free and immobilized Y. lipolytica lipase and, for comparison, free commercial C. rugosa lipase in TAG
model,  after 0  (control), 5,  10,  15  and 30 min.

Time of hydrolysis (min) Products of triolein hydrolysis
1,2(2,3)-DAG 1,3-DAG

Free commercial C. rugosa lipase
0 0  0
5 64.9 ± 0.61 35.1 ±  0.61
10  62.0 ±  0.74 38.0 ± 0.74
15 62.2 ± 0.04 37.3 ±  0.24
30  62.7 ± 0.25 37.3 ±  0.25
Free  Y. lipolytica lipase
0 0  0
5 98.1 ± 0.68 2.19 ±  0.24
10  98.9 ± 0.09 2.03 ± 0.09
15 98.3 ± 0.36 1.70 ± 0.36
30 98.0 ±  0.12 2.01 ± 0.12
Immobilized Y. lipolytica lipase
0 0  0
5 98.7 ± 0.21 1.33 ±  0.21
10  98.5 ± 0.20 1.46 ±  0.20
15  98.3 ± 0.06 1.68 ±  0.06
30  98.0 ±  0.18 2.00 ± 0.18

Results are expressed as mean ± standard deviation of triplicates.
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ig. 2. Time-course of products accumulation from hydrolysis of triolein and vege
ipase. Triacylglycerols (�), diacylglycerols (�), monoacylglycerols (�) and free fatty

ith free Y. lipolytica lipase (Table 3). These results show a  strictly
,3-regioselective behavior for the free lipase even when acting on
eterogeneous lipids. It  is  important to  note that these TAG sub-
trates are components in natural plant oils, which contain other
omponents, such as phospholipids, free fatty acids, sterols and

terol esters, tocopherols, among other minor compounds, which
ender these matrices as complex reaction media. In some cases,
inor compounds might affect enzyme selectivity [32]. Even so,

ydrolysis of the FAs at sn-1 or sn-3 positions was faster than that
f FA in at sn-2. C. rugosa free commercial lipase showed the same
oils (olive, soybean, sunflower and rapeseed) catalyzed by free Yarrowia lipolytica
 (�). Dotted lines used for better visualization.

behavior as towards triolein, a  1,2(2,3)-DAG/1,3-DAG ratio lower
than 2 for all vegetable oils, consistent to  non-regioselective activity
(Table 3).

For the immobilized Y. lipolytica lipase, regio-selectivity pro-
file during hydrolysis of heterogeneous TAGs was quite different

from that of the free lipase (Table 3). In general, the 1,2(2,3)-
DAG/1,3-DAG ratios were lower than those of  the free lipase,
and increased with reaction time, reaching the highest values
at 30 min. For olive oil, this ratio increased from 1.1 to 2.9,
showing a  tendency to  change from a non-regioselective to a
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ig. 3. Time-course of products accumulation from hydrolysis of triolein and veget
ipase.  Triacylglycerols (�), diacylglycerols (�),  monoacylglycerols (�) and free fatty

lightly 1,3-regioselective enzyme activity with reaction progress.
or soybean, sunflower, and rapeseed oils these ratios were higher
han 2 and tended to  increase with reaction progress towards a
trong 1,3-regioselective character, reaching values above 5.  Dif-
erent surface residual charges could affect the alignment of lipases
nce immobilized, leading to different accessibility to  the enzymes’

ctive site [33]. Mucor javanicus lipase immobilized by covalent
inding to amino-group-activated nano-sized magnetite particles
howed a higher 1,3-selectivity than its native form [34].  As lipases
uffer great conformational changes during catalysis, these changes
ils (olive, soybean, sunflower and rapeseed) catalyzed by immobilized Y. lipolytica
 (�). Dotted lines used for better visualization.

can be restrained in  the immobilized enzyme, altering catalytic
properties [34,35].

3.5. Y. lipolytica lipase typo-selectivity in hydrolysis reactions
Typo-selectivity of free and immobilized Y. lipolytica lipase was
determined in  an emulsified medium, with FAEEs of  8:0–18:0
and 18:1–18:3 used as substrates. Selectivity of  Y. lipolytica lipase
towards chain length (Fig. 4) and unsaturation number (Fig. 5)
was determined by competitive reaction, with saturated and/or
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Table 3
DAG regiodistributions ratio (%) after partial hydrolysis catalyzed with free  and immobilized Y. lipolytica lipase and free commercial C. rugosa lipase (for comparison) in
vegetable oils  samples, after 0, 5, 10, 15 and 30 min. Data from initial hydrolysis time (0 h) are the DAG distribution ratio from the oils samples.

Time of hydrolysis (min) Products of vegetable oils hydrolysis

Olive Soybean Sunflower Rapeseed

1,2(2,3)-DAG 1,3-DAG 1,2(2,3)-DAG 1,3-DAG 1,2(2,3)-DAG 1,3-DAG 1,2(2,3)-DAG 1,3-DAG

Free commercial C. rugosa lipase
0 28.6 ± 0.00 71.4 ± 0.04 29.0 ± 0.32 71.0 ± 0.32 27.4 ±  0.77 72.6 ± 0.77 22.9 ± 0.49 77.1 ± 0.49
5  55.7 ± 0.26 44.4 ± 0.26 60.2 ± 0.40 39.8 ± 0.540 56.9 ±  1.86 43.1 ± 1.86 59.3 ± 0.35 40.7 ± 0.35
10  55.1 ± 0.39 44.9 ± 0.39 59.2 ± 0.22 40.8 ± 0.22 54.6 ±  0.08 45.4 ± 0.08 59.3 ± 0.27 40.7 ± 0.27
15  54.9 ± 0.21 45.1 ± 0.21 59.0 ± 0.14 41.0 ± 0.14 55.4 ±  0.53 44.6 ± 0.53 59.2 ± 0.34 40.8 ± 0.34
30  55.6 ± 0.36 44.4 ± 0.36 59.1 ± 0.27 40.9 ± 0.26 56.3 ±  0.56 43.7 ± 0.56 59.1 ± 0.34 40.9 ± 0.34
Free  Y. lipolytica lipase
0  28.6 ± 0.00 71.4 ± 0.04 29.0 ± 0.32 71.0 ± 0.32 27.4 ±  0.77 72.6 ± 0.77 22.9 ± 0.49 77.1 ± 0.49
5  87.0 ± 0.90 12.7 ± 1.36 89.0 ± 0.58 11.1 ± 0.57 88.4 ±  0.41 11.6 ± 0.41 86.9 ± 0.16 13.1 ± 0.16
10  89.4 ± 0.45 10.6 ± 0.45 90.9 ± 0.26 9.12 ± 0.26 90.0 ± 0.17 9.96 ± 0.17 89.1 ± 0.39 10.9 ± 0.39
15  89.2 ± 0.26 10.8 ± 0.31 91.9 ± 0.58 8.09 ± 0.58 90.4 ± 0.11 9.58 ± 0.11 89.1 ± 0.34 10.9 ± 0.34
30  92.3 ± 0.30 7.74 ± 0.30 93.1 ± 0.09 6.93 ± 0.09 91.7 ±  0.32 8.29 ± 0.32 90.4 ± 0.01 9.60 ± 0.01
Immobilized Y. lipolytica lipase
0  28.6 ± 0.00 71.4 ± 0.04 29.0 ± 0.32 71.0 ± 0.32 27.4 ±  0.77 72.6 ± 0.77 22.9 ± 0.49 77.1 ± 0.49
5  53.0 ± 0.23 47.0 ± 0.23 80.7 ± 0.42 19.3 ± 0.42 77.2 ±  0.18 22.8 ± 0.18 67.9 ± 1.09 32.1 ± 1.09
10  59.6 ± 0.16 40.4 ± 0.16 86.9 ± 0.03 13.1 ± 0.10 82.7 ±  0.01 17.3 ± 0.01 74.9 ± 0.06 25.1 ± 0.06
15  65.9 ± 0.28 34.1 ± 0.28 88.7 ± 0.14 11.3 ± 0.14 86.8 ±  1.08 13.2 ± 1.08 79.5 ± 0.36 20.5 ± 0.36
30  74.5 ± 0.14 26.03 ± 0.85 91.1 ± 0.42 8.90 ± 0.42 90.4 ± 0.23 9.62 ± 0.23 85.4 ± 0.16 14.7 ± 0.16

Results are expressed as mean ± standard deviation of triplicates.

Table 4
Relative amounts (%)  of free fatty acids (FFAs) and ethyl ester fatty acid (FAEE)* after partial hydrolysis catalyzed by free or immobilized Y. lipolytica lipase.

Time of hydrolysis (min) Saturated Unsaturated
FFA  FAEE FFA FAEE

Free Y. lipolytica lipase
0  0 100 ± 0.00 0  100  ± 0.00
5  1.17 ± 0.15 97.9 ± 1.64 3.57 ± 0.17 96.4 ± 0.17
10  3.58 ± 0.36 96.4 ± 0.36 6.21 ± 0.12 93.8 ± 0.12
15  4.17 ± 0.06 95.8 ± 0.06 8.39 ± 0.26 91.6 ± 0.26
30  8.16 ± 0.20 91.8 ± 0.20 14.9 ± 0.44 85.1 ± 0.44
60  17.39 ± 0.45 82.6 ± 0.45 25.7 ± 0.90 74.3 ± 0.90
Immobilized Y. lipolytica lipase
0  0 100 ± 0.00 0 100  ± 0.00
5  3.03 ± 0.11 97.0 ± 0.09 0.23 ± 0.01 99.8 ± 0.02
10  3.59 ± 0.03 96.4 ± 0.03 0.48 ± 0.02 99.5 ± 0.02
15  5.88 ± 0.10 94.1 ± 0.10 0.73 ± 0.03 99.3 ± 0.03
30  6.71 ± 0.20 93.3 ± 0.20 1,30 ± 0.04 98.7 ± 0.04
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esults are expressed as mean ± standard deviation of triplicates.
Contents fatty acids (FA) and FAEE were grouped in saturated and unsaturated, to  

nsaturated FAEEs. At each time point, the relative content (%) of
FAs was determined. In  addition, the ratio between total FFAs and
otal FAEEs after hydrolysis was determined (Table 4).

Free lipase from Y. lipolytica catalyzed hydrolysis of all satu-
ated FAs in the first five minutes of reaction and at the same rate,
xcept for 18:0, for which the enzyme showed a  slight preference
Fig. 4A). However, during the reaction there was a small decrease
∼20%) in  18:0 ethyl ester hydrolysis towards the end of hydrolysis
ime. At the end of reaction time (60 min) there was a  slight ten-
ency to  favor hydrolysis of the longer chain saturated fatty acids
Fig. 4A). However, the relative contents (%) of saturated FAs varied
etween a  narrow window during 60 min  hydrolysis, indicating no
lear typo-selectivity in  this regard. Similarly, lipase from C. rugosa
35], which is a  biocatalyst with current technological use, shows no
ypo-selectivity for saturated FAs from short to long chain. There-
ore, the free lipase from Y. lipolytica can be regarded as a  versatile
nzymatic tool as it hydrolyzes any saturated FAEEs from 8:0 to
8:0.
Immobilized Y. lipolytica lipase presented a  different behav-
or concerning typo-selectivity towards chain length (Fig. 4B) in
omparison to  the free lipase. Until 10 min  of reaction, preference
or 8:0 and 18:0 (20% for both FAs) was higher than for 14:0 (8%).
1.0 ± 0.35 2.72 ± 0.17 97.3 ± 0.17

arize lipase typoselectivity.

However, relative hydrolysis of the other FAs was intermediary and
not significantly different (P > 0.05) between each other, indicating
no typo-selectivity between 10:0, 12:0 and 16:0. Hydrolysis of 8:0
increased between 5 and 60 min, and at the end of reaction time it
was 10% higher than 10:0 and 12:0 and even higher than the other
FAs. For the long chain FAs 16:0 and 18:0, relative rate of  hydrol-
ysis decreased between 10 and 15 min  and stabilized thereafter.
Hydrolysis selectivity for the other FAs (10:0, 12:0 and 14:0) was
relatively stable during the entire reaction time. In summary, the
immobilized lipase was also able to  hydrolyze saturated FAEEs from
8:0 to 18:0, but the selectivity profile changed comparing with the
free Y. lipolytica lipase.

Concerning the hydrolysis of unsaturated FAs (18:1, 18:2 and
18:3), both lipases displayed similar behavior for all FAEEs (Fig. 4).
Free and immobilized lipase showed a  great preference for 18:2 and
18:3 (Fig. 4C). When all FAEEs, saturated and unsaturated, were in
the same reaction medium (Fig. 5A), free Y. lipolytica lipase was
clearly selective for unsaturated FAs, especially 18:2, and showed

a signifficant preference (P <  0.05) for the longer chain (18:0) over
the other saturated FAs. Relative hydrolysis of unsaturated FAs was
constant for 60 min  (Fig. 5A), and similar to  the rates observed
for unsaturated FAs  evaluated separately (Fig. 4C). Free C. rugosa
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Fig. 4.  Time-course of free fatty acids release from ethyl esters hydrolysis catalyzed by free Y. lipolytica lipase (A  and C)  and immobilized Y. lipolytica lipase (B and D). Saturated
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ree  fatty acids (A  and B); unsaturated free fatty acids (C and D).  (A) and (B): values d
xcept  for: (A) 18:0 vs. all fatty acids in 5 min  and between itself in 60 min; (B) 14:0
6:0  in 10 min, 8:0–12:0 vs. 16:0–18:0, 8:0 vs. all  fatty acids from 30 min. Fig. (C) a
ost-test), except between each fatty acid vs. the same fatty acid in every reaction t

ipase was less active towards hydrolysis of long chain unsaturated
18:1) than medium chain saturated (12:0) FA esters [35]. Immo-
ilized Y. lipolytica lipase showed a  different behavior (Fig. 5B)
ompared to the free lipase (Fig. 5A). The immobilized enzyme did
ot show preference for unsaturated FAs at the beginning of reac-
ion (5 min) with comparable values for 8:0, 14:0, 18:0, 18:1, 18:2
nd 18:3. However, at the end of reaction, there was  a tendency
or a typo-selective profile similar to the free lipase, with higher
elative amounts of 18:2 and 18:3, but still similar values for 18:0
nd 18:1.

Table 4 shows the relative amounts (%) of total saturated and
nsaturated FFAs obtained by hydrolysis of FAEEs with free or

mmobilized Y. lipolytica lipase. Free Y. lipolytica lipase showed
igh hydrolysis activity on saturated and unsaturated FAEEs after
0 min  of reaction. In a previous report with other lipases [23],
imilar results of cumulative hydrolysis were obtained only after

 h of reaction. These results (Table 4) further support the lipase

reference for hydrolysing unsaturated FAs esters. Conversely, the

mmobilized lipase showed a lower hydrolytic activity and a pref-
rence for saturated FAs esters. Immobilization of the Y. lipolytica
ipase altered its activity, since both hydrolysis rate and selectivity
t change significantly (P  >  0.05; repeated measures ANOVA, with Fisher’s post-test),
l  fatty acids in 5 and 10 min, 14:0 vs. 8:0–12:0 in 15–60 min, 8:0 vs. 10:0, 12:0 and
): values changed significantly (P  <  0.05; repeated-measures ANOVA, with Fisher’s

were affected. Interaction with the support might have modified
the structure of the oxyanion hole of the enzyme, which plays an
important role in  lipase specificity towards their substrates [18].
However, immobilization did not affect the typoselectivity profile
of  Y. lipolytica lipase.

In addition, Table 5 shows the key characteristics of  the lipase
from Y. lipolytica IMUFRJ 50682 compared to other microbial lipases
in order to show how this enzyme is  different to other lipases.

4. Conclusions

Y. lipolytica lipase immobilization on nano-sized magnetic par-
ticles increased the ranges of temperature and pH in which the
enzyme was  highly stable. Y. lipolytica lipase, both free and immo-
bilized, showed a  high performance over TAG, with efficient
hydrolysis within a  few minutes for homogeneous or heteroge-

neous lipid substrates. Lipase from Y. lipolytica seemed to behave
similarly to human pancreatic lipase, and immobilization did not
affect TAG hydrolysis profile.

The free lipase showed a strict 1,3-regioselectivity profile on
homogeneous and heterogeneous TAGs within few minutes. For
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Fig. 5. Time-course of free fatty acids release from ethyl esters hydrolysis catalyzed by free Y. lipolytica lipase (A) and immobilized Y. lipolytica lipase (B). Values changed
significantly (P  <  0.05; repeated-measures ANOVA, with Fisher’s post-test), except for: Fig. 5(A): between all saturated fatty acids except in 60 min, for 18:0 in 5 min  and each
unsaturated fatty acid vs. the same fatty acids in 5 and 60 min; Fig. 5(B): between all saturated fatty acids except for 8:0 vs. 14:0 vs. 18:3 in 5 min, 18:0 vs. 18:1 in 60 min and
in  each unsaturated fatty acid vs. the same fatty acids in 5 and 60 min.

Table 5
Characteristics of the lipase from Y. lipolytica comparing with other microbial lipases.

Microbial source Regioselectivity Typoselectivity Optimal conditions Reference
T (◦C)  pH

Yarrowia lipolytica IMUFRJ 50682 1,3-regioselective Selective for unsaturated FAs [37] 7.0 Present work and [21]
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Thermomyces lanuginosa 1,3-regioselective Selective for unsat
Rhizomucor miehei 1,3-regioselective Selective for indivi
Candida antarctica Non-specific Non-specific 

he immobilized form, hydrolysis rate and sn-1,3-regioselectivity
ere decreased. Neither of the lipases showed typo-selectivity for

aturated fatty acids, however both lipases showed typo-selectivity
owards long-chain unsaturated FA, especially for 18:2. However,
yposelectivity of the immobilized lipase seemed weaker. Y. lipolyt-
ca lipase, both free and immobilized, showed features of a  potential
io-catalyst that can be effectively used for customizing oils and
ats aiming at lipid modification and synthesis of structured lipids.
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RESUMO  

O processo de produção de enzimas em escala industrial requer qualidade satisfatória e custos que 

permitam a sua comercialização. Após a produção da lipase de Yarrowia lipolytica, o extrato 

enzimático bruto foi utilizado extrato enzimático bruto foi utilizado o processo de purificação parcial 

através do sistema de ultrafiltração tangencial (UF) com membrana de fibra oca de 50 kD de corte. O 

fator de purificação (FP) calculado de 6,55 com o processo de ultrafiltração. O extrato enzimático 

bruto e o ultrafiltrado apresentaram tolerância a uma ampla faixa de temperatura (20 a 50ºC) e pH (4 a 

9) a 150 min de exposição, como atividade relativa superior a 50%. É notório classificar que a lipase 

produzida em reator multifásico pela Y. lipolytica. como estável a temperatura e ao pH por um período 

considerável de exposição, o que é um fator relativamente importante em processos industriais.. 

 

1. INTRODUÇÃO  

As lipases (glicerol éster hidrolases, E.C.3.1.1.3) são enzimas hidrolíticas em seu ambiente natural. Estas 
possuem a função de catalisar a hidrólise de triacilgliceróis (ZAREVUCKA et al., 1995). Elas representam 
um grupo de biocatalisadores acessíveis, que em geral, são flexíveis quanto à sua especificidade. São as 
enzimas mais empregadas tanto em nível industrial (indústria alimentícia, de cosméticos e perfumes, 
biomédica, pesticidas, detergentes, entre outras) como acadêmico (BREUER et al., 2004). 

Além disso, as lipases usualmente atuam sobre substratos não naturais (JAEGER e EGGERT, 2002). A 
maioria dos custos de produção para um produto biológico simples reside na estratégia de purificação. 
Existe uma grande necessidade de se estabelecer técnicas de biosseparação eficientes, efetivas e 
econômicas em larga escala, que permitam atingir elevado grau pureza e rendimento de recuperação, 
mantendo a atividade biológica da molécula.  

Neste estudo, foi feita a caracterização tanto da lipase na forma de extrato bruto quanto na forma 
parcialmente purificada, produzida pela levedura Yarrowia lipolytica através da ultrafiltração tangencial 
e posterior caracterização enzimática em relação a temperatura e pH. 



2. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

2.1. Microrganismo 
A levedura empregada no presente trabalho foi uma cepa selvagem de Yarrowia lipolytica (IMUFRJ 
50682) selecionada de um estuário da Baía de Guanabara no Rio de Janeiro, Brasil (Hagler e Mendonça-
Hagler, 1981) e identificada pelo Instituto de Microbiologia do Centro de Ciências da Saúde da 
Universidade Federal do Rio de Janeiro (Amaral, 2007). As células foram conservadas a 4°C após 24 
horas de crescimento em tubos de ensaio com meio YPD (“Yeast Extract, Peptone, Dextrose”) contendo 
(em m/v): extrato de lêvedo 1%, peptona 2%, glicose 2% e Agar-agar 2% (AMARAL, 2007). 

2.2. Cultivos 
A partir dos tubos contendo as células preservadas em meio sólido YPD (descrito no item 2.1) 
inoculava-se, de forma estéril com uma alça de platina, 200 mL de meio de cultivo YPD em erlenmeyers 
de 500 mL. Após cerca de 70 horas em um incubador rotatório a 29°C, 160 rpm, a absorvância (570 nm) 
de uma amostra deste cultivo foi determinada e, em seguida as células foram centrifugadas de forma 
estéril a 3.000 g por 10 minutos e ressuspensas em 10 mL de meio de cultivo   servindo   de   inoculo   
dos   experimentos   descritos   nos   itens   posteriores.   O volume centrifugado desse pré-inóculo era 
suficiente para se obter uma concentração inicial de células de, aproximadamente, 1,0 ± 0,1 
mgp.s.cel/mL nos meios de cultivo % (Amaral, 2007). 

 
2.3. Obtenção do extrato enzimático 
Após o período ótimo de fermentação, o meio foi coletado e centrifugado a temperatura ambiente 
durante 10 min a 2016g. O sobrenadante foi utilizado como extrato enzimático, uma vez que a 
Yarrowia lipolytica produz lípase extracelular (Kordel et al., 1991). 
 
2.4. Determinação da atividade lipolítica 
A atividade lipolítica foi determinada segundo a metodologia descrita por Macedo e colaboradores 
(1997). Para isso será utilizada uma emulsão contendo 5mL de azeite de oliva e goma arábica a 7%, 2mL  
de  tampão  fosfato  de  sódio  pH  7  (10mM)  e  1mL  de  extrato  enzimático.  A mistura foi incubada 
por 30 minutos e 150 rpm em agitador orbital. A reação foi interrompida pela adição de 15mL de 
solução acetona/etanol (1:1 em volume). Os ácidos graxos liberados durante a reação foram titulados 
com NaOH 0,05N usando fenolftaleína como indicador. Um branco contendo o mesmo meio reacional 
que os ensaios com a enzima inativa foi utilizado. O cálculo da atividade enzimática será efetuado 
segundo a equação 1. 
 

 

Em que: 
A é a atividade lipolítica, Va é o volume de NaOH gasto na titulação da amostra (mL); Vb é o volume do 
NaOH gasto na titulação do branco; 
D é a diluição da amostra; M é a concentração da solução de NaOH; 
v é o volume de extrato bruto (mL) e t é o tempo de reação (min). 

 
Uma unidade de atividade de lipase foi definida como a quantidade de enzima que libera um μmol de 
ácido graxo por minuto. 
 
 
 



2.5. Ultrafiltração tangencial 
O extrato enzimático bruto foi concentrado em cartucho com membrana de corte de 50 kDa a uma 
pressão de no máximo 15psi na entrada do cartucho, com volume inicial de 700 mL de extrato 
bruto, que deu origem a 200 mL de filtrado, depois de 2 horas de retenção no sistema. O esquema 
utilizado para a ultrafiltração é apresentado figura 1. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figura 1 – Esquema elucidado do Sistema de filtração tangencial em membranas de fibras ocas de 

polissulfona. Fonte: GE® Life Sciences, 2015. (http://migre.me/olslK). 
 

2.6. Cálculo do fator de purificação 
Para o cálculo do fator de purificação (FP), utilizou-se da equação 2. 

 

 
 

Sendo: 
AE: atividade específica das fases superior e inferior e AB: atividade específica da enzima bruta. E para a 
atividade específica (AE) usou-se a Equação 3. 
 

 
 

3. DISCUSSÃO E RESULTADOS 
Com o processo fermentativo a atividade da lipase (extrato bruto livre de células) atingiu 58,3 U/mL e 
0,315 mg/mL de proteína solúvel. Com a ultrafiltração a atividade final da enzima lipase do 
extrato concentrado foi de 128,15 U/mL, com 0,106 mg/ml de proteína solúvel, com atividade 
especifica 1208,96 (U/mg). Assim o fator de purificação (F.P.) foi 6,55. No sistema de 
ultrafiltração o volume inicial foi 1 litro com recuperação final de 200 mL. 

 
Os ensaios caracterização da lipase em relação à temperatura e pH são apresentados na figura 2, a 
lipase do processo de ultrafiltração apresentou tolerância a uma ampla faixa de temperatura (20 a 
50ºC) e pH (4 a 8,5) a 150 min de exposição, como atividade relativa superior a 50%. 
 

http://migre.me/olslK


Uma vantagem importante da condução de processos biotecnológicos a elevadas temperaturas é a 
redução do risco de contaminação por bactérias mesófilas (Palma-Fernandes et al., 2002). Além disso, 
temperaturas elevadas permitem ainda altas taxas de reação devido à diminuição da viscosidade e um 
aumento no coeficiente de difusão dos substratos e um alto rendimento do processo devido ao 
aumento na solubilidade dos substratos e produtos (Haki e Rakshit, 2003). 
 
Assim, a habilidade das lipases em permanecer estável em altas temperaturas é uma característica 
importante para aplicações biotecnológicas. 
 
No estudo realizado neste trabalho é observado (figura 2), a enzima (extrato bruto e ultratafiltrado) 
apresentou boa estabilidade a uma ampla faixa de pH, o que garante um posterior uso industrial. 
Atividades relativas superiores a 70%, foram encontradas entre os pHs 4 a 9, durante 240 minutos de 
incubação, tanto para o extrato fermentado bruto, quanto para todos os tratamentos de purificação 
parcial testados neste trabalho. A lipase presente no extrato bruto em pH 3, 10 e 11 foram observadas 
atividades relativas superiores a 60% em pelo menos 90 min de incubação, também para ambos 
tratamentos testados. Valores superiores a 90% de atividade relativa foram encontrados entre os pHs 
6 e 8 durante 180 min de incubação, para todos os tratamentos testados, pode-se concluir que essa é 
a faixa ótima de especificidade para a lipase produzida pela Y. lipolytica. 

 
Figura 2: Termoestabilidade: 1 (extrato bruto), 2 (ultrafiltração). Estabilidade ao pH: 3 (extrato 

bruto), 4 (ultrafiltração). 
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Ouve uma variação na termoestabilidade em que o extrato bruto enzimático manteve até 50% de 
atividade relativa a 45°C por 240 min, já o extrato ultrafiltrado manteve uma atividade uma 
atividade superior a 50% a 60°C por 240 min. Em relação ao pH o extrato ultra filtrado foi menos 
estável em pH 11 a 240 min, a atividade relativa foi quantificada a 30%, já o extrato bruto manteve 
a atividade relativa a 50%. 

 
5. CONCLUSÃO 
 
É notório classificar que a lipase produzida em reator multifásico pela Y. lipolytica como estável a 
temperatura e ao pH por um período considerável de exposição, em se tratar tanto do 
extrato bruto clarificado como para extrato ultrafiltrado por sistema tangencial e purificado. 
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RESUMO – O processo de produção de enzimas em escala industrial requer qualidade satisfatória 

e custos que permitam a sua comercialização e uso no ambiente industrial.  O objetivo principal 

do trabalho é a extração enzimática de carotenoides do óleo bruto de palma, com o uso da lipase 

microbiana. Após a produção da lipase de Yarrowia lipolytica, em reator multifásico, o extrato 

enzimático bruto foi submetido ao processo de concentração proteica com acetona a frio e caulim 

industrial. Com o processo fermentativo a atividade da lipase atingiu  43,3 U/mL. A quantificação 

de carotenoides do óleo de palma in natura foi de 144,7 mg/100g e com a otimização do processo 

de extração foi possível elevar para 174,32 mg/g. Em relação a eficiência do processo de hidrolise 

enzimática com a lipase produzida por Y. lipolytica, foi calculado um acréscimo 21% de 

carotenoides totais. 

 

 

 
1. INTRODUÇÃO 

A utilização de enzimas vem crescendo nos últimos anos em diferentes campos de aplicação, tais 

como a indústria química, farmacêutica, cosmética ou de alimentos. As pesquisas dos últimos  anos 

levaram a uma melhor compreensão do comportamento catalítico das enzimas e, juntamente  com a 

engenharia molecular, conduziram as novas aplicações de várias enzimas como, por exemplo, 

proteases, acilases, oxidase, amilases, glicosidases, celulases e lipases (Villeneuve, 2007). Porém, as 

lipases são enzimas com alto custo sendo este um aspecto crítico na implementação de processos 

enzimáticos de síntese orgânica (Volpato et al., 2011). 
 

Devido à semelhança entre as propriedades físicas (solubilidade, polaridade, massa molar) de 

carotenóides e triglicerídeos, além da baixa seletividade da maioria dos métodos de separação física 

empregados  atualmente  para  a  extração  dos  carotenóides,  bem  como  as  alterações      estruturais 
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irreversíveis induzidas pelos métodos químicos, a busca por métodos mais brandos e específicos para 

a extração dos carotenóides contidos em óleos vegetais constitui um grande desafio (Güçlü-Üstündag 

e Temelli, 2004; Ribeiro, 2008). 
 

Rouseff e Nagy (1994) destacam que os métodos empregados para a extração de carotenóides 

baseiam-se na absorvância e refletância, podendo ser de caráter destrutivo ou não. Entre os métodos 

destrutivos, os que utilizam solventes orgânicos como a acetona e o éter, são os mais comuns para 

diferentes tipos de alimentos. Porém são métodos agressivos que podem diminuir a eficiência do 

processo extrativo. Dentro deste contexto, este trabalho aborda a aplicação enzimática para extração de 

carotenóides do óleo e palma, através da lipase produzida pela levedura Yarrowia lipolytica (IMUFRJ 

50682), para extração de carotenoides do óleo de palma bruto (Elaeis guineensis). 
 

2. MATERIAIS E MÉTODOS 

2.1. Micro-organismo 

A levedura empregada no presente trabalho foi uma cepa selvagem de Yarrowia lipolytica 

583 (IMUFRJ 50682) selecionada de um estuário da Baía de Guanabara no Rio de Janeiro, Brasil 

(HAGLER e MENDONÇA-HAGLER, 1981) e identificada pelo Instituto de Microbiologia do 

Centro de Ciências da Saúde da Universidade Federal do Rio de Janeiro (Amaral, 2007). 
 

2.2. Preservação e Cultivo 

As células foram conservadas a 4ºC após 24 horas de crescimento em tubos de ensaio com 

meio YPD (“Yeast Extract, Peptone, Dextrose”) contendo (em p/v): extrato de lêvedo 1%, peptona 

2%, glicose 2% e Agar-agar 2% (Amaral, 2007). 
 

A partir dos tubos contendo as células preservadas em meio sólido YPD (descrito no item 

2.1) inoculava-se, de forma estéril com uma alça de platina, 200 mL de meio de cultivo YPD em 

erlenmeyers de 500 mL. Após cerca de 70 horas em um em incubadora shaker orbital a 29ºC, 160 

rpm, a absorbância (570 nm) de uma amostra deste cultivo foi determinada e, em seguida as células 

foram centrifugadas de forma estéril a 3.000 g por 10 minutos e ressuspensas em 10 mL de meio 

de cultivo servindo de inoculo dos experimentos que foram descritos nos itens posteriores. O 

volume centrifugado desse pré-inóculo era suficiente para se obter uma concentração inicial de 

células de, aproximadamente, 1,0 ± 0,1 mg de peso seco células/mL   (mg 

p.s. cél/mL) nos meios de cultivo (Amaral, 2007). 
 

2.4. Produção de lipase em biorreator de bancada 

A produção de lipase ocorreu em reator Microferm de New Brunswick MF-114, com 

volume efetivo para de 3 litros, em condições anteriormente otimizadas por Amaral (2007). A 

fermentação foi conduzida com, agitadores tipo Rushton, aeração a 1,5 L.min
-1

, com agitação 

mecânica, velocidade de agitação 650 rpm e temperatura mantida a 28ºC). O processo de produção 

enzimática  foi avaliado por Santos et al., 2015. 
 

2.5. Obtenção do extrato enzimático 

Após o período ótimo de produção de lipase (24 h), o meio foi coletado e centrifugado a 

temperatura  ambiente  durante  10  min  a  2016  g.  O  sobrenadante  foi  utilizado  como extrato 



 

 

enzimático, uma vez que a Yarrowia lipolytica produz lipase extracelular (Kordel et al., 1991). Ao 

extrato enzimático foram adicionados 4% (m/v) de caulim com homogeneização de 3 minutos em 

agitador tipo vortex (SOLAB – A52). Após 15min de repouso, em temperatura ambiente, foi 

filtrado em papel filtro Whatmam nº3, a vácuo, e as proteínas do filtrado foram,  concentradas com 

3 volumes de acetona a frio, centrifugadas a 4000 g e o precipitado resuspendido em 10% do 

volume inicial de filtrado (Goulart et al., 2009). 
 

2.6. Determinação da atividade lipolítica 

A atividade da lipase foi estimada mediante a variação de absorvância a 410 nm em 

espectrofotômetro (SHIMADZU – UV-1800) devido à oxidação do p-nitrofenil laurato (pNFL) 

com uma concentração de 0,162 mg/mL em tampão fosfato de potássio (0,05 M), pH 7,0 

(PEREIRA-MEIRELLES, 1997). O substrato (p-NFL) é preparado solubilizando 0,018 g deste em 

1 mL de dimetilsulfóxido (DMSO). Em seguida, uma alíquota é diluída 100 vezes em tampão 

fosfato de potássio (0,05 M). Um tubo de ensaio contendo 1,8 mL do substrato previamente 

preparado é aclimatado a 37ºC por, aproximadamente, 15 minutos. Após esse tempo, é adicionado 

0,2 mL do sobrenadante do meio de cultura e a absorbância acompanhada em espectrofotômetro a 

410 nm contra o branco de reação (0,2 mL do tampão fosfato de potássio adicionados a 1,8 mL do 

substrato). O cálculo da atividade é realizado utilizando a Eq. 1: 

 

(1) 

 
 

Onde: 

A = atividade da enzima (U/L), onde 1 Unidade enzimática (1U) corresponde a quantidade de 

enzima capaz de produzir 1µmol de p-nitrofenol por minuto nas condições de ensaio; 

∆Abs = variação de absorvância no intervalo de tempo ∆t (em minutos) transcorrido durante a 

fase de aumento linear da absorvância; 

D = diluição da solução enzimática; 

Vr = volume reacional, que é o volume da solução de p-NPL em tampão e o volume da amostra, 

em litros; 

Vs = volume da solução enzimática utilizada no ensaio, em litros; 

f = fator de conversão (245 µmol/L), obtido através da construção de uma curva padrão de p-NFL 

em concentração variando entre 0,01 e 0,2 µmol/mL. 

 

2.7. Carotenoides Totais 

A determinação dos carotenóides foi realizada segundo AOAC (2000). Foi preparado um 

extrato com 10g da amostra, 30mL de álcool isopropílico e 10mL de hexano. A mistura foi 

homogeneizada e em seguida, foram adcionados 85mL de água, transferindo-se a mistura para o 

balão de separação. Após 30 minutos de repouso, filtrou e efetou mais duas lavagens com 85mL 

de água destilada. Posteriormente, filtra-se a mistura, e recolhe-se o filtrado em balão  volumétrico 

de 50mL contendo 5mL de acetona, aferindo-se o volume com hexano. 
 

Procedeu-se a leitura, em triplicata, deste extrato em espectrofotômetro (SHIMADZU - 

1800), a 450 nm, tendo como branco uma solução preparada em balão volumétrico de 50 mL, 



 

 

2 

com 5 mL de acetona, aferido com hexano. Após a leitura, o cálculo do teor de carotenóides foi 

determinado a partir da equação 3. 

                                                                                                                (3) 

Onde: 

L- largura da cubeta; 

W- quociente original entre a amostra inicial e o volume final da diluição. 
 

2.8. Ensaios de Hidrolise 

Para os experimentos relativos a hidrólise de óleo de palma, foi utilizado extrato rico em 

lipase de Y. lipolytica, segundo método descrito por Ribeiro et al., 2010. A reação ocorreu em tubos 

tipo Falcon, sendo o volume reacional de 30 mL, numa proporção de 1:1, 2:1 e 3:1 de óleo/água 

em emulsão (25 mL), e 5 mL de extrato enzimático, com variação de tempo (60, 120  e 

180) e temperatura (25, 35 e 45 C°) em shakar 200 rpm. Os tempos reacionais adotados foram  

60, 120 e 180 min. A reação foi acompanhada pelo teor de ácidos graxos livres e carotenóides. 
 

2.9. Análise Estatística 

Foi utilizado um planejamento experimental para se obter as melhores condições reacionais 

de forma a maximiza a obtenção de ácidos graxo livres. O planejamento fatorial 2
3-1 

fracionado 
utilizado constituiu, em dois níveis (-1 e +1), envolvendo as variáveis independentes: tempo, 
relação água/óleo e temperatura, contou ainda com 4 repetições no pontos centrais (nível zero) para 
o  cálculo  de  resíduos  e erro  padrão,  a partir do  verificação  dos  resultados    foram 

aplicados na metodologia de Superfície de Resposta (SR). 

 

A análise de variância (ANOVA) para os modelos foi realizada e a importância do modelo 

foi examinada pelo teste estatístico de Fisher (teste F) através do teste de diferenças significativas 

entre as fontes de variação nos resultados experimentais, ou seja, a significância da regressão 

(SOR), a falta de ajuste, e o coeficiente de determinação múltipla (R
2
). Em primeiro lugar, os 

resultados obtidos a partir de experiências foram submetidos a análise de variância ANOVA, e os 

efeitos foram considerados significativos quando p <0,01. Com um modelo polinomial de segunda 

ordem (Eq. (1)), dados experimentais e de regressão coeficiente foram ajustadas e coeficientes de 

regressão foram obtido por regressão linear múltipla, onde b0, bi, bii, bij, e bijk  representar todo o 

processo constante efeito, os efeitos linear e quadrática de Xi, e o 

efeito de interação entre Xi e Xj, Xi, Xj e Xk sobre a atividade enzimática, respectivamente 

(SANTOS et. al, 2011). 

 

 𝐸q= 𝛽𝑜 + ∑𝛽𝑖𝑋𝑖 + ∑𝛽𝑖𝑖𝑋𝑖
2 + ∑𝛽𝑖𝑗𝑋𝑖𝑋𝑗 + ∑𝛽𝑖𝑗𝑋𝑖𝑋𝑗𝑋𝑘    (4) 

 

O software estatístico utilizado foi o Statistica® versão7.0, para elaboração dos gráficos 

foi utilizado o software Sigma Plot® versão 11.0. 
 

 

3 - RESULTADOS E DISCUSSÃO 
Com o processo fermentativo a atividade da lipase (extrato livre de células) atingiu 43.298 U/L. 

A quantidade inicial de ácidos graxos livres foi 57,23%, os carotenoides totais foram estimados em 144,7 



 

 

mg/100g. Os resultados experimentais da hidrolise enzimática (Tabela 1), em relação aos ácidos graxos 

livres e carotenoides foram submetidos a ANOVA (Tabela 2) e análise de regressão. O resultado da 

ANOVA pode ser visualizado em um gráfico de Pareto (Figura 1), em que o valor absoluto da amplitude 

do efeito estimado (o efeito de estimativa dividido pelo erro normal) de cada um dos fatores é traçada em 

ordem decrescente e comparada com magnitude de um fator estatisticamente significativo, com 99% de 

confiança (p = 0,01), representada pela linha vertical tracejada.  
 

A partir do gráfico de Pareto (Figura 1.a) é possível observar que a relação óleo:agua, tempo de 

extração foram as variáveis mais significativas para a liberação de ácidos graxos. Por outro lado, o 

diagrama de Pareto (Figura 1.b) mostra que a temperatura possui um maior efeito significativo para a 

extração de carotenoides, efeito este dado ao fator de degradação térmica. O comportamento dos sistemas 

estudados pode ser descritos por um modelo polinomial de segunda ordem, onde o termo de interação 

entre as variáveis independentes foi não significativo (p > 0,01). Os modelos reduzidos podem ser 

descritos por equações (1 e 2), em termos de valores não codificados, gráficos de normalização e as 

superfícies de respostas e são apresentadas nas Figura 3 e 4 respctivamente.  

 

 Tabela 1 – Valores codificados e valores reais para cada fator em estudo 

Ensaio 
Tempo 

(min) 

Água:Óleo 

(mL) 

Temperatura 

(°C) 

Carotenoide 

(mg⁄100g) 

1 60 (-1) 1:1 (-1) 25 (-1) 139,72 
2 60 (-1) 1:1 (-1) 45 (+1) 135,91 

3 180 (1) 1:1 (-1) 25 (-1) 149,06 

4 180 (1) 1:1 (-1) 45 (+1) 144,81 

5 60 (-1) 3:1(+1) 25 (-1) 150,84 

6 60 (-1) 3:1 (+1) 45 (+1) 140,65 

7 180 (1) 3:1 (+1) 25 (-1) 145,86 

8 180 (1) 3:1 (+1) 45 (+1) 156,87 

9 120 (0) 1:1 (-1) 35 (0) 152,36 

10 120 (0) 3:1 (+1) 35 (0) 162,19 

11 60 (-1) 2:1 (0) 35 (0) 160,02 

12 180 (+1) 2:1 (0) 35 (0) 158,92 

13 120 (0) 2:1 (0) 25 (-1) 155,61 

14 121 (0) 2:1 (0) 45 (+1) 145,62 

15 122 (0) 2:1 (0) 35 (0) 176,96 

16 123 (0) 2:1 (0) 35 (0) 177,34 

17 124 (0) 2:1 (0) 35 (0) 175,29 

18 125 (0) 2:1 (0) 35 (0) 176,17 



 

 

 

Tabela 2 – Ajuste de dados obtidos a partir da ANOVA para os modelos de superfície de respostas 

quadráticas. 

 GL SQ MS F p 

Carotenoides Totais 
Modelo 7 1035,312 147,90171 86,813 0,001 
Erro 10 1528,739 152,8739   

Falta de ajuste 14 501,517 35,822643   

Erro puro 3 2,476 0,8253   

Total 17 3068,044    

R² 0,836     

Ajuste do R² 0,721     

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 1: a) Gráfico de Pareto contendo as variáveis significativas para a hidrolise do óleo de palma; b) 

Gráfico dos Resíduos Studentizados x valores ajustados para a hidrolise do óleo de palma. 
 

Figura 2: Superfície de resposta da hidrólise enzimática em carotenoides totais, do óleo de palma 

em função do tempo de extração e temperatura. 



 

 

 

Pela visualização dos gráficos da Figura 2, percebe-se que os pontos centrais estavam localizados, de 

forma aproximada, ao longo de uma reta. Assim, para confirmar esta indicação, para n =18 observações, 

encontrou-se a probabilidade exata do teste p > 0,01, não se obtendo, dessa forma, indicações de violação de 

normalidade. Os valores ótimos encontrados para a maior disponibilidade de carotenoides totais a otimização foi 

de foram 131,26 minutos de hidrolise, temperatura de 29,12°C e aproximadamente 2:1 para a relação água:óleo, 

quantificando 174,32 mg/g. Em relação a eficiência do processo de hidrolise enzimática com a lipase produzida 

pela Yarrowia lipolytica, foi calculado um aumento na disponibilização de 21% de carotenoides totais, o que 

denota a eficiência da hidrolise enzimática. 
 

You et al. (2002) utilizaram também óleo de palma e lipase de Candida rugosa, com 1% p/v  de 

extrato enzimático, com relação água:óleo ,de 1:1, e aumentando a temperatura para 50°C e o tempo 

reacional para 24 h. Os autores obtiveram um rendimento de 94% em ácidos graxos e uma redução no 

teor de carotenóides quantificados a 15%. Ribeiro (2008), utilizando óleo de buriti bruto e a lipase de 

Y. lipolytica em condições diferentes deste trabalho, obteve apenas 34,57% de ácidos graxos livres e  

1861 ppm de carotenoides totais. 

4. CONCLUSÕES 

Com a extração enzimática do óleo de palma, com o uso da lipase produzida pela Y. lipolytica 

foi possível obter resultados satisfatórios, em um período de tempo extrativo relativamente curto, e 

temperatura branda, o aumento da quantidade estimada de carotenóides totais, o que representa uma 

tecnologia capaz de propor caminhos alternativos, diminuindo passivos ambientais, bem como a 

valorização econômica dos produtos gerados. 
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RESUMO – O descarte inadequado dos óleos de fritura residuais na rede de esgoto leva a um 

aumento dos gastos com a manutenção destas redes e à obstrução do sistema. Portanto, é 

importante buscar um destino adequado à esses resíduos. O cultivo de Yarrowia lipolytica em óleos 

residuais é possível, mas até agora a produção diferencial das lipases não foi estudada. Y. 

lipolytica tem atraído um grande interesse na área de biotecnologia, por ser ter a capacidade de 

secretar diferentes metabolitos em grandes quantidades. Neste contexto, este trabalho visou 

contribuir para a obtenção de diferentes isoformas de lipases de Y. lipolytica em diferentes óleos 

residuais. A produção das frações intracelulares (lipases ligadas ao debri celular e lipases 

liberadas após o tratamento das células com ultrassom) foi máxima no período entre 6 e 10 h de 

cultivo. Em óleo de fritura de uma rede de fast food, a produção da fração ligada ao debri celular 

foi 6 vezes maior do que em óleo de oliva extravirgem. 

 

1. INTRODUÇÃO  

As enzimas são catalisadores biológicos para muitas reações e, portanto, possuem muitas 

aplicações industriais de relevância nacional e internacional. Enzimas estão presentes em todas as 

reações essenciais a vida, de forma que sem elas reações biológicas teriam uma grande energia de 

ativação e portanto seriam muito lentas, o que tornaria a vida impossível (WANDERLEY et al., 2011). 

As lipases (EC 3.1.1.3) são exemplos de enzimas, do grupo das esterases, que catalisam a reação de 

hidrólise de ésteres de ácidos graxos insolúveis em água e em condições microaquosas, também 

catalisam a síntese destes (NUNES et al., 2015).  

As lipases são enzimas com alta aplicabilidade industrial. São peculiares por serem estáveis em 

meios orgânicos e aquosos (SHARMAN & KANWAR, 2014), além de não necessitarem de cofatores, 

atuarem em ampla faixa de pH, possuírem elevada enantioseletividade e possuírem auto grau de 

especificidade (NUNES et al., 2015). Possuem também características tanto bioquímicas quanto 

estruturais que lhes conferem resistência e termotolerância (BERTOLDO et al., 2010). Por esses 

motivos, as lipases têm um enorme potencial biotecnológico e são utilizados na indústria farmacêutica, 

cosmética e em diversos processos industriais como na produção de alimentos, biocombustíveis e mesmo 

detergentes. 

Alguns micro-organismos produtores de lipase apresentam, além da fração extracelular, frações de 
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lipase que permanecem ligadas à célula (OTA et al., 1982). As lipases extracelulares já são 

extensivamente utilizadas industrialmente, mas, as frações intracelular e ligada à célula possuem 

pequena aplicação, devido às dificuldades de extração e purificação. Uma alternativa para a utilização 

destas frações seria usar as próprias células em bioprocessos industriais ou a imobilização passiva destas 

células em partículas de suporte para biomassa (ADAMCZAK & BEDNARSKI, 2004; IFTIKHAR et 

al., 2008). 

Yarrowia lipolytica é uma levedura “não-convencional” e seu estudo tem atraído grande interesse 

na área biotecnológica por possuir a capacidade de excretar diversos metabólitos em grande quantidade – 

ácidos orgânicos e proteínas extracelulares (BARTH & GAILLARDIN, 1997). Apresenta também a 

capacidade de produzir lipase e muitos trabalhos com esta levedura utilizam meio contendo óleo de oliva 

como indutor (PEREIRA-MEIRELLES et al., 2000). O óleo de fritura utilizado repetidas vezes em 

residências e estabelecimentos comerciais, geralmente, é descartado de forma inadequada no sistema de 

esgoto e se constitui em um resíduo que se acumula nas tubulações, podendo levar ao entupimento das 

redes. Políticas de descarte adequado e estudos para a reutilização do óleo de fritura residual estão 

ganhando destaque e incentivo dos governos (ZUCATTO et al., 2013). 

Pesquisas para a utilização de resíduos na produção de lipases já estão sendo realizadas. Bactérias 

e leveduras, cultivadas em óleo de fritura residual, são capazes de produzir lipases e bons resultados 

foram obtidos com bactérias do gênero Pseudomonas, cultivadas em resíduos do processo de fritura de 

azeite de oliva e óleo de girassol (HABA et al., 2000). Nesse contexto, esse trabalho tem como objetivo 

investigar a produção de diferentes frações de lipase por Y. lipolytica utilizando óleo de fritura residual. 

2. MATERIAIS E MÉTODOS 

2.1. Microorganismo 

A levedura empregada no presente trabalho foi uma cepa selvagem de Yarrowia lipolytica 

(IMUFRJ 50682) selecionada de um estuário da Baía de Guanabara no Rio de Janeiro, Brasil (HAGLER 

e MENDONÇA-HAGLER, 1981) e identificada pelo Instituto de Microbiologia do Centro de Ciências 

da Saúde da Universidade Federal do Rio de Janeiro (AMARAL, 2007). As células foram conservadas a 

4°C após 24 horas de crescimento em tubos de ensaio com meio YPD (“Yeast Extract, Peptone, 

Dextrose”) contendo (em p/v): extrato de lêvedo 1%, peptona 2%, glicose 2% e Agar-agar 2% 

(AMARAL, 2007). 

2.2. Cultivos 

A partir dos tubos contendo as células preservadas em meio sólido YPD (descrito no item 2.1) 

inoculou-se, de forma estéril com uma alça de platina, 200 mL de meio de cultivo YPD em erlenmeyers 

de 500 mL. Após cerca de 70 horas em um incubador rotatório a 29°C, 160 rpm, a absorvância (570 nm) 

de uma amostra deste cultivo foi determinada e, em seguida as células foram centrifugadas de forma 

estéril a 3.000 g por 10 minutos e ressuspensas em 1 mL de meio de cultivo servindo de inoculo dos 

experimentos descritos nos itens posteriores. 



 
 

 
 

Emulsão de óleo de oliva ou óleo de fritura residual: Para adicionar estes componentes oleosos ao 

meio de cultura para o cultivo foi preparada uma emulsão a 20% (5mL de óleo de oliva ou óleo de fritura 

residual; 20 mL de água destilada estéril e 125µL de antifloam. Esta emulsão foi submetida a vórtex por 

10 segundos e sonicada por 60 segundos a 80% de potência acústica, em sonicador com potência 

nominal máxima de 130 W. Em seguida foram adicionados 10 mL da emulsão ao meio de cultura. 

(NUNES et al., 2015). 

Meio óleo de oliva: constituído por peptona 6,4 g/L; extrato de lêvedo 10g/L e acrescido de 

emulsão preparada previamente contendo 20% de óleo de oliva como indutor (NUNES et al., 2015). 

Meio óleo de fritura residual: constituído por peptona 6,4 g/L; extrato de lêvedo 10g/L e acrescido 

de emulsão preparada previamente contendo 20% de óleo de fritura residual, obtido de uma rede de fast 

food, como indutor (NUNES et al., 2015). As células foram incubadas em agitador rotatório a 250 rpm, 

28°C e sua cinética de produção de lipase foi acompanhada durante 85 h. As células foram lavadas e 

ressuspensas em 20 mL de tampão MOPS e submetidas aos métodos de separação das frações 

intracelulares.  

2.3.Extração Das Frações Enzimáticas Por Ultrassom 

Coleta-se 20 mL do cultivo em tubo falcon. Em seguida, centrifuga-se a amostra a 4°C, 4630 g por 

5 minutos. O sobrenadante (que corresponde à fração de lipase extracelular) é separado e congelado. A 

seguir as células (sedimento obtido) são lavadas com água destilada e depois com tampão MOPS pH 7,0 

e centrifugadas nas mesmas condições (NUNES et al., 2015). Ao final da lavagem, as células são 

ressuspensas em 20 mL de tampão MOPS e levadas ao sonicador e, em banho de gelo, inicia-se o 

processo de sonicação das células o qual ocorre em 2 etapas de 9 minutos na potência de 30% (NUNES 

et al., 2015). Ao final das etapas de sonicação, efetua-se centrifugação a 4°C, 4630 g por 5 minutos. 

Assim, obtemos a lipase intracelular no sobrenadante e a lipase ligada ao debri celular no sedimentado 

que foi ressuspendida em 20 mL de tampão MOPS.As frações são todas congeladas até a determinação 

da atividade enzimática (NUNES et al., 2015). 

2.4. Atividade Enzimática Pelo Método Espectrofotométrico 

A atividade hidrolítica foi determinada mediante a variação de absorbância a 410nm em 

espectrofotômetro (Shimadzu modelo UV-1800) devido à oxidação do p-nitrofenil laurato (p-NFL). O 

substrato (p-NFL) foi preparado solubilizando 0,018g deste em 1 mL de isopropanol e, em seguida, 

diluído em 100 mL de tampão fosfato de potássio (50mM) pH 7,0. Para determinar as atividades das 3 

frações de lipase foi preparado tubos de ensaios contendo 1,97mL do substrato previamente aclimatados 

a 37ºC por, aproximadamente, 15 minutos. Após esse tempo, adiciona-se 0,03 mL da fração enzimática a 

ser analisada e a absorbância foi acompanhada em espectrofotômetro de 410 nm contra o branco da 

reação (1,97 mL do substrato e 0,03 mL do tampão), por 100 segundos (AMARAL et al.,2006). O 

Cálculo da atividade da fração extracelular foi realizada utilizando a equação 1: 

𝐴 =
∆abs∗D∗f∗VR

∆𝑡∗𝑉𝑎
                                                                                                                         (1)   



 
 

 
 

Onde, A = Atividade enzimática (U/mL); ∆abs = variação de absorbância no intervalo de tempo ∆t 

correspondentes a fase de aumento linear de absorbância; D = diluição da solução enzimática; VR = 

Volume (L) do meio reacional total; Va = Volume (L) da fração enzimática utilizada; f = fator de 

conversão dos valores de absorbância para a concentração de p-nitrofenol. 

O Cálculo da atividade para as frações intracelular e debri celular foi realizado utilizando a 

equação 2: 

𝐴 =
∆𝑎𝑏𝑠∗𝐷∗𝑓∗𝑉𝑅

∆𝑡∗𝑚𝑎
                                                                                                                        (2) 

Onde, A = Atividade enzimática (U/g); ∆abs = variação de absorbância no intervalo de tempo ∆t 

correspondentes a fase de aumento linear de absorbância; D = diluição da solução enzimática; VR = 

Volume (L) do meio reacional total; ma = massa (g) da fração enzimática utilizada; f = fator de 

conversão dos valores de absorbância para a concentração de p-nitrofenol. 

3. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

O cultivo de Y. lipolytica foi realizado tanto em óleo de fritura residual, obtido de uma rede de fast 

food como em óleo de oliva, que é frequentemente utilizado como fonte de carbono para a produção de 

lipase (Pereira-Meirelles et al., 2000), com o objetivo de comparação. Observa-se na Figura 1 que as 

curvas de crescimento celular foram muito semelhantes nas duas fontes de carbono utilizadas, 

evidenciando que essa levedura foi capaz de crescer em óleo de fritura residual, sem nenhum efeito 

inibitório. Assim, no final do cultivo (100 h) o rendimento em células foi igual.  

 

Figura 1 - Curva de crescimento celular para o cultivo de Yarrowia lipolytica em () óleo de fritura 

residual (OFR) e em (■) óleo de oliva 

A Figura 2 apresenta os perfis de produção de lipase durante o cultivo de Y. lipolytica em óleo de 
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fritura residual. É possível observar que as diferentes isoformas de lipases (Extracelular, intracelular e 

ligada à superfície celular) apresentaram perfis distintos de atividade no decorrer do processo. 

Para o cultivo com óleo de fritura residual a lipase extracelular apresentou maior atividade em 15 h 

(280 U/mL) enquanto que as lipases intracelular e ligada ao debri celular apresentaram valores máximos 

em 9 h, exibindo valores médios de 344 U/g e 522 U/g, respectivamente. Nota-se que a lipase ligada ao 

debri celular apresentou o maior valor de atividade em comparação com as demais isoformas da lipase. 

 

Figura 2 – Cinética de produção de lipases durante o cultivo de Yarrowia lipolytica em óleo de fritura 

residual. () lipase extracelular (eixo esquerda); (■) lipase intracelular e (▲) lipase ligada à célula. 

De forma a se comparar a produção de lipase em óleo de fritura residual, utilizou-se óleo de oliva 

para o cultivo de Y. lipolytica por esse ser o óleo que confere maior produção de lipase para essa espécie. 

A Figura 3 mostra que o óleo de oliva conferiu valores expressivos de atividade média para lipase 

extracelular, sendo seu máximo em 42 h (1720 U/mL). A lipase intracelular apresentou maior atividade 

nas primeiras 24 h (467 U/g), sendo próximo ao valor obtido com óleo de fritura residual. A lipase ligada 

à superfície celular não apresentou valores expressivos de atividade quando comparada as demais 

frações, inclusive quando comparada a atividade da lipase ligada à superfície celular no meio contendo 

óleo de fritura residual.  

As lipases extracelulares são as mais comumente estudadas e aplicadas, mas apresentam sua 

produção as etapas de separação e purificação que encarecem a sua utilização (BAN et al., 2002). Dessa 

forma, as lipases que constituem a fração intracelular (lipase intracelular e ligada à superfície da 

membrana) vêm despertando o interesse pelo seu potencial de uso em biotecnologia, e, portanto, já 

existem pesquisas para a produção de lipases intracelulares com alta atividade lipolítica e sua aplicação 

com reações de esterificação e transesterificação (SILVA et al., 2009). Assim, a maior atividade das 
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frações intracelulares exibidas pela fermentação com óleo de fritura residual é uma característica 

importante. 

 

Figura 3 – Cinética de produção de lipases durante o cultivo de Yarrowia lipolytica em óleo de oliva 

residual. () lipase extracelular; (■) lipase intracelular e (▲) lipase ligada à célula. 

4. CONCLUSÕES 

É notório classificar o óleo de fritura residual como um bom indutor de lipases constituintes das 

frações intracelulares de Yarrowia lipolytica, o que lhe confere um uso promissor para produção de 

biocatalisadores aplicados a reações de esterificação e transesterificação. 
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O uso de enzimas em diferentes segmentos industriais é crescente. A obtenção de 

enzimas compreende o processo fermentativo, as etapas de separação e concentração 

de produto, seguidos ou não da sua purificação e secagem. Com vistas ao uso do 

setor biotecnológico, a lipase foi produzida a partir da Yarrowia lipolytica, o extrato 

bruto obteve a atividade enzimática de 75 U/mL. Com esse extrato foram utilizadas 

duas formas de purificação parcial, por sistema aquoso bifásico (SAB) com o uso de 

polietilenoglicol (1500 Da) e fosfato de sódio (20%m/m) com variação de pH (6 e 8) 

em 4ºC e 25ºC, e o sistema de ultrafiltração tangencial (UF), em membranas de 10 

kD. Os resultados demonstram que a purificação realizada pelo SAB, o fator de 

purificação (FP) quantificado foi de 34,74, já para a ultrafiltração o FP foi 6,55. 

Todos os tratamentos apresentaram tolerância a uma ampla faixa de temperatura (20 

a 50ºC) e pH (4 a 8,5) a 150 min de exposição, como atividade relativa superior a 

50%.   

 

1. INTRODUÇÃO  

As lipases (glicerol éster hidrolases, E.C.3.1.1.3) são enzimas hidrolíticas em seu ambiente 

natural. Estas possuem a função de catalisar a hidrólise de triacilgliceróis aos correspondentes ácidos 

graxos e glicerol (ZAREVUCKA et al., 1995). Elas representam um grupo de biocatalisadores 

acessíveis e de baixo preço, que em geral, são flexíveis quanto à sua especificidade. São as enzimas 

mais empregadas tanto em nível industrial (indústria alimentícia, de cosméticos e perfumes, 

biomédica, pesticidas, detergentes, entre outras) como acadêmico (BREUER et al., 2004). As lípases 

são capazes de catalisar não apenas reações de hidrólise, mas também de síntese em meio aquo-

restritos, como reação de esterificação, interesterificação, transesterificação, alcoólise e aminólise. 

Além disso, as lipases usualmente atuam sobre substratos não naturais (JAEGER e EGGERT, 2002).  

A maioria dos custos de produção para um produto biológico simples reside na estratégia de 

purificação. Existe uma grande necessidade de se estabelecer técnicas de biosseparação eficientes, 

efetivas e econômicas em larga escala, que permitam atingir elevado grau pureza e rendimento de 

recuperação, mantendo a atividade biológica da molécula. A utilização dos SABs, compatível com os 
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processos de biosseparações, permite isolar moléculas com atividade biológica de misturas 

complexas, e oferece vantagens como curto tempo de processamento, baixo custo e facilidade de 

aplicação tanto em escala piloto como em escala industrial (COIMBRA e TEIXEIRA, 2009).  

A maioria das lipases microbianas são extracelulares e o processo de cultivo é usualmente 

seguido pela remoção das células do meio de cultivo. O meio livre de células pode ser concentrado 

por ultrafiltração, ou com o uso dos Sistemas Aquosos Bifásicos (SABs), compatível com os 

processos de biosseparações, permite isolar moléculas com atividade biológica de misturas 

complexas, e oferece vantagens como curto tempo de processamento, baixo custo e facilidade de 

aplicação tanto em escala piloto como em escala industrial (COIMBRA e TEIXEIRA, 2009). 

O objetivo deste trabalho foi a purificação da lipase produzida com a levedura Yarrowia 

lipolytica  através da ultrafiltração tangencial e com o uso do sistema aquoso bifásico.  

 

2. MATERIAIS E METODOS  

2.1. Microrganismo  
A levedura empregada no presente trabalho foi uma cepa selvagem de Yarrowia lipolytica 

583 (IMUFRJ 50682) selecionada de um estuário da Baía de Guanabara no Rio de Janeiro, Brasil 

(HAGLER e MENDONÇA-HAGLER, 1981) e identificada pelo Instituto de Microbiologia do 

Centro de Ciências da Saúde da Universidade Federal do Rio de Janeiro (AMARAL, 2007).   
As células foram conservadas a 4ºC após 24 horas de crescimento em tubos de ensaio com 

meio YPD (“Yeast Extract, Peptone, Dextrose”) contendo (em p/v): extrato de lêvedo 1%, 

peptona 2%, glicose 2% e Agar-agar 2% (AMARAL, 2007).  

 

2.2. Cultivos  
A partir dos tubos contendo as células preservadas em meio sólido YPD (descrito no item 

2.1) inoculava-se, de forma estéril com uma alça de platina, 200 mL de meio de cultivo YPD em 

erlenmeyers de 500 mL. Após cerca de 70 horas em um incubador rotatório a 29ºC, 160 rpm, a 

absorbância. (570 nm) de uma amostra deste cultivo foi determinada e, em seguida as células 

foram centrifugadas de forma estéril a 3.000  g por 10 minutos e ressuspensas em 10 mL de meio 

de cultivo servindo de inoculo dos experimentos que foram descritos nos itens posteriores. O 

volume centrifugado desse pré-inóculo era suficiente para se obter uma concentração inicial de 

células de, aproximadamente, 1,0 ± 0,1 mg p.s. cel/mL nos meios de cultivo % (AMARAL, 

2007).  

 

 

2.3. Obtenção do extrato enzimático  
Após o período ótimo de fermentação, o meio foi coletado e centrifugado a temperatura 

ambiente durante 10 min a 2016g. O sobrenadante foi utilizado como extrato enzimático, uma 

vez que a Yarrowia lipolytica produz lípase extracelular (KORDEL et al., 1991).  
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 2.4. Determinação da atividade lipolítica  
A atividade lipolítica foi determinada segundo a metodologia descrita por Macedo e 

colaboradores (1997). Para isso foi utilizado uma emulsão contendo 5mL de azeite de oliva e 

goma arábica a 7%, 2mL de tampão fosfato de sódio pH 7 (10mM) e 1mL de extrato enzimático. 

A mistura foi incubada por 30 minutos e 150 rpm em agitador orbital. A reação foi interrompida 

pela adição de 15mL de solução acetona/etanol (1:1 em volume). Os ácidos graxos liberados 

durante a reação foram titulados com NaOH 0,05N usando fenolftaleína como indicador. Um 

branco contendo o mesmo meio reacional que os ensaios com a enzima inativa foi utilizado. O 

cálculo da atividade enzimática foi efetuado segundo a Equação 1.  

 

   

 
 

Onde: 

 

A é a atividade lipolítica, Va é o volume de NaOH gasto na titulação da amostra (mL);  

Vb é o volume do NaOH gasto na titulação do branco;  

D é a diluição da amostra; M é a concentração da solução de NaOH; 

v é o volume de extrato bruto (mL) e  

t é o tempo de reação (min).  

 

Uma unidade de atividade de lipase foi definida como a quantidade de enzima que libera 

1 μmol de ácido graxo por minuto.   

 

2.5. Determinação do teor de proteínas totais 
A concentração de proteínas no extrato enzimático foi determinada segundo a 

metodologia descrita por Bradford (1976), tendo como padrão a albumina de soro bovino. 

 

 

 

2.6.  Sistema aquoso bifásico (SAB) 
Foi utilizado o sistema proposto por Padillha et al. (2010). Foram preparadas soluções de 

PEG 1500 a 50% p/p e soluções tampão fosfato de pHs 6 e 8, durante 12 horas em incubadora 

BOD. Após esse processo a solução que apresou maior atividade especifica enzimática foi 

submetida a um sistema com membranas de dialise (850 SIGMA) para recuperação final do 

produto.  

 

As Equações 2 e 3 serão utilizadas para cálculo dos parâmetros Kprot, Kativ, onde FL é a 

fase leve (PEG) e FP a fase pesada (sal fosfato).  

     (Eq. 2) 
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   (Eq. 3) 

 

 

 

2.7.  Ultrafiltração tangencial  
O extrato bruto clarificado livre de partículas foi submetido a uma ultrafiltração 

tangencial, utilizando-se uma membrana de polipropileno em com diâmetro de corte de 10 kDa 

em temperatura ambiente, 150 psi de pressão e com 200 rpm.  

 

2.8.  Cálculo do fator de purificação   
Para o cálculo do fator de purificação (FP), utilizou-se da Equação 5.  

 

    (Eq. 4) 

 

E para a atividade específica usou-se da Equação 6.  

 

    (Eq. 5) 

 

Sendo:  

AE: atividade específica das fases leve e pesada.  

AE(Bruta): atividade específica da enzima bruta.  

 

3. RESULTADOS E DISCUSSÃO   

Com o processo fermentativo a atividade da lipase (extrato bruto livre de células) atingiu 58,3 

U/mL e a proteína solúvel 0,315 mg/mL, conforme demostrados na Tabela 1. 

Tabela 1 – Sistema Aquoso Bifásico com PEG 1500  

Sistema a 4ºC 

Fase  pH 
Atividade 

Enzimática (U/mL) 

Protéina  

soluvel (mg/mL) 

Atividade  

Especifica (U/mg) 

Fator de 

Purificação 

Superior¹    6 2,99 (± 0,03) 0,183 (± 0,09) 16,33 (± 0,02) 0,08 (± 0,05) 

Inferior²    6 53,83 (± 0,05) 0,0084 (± 0,01) 6408,33 (± 0,05) 34,74 (± 0,03) 

Superior¹    8 40,91 (± 0,01) 0,114 (± 0,02) 358,85 (± 0,02) 1,94 (± 0,02) 

 Inferior ²    8 10,02 (± 0,02) 0,11 (± 0,02) 92,77 0,50 (± 0,02) 

 

Sistema a 25ºC 

Fase  pH 
       Atividade 

 Enzimática (U/mL) 

Protéina  

soluvel (mg/mL) 

Atividade  

Especifica (U/mg) 

Fator de 

Purificação 
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Superior¹   6 1,36 (± 0,05) 0,15 (± 0,03) 8,94 (± 0,02) 0,05 (± 0,03) 

Inferior²   6 12,83 (± 0,1) 0,051 (± 0,06) 251,56 (± 0,02) 1,36 (± 0,05) 

Superior¹   8 10,02 (± 0,02) 0,11 (± 0,04) 92,77 (± 0,02) 0,50 (± 0,03) 

 Inferior²    8 1,05 (± 0,01) 0,25 (± 0,01) 4,21 (± 0,02) 0,023 (± 0,04) 
1 Fase constituida de aproximadamente 95% de PEG 1500 

2 Fase constituida de aproximadamente 95% de tampão estoque fosfato de potássio  

 

 

 Os resultados demostrados na Tabela 1, as maiores atividades da lipase foram obtidas a 4ºC, 

apresentado um maior índice de purificação com o sistema tamponado ao pH 6 na fase inferior, 

constituída basicamente por solução tampão fosfato, o que garante maior facilidade de recuperação da 

biomolécula após submissão no sistema aquoso.   

 Com a ultrafiltração a atividade final da enzima lipase do extrato concentrado foi de 128,15 

U/mL, com 0,106 mg/ml de proteína solúvel, com atividade especifica 1208,96. Assim o fator de 

purificação (F.P.) foi estimado em 6, 55. No sistema de ultrafiltração o volume inicial foi 1 litro com 

recuperação final de 200 mL.  

Outras técnicas empregadas na purificação de lipases são citadas por Saxena e colaboradores 

(2003), como, por exemplo: dois processos usados para obtê-las de C. viscosum por meio do uso de 

micelas reversas de AOT/iso-octano tendo uma recuperação da atividade em 91% e fator de 

purificação de 4,3; e outro com o emprego de cromatografia usando Amberlite CG e Shefadex com 

recuperação da atividade de 2,8% e fator de purificação de 23; ou ainda de B. Streamthermofilus por 

cromatografia com CM-Sefarose e DEAE-Sefarose, obtendo uma recuperação da atividade 

enzimática de 62,2% e fator de purificação de 11,6. Padilha e colaboradores (2009) purificaram a 

lipase de Pseudomonas cepacia usando cromatografica de troca iônica por adsorção em leito 

expandido. Para o grau de expansão 1,5 vezes a altura do leito fixo, os autores recuperaram a 

atividade enzimática em 102,45%, com fator de purificação próximo a 80. 

 Os ensaios de estabilidade a temperatura e pH são apresentados nas Figuras 1 e 2, em a lipase 

do processo de ultrafiltração foi mais estável que a lipase purificada com o SAB, mas mesmo com 

ambos tratamentos, a lipase apresentou tolerância a uma ampla faixa de temperatura (20 a 50ºC) e pH 

(4 a 8,5) a 150 min de exposição, como atividade relativa superior a 50%.  
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Figura 1. Estabilidade a temperatura (a) e pH (c) para a lipase com o tratamento com SAB, estabilidade a temperatura (b) e ao pH 

(d) para a lipase purificada com a ultrafiltração  
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4. CONCLUSÃO 

Com o uso dos sistemas de purificação é possível estabelecer que o uso do SAB é mais 

satisfatório, porém o sistema de ultrafiltração gera um menor custo no processo total, já que não é 

necessário o uso de reagentes e nenhum processo adicional para recuperação final da biomolécula. A 

enzima é estável a uma ampla faixa de temperatura e pH, mesmo após os tratamentos de purificação, 

o que demostra aplicabilidade industrial futura.  
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