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RESUMO 

FIGUEIREDO, Érika Veríssimo da Costa. Desenvolvimento de novos biocatalisadores 

imobilizados de lipases e sua aplicação na resolução cinética de mandelato de etila. Rio 

de Janeiro, 2013. Dissertação (Mestrado em Ciências Farmacêuticas). Faculdade de 

Farmácia, Universidade Federal do Rio de Janeiro, 2013. 

O ácido (R)-mandélico é um precursor para produção de diversos fármacos, como penicilina 

e cefalosporina, além de um agente de resolução em processos quirais. A resolução de 

intermediários racêmicos é fundamental para a preparação do isômero ativo/mais ativo de 

compostos desta classe. Neste contexto, o presente trabalho teve como principal objetivo 

obter derivados de lipases com enantiosseletividade aprimorada, mediante diferentes 

métodos de imobilização, para aplicação na resolução cinética de mandelato de etila. Foram 

utilizadas lipases comerciais de Candida rugosa e Rhizomucor miehei. Estas lipases foram 

imobilizadas por adsorção no suporte aminado DEAE-Sephacel, com 100% de rendimento e 

atividades recuperadas de 41% e 67% para os derivados das lipases de C. rugosa e de R. 

miehei, respectivamente. A lipase de C. rugosa adsorvida aos suportes de fenil- e octil-

agarose teve rendimentos de imobilização de 25% e 56% e atividades recuperadas de 22% e 

78%, respectivamente. A enzima de R. miehei adsorvida nestes suportes teve rendimentos de 

48% e 36% e atividades recuperadas de 22% e 54%, respectivamente. As lipases de C. 

rugosa e R. miehei foram imobilizadas covalentemente em suportes aminados ativados com 

monômeros e dímeros de glutaraldeído, com 100% de rendimento. A atividade recuperada 

dos derivados da lipase de C. rugosa foi de 48% e 33%, enquanto que os derivados da lipase 

de R. miehei apresentaram 40% e 39% de atividade recuperada, respectivamente. As lipases 

de C. rugosa e R. miehei foram imobilizadas em suporte Eupergit C, com rendimentos de 

83% e 71% e atividades recuperadas de 28% e 30%, respectivamente. Por terem apresentado 

maior estabilidade a estocagem a 4 ºC, as lipases de C. rugosa e R. miehei imobilizadas em 

octil-agarose e em suportes aminados ativados com monômeros de glutaraldeído foram 

testadas na resolução cinética de mandelato de etila. Dentre os quatro derivados 

selecionados para utilização em reações de hidrólise do mandelato de etila, o derivado da 

lipase de R. miehei em suporte aminado ativado com monômeros de glutaraldeído 

apresentou os melhores resultados de rendimento de imobilização (100%), atividade 

recuperada (67%), estabilidade à estocagem a 4 °C (35 dias), atividade de hidrólise de 

mandelato de etila (0,0007 µmol/min.mg suporte) e porcentagem de conversão de mandelato 

de etila em ácido mandélico (22,1%). Por CLAE em coluna quiral foi possível identificar os 

picos correspondentes a mandelato de etila (tempo de retenção 6,7 min), ácido (S)-



mandélico (tempo de retenção 9,3 min) e ácido (R)-mandélico (tempo de retenção 10,7 min). 

A lipase de R. miehei imobilizada em suporte aminado ativado com monômeros de 

glutaraldeído que foi mais eficiente na hidrólise do mandelato de etila, produzindo 1,4 mM 

de ácido (S)-mandélico, o que corresponde a 63% do total de ácido mandélico formado em 

30 h de reação (2,21 mM), apresentando assim enantiopreferência pelo (S)-mandelato de 

etila. 

 

Palavras-chave: Lipases, Imobilização de enzimas, Resolução cinética, Mandelato de etila, 

Ácido mandélico. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



ABSTRACT 

FIGUEIREDO, Érika Veríssimo da Costa. Desenvolvimento de novos biocatalisadores 

imobilizados de lipases e sua aplicação na resolução cinética de mandelato de etila. Rio 

de Janeiro, 2013. Dissertação (Mestrado em Ciências Farmacêuticas). Faculdade de 

Farmácia, Universidade Federal do Rio de Janeiro, 2013. 

(R)-mandelic acid is a precursor of a series of drugs, including penicillin and cephalosporin, 

besides being a chiral resolution agent. Resolution of racemic intermediates is an essential 

step to obtain the active/most active isomer of this class of compounds. The purpose of this 

work was to obtain lipase derivatives with enhanced enantioselectivity, through different 

immobilization procedures, aiming their application in the kinetic resolution of ethyl 

mandelate. Commercial lipases from Candida rugosa e Rhizomucor miehei were used. 

These enzymes were immobilized by adsorption on an amine support (DEAE-Sephacel) 

with 100% yield and 41% and 67% activity recoveries for derivatives from C. rugosa and R. 

miehei lipases, respectively. Adsorption of C. rugosa lipase phenyl- and octyl-agarose 

resulted in 25% and 56% immobilization yields and 22% and 78% activity recoveries, 

respectively, whereas derivatives from R. miehei lipase had 48% and 36% immobilization 

yields and 22% and 54%ctivity recoveries, respectively. Amine supports were treated with 

0.5% and 15% (v/v) glutaraldehyde to obtain supports which were modified with 

glutaraldehyde monomers and dimers, respectively. Covalent immobilization of C. rugosa 

and R. miehei lipases on those supports resulted in 100% yields. Activity recoveries for C. 

rugosa lipase derivatives corresponded to 48% (monomers) and 33% (dimers), while both R. 

miehei lipase derivatives had activity recoveries around 40%. Immobilization of C. rugosa 

and R. miehei on Eupergit C, resulted in 83% and 71% yields and 28% and 30% activity 

recoveries, respectively. Due to their higher stability during storage at 4 ºC, C. rugosa and R. 

miehei lipase derivatives, obtained by immobilization on octyl-agarose and glutaraldehyde 

monomer activated amine supports, were tested in ethyl mandelate hydrolysis reactions. 

Among the four selected derivatives, R. miehei lipase derivative obtained by immobilization 

on glutaraldehyde monomer activated amine support showed the highest immobilization 

yield (100%), activity recovery (67%), storage stability 4 ºC (35 days), ethyl mandelate 

hydrolysis activity (0,0007 µmol/min.mg support) and conversion of ethyl mandelate into 

mandelic acid (22.1%). Analysis by HPLC using a chiral column allowed identification of 

ethyl mandelate (retention time 6.7 min), (S)-mandelic acid (retention time (9.3 min) and 

(R)-mandelic acid (retention 10.7 min). The most efficient enzyme for hydrolysis of ethyl 

mandelate was the R. miehei lipase derivative obtained by immobilization on a 



glutaraldehyde monomer activated amine support. This derivative produced 1.4 mM of (S)-

mandelic acid, which corresponds to 63% of the total concentration of mandelic acid (2.21 

mM) formed in 30 h of reaction. This result clearly shows the enantiopreference of this 

lipase derivative for (S)-ethyl mandelate. 

 

Keywords: Lipases, Enzyme immobilization, Kinetic resolution, Ethyl mandelate, Mandelic 

acid. 
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1. INTRODUÇÃO 

 

1.1 Enzimas 

Enzimas são proteínas capazes de promover e acelerar reações químicas, estando 

presentes em todos os seres vivos e regulando grande número de processos metabólicos 

(SILVA, 2010). A velocidade da reação enzimática é influenciada pelas concentrações de 

substrato e enzima, pH, temperatura e presença de ativadores ou inibidores enzimáticos 

(COSTA NETO, 2002; CASTRO et al., 2004; SILVA, 2010). 

As enzimas são encontradas em células animais e vegetais, e podem ser produzidas 

mediante bioprocessos usando diferentes espécies de microrganismos (DALLA-

VECCHIA, NASCIMENTO & SOLDI, 2004). Do ponto de vista econômico e industrial, 

as enzimas de microrganismos são preferíveis porque além de apresentarem procedimentos 

mais simples de extração, isolamento e purificação,
 
a partir do meio fermentativo, são, 

geralmente, mais estáveis e possuem propriedades mais diversificadas do que as enzimas 

de outras fontes (BORGSTON & BROCKMAN, 1984; PARK, PASTORE & ALMEIDA, 

1988; CASTRO & ANDERSON, 1995; PASTORE, MACEDO & PARK, 1997). Além 

disso, os microrganismos geralmente apresentam maior facilidade de manipulação genética 

(HONG & CHANG, 1998). 

 

1.2 Catálise enzimática 

As enzimas são catalisadores altamente seletivos, capazes de promover reações em 

condições brandas, o que as torna potencialmente atraentes do ponto de vista industrial. 

Assim, é possível evitar condições drásticas que poderiam resultar em isomerização, 

racemização, epimerização e rearranjos dos produtos de interesse (PATEL, 2002). Entre as 

vantagens apresentadas pelos processos catalisados enzimaticamente está, portanto, a 

reduzida geração de resíduos, já que escolhendo a enzima adequada é possível controlar os 

produtos obtidos e minimizar a ocorrência de reações secundárias. Quando são utilizadas 

enzimas puras é possível obter produtos puros. 

O uso de biocatalisadores permite evitar longos períodos de reação em temperaturas 

muito altas, o que representa uma vantagem econômica (OSPRIAN, FECHTER & 

GRIENGL, 2003). As instalações em que são realizadas reações enzimáticas podem ser 

construídas e operadas com menores custos de capital e energia. Devido a sua 

especificidade, os processos enzimáticos possuem menores custos de tratamento de 
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efluentes. Além disso, como as enzimas são biodegradáveis e utilizadas em proporções 

correspondentes a 0,1 a 1% do substrato, a contribuição de uma enzima para a demanda 

bioquímica de oxigênio (DBO) dos efluentes é desprezível (ALCALDE et al., 2006). 

 

1.3 Catálise em meios não aquosos 

As lipases são biocatalisadores muito versáteis para aplicações em síntese orgânica. 

A utilização destas enzimas em meios não aquosos é uma relevante alternativa para a 

obtenção de diversos compostos de interesse comercial (KLIBANOV, 2001; KLIBANOV, 

2003; CLARK, 2004; GUPTA & KHARE, 2009). Além de hidrolisarem ligações ésteres 

de triacilgliceróis, estas enzimas podem catalisar a reação reversa em sistemas não 

aquosos, levando à formação de ésteres a partir de doadores de grupos acila e álcoois 

(CASTRO et al., 2004; GHANEM & ABOUL-ENEIN, 2005). Algumas vantagens da 

catálise enzimática em meios não aquosos são: o aumento da solubilidade e estabilidade de 

substratos e produtos, a maior facilidade/simplicidade de recuperação dos produtos e da 

enzima, e a maior esterilidade do meio reacional (CARREA & RIVA, 2000; GHANEM & 

ABOUL-ENEIN, 2005; GHANEM, 2007; SERDAKOWSKI & DORDICK, 2008). 

As enzimas, no entanto, são essencialmente insolúveis nos solventes orgânicos que 

não causam sua desnaturação (PERSSON, WEHTJE & ADLERCREUTZ, 2002; 

WURGES et al., 2005; PFROMM et al., 2007; CRUZ, PFROMM & REZAC, 2009). Entre 

as estratégias utilizadas para tentar suplantar esta limitação incluem-se: a incorporação de 

lioprotetores e crioprotetores às preparações enzimáticas (DABULIS & KLIBANOV, 

1993; TRIANTAFYLLOU et al., 1997), a encapsulação de enzimas em micelas reversas 

(CARVALHO & CABRAL, 2000; BIASUTTI et al, 2008), a liofilização de enzimas na 

presença de sais (ativação por sal) (RU et al., 2001; LINDSAY, CLARK & DORDICK, 

2004), e a imobilização de enzimas em suportes orgânicos e inorgânicos, micro ou 

nanométricos (YAN, LI & YE, 2002; CHEN et al, 2008; CRUZ, PFROMM & REZAC, 

2009; KUMAR et al, 2010). 

 

1.4 Uso de biocatalisadores para a obtenção de compostos enantiomericamente puros 

A atividade biológica e a estrutura química das moléculas apresentam uma estreita 

correlação, e a quiralidade das moléculas tem um importante papel em sua atividade 

biológica. Consequentemente, somente um dos enantiômeros contribui para a atividade 

biológica da maior parte das substâncias bioativas que contêm um ou mais centros quirais 
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(LIMA, 1997). Além disso, o outro enantiômero pode ser menos eficaz, totalmente 

ineficaz, ou pode produzir efeitos colaterais ou tóxicos, ao interagir com diferentes alvos 

ou inibir competitivamente a ação biológica do enantiômero de interesse (AVILA et al., 

2005). Em função disso, é de fundamental importância o desenvolvimento de métodos 

eficientes para a obtenção destes compostos em forma enantiomericamente pura e com 

atividade biológica aumentada. 

O desenvolvimento de métodos eficientes de obtenção enantiosseletiva de 

compostos quirais constitui um dos grandes desafios da síntese de fármacos. Em princípio, 

a estratégia mais eficiente baseia-se em transformações assimétricas. Neste contexto, a 

catálise enzimática representa uma excelente alternativa para a obtenção de produtos 

farmacêuticos enantiomericamente puros, tanto do ponto de vista econômico (GUIEYSSE 

et al., 2004), como em relação aos aspectos ambientais. 

A enantiosseletividade constitui uma importante propriedade das lipases, 

acarretando em inúmeras aplicações destas enzimas em síntese orgânica, como na 

preparação de álcoois e ésteres opticamente puros, o que desperta o interesse de diversas 

indústrias, sobretudo a indústria farmacêutica, já que vários fármacos são produzidos como 

mistura racêmica, devido às dificuldades técnicas e econômicas em separar os 

enantiômeros (CÓRDOVA & JANDA, 2001; MONTERDE et al., 2002; PÁMIES & 

BACKVALL, 2004; BAI et al., 2006; BARBOSA et al., 2010). Estas enzimas reconhecem 

moléculas quirais e atuam, preferencialmente, em um dos isômeros da mistura racêmica 

(MARZO, 1993; ROMERO, 1998; FABER, 2000).  

A busca por novos reagentes quirais é crescente no setor farmacêutico. No ano 

2000, 35% dos intermediários eram quirais e a expectativa era de que este número 

chegasse a 70% até 2010 (ROUCHI, 2002). Compostos com um centro quiral são 

geralmente produzidos na forma enantiomericamente pura. Frequentemente, no entanto, as 

moléculas a serem sintetizadas são complexas e possuem múltiplos centros quirais. Há 

vários anos, nos Estados Unidos, a agência reguladora Food and Drug Administration 

(FDA) requer prova de que o isômero não terapêutico não é teratogênico (FDA, 1992). A 

meta em processos comerciais é a obtenção de excessos enantioméricos de, no mínimo, 

98% (POLLARD & WOODLEY, 2006). Quando o enriquecimento necessário não é 

atingido em uma única etapa, podem ser utilizadas múltiplas etapas de enriquecimento. 

O número de biocatalisadores adequados para aplicação industrial, no entanto, 

ainda é muito limitado. Existe, portanto, um grande interesse em identificar ou obter 
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biocatalisadores que possuam elevada enantiosseletividade e novas atividades catalíticas 

(BOMMARUS & POLIZZI, 2006). Diferentes abordagens podem ser adotadas para obter 

novos biocatalisadores, biocatalisadores com estereosseletividade aumentada ou revertida, 

com especificidade para substrato ampliada e com maior estabilidade operacional 

(SCHOEMAKER, MINK & WUBBOLTS, 2007), entre as quais se incluem: rastrear 

amostras do meio ambiente, no intuito de encontrar determinado organismo que possa 

catabolizar um determinado composto; modificar o biocatalisador conhecido mediante 

engenharia de proteínas; alterar a formulação do biocatalisador (p.ex. mediante 

imobilização); testar os biocatalisadores para novas funcionalidades ou maior amplitude de 

substratos; entre outras. Duas ou mais estratégias distintas podem ser combinadas para 

criar novas enzimas com as características desejadas. 

A obtenção de enantiômeros via biocatálise pode ser feita mediante a síntese 

estereosseletiva e pela resolução de racematos, dependendo do material de partida utilizado 

(COLLINS, SHELDRAKE & CROSBY, 1997). Em que pese o imenso progresso 

observado em síntese assimétrica, o principal método industrial de obtenção de 

enantiômeros puros consiste na resolução de racematos (CARNELL, 2002; KIRIHARA et 

al., 2003). A resolução de enantiômeros pode ser feita por cristalização preferencial direta, 

cristalização de sais diastereoméricos, cromatografia e resolução cinética. 

 

1.5 Enzimas imobilizadas 

A aplicação de biocatalisadores vem aumentando consideravelmente, tanto em 

escala laboratorial como industrial (STRAATHOF et al., 2002). O grande interesse no uso 

de enzimas imobilizadas, principalmente para aplicação industrial, é a possibilidade de sua 

reutilização, a facilidade de separação catalisador/produtos e o aumento da estabilidade 

operacional da enzima (KATCHALSKI-KATZIR, 1993). Outra vantagem desta técnica é a 

estabilidade que as enzimas imobilizadas apresentam à estocagem, tanto em solução como 

secas, a qual, geralmente, é superior a da enzima livre (ZANIN & MORAES, 2004).  

A imobilização de enzimas pode resultar em aumentos significativos da atividade, 

estabilidade e seletividade dos biocatalisadores e pode, também, levar à diminuição da 

inibição por substratos, produtos de reação ou outros componentes do meio reacional 

(REETZ, 2002; MATEO et al., 2007). O uso de biocatalisadores imobilizados é, portanto, 

uma alternativa para realizar processos industriais sustentáveis, com vantagens sobre os 

catalisadores convencionais em relação aos aspectos econômicos, ecológicos e de 
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toxicidade (KATCHALSKI-KATZIR & KRAMER, 2000; ALCALDE et al., 2006; 

SHELDON, 2007; IDRIS et al., 2008; MOHD ZAIN et al., 2010). 

 

1.6 Tipos de imobilização 

A imobilização de diferentes lipases nos mais variados tipos de suportes, por 

adsorção física, interações iônicas ou ligação covalente, bem como por 

aprisionamento/encapsulamento tem sido relatada por diversos autores (MATEO et al., 

2003; GUISÁN, 2006; YILMAZ et al., 2009). Alguns dos distintos métodos de 

imobilização estão esquematizados na figura 1. 

 

Em matriz 

Métodos para Imobilização de Enzimas

Encapsulamento Ligação

Em membrana

MicroencapsulamentoEntre 
membranas 

macroscópicas

Entrecruzamento A suporte

Adsorção Covalente

 

 

Figura 1: Diferentes métodos para imobilização de enzimas (adaptado de DALLA-VECCHIA, 

NASCIMENTO & SOLDI (2004) e BRÍGIDA (2010)).  

 

Os suportes, além de funcionarem como um apoio para as moléculas de enzima, 

também podem modificar fortemente as propriedades catalíticas e bioquímicas destas 

enzimas, conferindo aumentos na atividade, estabilidade e seletividade destes 

biocatalisadores (FERNÁNDEZ-LAFUENTE et al., 1998; PALOMO et al., 2002a; 

TORRES et al., 2006; PALOMO et al., 2007; BARBOSA et al., 2010; IDRIS & 

BUKHARI, 2012). As propriedades catalíticas das lipases podem ser facilmente alteradas, 

sem inativação da enzima, devido à extrema flexibilidade de seus centros ativos. 

Alterações nas condições de reação e a aplicação de diferentes protocolos de imobilização 
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podem modular as propriedades das lipases (PALOMO et al., 2005a; CHAUBEY et al., 

2006; PALOMO et al., 2007; CABRERA et al., 2009; CHAUBEY et al., 2009; 

RODRIGUES & FERNANDEZ-LAFUENTE, 2010), enquanto que o grau de estabilização 

do derivado formado depende da estrutura da enzima, do método de imobilização e do tipo 

de suporte (MATEO et al., 2007; OZMEN, SEZGIN & YILMAZ, 2009). 

  

1.6.1 Encapsulamento 

Nesta técnica de imobilização, também conhecida como aprisionamento ou 

oclusão, as enzimas são retidas dentro de uma matriz polimérica impermeável a sua 

passagem e permeável a substâncias de baixa massa molar. Assim, proteínas grandes não 

conseguem atravessar a matriz, enquanto que pequenos substratos e produtos conseguem 

passar livremente através da membrana (MURTY, BHAT & MUNISWARAN, 2002; 

BRÍGIDA, 2010). 

Como neste tipo de imobilização ocorre uma retenção física da enzima dentro do 

polímero, não ocorrem alterações estruturais ou ligações com grupos reativos ou sítio ativo 

da enzima (BRÍGIDA, 2010). Entretanto, não é uma das técnicas mais utilizadas devido a 

baixa velocidade de difusão de substratos e produtos através da membrana e a restrição no 

peso molecular das moléculas que conseguem atravessar este material (KENNEDY, 

WHITE & MELO, 1988; DALLA-VECCHIA, NASCIMENTO & SOLDI, 2004). 

A imobilização por encapsulamento pode ser subdividida em encapsulamento em 

matriz, encapsulamento entre membranas macroscópicas e microencapsulamento. Esta 

classificação se baseia nas características do material polimérico utilizado e no processo de 

aprisionamento (BRÍGIDA, 2010). 

 

1.6.2 Adsorção 

Na adsorção a enzima é imobilizada em um suporte sólido por interações fracas 

(ligações de baixa energia), tais como interações de van der Waals ou hidrofóbicas, 

ligações de hidrogênio e ligações iônicas, entre outras (DALLA-VECCHIA, 

NASCIMENTO & SOLDI, 2004). Vários materiais podem ser utilizados como suporte na 

imobilização por adsorção e a sua escolha depende de propriedades, como força mecânica, 

estabilidade física e química, caráter hidrofóbico/hidrofílico, capacidade de adsorver a 

enzima e custo (VILLENEUVE et al., 2000; DALLA-VECCHIA, NASCIMENTO & 

SOLDI, 2004; BRÍGIDA, 2010). 
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Diferentes tipos de materiais naturais ou sintéticos, orgânicos ou inorgânicos, 

podem ser utilizados como suportes para imobilização de enzimas. Entre os suportes de 

dimensões nanométricas empregados para esta finalidade, se incluem as argilas 

expansíveis, as quais apresentam alta afinidade para adsorver proteínas (SEREFOGLOU et 

al., 2008). As enzimas são adsorvidas tanto na superfície externa como na superfície 

interna das lamelas destes minerais (OZTURK et al., 2008; SANJAY & SUGUNAN, 

2008; SEREFOGLOU et al., 2008). A capacidade de adsorção destas argilas depende do 

pH e da temperatura da reação de imobilização, da capacidade de troca catiônica e da área 

superficial das argilas, da natureza dos cátions nas lamelas, do ponto isoelétrico e do 

tamanho da enzima. 

A imobilização em resinas de troca iônica é muito simples quando comparada com 

outros métodos de imobilização. Envolve, basicamente, interações iônicas e eletrostáticas 

entre os íons das proteínas com os íons de carga oposta da resina (GUIDINI et al., 2010). 

Diferentes materiais, tais como MANAE-agarose ou DEAE-Sephacel podem ser utilizados 

como suportes para troca iônica (DA SILVA, 2009).  

A principal desvantagem deste tipo de imobilização é que as ligações iônicas neste 

tipo de suporte podem ser rompidas com facilidade (dessorção), durante a reação, se 

houver variação do pH ou da força iônica (GUIDINI et al., 2010). A fraca interação 

suporte/enzima é o fator responsável pela fragilidade apresentada por este tipo de sistema 

imobilizado. Entretanto, a estabilidade da enzima adsorvida neste suporte pode ser 

melhorada através da formação de ligações cruzadas adicionais ou modificação do suporte, 

usando-se um reagente bifuncional, como o glutaraldeído (FILHO et al., 2008). 

Devido a afinidade que as lipases possuem por interfaces óleo/água, a imobilização 

por adsorção a suportes hidrofóbicos é uma das técnicas mais rápidas, simples e baratas 

(MURTY, BHAT & MUNISWARAN, 2002). Materiais como fenil-agarose e octil-

agarose, que contêm grupos hidrofóbicos, são exemplos de suportes que vêm se destacando 

para este tipo de imobilização (VILLENEUVE et al., 2000). Os suportes hidrofóbicos se 

assemelham a superfície hidrofóbica dos substratos, consequentemente, as lipases sofrem a 

ativação interfacial nestes suportes, ocorrendo a estabilização da conformação aberta. 

Assim, sob condições adequadas, é possível adsorver as lipases, através da interação 

hidrofóbica da face interna da sua tampa com o suporte hidrofóbico, fixando a 

conformação aberta, que é a conformação ativa da enzima (BRADY et al., 1990; 
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BASTIDA et al., 1998 FERNÁNDEZ-LORENTE et al., 2007). Este tipo de imobilização 

está esquematizado na figura 2. 

 

 

 

Figura 2: Imobilização de lipases por adsorção a suporte hidrofóbico (adaptado de PALOMO et al. 

(2004) 

 

Como a ligação da enzima ao suporte ocorre através de interações hidrofóbicas da 

face interna da sua tampa (PALOMO et al., 2002b), estes biocatalisadores devem ser mais 

ativos para substratos de baixo peso molecular. 

A adsorção de lipases via ativação interfacial a suportes hidrofóbicos em baixa força 

iônica é um método eficiente tanto para a imobilização, como para a purificação e a 

estabilização de lipases (BASTIDA et al., 1998; FERNÁNDEZ-LORENTE et al., 2007). 

Esta interação reversível, em geral, também promove a hiperativação da lipase após a 

imobilização e produz derivados muito estáveis sob condições experimentais diversas 

(FERNÁNDEZ-LAFUENTE et al., 1998; PALOMO et al., 2002c; NIETO et al., 2005; 

WILSON et al., 2006; FERNÁNDEZ-LORENTE et al., 2008; RODRIGUES & 

FERNÁNDEZ-LAFUENTE, 2010; PALLA et al., 2011).  

Outro tipo de suporte que vem sendo muito utilizado para a imobilização de 

enzimas e de biomoléculas, em geral, são as nanopartículas magnéticas de óxido de ferro 

(Fe3O4) (KUROIWA et al., 2008). O uso das nanopartículas magnéticas como suporte para 

imobilização de enzimas apresenta muitas vantagens como a alta área superficial, a baixa 

resistência à transferência de massa, e a facilidade de recuperação destes nanomateriais 

pela aplicação de um campo magnético. Diversos trabalhos reportam a utilização de 

nanopartículas magnéticas para a imobilização de enzimas tais como proteases, lipases, 
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penicilina G acilase, glicose oxidase, entre outras (BETANCOR et al., 2005; WANG et al., 

2007; JIANG et al., 2009). As nanopartículas magnéticas podem ter sua superfície 

modificada mediante o recobrimento com polímeros biocompatíveis, contendo grupos 

reativos (LEI et al., 2009).  

 

1.6.3 Ligação covalente 

Outro método muito comum de imobilização de enzimas é por formação de 

ligações covalentes entre os grupos funcionais do suporte e da enzima. Essas ligações 

covalentes são geralmente formadas pela interação dos resíduos de aminoácidos da enzima, 

como os grupos amino de lisina ou arginina, grupos hidroxila da serina e treonina, grupos 

carboxila de ácido aspártico e ácido glutâmico, e grupos sulfidrila de cisteína, com os 

grupos reativos do suporte. Este tipo de imobilização geralmente requer a ativação do 

suporte e confere uma significativa melhoria na estabilidade da enzima quando comparada 

a imobilização por adsorção (KARIM & HASHINAGA, 2002; IDRIS & BUKHARI, 

2012). Na imobilização por ligação covalente, a ocorrência de dessorção da enzima durante 

as reações catalíticas é reduzida devido à forte ligação entre a enzima e o suporte 

(PERSSON et al., 1990). 

Vários reagentes têm sido utilizados para promover a ativação de diversos suportes, 

permitindo situações muito diferentes. Destes reagentes, o glutaraldeído é um dos mais 

conhecidos na ativação de suportes aminados e imobilização de enzimas, devido a 

simplicidade da técnica e a elevada estabilidade da ligação amino-glutaraldeído 

(BURTEAU et al., 1989; VAN AKEN et al., 2000; DOS REIS-COSTA et al., 2003; 

MAGNAN et al., 2004; SEYHAN & ALPTEKIN, 2004; BETANCOR et al., 2006b). Em 

alguns casos, esta técnica permite melhorar a estabilidade da enzima por ligação 

multiponto ou imobilização de multisubunidades (LAMAS ESTELA et al., 2001; 

BARROS et al., 2003).  

A atividade e estabilidade das enzimas imobilizadas em suportes ativados com 

glutaraldeído dependem do protocolo de imobilização empregado. Diferentes 

concentrações de glutaraldeído e tempos de reação podem modificar os grupos amino dos  

suportes aminados com uma ou duas moléculas de glutaraldeído (monômeros ou dímeros), 

formando suportes heterofuncionais. Assim, o espaçador mais curto (monômero) pode dar 

uma maior rigidez, enquanto o mais longo (dímero) pode permitir a reação com mais 

grupos e, finalmente, a obtenção de melhores resultados (BETANCOR et al., 2006b).  
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Em relação ao mecanismo de imobilização, a reação de proteínas nestes suportes 

pré-ativados ocorreria, primeiramente, através da interação iônica de grupos com carga 

negativa da superfície da proteína com os grupos amino com carga positiva do suporte, 

seguida pela ligação covalente possibilitada pelos monômeros ou dímeros de glutaraldeído 

da superfície do suporte com grupos amino da superfície da proteína (BETANCOR et al., 

2006b). 

Em relação aos suportes para imobilização covalente, disponíveis comercialmente, 

destaca-se o Eupergit C®, um polímero acrílico epóxido ativado, desenvolvido através da 

copolimerização de N,N’-metileno-bis-metacrilamida, glicidil-metacrilato, alil-glicidil-éter 

e metacrilamida (KATCHALSKI-KATZIR & KRAEMER, 2000; KNEZEVIC et al., 

2006). A estrutura deste suporte e o mecanismo de imobilização covalente de lipases 

podem ser visualizados na figura 3. 

 

 

 

Figura 3: Estrutura do suporte Eupergit C e mecanismo de imobilização covalente de lipases 

(adaptado de KATCHALSKI-KATZIR & KRAEMER (2000)). 

 

O Eupergit C é um suporte neutro, constituído por microesferas (diâmetro de 

aproximadamente 150 µm) macroporosas. Devido à sua estrutura, é estável, quimicamente 

e mecanicamente, ao longo da faixa de pH de 0 a 14. Assim, este suporte pode ligar uma 

determinada enzima na faixa de pH onde esta é estável e ativa, sem perder sua estabilidade 

(KATCHALSKI-KATZIR & KRAEMER, 2000).  

Este suporte pode ser empregado na imobilização de enzimas de interesse industrial 

para aplicação, por exemplo, na produção de insumos finos e fármacos devido à 
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capacidade de formar ligações covalentes multipontuais muito estáveis, sob condições 

experimentais muito suaves, como pH neutro (KATCHALSKI-KATZIR & KRAEMER, 

2000; MATEO et al., 2000). Um esquema de ligação multipontual pode ser observado na 

figura 4. 

 

Figura 4: Efeito da imobilização na estabilidade da enzima (adaptado de MATEO et al. (2007)) 

 

A imobilização de lipases dentro destes suportes porosos pode resultar em aumento 

da sua estabilidade, devido ao impedimento de processos intermoleculares, como a 

proteólise e a agregação, e de interações da enzima com as interfaces externas, como 

solventes orgânicos imiscíveis (GUPTA, 1991; BES et al., 1995; FERNÁNDEZ-

LAFUENTE, RODRIGUEZ & GUISÁN, 1998). 

Este tipo de suporte se liga diretamente à enzima através de ligações covalentes 

formadas através de seus grupos oxirano, que reagem com os grupamentos amino da 

enzima em condições neutras ou alcalinas, ou com os grupamentos sulfidrila e carboxila, 

na faixa de pH ácido, neutro e alcalino (KATCHALSKI-KATZIR & KRAEMER, 2000; 

MATEO et al., 2000; KNEZEVIC et al., 2006). 

 

1.6.4 Entrecruzamento 

Reagentes bifuncionais, como o glutaraldeído, têm sido utilizados de diversas 

formas na imobilização de enzimas permitindo situações muito diferentes, como na pré-

ativação do suporte e no entrecruzamento da enzima previamente imobilizada em suporte 

aminado (BURTEAU et al., 1989; VAN AKEN et al., 2000; LAMAS ESTELA et al., 

2001; ZHOU & CHEN, 2001; D’SOUZA & KUBAL, 2002; BARROS RUI et al., 2003; 
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DOS REIS-COSTA et al., 2003; HWANG et al., 2004; MAGNAN et al., 2004; SEYHAN 

& ALPTEKIN, 2004; LÓPEZ-GALLEGO et al., 2005; BETANCOR et al., 2006a; 

BETANCOR et al., 2006b; YILMAZ et al., 2011). Em termos de estabilização, o 

entrecruzamento da enzima imobilizada em suporte aminado oferece, em geral, ótimos 

resultados, porque o glutaraldeído pode promover a modificação de toda a superfície da 

enzima, ocorrendo a ligação transversal entre as moléculas de enzima, o glutaraldeído e o 

suporte (LÓPEZ-GALLEGO et al., 2005). Este tratamento com glutaraldeído usualmente 

confere uma maior estabilidade das enzimas em resistir a condições adversas, como 

temperaturas elevadas (ST CLAIR & NAVIA, 1992; LALONDE, 1997; LÓPEZ-

GALLEGO et al., 2005). 

 

1.7 Lipases 

Entre as enzimas de interesse industrial, incluem-se as lipases, que são produzidas, 

em grande parte, a partir de matérias primas biológicas, mediante bioprocessos 

(LOUWRIER, 1998). Além de serem encontradas em células animais e vegetais, estas 

enzimas são produzidas por diferentes microrganismos (SHARMA, CHISTI & 

BANERJEE, 2001; HASAN, SHAH & HAMEED, 2006).  

Pertencem ao grupo das serina hidrolases e, no que se refere a sua atuação, 

assemelham-se às esterases, diferindo, porém, quanto às interações físico-químicas com 

seus substratos. Em contraste com as esterases, que agem em substratos solúveis em água, 

as lipases atuam sobre substratos insolúveis (ALVAREZ-MACARIE et al, 1999). 

As lipases são, possivelmente, os biocatalisadores mais utilizados em síntese 

orgânica. Estas enzimas catalisam in vivo a hidrólise de triacilgliceróis, gerando ácidos 

graxos de cadeia longa e glicerol. As lipases são também capazes de hidrolisar uma ampla 

variedade de ésteres (KAZLAUSKAS, 2005) e, em condições adequadas (ex. meios não-

aquosos), catalisam reações de esterificação e transesterificação, levando à síntese de 

diferentes ésteres carboxílicos e amidas (KAZLAUSKAS, 2005; XI & XU, 2005; YADAV 

et al., 2007). As principais reações catalisadas por lipases estão esquematizadas na figura 

5. 
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Figura 5: Principais reações catalisadas por lipases (CASTRO et al., 2004). 

 

Dentre as inúmeras aplicações das lipases, tanto na forma nativa (livre), como 

imobilizada, pode-se destacar: na obtenção de produtos farmacêuticos; na produção de 

polímeros biodegradáveis; na indústria têxtil, no processo de tingimento; na indústria de 

detergentes; na indústria de alimentos, no desenvolvimento e na melhoria da qualidade de 

flavorizantes; em síntese orgânica, na preparação de compostos enantiomericamente 

enriquecidos; no setor médico, como ferramenta diagnóstica; na indústria de cosméticos; 

como biosensores; como desengordurante de couro; no tratamento de resíduos, pela 

decomposição de lipídios de efluentes; na biodegradação de óleo; na indústria de papel; e 

na produção de biodiesel (HOSHINO et al, 1990; SANTANIELLO et al, 1992; THEIL, 

1995; PANDEY, 1999; SHARMA, CHISTI & BANERJEE, 2001; HASAN et al, 2006).  
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O interesse pela aplicação industrial das lipases tem origem na pouca especificidade 

destas enzimas por substratos, que contrasta muitas vezes com elevadas enantio e 

regiosseletividades (KOELLER & WONG, 2001; REETZ, 2002). Estas enzimas têm sido 

empregadas para produzir intermediários para sínteses orgânicas, incluindo-se entre estas a 

resolução de misturas racêmicas (GOTOR-FERNANDEZ, BRIEVA & GOTOR, 2006; LI, 

ZONG & MA, 2009).  

 

1.8 Estrutura e mecanismo de ação das lipases 

A estrutura e o mecanismo de ação das lipases vêm sendo esclarecidos mediante o 

uso de técnicas clássicas de raios-X e técnicas avançadas de ressonância magnética nuclear 

(RMN) (PAULA et al., 2008), entre outras. Na maioria destas enzimas o sítio ativo é 

formado pela tríade catalítica Ser-His-Asp/Glu, que se repete em todas as estruturas 

(DALLA-VECCHIA, NASCIMENTO & SOLDI, 2004). O sítio ativo das lipases é 

cercado por áreas hidrofóbicas.  

Por meio de técnicas cristalográficas foi verificada a ocorrência de diferentes 

conformações de lipases (GROCHULSKI et al., 1994; KIM et al., 1997; BRZOZOWSKI 

et al., 2000; NARDINI et al., 2000; MANCHEÑO et al., 2003), o que levou à 

compreensão de certas peculiaridades do mecanismo de ação destas enzimas. Em meios 

aquosos homogêneos, a lipase apresenta uma estrutura em que o sítio ativo está totalmente 

isolado do meio reacional por uma cadeia polipeptídica, a “tampa”, a qual impede o acesso 

do substrato ao sítio ativo. A tampa possui resíduos hidrofóbicos em sua face interna, os 

quais interagem com as regiões hidrofóbicas em torno do sítio ativo quando a enzima está 

na conformação fechada, inativa. Por outro lado, quando a enzima está na presença de 

interfaces hidrofóbicas predomina uma conformação totalmente distinta. A tampa se 

desloca, interagindo por meio de ligações salinas, ligações de hidrogênio, entre outras, com 

outra região da superfície da lipase, deixando o sítio ativo da enzima livre e acessível a 

seus substratos, originando a conformação aberta (ativa) da enzima. Desta forma, ocorre a 

“ativação interfacial” (SARDA & DESNUELLE, 1958; MILED et al., 2001; PALOMO et 

al., 2004) da lipase, que está representada na figura 6. 
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Figura 6: Ativação interfacial de lipases (adaptado de PALOMO et al. (2004)). 

 

Na presença de uma interface hidrofóbica, as lipases sofrem a ativação interfacial, 

ocorrendo a fixação da conformação aberta sobre esta interface, possibilitada pelo 

deslocamento da tampa. As lipases podem, portanto, atuar em interfaces ou em superfícies 

hidrofóbicas. Como os substratos naturais das lipases são os óleos e gorduras, a atividade 

em interface é um requerimento importante para a função biológica destas enzimas 

(SARDA & DESNUELLE, 1958; MILED et al., 2001; PALOMO et al., 2004). 

A conformação aberta das lipases apresenta um grande bolso hidrofóbico, 

constituído pela face interna da tampa e por uma região hidrofóbica que circunda o sítio 

ativo. A existência deste bolso hidrofóbico faz com que as lipases possuam grande 

afinidade pela superfície hidrofóbica de seus substratos naturais e, também, com que a 

conformação aberta das lipases tenha grande afinidade por qualquer superfície hidrofóbica. 

De fato, as lipases podem se adsorver a diferentes estruturas hidrofóbicas: gotas de óleo 

(BASRI et al., 1995), suportes hidrofóbicos (SUGIURA & ISOBE, 1976), bolhas de ar 

(SUGIURA & ISOBE, 1975), além de proteínas hidrofóbicas, inclusive outras moléculas 

de lipase (PALOMO et al., 2004). 

Por outro lado, as lipases também apresentam atividade catalítica em meios 

aquosos, comparável à atividade de esterases não lipásicas, em muitos casos. Isto pode ser 

explicado pela existência de um equilíbrio entre a conformação fechada e a(s) 

conformação(ões) aberta(s) das lipases, em sistemas aquosos homogêneos, que lhes 

permitiria serem cataliticamente ativas mesmo na ausência de interfaces (BRADY et al., 

1990; DEREWENDA et al., 1992). A ocorrência desse equilíbrio abre alternativas para o 

desenho e controle das biotransformações catalisadas por estas enzimas. 
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O complexo mecanismo catalítico das lipases torna possível pensar que a alteração 

da abertura e do fechamento da proteína ou, mesmo, da forma exata da conformação aberta 

da enzima, poderia ocasionar uma modificação nas propriedades catalíticas da mesma. 

Desta forma, a possibilidade de controlar e modular este equilíbrio entre as formas, 

fechada e aberta, pode ser uma poderosa ferramenta para o aprimoramento das 

propriedades das lipases como enzimas de interesse industrial, especialmente para 

aplicações em síntese orgânica (PALOMO et al., 2006). 

 

1.9 Caracteristicas das lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei 

Entre as lipases de diferentes fontes, a de Candida rugosa (anteriormente Candida 

cylindracea) (Figura 7) tem despertado interesse devido à alta atividade e especificidade, 

sendo uma das lipases mais utilizadas em biotransformações (MARÍA et al., 2006; YONG 

et al., 2008). A princípio foram identificadas 2 isoformas desta enzima (TOMIZUKA, 

OTA & YAMADA, 1966; SHAW, CHENG & WANG, 1989; VEERARAGAVAN & 

GIBBS, 1989; BRAHIMI-HORN et al., 1990; WU, GUO & SIH, 1990) mas, atualmente, 

são conhecidas sete isoformas (Lip1 a Lip7), das quais cinco foram caracterizadas 

bioquimicamente, Lip1 a Lip5 (LOTTI et al., 1994a, LOTTI et al., 1994b; BROCCA et al, 

1995; LOTTI & ALBERGHINA, 1996). Essas isoformas são compostas por 534 

aminoácidos, possuem pesos moleculares de aproximadamente 60 KDa, ponto isoelétrico 

(pI) de 4,3 e compartilham mais de 70% de homologia (MARÍA et al., 2006). Apesar de 

estruturalmente semelhantes, as isoformas possuem perfis enzimáticos diferentes e, por 

este motivo, é comum a falta de reprodutibilidade de resultados quando se trabalha com 

preparações enzimáticas não purificadas (AKOH, LEE & SHAW, 2004; ALCÁNTARA et 

al., 2004; LÓPEZ et al., 2004). 
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Figura 7: Estrutura da lipase de Candida rugosa (Protein Data Bank; 

http://www.rcsb.org/pdb/explore/images.do?structureId=1TRH). 

 

As isoformas Lip1, Lip2 e Lip3 possuem tamanho molecular de 64, 62 e 60 KDa, 

respectivamente e são muito ativas a 35-40 °C e pH 7-8 (BENJAMIN & PANDEY, 2000). 

Estas três isoformas diferem em relação à especificidade, hidrofobicidade e pI (RÚA et al., 

1993). 

A lipase Lip1 possui maior afinidade por ésteres de cadeia longa, enquanto que 

Lip2 e Lip3 hidrolisam ésteres de cadeia curta solúveis em água (MARÍA et al., 2006). A 

Lip3 possui a maior atividade na hidrólise de diferentes ésteres de p-nitrofenila (LÓPEZ et 

al., 2004). Em relação à purificação, a Lip1 e a Lip3 podem ser isoladas por um simples 

processo cromatográfico (LOTTI et al., 1993).  

Outra lipase, disponível comercialmente na forma solúvel, com alta atividade e boa 

estabilidade em condições diversas, é a lipase de Rhizomucor miehei, anteriormente Mucor 

miehei (RODRIGUES & FERNÁNDEZ-LAFUENTE, 2010). Esta lipase já teve a sua 

estrutura 3D determinada por cristalografia de raios-X (Figura 8) (DEREWENDA, 
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DEREWENDA & DODSON, 1992; DEREWENDA, DEREWENDA & DODSON, 1992), 

possui um tamanho molecular de 31,6 KDa e um ponto isolétrico (pI) de 3,8, tendo sido 

ligada em diversos suportes, por diferentes protocolos de imobilização (RODRIGUES & 

FERNÁNDEZ-LAFUENTE, 2010).  

 

 

Figura 8: Estrutura da lipase de Rhizomucor miehei (Protein Data Bank; 

http://www.rcsb.org/pdb/explore/images.do?structureId=3TGL). 

 

As lipases de C. rugosa e R.miehei diferem na geometria dos seus sítios ativos e por 

esta razão estão classificadas em sub-grupos distintos (PLEISS, FISCHER & SCHMID, 

1998; NAIK et al., 2010). A lipase de Candida rugosa possui sítio ativo do tipo túnel, 

enquanto que a lipase de Rhizomucor miehei possui sítio ativo do tipo fenda (PLEISS, 

FISCHER & SCHMID, 1998; NAIK et al., 2010).  
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1.10 Utilização de lipases para a resolução estereosseletiva de aminoálcoois 

Os ligantes de receptores beta-adrenérgicos constituem uma classe de grande 

relevância terapêutica, a qual inclui alguns compostos como as ariloxipropanolaminas (ex. 

propranolol e atenolol) e as ariletanolaminas (ex. nifenalol e sotalol) (KAPOOR et al., 

2003; KAPOOR et al., 2005). Estes aminoálcoois desempenham um importante papel no 

tratamento de uma grande variedade de doenças, incluindo a hipertensão e doenças 

cardiovasculares. Esta atividade é fortemente dependente da estereoquímica do carbono 

carbinólico. Estes compostos ligam-se seletivamente aos receptores β-adrenérgicos, sendo 

que o enantiômero S é o principal responsável pela atividade β-bloqueadora, enquanto que 

o enantiômero R tem como efeitos colaterais a bronco-constricção, piorando o quadro de 

asma em pacientes propensos, e a diabetes (BARRET, 1985; LIMA, 1997; AVILA et al., 

2005; GOODMAN & GILLMAN, 2005). Neste contexto, a resolução de intermediários 

racêmicos é fundamental para a preparação do isômero ativo/mais ativo de compostos 

desta classe. 

A utilização de lipases em resolução cinética de intermediários de síntese de 

ariloxipropanolaminas, ligantes de receptores beta-adrenérgicos, foi reportada por alguns 

autores. Kapoor e colaboradores (2003) obtiveram, em alto grau de pureza ótica, via 

hidrólise estereosseletiva utilizando lipases, os isômeros (R)- e (S)-1-cloro-3-(1-naftiloxi)-

2-propanol, intermediários de síntese de fármacos como propranolol e nadoxolol. 

Por outro lado, para compostos da classe das ariletanolaminas, como nifenalol e 

sotalol, também ligantes de receptores beta-adrenérgicos, verificou-se que somente o (R)-

nifenalol e o (S)-sotalol são efetivos no tratamento de doenças cardiovasculares. Kapoor e 

colaboradores (2005) obtiveram os enantiômeros (R)- e (S)-2-bromo-1-(4-nitrofenil)etanol, 

precursores de (R)-nifenalol e (S)-sotalol, respectivamente, através de uma reação de 

transesterificação altamente eficiente, utilizando lipase imobilizada de Burkholderia 

cepacia. 

Barbosa e colaboradores (2010) investigaram a enantiosseletividade de derivados 

imobilizados da lipase de Candida antarctica B na resolução cinética da mistura racêmica 

de propranolol em meio orgânico. Estes pesquisadores obtiveram elevada 

enantiosseletividade (E = 57) com excesso enantiomérico de 96% para o enantiômero R, 

quando foi utilizado suporte com grupos epóxi para a imobilização da lipase. 

A lipase de Pseudomonas cepacia foi utilizada com sucesso na síntese de álcoois 

opticamente ativos, através de reações de acilação em solventes orgânicos. Esta lipase 
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demonstrou uma elevada estereosseletividade (E > 100) na síntese de (S)-propranolol 

(MARGOLIN, 1993). 

 

1.11 Aplicações do ácido mandélico como precursor de síntese de fármacos 

Há um aumento da demanda para a separação de compostos racêmicos nos seus 

constituintes quirais em diversas indústrias, como nas farmacêutica e bioquímica, devido 

ao reconhecimento das diferenças na atividade farmacológica dos enantiômeros (MAO et 

al., 2012). 

Os ácidos α-hidroxicarboxílicos aromáticos são importantes intermediários para a 

síntese de diversos produtos farmacêuticos (COPPOLA & SCHUSTER, 1997; 

GROEGER, 2001). O ácido mandélico e seus ésteres são considerados os representantes 

mais importantes dessa classe de compostos, do ponto de vista comercial (GROEGER, 

2001; CAMPBELL et al., 2003). O ácido (R)-mandélico é tanto um precursor para síntese 

de diversos fármacos, como por exemplo, dos antibióticos penicilina e cefalosporina 

(WANG & TSAI, 2005), de agentes anti-tumorais e anti-obesidade (YADAV & 

SIVAKUMAR, 2004), quanto um agente de resolução em processos quirais. O ácido 

mandélico enantiomericamente puro e seus derivados são intermediários para a resolução 

de compostos racêmicos, como alcoóis e aminas (WHITESELL & REYNOLDS, 1983; 

HANSEN et al, 2009; SCHRAMM & CHRISTOFFERS, 2009).  

 Devido as possibilidades de aplicação do ácido mandélico nas indústrias 

farmacêutica e de química fina, a síntese deste composto enantiomericamente puro tem 

sido investigada através de cristalização diastereomérica (WEHTJE, ADLERCREUTZ & 

MATTIASSON, 1990), síntese assimétrica e resolução cinética (HSU et al., 1990), e rotas 

quimico-enzimáticas (PALOMO et al., 2002b). Para a produção de ácidos α-

hidroxicarboxílicos enantiomericamente puros, várias rotas biológicas envolvendo lipases 

(EBERT et al., 1992; PALOMO et al., 2002a), esterases (YADAV & SIVAKUMAR, 

2004), mandelato desidrogenases (YAMAZAKI, YOSHIMITSU & MAEDA, 1986; 

HUMMEL, SCHUTTE & KULA, 1989; REIKO & TOORU, 1994) e mandelato racemases 

(STRAUSS & FABER, 1999) tem sido investigadas. A figura 9 representa um exemplo de 

hidrólise estereosseletiva de mandelato de etila para a produção de ácido (R)-mandélico. 
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Figura 9: Exemplo de hidrólise estereosseletiva de mandelato de etila (adaptado de WANG & 

TSAI (2005)). 

 

 

 

2. JUSTIFICATIVA 

As lipases têm sido intensamente investigadas como alternativas para novas 

biotransformações. Entretanto, a exploração comercial destas enzimas ainda está muito 

aquém de suas reais potencialidades, representando um mercado com grandes perspectivas 

de crescimento. Por outro lado, ainda não existem biocatalisadores com o grau de 

enantiosseletividade adequado para a conversão de uma ampla gama de substratos 

orgânicos. Portanto, abordagens que visem à obtenção de biocatalisadores com alta 

enantiosseletividade para uso em reações específicas são de grande relevância.  

Uma vez que as lipases, em sistemas homogêneos, estão em um equilíbrio entre a 

conformação fechada e a(s) conformação(ões) aberta(as), é possível observar atividade 

catalítica mesmo na ausência de interfaces. Desta forma, estratégias que permitam 

restringir as mudanças conformacionais envolvidas na catálise enzimática, por meio de 

modificações químico-estruturais, e possibilitem a alteração da forma exata do sítio ativo 

da lipase podem resultar em alterações importantes em termos de especificidade e 

enantiosseletividade. 

Assim, a alteração deste equilíbrio pode ocorrer mediante o uso de diferentes 

metodologias químicas, tais como: a modificação química com reagentes que atuem sobre 

resíduos específicos da proteína, como lisina, cisteína ou ácido glutâmico; a imobilização 

de enzimas (engenharia do derivado) envolvendo diferentes áreas da proteína, em que seja 

possível controlar a orientação da lipase sobre o suporte, a rigidez das lipases imobilizadas 

e os microambientes que rodeiam as moléculas imobilizadas da enzima; a insolubilização 

por entrecruzamento protéico mediante o uso de reagentes bifuncionais, tais como o 

glutaraldeído, que reagem com os resíduos de lisina das lipases. Estas diferentes 
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abordagens podem promover modificações no mecanismo de abertura e fechamento da 

lipase, dando origem a alterações na forma exata da conformação aberta (ativa) final, efeito 

este que poderá ser refletido em modificações das propriedades de atividade e seletividade 

(enantio ou regiosseletividade) da enzima. 

Adicionalmente, uma mudança nas condições de reação (engenharia de reação) 

pode ter um grande efeito sobre as propriedades catalíticas das lipases, possivelmente em 

decorrência da modificação produzida sobre as interações globais das conformações 

presentes no equilíbrio (aberta e fechada), levando uma vez mais à mudança da forma 

exata da conformação aberta da enzima. 

Em resumo, os efeitos causados por estas estratégias de “engenharia 

conformacional de proteínas” modulariam as propriedades da enzima e resultariam em 

alterações na atividade, estabilidade e seletividade (enantio ou regiosseletividade) das 

lipases (MATEO et al., 2007). 

 

 

 

3. OBJETIVOS 

 

3.1 Objetivo Geral 

Este trabalho tem como objetivo geral o desenvolvimento de novas formulações de 

lipases fúngicas, utilizando estratégias de modificação químico-estrutural que permitam 

aprimorar a enantiosseletividade destas enzimas para aplicação na resolução cinética de 

moléculas quirais de interesse farmacêutico e, também, estratégias que permitam obter 

biocatalisadores com estabilidade aumentada para aplicação na indústria farmacêutica. 

 

3.2 Objetivos Específicos 

 Estudar a modificação de dois tipos de lipases fúngicas mediante sua imobilização 

sobre diferentes suportes poliméricos. 

 Caracterizar os biocatalisadores produzidos quanto à atividade, estabilidade e 

seletividade. 

 Avaliar a eficiência dos diferentes biocatalisadores obtidos em reações de resolução 

cinética de mandelato de etila (reações de hidrólise). 
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 Selecionar o(s) melhor(es) biocatalisador(es) em função dos valores de rendimento,  

razão enantiomérica (E) e estereosseletividades obtidos. 

 

Para tanto, serão utilizadas as lipases de Candida rugosa e de Rhizomucor miehei, 

obtidas comercialmente.  

Serão utilizadas reações de hidrólise de mandelato de etila como modelo de estudo 

da enantiosseletividade das preparações de lipases imobilizadas obtidas. 

 

 

 

4. MATERIAL E MÉTODOS 

 

4.1 Materiais 

 

4.1.1 Reagentes e produtos químicos 

 Para as análises de atividade lipásica pelo método titulométrico foi utilizado azeite 

de oliva da marca Andorinha, para manter o mesmo índice de acidez. Etanol, acetona e 

nitrato de prata foram fornecidos pela Isofar. Dodecil sulfato de sódio, persulfato de 

amônio, hidróxido de sódio, iodo ressublimado e iodeto de potássio foram obtidos da 

Reagen. Fosfato de potássio monobásico, fosfato de potássio dibásico, cloreto de sódio e 

fenolftaleína foram adquiridos da Vetec. Acrilamida, bisacrilamida, TEMED, ditiotreitol, 

glicerol, glicina, formaldeído, albumina de soro bovino, laurato de p-nitrofenila, reagente 

de Bradford, triton X-100, o suporte aminado DEAE-Sephacel e o suporte epóxi Eupergit 

C® foram fornecidos pela Sigma-Aldrich. Glutaraldeído foi fornecido pela Mallinckrodt 

Chemicals. Os suportes hidrofóbicos fenil-agarose e octil-agarose e os padrões de massa 

molecular para eletroforese foram fornecidos pela GE Healthcare. Goma arábica foi obtida 

da Proquímios. Tris foi adquirido da GIBCOBRL. Éter etílico foi adquirido da Controltec. 

Acetonitrila, isopropanol, n-hexano e ácido trifluroacético foram adquiridos da Tedia. 

 Metanol, butanol, ácido acético, ácido tricloacético, fosfato de amônio monobásico, 

bissulfito de sódio, carbonato de sódio, ferricianeto de potássio, tiossulfato de sódio e azul 

de bromofenol foram obtidos de diversas procedências, sendo todos de grau analítico.  
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4.1.2 Lipases 

 As lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei foram obtidas comercialmente 

(Fluka e Sigma-Aldrich, respectivamente) e mantidas refrigeradas (4 °C) até o momento da 

diluição em tampão fosfato de potássio 50 mM, pH 7,5. 

 Após a diluição, as lipases foram dialisadas por 48 h em tampão fosfato de potássio 

5 mM, pH 7,0, com troca de tampão duas vezes ao dia. Em seguida, as lipases foram 

centrifugadas a 12000 rpm (Sorvall Legend XTR Centrifuge, Thermo Scientific) por 15 

min, a 4 ºC. 

 

4.2 Métodos 

 

4.2.1 Ensaios de atividade enzimática 

 

4.2.1.1 Método Titulométrico 

 As atividades das lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei foram 

determinadas utilizando um meio reacional constituído por 5 mL de emulsão de óleo de 

oliva (20%, v/v) em goma arábica 5% (p/v) e um volume adequado de tampão fosfato de 

potássio 50 mM, pH 7,5 (DELLAMORA-ORTIZ et al., 1997) para atingir 10 mL de 

mistura reacional.  

As reações enzimáticas foram realizadas a 30 °C e 37 °C (para as lipases de 

Rhizomucor miehei e Candida rugosa, respectivamente), sob agitação magnética, sendo 

iniciadas com a adição de diferentes volumes da preparação enzimática. Após 15 minutos 

de incubação, as reações foram interrompidas com a adição de 10 mL de uma mistura 

paralisante de etanol/acetona (1:1). Foram preparados brancos, pela adição da mistura 

paralisante (etanol/acetona 1:1) ao meio reacional, antes da adição da preparação 

enzimática (inativação da enzima). A atividade foi medida pela titulação dos ácidos graxos 

liberados com solução de NaOH 0,02 N, utilizando fenolftaleína como indicador. 

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

capaz de produzir 1 μmol de ácido graxo por minuto, nas condições experimentais 

estabelecidas. 
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4.2.1.2 Método Espectrofotométrico – Hidrólise de laurato de p-nitrofenila 

Uma solução contendo 0,018 g de laurato de p-nitrofenila (p-NFL, PM = 321,4 

g/Mol) em 1,0 mL de etanol foi utilizada como substrato. Desta solução, uma alíquota de 

0,1 mL foi diluída em 9,9 mL de tampão fosfato de potássio 50 mM, pH 7,0. A reação foi 

realizada com adição da preparação enzimática em tampão fosfato de potássio 50 mM, pH 

7,0 a 0,9 mL da solução diluída de p-NFL, até completar 1,0 mL de volume total 

(PEREIRA-MEIRELLES,  ROCHA-LEÃO & SANT’ANNA, 1997). 

 A absorbância do produto formado, no decorrer da reação enzimática, foi medida a 

348 nm, em espectrofotômetro (Evolution 60, Thermo Scientific), por um intervalo de 

tempo de 2 minutos, sendo a leitura realizada a cada 5 segundos. Foram preparados ensaios 

em branco, substituindo-se a preparação enzimática pelo tampão fosfato de potássio 50 

mM, pH 7,0. 

 A quantificação do p-nitrofenol liberado pela reação enzimática foi realizada 

através da construção da curva padrão de p-nitrofenol (PM = 139,11g/Mol) (Anexo 1), que 

determina o fator de conversão dos valores de absorbância a 348 nm em concentração de 

p-nitrofenol (μmoles/mL). 

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

capaz de produzir 1 μmol de p-nitrofenol por minuto, nas condições experimentais 

estabelecidas. 

 

4.2.2 Determinação do teor de proteína 

As concentrações de proteína das lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei 

foi determinada segundo Bradford (1976). 

O teor de proteínas pôde ser quantificado a partir dos valores de absorbância, que 

foram convertidos em concentração de proteína utilizando-se o fator obtido a partir de uma 

curva padrão de albumina de soro bovino (BSA) (Anexo 2). 

 

4.2.3 Determinação da concentração de glutaraldeído 

Para determinar a concentração de glutaraldeído em solução foi utilizado o 

procedimento descrito por Frigerio & Shaw (1968). A solução de glutaraldeído 25% (v/v) 

foi diluída para uma concentração de 5% (v/v). Uma alíquota de 1,0 mL da solução diluída 

de glutaraldeído reagiu por 10 minutos com 20 mL de bissulfito de sódio 0,25 M 

(NaHSO3). Em seguida, o bissulfito que não reagiu com o glutaraldeído formando 
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complexo foi titulado com solução de iodo/iodeto 0,1 M. Foi realizado ensaio em branco 

pela substituição da solução de glutaraldeído por água destilada. A concentração de 

glutaraldeído foi determinada pela seguinte fórmula (FRIGERIO & SHAW, 1968): 

 

 

 

 

Onde:  

I = concentração iodo/iodeto expressa em moles por mililitro. 

V2 = mililitros de iodo usados na titulação em branco. 

V1 = mililitros de iodo usados na titulação da amostra 

S = volume da amostra. 

 

4.2.4 Obtenção dos biocatalisadores imobilizados 

 

4.2.4.1 Imobilização por adsorção a suporte aminado 

As lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei foram incubadas por 1 h na 

presença de Triton X-100 0,005%. Em seguida, 6 g do suporte DEAE-Sephacel foram 

incubados com 30 mL de cada uma das preparações de lipase de Candida rugosa e 

Rhizomucor miehei (PESSELA et al., 2003; LÓPEZ-GALLEGO et al., 2005). A adsorção 

foi realizada na presença de tampão fosfato de potássio 25 mM em pH 7,0 e 25 ºC. Durante 

a adsorção foram retiradas alíquotas do sobrenadante, em diferentes tempos de 

imobilização, para determinação da atividade enzimática e do teor de proteína nos 

sobrenadantes. Após 90 min, os derivados foram lavados com tampão fosfato de potássio 

25 mM, pH 7,0. A atividade lipásica dos sobrenadantes e dos derivados enzimáticos foi 

determinada pelo método espectrofotométrico anteriormente descrito. Os derivados obtidos 

foram estocados a 4 ºC. 

 

4.2.4.2 Dessorção da lipase adsorvida no suporte aminado 

Em um tubo contendo 1 g da enzima imobilizada no suporte DEAE-Sephacel foram 

adicionados 5,0 mL de concentrações crescentes de NaCl, em tampão fosfato de potássio 
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25 mM, pH 7,0 (PESSELA et al., 2003). Após 30 min a 25 ºC, o sobrenadante foi retirado 

para determinação da atividade enzimática, pelo método espectrofotométrico e, também, 

do teor de proteína. 

 

4.2.4.3 Capacidade de carga do suporte aminado na adsorção 

As lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei foram incubadas por 1 h na 

presença de Triton X-100 0,005%. Em seguida, 250 mg do suporte DEAE-Sephacel foram 

incubados com 1,25 mL de diferentes concentrações destas preparações enzimáticas 

(PESSELA et al., 2003; LÓPEZ-GALLEGO et al., 2005). A adsorção foi realizada na 

presença de tampão fosfato de potássio 25 mM, em pH 7,0 e 25 ºC. Após 90 min, foram 

retiradas alíquotas do sobrenadante para determinação da atividade enzimática, bem como 

do teor de proteína. A atividade lipásica foi verificada pelo método espectrofotométrico. 

Os derivados foram lavados com tampão fosfato de potássio 25 mM, pH 7,0, e 

ressuspendidos no mesmo tampão para determinação da atividade enzimática pelo método 

espectrofotométrico. 

 

4.2.4.4 Imobilização por adsorção a suportes hidrofóbicos 

A reação de imobilização foi iniciada com a adição de 100 mL da preparação 

enzimática de C. rugosa ou de R. miehei, diluída em tampão fosfato 10 mM pH 7,0, a 1 g 

dos suportes hidrofóbicos fenil-agarose e octil-agarose (VOLPATO, 2009). Durante a 

adsorção foram retiradas alíquotas do sobrenadante, em diferentes tempos de imobilização, 

para determinação de sua atividade enzimática e do seu teor de proteína. 

Após 1 h de reação a 4 °C, os derivados foram lavados com tampão fosfato 10 mM 

pH 7,0. A atividade lipásica dos sobrenadantes e dos derivados enzimáticos foi 

determinada pelo método descrito anteriormente. Os derivados obtidos foram estocados a 4 

ºC. 

 

4.2.4.5 Imobilização covalente em suporte DEAE-Sephacel pré-ativado com diferentes 

concentrações de glutaraldeído 

O suporte DEAE-Sephacel foi pré-ativado com duas concentrações diferentes de 

glutaraldeído de acordo com os protocolos reportados por Betancor e colaboradores 

(2006a, 2006b). 
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Em cada tubo contendo 5 g do suporte foram adicionados 20 mL de glutaraldeído a 

0,5% (v/v) ou a 15% (v/v), diluídos em tampão fosfato 200 mM pH 7,0. 

Após 1 h de reação a 25 °C, os suportes incubados com glutaraldeído a 0,5% foram 

lavados, exaustivamente, com tampão fosfato 25 mM pH 7,0, seguido de água milli-Q e 

filtrados a vácuo. 

A reação de imobilização foi iniciada com a adição de 10 mL da preparação 

enzimática, diluída em tampão fosfato 5 mM pH 7,0, previamente incubada com Triton X-

100 a 0,005% (v/v) por  1 h, ao suporte pré-ativado. 

Durante a adsorção foram retiradas alíquotas do sobrenadante em diferentes tempos 

de imobilização para determinação da atividade enzimática e do teor de proteína. Após 90 

minutos, os derivados foram lavados com tampão fosfato de potássio 25 mM, pH 7,0. A 

atividade lipásica dos sobrenadantes de imobilização e dos derivados enzimáticos foi 

determinada pelo método descrito anteriormente. Os derivados obtidos foram estocados a 4 

ºC. 

Após 15 horas de reação a 25 °C, os suportes incubados com glutaraldeído a 15% 

(v/v) foram lavados, exaustivamente, com tampão fosfato 25 mM pH 7,0, seguido de água 

milli-Q e filtrados a vácuo. 

Os procedimentos de imobilização, de determinação da atividade lipásica e do teor 

de proteína foram semelhantes aos utilizados para os suportes pré-ativados com 

glutaraldeído a 0,5 %. Da mesma forma, os derivados obtidos foram estocados a 4º C. 

 

4.2.4.6 Imobilização covalente em suportes epóxido (Eupergit C) 

A reação de imobilização foi iniciada com a adição de 100 mL da preparação 

enzimática de C. rugosa ou de R. miehei, diluída em tampão fosfato 1 M pH 7,0, a 1 g do 

suporte (KNEZEVIC et al., 2006). Durante a reação foram retiradas alíquotas do 

sobrenadante para determinação da atividade enzimática e do teor de proteína. 

Após 4 h de reação a 4 °C, os derivados foram lavados com tampão fosfato 25 mM 

pH 7,0. A atividade lipásica dos sobrenadantes e dos derivados enzimáticos foi 

determinada pelo método espectrofotométrico. Os derivados obtidos foram estocados a 4 

ºC. 
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4.2.5 Eletroforese em gel de poliacrilamida (SDS-PAGE) 

A análise das preparações enzimáticas foi realizada, antes e após os processos de 

imobilização, por eletroforese em gel de poliacrilamida, em condições desnaturantes (SDS-

PAGE), segundo Laemmli (1970). 

As amostras contendo quantidades conhecidas de proteínas foram adicionadas a 

igual volume de tampão de amostra (Tris-HCl 0,1 M, pH 6,8, contendo SDS 4% (p/v), 

glicerol 20% (v/v), ditiotreitol 0,1 M, azul de bromofenol 0,2% (p/v)), fervidas por 5 

minutos, centrifugadas (centrífuga Mini Spin, Eppendorf) e aplicadas no gel. 

Para este sistema de eletroforese foi utilizado um gel de resolução (10% de 

acrilamida) e um gel de empacotamento (5% de acrilamida). Inicialmente, o sistema foi 

submetido a uma corrente de 45 V até o final do gel de empacotamento e, a partir do gel de 

resolução, o sistema foi submetido a uma corrente de 120 V. 

Foi utilizado um padrão de massa molecular (GE Healthcare) contendo as seguintes 

proteínas: fosforilase b (97 KDa), albumina (66 KDa), ovalbumina (45 KDa), anidrase 

carbônica (30 KDa), inibidor de tripsina (20,1 KDa) e α-lactalbumina (14,4 KDa). 

Após a corrida, os géis foram corados pela prata para visualização das proteínas, de 

acordo com protocolo descrito na literatura (MERRIL, 1990). 

A partir das massas moleculares e das mobilidades eletroforéticas relativas dos 

padrões (distância de migração da proteína em relação à distância de migração do corante 

do tampão de amostra) foram construídos gráficos para estimar as massas moleculares das 

lipases (Anexos 3 e 4). 

 

4.2.6 Cálculo de rendimento de imobilização e atividade recuperada 

 Os parâmetros rendimento de imobilização e atividade recuperada foram calculados 

para avaliação da técnica de imobilização. O rendimento de imobilização expressa a 

quantidade de lipase, teoricamente imobilizada, enquanto a atividade recuperada é a 

relação de quanto, destas enzimas, se encontram ativas (BRÍGIDA, 2010). 

 O rendimento de imobilização e atividade recuperada foram obtidos pelas seguintes 

fórmulas (BRÍGIDA, 2010):  
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Onde: 

R = rendimento de imobilização 

Atrecuperada = atividade recuperada no derivado 

 Ats = atividade lipásica medida no sobrenadante após um dado período de imobilização 

(U) 

Atb = atividade lipásica medida na preparação enzimática após o mesmo tempo de 

imobilização (U) 

Atd = atividade lipásica medida no derivado (U/g) 

At0 = atividade lipásica na preparação enzimática (U) 

Ms = massa do derivado (g) 

 

4.2.7 Caracterização dos biocatalisadores 

Os derivados enzimáticos foram avaliados quanto à atividade, seletividade e 

estabilidade, em diferentes condições. 

 

4.2.8 Hidrólise enzimática do mandelato de etila 

O mandelato de etila foi inicialmente dissolvido em 1 mL de DMSO e, em seguida,  

foi adicionado tampão fosfato de potássio 25 mM, pH 7,0 em quantidade suficiente para 

completar o volume final de  20 mL e obter uma concentração final de substrato de 10 

mM. Os derivados selecionados foram incubados com 15 mL deste substrato e as reações 

de hidrólise foram conduzidas a 25 °C. Alíquotas de 1,0 mL foram retiradas nos tempos 0, 

3 h, 6 h, 9 h, 12 h, 24 h e 30 h, paralisadas por filtração e imediatamente congeladas 

(TICOM, 2003).   
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4.2.9 Análise por cromatografia líquida de alta eficiência (CLAE) dos produtos das 

reações de hidrólise enzimática 

O grau de hidrólise (conversão) foi determinado por CLAE em fase reversa em 

cromatógrafo Shimadzu composto de forno (CTO-20A), injetor automático (SIL-30AC) e 

bomba (SIL-30AD), acoplado a detectores de rede de fotodiodos UV/Vis (Shimadzu SPD-

M20A), utilizando o software LCSolutions. Para estes ensaios foi utilizada uma coluna 

Kromasil C18 100-5 (150 × 4,6 mm). A fase móvel foi constituída por tampão fosfato de 

amônio 10 mM pH 2,95 e acetonitrila (80:20 v/v nos primeiros 5 minutos, variando de 

80:20 a 70:30 no minuto seguinte e permanecendo a 70:30 por mais 9 minutos, quando 

então retornava à concentração inicial para começar uma nova injeção), em fluxo de 1,2 

mL/min, temperatura de 25 °C e detecção de UV realizada a 225 nm (adaptado de 

VOLPATO, 2009).  

 

4.2.10 Determinação da concentração dos isômeros do ácido mandélico por CLAE em 

coluna quiral 

A análise dos isômeros do ácido mandélico foi realizada por CLAE em fase normal 

em cromatógrafo Elite LaChrom, composto de forno (L-2300), injetor automático (L-2200) 

e bomba (L-2130), acoplado a detectores de rede de fotodiodos UV/Vis (Elite LaChrom L-

2455), utilizando o software EZChrom Elite. Para estes ensaios foi utilizada uma coluna 

quiral Kromasil CelluCoat 5 (250 x 4,6 mm). A fase móvel foi constituída por uma mistura 

isocrática de n-hexano acidificado com 0,1% de ácido trifluoroacético e isopropanol (90:10 

v/v), em fluxo de 1,0 mL/min, temperatura de 25 °C e detecção de UV realizada a 230 nm 

(adaptado de ZHOU et al., 2013).  

 

4.2.11 Análise estatística 

As análises estatísticas dos dados foram realizadas utilizando o programa 

GraphPad Prism® para Windows (La Jolla, CA, EUA), através de análise de variância 

ANOVA unifatorial, na qual os resultados são considerados significativos quando a 

probabilidade é inferior a 5 % (p < 0,05/ intervalo de confiança de 95 %) e teste t de 

Student com nível de significância α = 0,05 (intervalo de confiança de 95 %).  
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5. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

5.1 Efeito da variação da concentração de enzima sobre a atividade lipásica 

Para investigar o efeito da concentração de proteína sobre a atividade das lipases de 

Candida rugosa e Rhizomucor miehei foram utilizados os métodos titulométrico e 

espectrofotométrico. Os resultados obtidos estão apresentados nas figuras 10 e 11. 
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Figura 10: Efeito da concentração de proteína sobre a atividade da lipase de Candida rugosa, 

determinada pelos métodos titulométrico (A) e espectrofotométrico (B). 
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Figura 11: Efeito da concentração de proteína sobre a atividade da lipase de Rhizomucor miehei, 

determinada pelos métodos titulométrico (A) e espectrofotométrico (B). 

 

Pode-se observar claramente, nas figuras 10A e 11A, com o método titulométrico, 

que as lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei apresentaram uma atividade maior 
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quando foi utilizada uma menor concentração de proteínas no ensaio. A atividade diminuiu 

à medida que a concentração de proteínas foi aumentando. 

Com o método espectrofotométrico (Figuras 10B e 11B) foram obtidos resultados 

semelhantes ao método titulométrico, sendo possível reafirmar que ao aumentar a 

concentração de proteína houve a diminuição da atividade das lipases de Candida rugosa e 

Rhizomucor miehei. 

Os resultados obtidos pelo método espectrofotométrico são também semelhantes 

aos obtidos por Palomo e colaboradores (2003), que mostraram a ocorrência de diminuição 

da atividade de diferentes preparações de lipase à medida que a concentração de proteínas 

era aumentada no ensaio. Estes pesquisadores propuseram que este efeito fosse decorrente 

da formação de dímeros de lipase, formados pela interação das regiões hidrofóbicas dos 

sítios ativos destas enzimas. A proporção destes dímeros aumentaria na medida em que a 

concentração de proteína aumentasse devido ao aumento das interações hidrofóbicas. 

Segundo eles, esta agregação poderia ser evitada pela adição de tensoativos à preparação 

enzimática ou pela utilização de substratos insolúveis, situação em que ocorreria a ativação 

interfacial. 

 No entanto, diferentemente do proposto por Palomo e colaboradores (2003), 

verificamos o mesmo efeito quando as atividades das lipases de Candida rugosa e 

Rhizomucor miehei foram determinadas pelo método titulométrico, condição em que é 

usado o óleo de oliva (substrato insolúvel) em emulsão, o qual promove a ativação 

interfacial da lipase. Assim, apesar de provável que a diminuição da atividade lipásica seja 

causada pela agregação da enzima, a ocorrência da ativação interfacial por si só talvez não 

seja suficiente para impedir a interação hidrofóbica e a consequente formação dos 

agregados enzimáticos. Esta possibilidade é corroborada por resultados obtidos 

anteriormente em nosso laboratório (TICOM, 2003). 

A partir destes experimentos, a atividade lipásica passou a ser sempre determinada 

pelo método espectrofotométrico. 

 

5.2 Efeito da variação da concentração de proteína sobre a atividade lipásica de 

Candida rugosa, na ausência e presença de diferentes concentrações de Triton X-100  

Para avaliar se o uso de Triton X-100 poderia evitar ou diminuir o efeito de 

agregação/dimerização, a atividade da lipase de C. rugosa, pré-incubada na presença deste 
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aditivo a 0,005% (v/v) e 0,05% (v/v), foi determinada utilizando-se duas concentrações de 

proteína. Os resultados obtidos estão apresentados na figura 12. 
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Figura 12: Atividade da lipase de Candida rugosa determinada pelo método espectrofotométrico, 

na ausência e na presença de Triton X-100. 

 

Vários autores investigaram o efeito do Triton X-100 sobre a atividade de diversas 

lipases. Palomo e colaboradores (2003) verificaram que a atividade da lipase B de Candida 

antarctica diminuiu à medida que a concentração de proteínas foi aumentada. Na maior 

concentração testada (4 µg/mL), a atividade lipásica foi reduzida em 80%. Com a adição 

de Triton X-100 a 0,1% a atividade lipásica foi reduzida em apenas 10%, na mesma 

concentração de proteína. 

Fernandez-Lorente e colaboradores (2003) obtiveram resultados semelhantes, ao 

verificarem uma diminuição da atividade da lipase de Pseudomonas fluorescens à medida 

que a concentração de proteínas foi aumentada. Estes autores verificaram uma redução de 

80% na atividade da lipase de Pseudomonas fluorescens, na maior concentração de 

proteína testada (8 µg/mL). Quando o Triton X-100 a 0,1% foi adicionado, a atividade 

lipásica da preparação enzimática praticamente não foi alterada, permanecendo próxima de 

100%. Assim, estes autores propuseram que este detergente apresenta um efeito sobre a 

dissociação da estrutura bimolecular das lipases. 

No entanto, diferentemente do observado por estes autores, verificamos que a 

adição do tensoativo Triton X-100 a 0,05% (v/v) acarretou em diminuição da atividade 
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lipásica de Candida rugosa, nas duas concentrações de proteína analisadas (Figura 12). Por 

outro lado, a adição de Triton X-100 a 0,005% (v/v) promoveu um aumento da atividade 

lipásica, tanto na concentração de proteína mais baixa quanto na mais alta (29% e 26% de 

aumento, respectivamente). Estes resultados sugerem um efeito do Triton X-100 a 0,005% 

(v/v) sobre a desagregação da lipase de C. rugosa. 

 

5.3 Adsorção das lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei, pré-incubadas com 

triton X-100 a 0,005% (v/v), a suporte aminado 

Os resultados da adsorção das lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei ao 

suporte aminado DEAE-Sephacel estão apresentados nas figuras 13 e 14. 
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Figura 13: Adsorção da lipase de Candida rugosa no suporte DEAE-Sephacel. Atividade lipásica 

no sobrenadante da imobilização (A) e dosagem de proteínas (B). 
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Figura 14: Adsorção da lipase de Rhizomucor miehei no suporte DEAE-Sephacel. Atividade 

lipásica no sobrenadante da imobilização (A) e dosagem de proteínas (B). 

 

Os resultados das figuras 13A e 14A mostram que as lipases de Candida rugosa e 

Rhizomucor miehei foram completamente retidas pelo suporte (DEAE-Sephacel), não 

sendo detectada atividade lipásica no sobrenadante após 5 minutos de incubação das 

enzimas com o suporte, pelo método espectrofotométrico. Resultado semelhante também 

foi observado pela dosagem do teor de proteínas (Figuras 13B e 14B), onde foi observado 

decréscimo da concentração de proteínas após o início da reação, apesar de não ter havido 

total retenção da proteína pelo suporte, provavelmente por serem preparações não 

purificadas, que contêm outras proteínas além de lipase. 

Estes resultados são semelhantes aos obtidos por Bolivar e colaboradores (2009), 

que verificaram a adsorção da enzima penicilina G acilase de E. coli em diferentes suportes 

aminados. Estes autores verificaram que a enzima foi totalmente adsorvida nos suportes 

MANAE-agarose e amino-epoxi-agarose em baixa força iônica (5 mM de NaCl). 

 

5.4 Dessorção das lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei do suporte aminado  

Os resultados da dessorção das lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei do 

suporte DEAE-Sephacel com concentrações de 100 a 800 mM de NaCl estão apresentados 

nas figuras 15 e 16. 
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Figura 15: Dessorção da lipase de Candida rugosa do suporte DEAE-Sephacel com concentrações 

crescentes de NaCl. Atividade lipásica no sobrenadante da imobilização (A) e dosagem de 

proteínas (B). 

 

0,000

0,005

0,010

0,015

0,020

0,025

0 200 400 600 800

p
ro

te
ín

a 
(m

g/
m

L)

NaCL (mM)

0

10

20

30

40

50

60

70

80

0 200 400 600 800

at
iv

id
ad

e
 li

p
ás

ic
a 

(U
/L

)

NaCl (mM)

A B

 

Figura 16: Dessorção da lipase de Rhizomucor miehei do suporte DEAE-Sephacel com 

concentrações crescentes de NaCl. Atividade lipásica no sobrenadante da imobilização (A) e 

dosagem de proteínas(B). 

 

Observa-se na figura 15A que a lipase de C. rugosa começou a ser dessorvida do 

suporte com NaCl 100 mM. Com 200 mM de NaCl, aproximadamente 43% da atividade 

lipásica foram detectados no sobrenadante, pelo método espectrofotométrico. A dessorção 

foi também verificada pelo aumento da concentração de proteínas à medida que foi 

aumentada a concentração de NaCl, ocorrendo o máximo de dessorção com 200 mM de 

NaCl (Figura 15B). 

A lipase de R. miehei também foi dessorvida do suporte DEAE-Sephacel com 

concentrações crescentes de NaCl, sendo 200 mM a concentração mínima necessária para 

a dessorção. Nesta concentração de NaCl, aproximadamente 61% da atividade lipásica 
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foram detectados no sobrenadante, pelo método espectrofotométrico (Figura 16A). 

Resultados semelhantes foram observados pela dosagem de proteínas (Figura 16B). 

Estes resultados confirmam a adsorção das lipases de C. rugosa e R. miehei no 

suporte DEAE-Sephacel e sugerem uma possível agregação dessas lipases no momento da 

imobilização, acarretando em diminuição da atividade lipásica do derivado obtido. 

Resultados semelhantes foram obtidos por Pessela e colaboradores (2003), que 

conseguiram dessorver a enzima β-galactosidase de Thermus sp cepa T2 do suporte DEAE 

com concentrações crescentes de NaCl. A concentração mínima necessária para a 

dessorção desta enzima foi de 100 mM e mais de 40% de atividade da β-galactosidase foi 

detectada no sobrenadante do derivado tratado com 300 mM de NaCl.    

 

5.5 Capacidade de carga do suporte aminado DEAE-Sephacel na adsorção das lipases 

de Candida rugosa e Rhizomucor miehei 

Os resultados da capacidade de carga do suporte DEAE-Sephacel na adsorção das 

lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei estão apresentados na figura 17. 

 

0,000

0,100

0,200

0,300

0,400

0,500

0,000 0,200 0,400 0,600

at
iv

id
ad

e 
U

/g
 D

EA
E

mg proteína/g DEAE

0,0

1000,0

2000,0

3000,0

4000,0

5000,0

6000,0

0,000 0,200 0,400 0,600

at
iv

id
ad

e 
U

/g
 D

EA
E

mg proteína/g DEAE

A B

 

Figura 17: Capacidade de carga do suporte DEAE-Sephacel na imobilização das lipases de 

Candida rugosa (A) e Rhizomucor miehei (B). 

 

A atividade lipásica de Candida rugosa no suporte DEAE-Sephacel aumenta 

proporcionalmente à concentração de proteína imobilizada neste suporte pelo menos até 

0,200 mg proteína/g DEAE (Figura 17A). As proteínas se ligam aos grupos amino reativos 

do suporte até que estes estejam todos ligados, a partir deste momento, não ocorre mais 

adsorção de proteínas pelo suporte. Além disso, o aumento da concentração de proteínas 
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acarreta em aumento da formação de agregados/dímeros de lipases, que possuem atividade 

reduzida. 

Este efeito foi mais claramente observado para a lipase de Rhizomucor miehei 

(Figura 17B). Verificou-se que a partir de 0,300 mg proteína/g DEAE o suporte não 

apresenta mais capacidade de adsorção da enzima. 

Estes resultados são extremamente relevantes para o desenvolvimento de novos 

protocolos de imobilização, utilizando o máximo possível de proteína para carregar o 

suporte, com o mínimo de agregação. 

 

5.6 Rendimento de imobilização e atividade recuperada dos derivados obtidos por 

adsorção a suporte aminado 

O rendimento de imobilização e atividade recuperada dos derivados obtidos por 

adsorção das lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei a suporte aminado estão 

apresentados na tabela 1. 

 

Tabela 1. Rendimento de imobilização e atividade recuperada dos derivados obtidos por adsorção 

das lipases de C. rugosa e R. miehei a DEAE-Sephacel. 

  Suporte aminado DEAE-Sephacel 

  Rendimento (%) Atividade recuperada (%) 

lipase de Candida rugosa 100 41 

lipase de Rhizomucor miehei 100 67 

 

Na tabela 1 estão representados os resultados dos rendimentos para a adsorção das 

lipases de C. rugosa e R. miehei no suporte aminado DEAE-Sephacel. Estes resultados 

indicam que a lipase foi completamente imobilizada nesta resina de troca iônica. No 

entanto, uma vez que o cálculo do rendimento de imobilização é feito a partir da atividade 

enzimática remanescente no sobrenadante, o valor obtido representa o quanto de enzima 

foi teoricamente imobilizado no suporte. 

As lipases de C. rugosa e R. miehei imobilizadas por adsorção neste suporte, 

apresentaram atividades recuperadas de 41% e 67%, respectivamente. 

Neste tipo de imobilização a adsorção da proteína ao suporte é eletrostática, uma 

interação mais fraca, o que implica na possibilidade de dessorção da enzima com aplicação 

de alta força iônica quando a atividade do catalisador não for mais rentável. Assim, o 
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suporte pode ser facilmente recuperado e pode-se proceder a uma nova imobilização 

(SILVA, 2009). 

 

5.7 Eletroforese em gel de poliacrilamida (SDS-PAGE) 

Os resultados da análise das preparações enzimáticas antes e após os processos de 

imobilização por eletroforese em gel de poliacrilamida, em condições desnaturantes (SDS-

PAGE), estão apresentados nas figuras 18, 19 e 20. 

 

 

 

Figura 18: Análise da adsorção e dessorção da lipase de Candida rugosa em DEAE-Sephacel por 

eletroforese em gel de poliacrilamida, em condições desnaturantes (SDS-PAGE). 1: Padrão de peso 

molecular (fosforilase b (97 KDa), albumina (66 KDa), ovalbumina (45 KDa), anidrase carbônica 

(30 KDa)); 2: Sobrenadante 90 min de imobilização; 3: Enzima bruta; Dessorção com 4: NaCl 100 

mM; 5: NaCl 200 mM; 6: NaCl 400 mM; e 7: NaCl 600 mM; 8: Albumina de soro bovino. 
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Figura 19: Análise da adsorção da lipase de Candida rugosa em DEAE-Sephacel por eletroforese 

em gel de poliacrilamida, em condições desnaturantes (SDS-PAGE). 1: Padrão de peso molecular 

(fosforilase b (97 KDa), albumina (66 KDa), ovalbumina (45 KDa), e anidrase carbônica (30 

KDa)); 2: Enzima bruta; 3: Enzima imobilizada; 4: Sobrenadante 5 min de imobilização; 5: 

Sobrenadante 90 min de imobilização; 6: Albumina de soro bovino. 

 

 

Figura 20: Análise da adsorção e dessorção da lipase de Rhizomucor miehei em DEAE-Sephacel 

por eletroforese em gel de poliacrilamida, em condições desnaturantes (SDS-PAGE). 1: Padrão de 

peso molecular (fosforilase b (97 KDa), albumina (66 KDa), ovalbumina (45 KDa), e anidrase 

carbônica (30 KDa)); 2: Enzima bruta; 3: Sobrenadante 90 min de imobilização; 4: Enzima 
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imobilizada; Dessorção com 5: NaCl 100 mM; 6: NaCl 200 mM; 7: NaCl 300 mM; 8: NaCl 400 

mM; 9: NaCl 600 mM e 10: NaCl 800 mM. 

 

As análises da lipase de Candida rugosa por eletroforese desnaturante (SDS-

PAGE), antes e após a realização da imobilização, mostraram que ocorreu a dessorção 

desta enzima do suporte a partir de 100 mM de NaCl (Figura 18). 

Os resultados da figura 19 mostram uma banda de proteína mais abaixo que a do 

padrão de albumina, presente na preparação enzimática bruta e no derivado, mas ausente 

nos sobrenadantes da imobilização. A partir da mobilidade eletroforética obtida foi 

calculada a massa molecular da lipase, que correspondeu a 57,3 KDa. 

Pernas e colaboradores (2000) relataram que a massa molecular das isoenzimas 

Lip2 e Lip3 da lipase de Candida rugosa são de 58 KDa e 62 KDa, respectivamente. 

Assim, a banda de proteína que corresponde à lipase de Candida rugosa deve estar na faixa 

de 60 KDa e ser observada no gel de eletroforese em posição próxima do padrão de 

albumina (66 KDa). Uma vez que não foi detectada atividade lipásica nos sobrenadantes 

após 5 e 90 minutos de reação e foi verificada uma banda de proteína com massa molecular 

muito próxima à da lipase de C. rugosa por SDS-PAGE (Figura 19), podemos concluir que 

a lipase de C. rugosa foi efetivamente imobilizada no suporte DEAE-Sephacel. 

A eletroforese desnaturante da lipase de Rhizomucor miehei (Figura 20) também 

mostra a dessorção desta lipase com concentrações crescentes de NaCl, em que a maior 

parte da enzima foi dessorvida com 200 mM do sal. 

Na preparação enzimática bruta e na enzima ligada ao suporte foi observada uma 

proteína com massa molecular próxima a do padrão de anidrase carbônica (30 KDa), que 

está ausente no sobrenadante da imobilização (Figura 20). Com os dados da mobilidade 

eletroforética relativa obtida por SDS-PAGE, foi possível calcular a massa molecular da 

lipase de R. miehei em 31,6 KDa. Rodrigues e Fernández-Lafuente (2010) relataram a 

massa molecular da lipase de Rhizomucor miehei como sendo 31,6 KDa, o que 

corresponde exatamente ao valor encontrado. Portanto, da mesma forma que para a lipase 

de C. rugosa, podemos concluir que a lipase de R. miehei foi de fato imobilizada no 

suporte DEAE-Sephacel, não sendo detectada no sobrenadante da preparação. 
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5.8 Adsorção das lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei a suportes 

hidrofóbicos 

Os resultados da adsorção das lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei a 

suportes hidrofóbicos fenil-agarose e octil-agarose estão apresentados nas figuras 21, 22, 

23 e 24. 
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Figura 21: Adsorção da lipase de Candida rugosa a suporte hidrofóbico fenil-agarose. Atividade 

lipásica no sobrenadante da imobilização (A) e dosagem de proteínas (B). 
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Figura 22: Adsorção da lipase de Rhizomucor miehei a suporte hidrofóbico fenil-agarose. 

Atividade lipásica no sobrenadante da imobilização (A) e dosagem de proteínas (B). 
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Figura 23: Adsorção da lipase de Candida rugosa a suporte hidrofóbico octil-agarose. Atividade 

lipásica no sobrenadante da imobilização (A) e dosagem de proteínas (B). 
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Figura 24: Adsorção da lipase de Rhizomucor miehei a suporte hidrofóbico octil-agarose. 

Atividade lipásica no sobrenadante da imobilização (A) e dosagem de proteínas (B). 

 

Os resultados das figuras 21A e 22A mostram que as lipases de Candida rugosa e 

Rhizomucor miehei foram adsorvidas no suporte fenil-agarose, sendo detectada diminuição 

da atividade lipásica no sobrenadante, pelo método espectrofotométrico. Resultados 

semelhantes também foram observados com essas lipases adsorvidas no suporte octil-

agarose (Figuras 23A e 24A). Os resultados da dosagem do teor de proteínas (Figuras 21B, 

22B, 23B e 24B), também indicam que as lipases foram adsorvidas nestes suportes devido 

ao decréscimo da concentração de proteínas após o início da reação. 
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As lipases são adsorvidas nos suportes fenil-agarose e octil-agarose através da 

interação hidrofóbica da face interna de sua tampa com o suporte hidrofóbico, ocorrendo a 

fixação da conformação aberta, que é a conformação ativa da enzima (BRADY et al., 

1990; BASTIDA et al., 1998 FERNÁNDEZ-LORENTE et al., 2007). 

 

5.9 Capacidade de carga dos suportes hidrofóbicos na adsorção das lipases de 

Candidade rugosa e Rhizomucor miehei 

Os resultados da capacidade de carga dos suportes hidrofóbicos fenil-agarose e 

octil-agarose na adsorção das lipases de C. rugosa e R. miehei estão apresentados nas 

figuras 25 e 26.  
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Figura 25: Capacidade de carga dos suportes hidrofóbicos na adsorção da lipase de Candida 

rugosa. Fenil-agarose (A) e octil-agarose (B). 
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Figura 26: Capacidade de carga dos suportes hidrofóbicos na adsorção da lipase de Rhizomucor 

meihei. Fenil-agarose (A) e octil-agarose (B). 

 

Observa-se nas figuras 25A e 25B que a capacidade de carga máxima dos suportes 

hidrofóbicos na adsorção da lipase de C. rugosa foi de 5 mg proteína/g fenil-agarose ou 

octil-agarose.  

Os resultados das figuras 26A e 26B mostram que, em relação à adsorção da lipase 

de R. meihei, a capacidade de carga máxima foi de 5 mg proteína/g fenil-agarose ou 3 mg 

proteína/g octil-agarose. 

A partir destes valores os suportes não apresentam mais capacidade de adsorver as 

enzimas, pois todos os seus grupos hidrofóbicos já estão ligados. 

 

5.10 Rendimento de imobilização e atividade recuperada dos derivados obtidos por 

imobilização a suportes hidrofóbicos 

O rendimento de imobilização e atividade recuperada dos derivados obtidos por 

adsorção das lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei aos suportes hidrofóbicos 

fenil-agarose e octil-agarose estão apresentados na tabela 2. 

 

Tabela 2. Rendimento de imobilização e atividade recuperada dos derivados obtidos por 

imobilização aos suportes hidrofóbicos fenil-agarose e octil-agarose. 

          fenil-agarose              octil-agarose 

  

Rendimento 

(%) 

Atividade 

recuperada (%) 

Rendimento 

(%) 

Atividade 

recuperada (%) 

lipase de C. rugosa 25 22 56 78 

lipase de R. miehei 48 22 36 54 
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A tabela 2 mostra rendimentos de 25% e 56% para a adsorção da lipase de C. 

rugosa aos suportes fenil-agarose e octil-agarose, respectivamente. As atividades 

recuperadas foram de 22% e 78%, para a lipase de C. rugosa imobilizada nestes suportes. 

Para a lipase de R. miehei adsorvida aos suportes fenil-agarose e octil-agarose 

foram obtidos rendimentos de imobilização de 48% e 36% e atividades recuperadas de 

22% e 54%, respectivamente. 

Estes resultados indicam que as lipases de C. rugosa e R. miehei foram  

imobilizadas nestas resinas hidrofóbicas. No entanto, devido aos baixos valores de 

rendimento e atividade recuperada os derivados obtidos por imobilização em fenil-agarose 

não foram utilizados nos estudos subsequentes. 

 

5.11 Imobilização covalente das lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei em 

suporte DEAE-Sephacel pré-ativado com diferentes concentrações de glutaraldeído 

Os resultados da imobilização covalente das lipases de Candida rugosa e 

Rhizomucor miehei no suporte aminado DEAE-Sephacel pré-ativado com glutaraldeído 

0,5% (v/v) ou 15% (v/v) estão apresentados nas figuras 27, 28, 29 e 30. 
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Figura 27: Imobilização da lipase de Candida rugosa em suporte DEAE-Sephacel pré-ativado com 

glutaraldeído 0,5% (v/v). Atividade lipásica no sobrenadante da imobilização (A) e dosagem de 

proteínas (B). 
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Figura 28: Imobilização da lipase de Candida rugosa em suporte DEAE-Sephacel pré-ativado com 

glutaraldeído 15% (v/v). Atividade lipásica no sobrenadante da imobilização (A) e dosagem de 

proteínas (B). 
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Figura 29: Imobilização da lipase de Rhizomucor miehei em suporte DEAE-Sephacel pré-ativado 

com glutaraldeído 0,5% (v/v). Atividade lipásica no sobrenadante da imobilização (A) e dosagem 

de proteínas (B). 
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Figura 30: Imobilização da lipase de Rhizomucor miehei em suporte DEAE-Sephacel pré-ativado 

com glutaraldeído 15% (v/v). Atividade lipásica no sobrenadante da imobilização (A) e dosagem 

de proteínas (B). 

 

Observa-se que a lipase de Candida rugosa foi completamente imobilizada no 

suporte DEAE-Sephacel pré-ativado com glutaraldeído, tanto a 0,5% (v/v) como a 15% 

(v/v) (Figuras 27A e 28A, respectivamente), não tendo sido detectada atividade lipásica no 

sobrenadante após 15 minutos de incubação da enzima com o suporte, em ambos os casos. 

Os resultados da dosagem do teor de proteínas do sobrenadante (Figuras 27B e 28B) 

também sugerem a completa imobilização das proteínas, sendo observado o 

desaparecimento das proteínas do sobrenadante logo após o início da reação. 

A lipase de Rhizomucor miehei também foi completamente imobilizada no suporte 

DEAE-Sephacel pré-ativado com glutaraldeído, tanto a 0,5% (v/v) como a 15% (v/v) 

(Figuras 29A e 30A, respectivamente). Os resultados da dosagem do teor de proteínas do 

sobrenadante (Figuras 29B e 30B) também sugerem a completa imobilização das proteínas.  

Resultados semelhantes foram obtidos por Betancor e colaboradores (2006b) 

utilizando as enzimas D-aminoácido oxidase e glutaril 7-ACA acilase. Segundo estes 

autores, o glutaraldeído a 0,5% (v/v) e 15% (v/v) modifica os grupos amino do suporte 

com uma ou duas moléculas de glutaraldeído (monômeros ou dímeros), formando suportes 

heterofuncionais. Assim, a reação de imobilização de proteínas nos suportes pré-ativados 

ocorreria, primeiramente, através da interação iônica de grupos com carga negativa da 

superfície da proteína com os grupos amino do suporte, seguida pela ligação covalente 

possibilitada pelos monômeros ou dímeros de glutaraldeído da superfície do suporte com 

grupos amino da superfície da proteína (BETANCOR et al., 2006b). 
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5.12 Capacidade de carga do suporte DEAE-Sephacel pré-ativado com diferentes 

concentrações de glutaraldeído 

Os resultados da capacidade de carga do suporte DEAE-Sephacel pré-ativado com 

diferentes concentrações de glutaraldeído na imobilização covalente das lipases de 

Candida rugosa e Rhizomucor miehei estão apresentados nas figuras 31 e 32.  
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Figura 31: Capacidade de carga do suporte DEAE-Sephacel pré-ativado com diferentes 

concentrações de glutaraldeído na imobilização da lipase de Candida rugosa. Suporte pré-ativado 

com glutaraldeído 0,5% (v/v) (A) e 15% (v/v) (B). 
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Figura 32: Capacidade de carga do suporte DEAE-Sephacel pré-ativado com diferentes 

concentrações de glutaraldeído na imobilização da lipase de Rhizomucor miehei. Suporte pré-

ativado com glutaraldeído 0,5% (v/v) (A) e 15% (v/v) (B). 

 

Inicialmente, o aumento de atividade da lipase de Candida rugosa no suporte 

DEAE-Sephacel pré-ativado com glutaraldeído 0,5% (v/v) e 15% (v/v) é diretamente 
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proporcional ao aumento da concentração de proteína imobilizada nestes suportes 

covalentes. Para estes dois tipos de suportes a partir de 0,30 mg proteína/g suporte, o 

aumento da concentração de proteínas não leva a um proporcional incremento na atividade 

do derivado obtido.  

Resultados semelhantes foram obtidos para a lipase de R. miehei imobilizada no 

suporte DEAE-Sephacel pré-ativado com glutaraldeído 0,5% (v/v) e 15% (v/v). Entretanto, 

o máximo de proteína retida foi 0,20 mg/g destes suportes.    

A ligação covalente é possibilitada pelos monômeros ou dímeros de glutaraldeído 

da superfície do suporte com grupos amino da superfície da proteína (BETANCOR et al., 

2006b). A ligação ocorre até que todos os monômeros e dímeros estejam ligados, a partir 

deste momento, não ocorre mais imobilização de proteínas pelo suporte. Adicionalmente, o 

aumento da concentração de proteínas acarreta em aumento da formação de 

agregados/dímeros de lipases, que possuem atividade reduzida. 

 

5.13 Dessorção das lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei do suporte DEAE-

Sephacel pré-ativado com diferentes concentrações de glutaraldeído 

Os resultados da dessorção das lipases de C. rugosa e de R. miehei do suporte 

DEAE-Sephacel pré-ativado com glutaraldeído 0,5% (v/v) e 15% (v/v) estão apresentados 

na tabela abaixo. 

 

Tabela 3. Dessorção das lipases de C. rugosa e de R. miehei do suporte DEAE-Sephacel pré-

ativado com diferentes concentrações de glutaraldeído (imobilização covalente). 

  lipase de Candida rugosa lipase de Rhizomucor miehei 

  

Dessorção com NaCl  

800 mM (%) 

Dessorção com NaCl  

800 mM (%) 

monômeros DEAE-glutaraldeído 0 0 

dímeros DEAE-glutaraldeído 0 0 

 

Os resultados da tabela 3 mostram que as lipases de C. rugosa e R. miehei não 

foram dessorvidas dos suportes, modificados com monômeros e dímeros de glutaraldeído, 

mesmo com aplicação de alta força iônica (NaCl 800 mM).  

Persson, Bulow e Mosbach (1990) relataram que na imobilização por ligação 

covalente, a ocorrência de dessorção da enzima durante as reações catalíticas é reduzida 

devido à forte ligação entre a enzima e o suporte. 
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Assim, estes resultados confirmam a imobilização destas lipases por ligação 

covalente, possibilitada pelos monômeros ou dímeros de glutaraldeído da superfície do 

suporte com grupos amino da superfície da proteína. 

 

5.14 Rendimento de imobilização e atividade recuperada dos derivados obtidos por 

imobilização covalente em suporte DEAE-Sephacel pré-ativado com diferentes 

concentrações de glutaraldeído 

O rendimento de imobilização e atividade recuperada dos derivados obtidos por 

imobilização covalente das lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei estão 

apresentados nas tabelas 4 e 5. 

 

Tabela 4. Rendimento de imobilização e atividade recuperada dos derivados obtidos por 

imobilização covalente da lipase de C. rugosa em suporte DEAE-Sephacel pré-ativado com 

diferentes concentrações de glutaraldeído. 

lipase de Candida rugosa 

  Rendimento (%) Atividade recuperada (%) 

monômeros DEAE-glutaraldeído 100 48 

dímeros DEAE-glutaraldeído  100 33 

 

 

Tabela 5. Rendimento de imobilização e atividade recuperada dos derivados obtidos por 

imobilização covalente da lipase de R. miehei em suporte DEAE-Sephacel pré-ativado com 

diferentes concentrações de glutaraldeído. 

lipase de Rhizomucor miehei 

  Rendimento (%) Atividade recuperada (%) 

monômeros DEAE-glutaraldeído 100 40 

dímeros DEAE-glutaraldeído  100 39 

 

Os resultados das tabelas 4 e 5 mostram rendimentos de 100% para todas as reações 

de imobilização covalente. 

Com a lipase de C. rugosa foram obtidos derivados com atividade recuperada de 

48% e 33% para os suportes modificados com monômeros e dímeros de glutaraldeído, 

respectivamente, enquanto que com a lipase de R. miehei foram obtidos derivados que 

apresentaram 40% e 39% de atividade recuperada, respectivamente.  

Segundo Betancor e colaboradores (2006b), a atividade e estabilidade das enzimas 

imobilizadas em suportes ativados com glutaraldeído dependem do protocolo imobilização 
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empregado. Os diferentes grupos podem produzir diferenças na estabilidade, sendo que o 

espaçador mais curto (monômero) pode dar uma maior rigidez, enquanto o mais longo 

(dímero) pode permitir a reação com mais grupos e, finalmente, a obtenção de melhores 

resultados (BETANCOR et al., 2006b).  

 

5.15 Imobilização covalente das lipases de Candidade rugosa e Rhizomucor miehei em 

suporte epóxido Eupergit C 

Os resultados da imobilização covalente das lipases de C. rugosa e R. miehei em 

suporte epóxido Eupergit C estão apresentados nas figuras 33 e 34. 
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Figura 33: Imobilização covalente da lipase de Candida rugosa em suporte epóxido Eupergit C. 

Atividade lipásica no sobrenadante da imobilização (A) e dosagem de proteínas (B). 
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Figura 34: Imobilização covalente da lipase de Rhizomucor miehei em suporte epóxido Eupergit 

C. Atividade lipásica no sobrenadante da imobilização (A) e dosagem de proteínas (B). 
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Observa-se, nas figuras 33A e 34A que as lipases de C. rugosa e R. miehei foram 

imobilizadas no suporte epóxido Eupergit C, devido ao decréscimo da atividade lipásica 

detectada no sobrenadante durante os tempos de incubação da enzima com o suporte. Os 

resultados da dosagem do teor de proteínas do sobrenadante (Figuras 33B e 34B) também 

sugerem a imobilização das proteínas. 

O suporte Eupergit C forma ligações covalentes multipontuais muito estáveis com 

as enzimas, sob condições experimentais muito suaves, como pH neutro (KATCHALSKI-

KATZIR & KRAEMER, 2000; MATEO et al., 2000). A ligação covalente ocorre através 

dos grupos oxirano do suporte que reagem com os grupamentos amino da enzima em pH 

neutro ou alcalino, ou com os grupamentos sulfidrila e carboxila, em condições ácidas, 

neutras e alcalinas (KATCHALSKI-KATZIR & KRAEMER, 2000; MATEO et al., 2000; 

KNEZEVIC et al., 2006). 

 

5.16 Capacidade de carga do suporte Eupergit C na imobilização covalente das 

lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei 

Os resultados da capacidade de carga do suporte Eupergit C na imobilização 

covalente das lipases de C. rugosa e R. miehei estão apresentados na figura 35.  
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Figura 35: Capacidade de carga do suporte Eupergit C na imobilização covalente das lipases de 

Candida rugosa (A) e Rhizomucor miehei (B). 

 

A capacidade de carga máxima do suporte epóxido Eupergit C, na imobilização das 

lipases de C. rugosa e R. meihei, foi de 3 mg proteína/g suporte e  1,5 mg proteína/g 

suporte, respectivamente (Figuras 35A e 35B).  



 

78 
 

As proteínas se ligam aos grupos oxirano do suporte até que estes estejam todos 

ligados, a partir deste momento, o suporte não apresenta mais capacidade de imobilização 

das enzimas (KATCHALSKI-KATZIR & KRAEMER, 2000; MATEO et al., 2000; 

KNEZEVIC et al., 2006). 

 

5.17 Rendimento de imobilização e atividade recuperada dos derivados obtidos por 

imobilização covalente em suporte epóxido Eupergit C 

O rendimento de imobilização e atividade recuperada dos derivados obtidos por 

imobilização covalente das lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei em suporte 

epóxido Eupergit C estão apresentados na tabela 6. 

 

Tabela 6. Rendimento de imobilização e atividade recuperada dos derivados obtidos por 

imobilização covalente das lipases de C. rugosa e R. miehei em suporte Eupergit C. 

  Suporte Eupergit C   

  Rendimento (%) Atividade recuperada (%) 

lipase de Candida rugosa 83 28 

lipase de Rhizomucor miehei 71 30 

 

Os resultados da tabela 6 mostram rendimentos de 83% e 71% para as reações de 

imobilização covalente das lipases de C. rugosa e R. miehei, respectivamente,  em suporte 

epóxido Eupergit C. Foram obtidos derivados com atividade recuperada de 28% e 30% 

para as lipases de C. rugosa e R. miehei imobilizadas neste tipo de suporte. 

Com a metodologia utilizada, foram obtidos derivados pela reação de grupos 

oxirano do suporte que formaram ligações covalentes multipontuais com os grupos 

reativos dos resíduos de aminoácidos das lipases (KATCHALSKI-KATZIR & 

KRAEMER, 2000; MATEO et al., 2000; KNEZEVIC et al., 2006).  

 

5.18 Estabilidade à estocagem a 4 °C dos derivados obtidos por imobilização das 

lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei  

Os resultados da estabilidade à estocagem a 4 °C dos derivados obtidos por 

imobilização das lipases de C. rugosa e R. miehei em diferentes tipos de suportes estão 

apresentados nas figuras 36 e 37. 
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Figura 36: Estabilidade à estocagem a 4 °C dos derivados obtidos por imobilização da lipase de 

Candida rugosa em suporte aminado DEAE-Sephacel (A), suporte aminado modificado com 

monômeros (B) e dímeros (C) de glutaraldeído, e suportes hidrofóbicos octil-agarose (D) e fenil-

agarose (E). 

 

 
 
 

 

 
Figura 37: Estabilidade à estocagem a 4 °C dos derivados obtidos por imobilização da lipase de 

Rhizomucor miehei em suporte aminado DEAE-Sephacel (A), suporte aminado modificado com 

monômeros (B) e dímeros (C) de glutaraldeído, e suportes hidrofóbicos octil-agarose (D) e fenil-

agarose (E). 
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Os derivados obtidos com o suporte aminado DEAE-Sephacel modificado com 

monômeros de glutaraldeído apresentaram a melhor estabilidade à estocagem a 4 °C, 

permanecendo com atividade acima de 100% por até 28 dias para a lipase de C. rugosa e 

por até 35 dias para a lipase de R. miehei. Vários autores têm relatado que o uso de 

glutaraldeído na ativação de suportes aminados acarreta em elevada estabilidade da ligação 

amino-glutaraldeído (BURTEAU, BURTON & CRICHTO, 1989; VAN AKEN et al., 

2000; DOS REIS-COSTA et al., 2003; MAGNAN et al., 2004; SEYHAN & ALPTEKIN, 

2004; BETANCOR et al., 2006b). Essa imobilização covalente geralmente confere uma 

significativa melhora na estabilidade da enzima quando comparada com a imobilização por 

adsorção (KARIM & HASHINAGA, 2002; IDRIS & BUKHARI, 2012). 

Os derivados obtidos por adsorção da lipase de C. rugosa a suporte aminado e 

suporte modificado com dímeros de glutaraldeído só permaneceram com boa estabilidade 

por 7 dias, enquanto que os derivados obtidos por adsorção a suportes hidrofóbicos fenil-

agarose e octil-agarose permaneceram com aproximadamente 100% de atividade por até 

14 dias. Por outro lado, o derivado obtido por adsorção da lipase de R. miehei a suporte 

hidrofóbico octil-agarose apresentou 50% de atividade por até 28 dias, enquanto que os 

derivados obtidos pela imobilização desta lipase a suporte aminado, suporte modificado 

com dímeros de glutaraldeído, e suporte hidrofóbico fenil-agarose só permaneceram 

estáveis por 7 dias. 

Por não haver mais suporte Eupergit C disponível no laboratório não foi possível 

preparar novamente os derivados para analisar quanto à estabilidade à estocagem a 4 °C e 

realizar os ensaios subsequentes.  

 

5.19 Hidrólise enzimática do mandelato de etila 

 

5.19.1 Curva padrão de ácido (R,S)-mandélico   

Para quantificar a concentração de ácido mandélico formado nas reações de 

hidrólise do mandelato de etila foi construída a curva padrão de ácido (R,S)-mandélico nas 

concentrações 0,1562; 0,3125; 0,625; 1,25; 2,5 e 5 mM. O cromatograma obtido por 

CLAE em coluna de fase reversa C18 para o padrão de ácido mandélico 1,25 mM está 

apresentado na figura 38, enquanto que os resultados da curva padrão estão apresentados 

na figura 39. 
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Figura 38: Cromatograma do padrão de ácido (R,S)-mandélico 1,25 mM.  

 

 

 

 

 

Figura 39: Curva padrão de ácido (R,S)-mandélico.  

  

 

O padrão de ácido (R,S)-mandélico apresentou tempo de retenção de 2,8 min 

(Figura 38).  

A curva padrão de ácido (R,S)-mandélico (Figura 39) apresentou uma excelente 

linearidade, com um coeficiente de determinação (R
2
) de 0,9996. Este coeficiente é 
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superior ao preconizado pela RDC 899/2003 que estabelece um R
2 

mínimo igual a 0,99. Os 

limites de detecção e quantificação foram de 0,1240 e 0,4134 mM, respectivamente. 

O teste t de Student foi aplicado para as triplicatas de cada concentração do padrão 

e as variações não foram significativas (nível de significância α=0,05 e intervalo de 

confiança de 95%).  

 

5.19.2 Análise por CLAE do grau de conversão de mandelato de etila em ácido 

mandélico  

Para avaliar o grau de hidrólise do mandelato de etila (conversão), o ácido 

mandélico formado nesta reação foi identificado e quantificado por CLAE em coluna de 

fase reversa. Os cromatogramas das amostras e os resultados das conversões estão 

apresentados nas figuras 40 a 52. 

Com a metodologia analítica utilizada foi possível identificar e quantificar o ácido 

mandélico produzido nas reações de hidrólise, com uma boa resolução e tempo de análise 

relativamente curto. O ácido mandélico apresentou tempo de retenção médio de 2,8 min 

(Figura 37), enquanto que o mandelato de etila apresentou tempo de retenção médio de 

10,4 min (Figura 40). 

 

 

Figura 40: Cromatograma de amostra do tempo de 0 da reação de hidrólise. 

 

O mandelato de etila utilizado como substrato para as reações de hidrólise não 

estava totalmente puro, visto que se observa também o pico do ácido mandélico no 

cromatograma (Figura 40). Desta forma, para o cálculo da concentração de ácido 
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mandélico produzido nas reações de hidrólise foi descontada a concentração inicial de 

ácido mandélico presente no substrato.  

O derivado da lipase de C. rugosa imobilizada em suporte octil-agarose apresentou 

4,2% conversão de mandelato de etila em ácido mandélico em 30 h de reação (Figuras 41 a 

43, tabela 7). 

  

 

 

Figura 41: Cromatograma de amostra do tempo de 3 h da reação de hidrólise empregando a lipase 

de C. rugosa imobilizada em octil-agarose. 

 

 

 

Figura 42: Cromatograma de amostra do tempo de 30 h da reação de hidrólise empregando a 

lipase de C. rugosa imobilizada em octil-agarose. 

 



 

84 
 

 

0 10 20 30 40
0.0

0.1

0.2

0.3

0.4

0.5

Tempo (h)

Á
c
. 
M

a
n

d
é
li

c
o

 (
m

M
)

 

Figura 43: Ácido mandélico formado na reação de hidrólise do mandelato de etila utilizando a 

lipase de C. rugosa imobilizada em suporte octil-agarose. 

 

O derivado da lipase de R. miehei imobilizada em suporte octil-agarose apresentou 

3,6% de conversão de mandelato de etila em ácido mandélico em 30 h de reação (Figuras 

44 a 46, tabela 7). 

 

 

Figura 44: Cromatograma de amostra do tempo de 3 h da reação de hidrólise empregando a lipase 

de R. miehei imobilizada em octil-agarose. 
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Figura 45: Cromatograma de amostra do tempo de 30 h da reação de hidrólise empregando a 

lipase de R. miehei imobilizada em octil-agarose. 
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Figura 46: Ácido mandélico formado na reação de hidrólise do mandelato de etila utilizando a 

lipase de R. miehei imobilizada em suporte octil-agarose. 

 

O derivado obtido com a lipase de C. rugosa imobilizada em suporte aminado 

modificado com monômeros de glutaraldeído apresentou 2,4% de conversão de mandelato 

de etila em ácido mandélico em 30 h de reação (Figuras 47 a 49, tabela 7).  
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Figura 47: Cromatograma de amostra do tempo de 3 h da reação de hidrólise empregando a lipase 

de C. rugosa imobilizada em suporte aminado pré-ativado com monômeros de glutaraldeído. 

 

 

Figura 48: Cromatograma de amostra do tempo de 30 h da reação de hidrólise empregando a 

lipase de C. rugosa imobilizada em suporte aminado pré-ativado com monômeros de glutaraldeído. 
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Figura 49: Ácido mandélico formado na reação de hidrólise do mandelato de etila utilizando a 

lipase de C. rugosa imobilizada em suporte em suporte aminado pré-ativado com monômeros de 

glutaraldeído. 

 

  

 Estes três derivados não apresentaram eficiência na conversão de mandelato de etila 

em ácido mandélico nas condições de reação utilizadas (Figuras 43, 46 e 49, tabela 7). 

Por outro lado, o derivado obtido pela imobilização da lipase de R. miehei em 

suporte aminado modificado com monômeros de glutaraldeído gerou a maior concentração 

de ácido mandélico em 30 h de reação (2,21 mM), tendo sido, portanto, o derivado que 

promoveu a maior conversão (22,1%) de mandelato de etila em ácido mandélico (Figuras 

50 a 52, tabela 7). Com base a equação y = 0,0015*x
2 

+ 0,0306*x - 0,0114, resultante do 

ajuste dos dados do gráfico, é possível estimar que com um tempo de reação de 60 h seria 

obtida uma conversão de 72% de mandelato de etila em ácido mandélico.  
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Figura 50: Cromatograma de amostra do tempo de 3 h da reação de hidrólise empregando a lipase 

de R. miehei imobilizada em suporte aminado pré-ativado com monômeros de glutaraldeído. 

 

 

 

Figura 51: Cromatograma de amostra do tempo de 30 h da reação de hidrólise empregando a 

lipase de R. miehei imobilizada em suporte aminado pré-ativado com monômeros de glutaraldeído. 
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Figura 52: Ácido mandélico formado na reação de hidrólise do mandelato de etila utilizando a 

lipase de R. miehei imobilizada em suporte aminado pré-ativado com monômeros de glutaraldeído. 

 

Tabela 7. Conversão (%) de mandelato de etila em ácido mandélico. 

  Conversão (%) 

 lipase de C. rugosa lipase de R. miehei 

Tempo (h) 

monômeros de 

glutaraldeído octil-agarose 

monômeros de 

glutaraldeído octil-agarose 

3 1,0 1,0 1,0 0,6 

30 2,4 4,2 22,1 3,6 

 

 

A tabela 8 contém um resumo dos principais resultados obtidos para os derivados 

das lipases de C. rugosa e R. miehei imobilizadas por ligação covalente a suporte aminado 

pré-ativado com monômeros de glutaraldeído e por adsorção em octil-agarose. 

 

Tabela 8. Comparação entre os derivados lipases de C. rugosa e R. miehei imobilizadas por ligação 

covalente a suporte aminado pré-ativado com monômeros de glutaraldeído e por adsorção em octil-

agarose. 

  lipase de C. rugosa lipase de R. miehei 

  

monômeros de 

glutaraldeído 

octil-

agarose 

monômeros de 

glutaraldeído 

octil-

agarose 

Rendimento de imobilização (%) 100 78 100 53 

Atividade recuperada (%) 47 21 67 34 

Estabilidade a 4 °C (dias) 28 14 35 28 

Atividade de hidrólise de mandelato 

de etila (µmol/min.mg suporte) 0,00009 0,0002 0,0007 0,0002 

Conversão (%) 2,4 4,2 22,1 3,6 
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Os resultados mostram que o derivado obtido pela imobilização da lipase de R. 

miehei em suporte aminado modificado com monômeros de glutaraldeído apresentou os 

melhores resultados de rendimento (100%), atividade recuperada (67%), estabilidade à 

estocagem a 4 °C (35 dias), atividade de hidrólise de mandelato de etila (0,0007 

µmol/min.mg suporte) e porcentagem de conversão (22,1%) dentre os quatro derivados 

analisados.  

 

5.20 Determinação por CLAE em coluna quiral da concentração dos isômeros de 

ácido mandélico produzidos nas reações de hidrólise de mandelato de etila  

 

5.20.1 Curva padrão de ácido (R)-mandélico 

Para quantificar o ácido (R)-mandélico formado nas reações de hidrólise foi 

construída uma curva padrão de ácido (R)-mandélico. O cromatograma do padrão de ácido 

(R)-mandélico a 0,5 mM pode ser visualizado na figura 53 e os resultados da curva padrão 

estão apresentados na figura 54. 

 

 

 

Figura 53: Cromatograma do padrão de ácido (R)-mandélico 0,5 mM. 
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A análise do cromatograma mostra que o pico com tempo de retenção em torno de 

10,7 min corresponde ao ácido (R)-mandélico.  
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Figura 54: Curva padrão de ácido (R)-mandélico. 

 

A curva padrão do ácido (R)-mandélico apresentou uma boa linearidade, com um 

coeficiente de determinação (R
2
) de 0,9977. O teste t de Student foi aplicado para as 

triplicatas de cada concentração de ácido (R)-mandélico e as variações não foram 

significativas (nível de significância α=0,05 e intervalo de confiança de 95%).  

Zhou e colaboradores (2013) conseguiram separar enantiômeros do ácido 

mandélico e seus derivados utilizando uma fase móvel constituída por n-hexano 

acidificado com ácido trifluoroacético 0,1% e isopropanol 80:20 (v/v) e 95:5 (v/v), em um 

fluxo de 0,8 mL/min. Entretanto, após a adaptação da metodologia, foi possível realizar as 

análises somente utilizando como fase móvel n-hexano acidificado com ácido 

trifluoroacético 0,1% e isopropanol 90:10 (v/v) e fluxo de 1,0 mL/min.  

Com esta metodologia foi possível identificar o mandelato de etila e os ácidos (S)-

mandélico e (R)-mandélico. Entretanto, não foi obtida uma boa resolução entre os picos 

destes dois isômeros, tendo sido observada a ocorrência de uma interferência 

possivelmente decorrente da interação do tampão utilizado no meio reacional e a fase 

estacionária, que inviabilizou a quantificação do ácido (R)-mandélico formado pela 

hidrólise do mandelato de etila. Devido a isto, não foi possível calcular o excesso 

enantiomérico e a enantiosseletividade para os derivados enzimáticos obtidos. 
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Para melhor resolução destes picos seria necessário o desenvolvimento de uma 

metodologia analítica que possibilite a resolução dos enantiômeros do ácido mandélico, 

sem interações/interferentes, possivelmente utilizando uma coluna quiral em fase reversa. 

 

5.20.2 Curva padrão de ácido (S)-mandélico 

Devido ao custo elevado para a aquisição de padrão de ácido (S)-mandélico, foram 

construídas as curvas padrão de ácido (R)-mandélico (Figura 54) e de ácido (R,S)-

mandélico (Figura 56).  

O cromatograma do padrão de ácido (R,S)-mandélico a 0,5 mM está apresentado na 

figura 55. 

 

 

 

Figura 55: Cromatograma do padrão de ácido (R,S)-mandélico 0,5 mM. 
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Figura 56: Curva padrão de ácido (R,S)-mandélico.  

 

A análise dos cromatogramas mostra que o pico com tempo de retenção em torno 

de 10,7 min corresponde ao ácido (R)-mandélico (Figuras 53 e 55) e o pico com tempo de 

retenção de 9,3 min corresponde ao ácido (S)-mandélico (Figura 55). 

Com as curvas padrão de ácido (R)-mandélico (Figura 54) e de ácido (R,S)-

mandélico (Figura 56) foi possível calcular as porcentagens dos isômeros R (53%) e S 

(47%) contidas no padrão de ácido (R,S)-mandélico e utilizando os dados obtidos nos 

cromatogramas dos padrões de ácido (R,S)-mandélico foi construída a curva de ácido (S)-

mandélico (Figura 57).   

 

 

Figura 57: Curva padrão de ácido (S)-mandélico.  
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A curva padrão do ácido (S)-mandélico (Figura 57) apresentou uma excelente 

linearidade (R
2 

= 1,000) e as variações entre as triplicatas de cada concentração de ácido 

(S)-mandélico não foram significativas (nível de significância α=0,05 e intervalo de 

confiança de 95%).  

Utilizando esta curva padrão foi possível quantificar o ácido (S)-mandélico 

formado nas reações de hidrólise. 

 

5.20.3 Análise por CLAE em coluna quiral dos isômeros produzidos nas reações de 

hidrólise de mandelato de etila 

A enantiopreferência dos derivados enzimáticos utilizados nas reações de hidrólise 

do (R,S)-mandelato de etila foi analisada por CLAE utilizando coluna quiral em fase 

normal. Os cromatogramas das amostras obtidas nos tempos 0 e 30 h da reação de hidrólise 

utilizando o melhor derivado enzimático estão apresentados nas figuras 58 e 59. 

 

 

 
 

Figura 58: Cromatograma de amostra do tempo 0 da reação de hidrólise empregando a lipase de R. 

miehei imobilizada em suporte aminado modificado com monômeros de glutaraldeído. 
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Figura 59: Cromatograma de amostra do tempo de 30 h da reação de hidrólise empregando a 

lipase de R. miehei imobilizada em suporte aminado modificado com monômeros de glutaraldeído. 

 

 

A análise dos cromatogramas sugere que o pico com tempo de retenção de 6,7 min 

corresponde ao mandelato de etila (Figuras 58 e 59). Comparando-se os cromatogramas 

das amostras nos tempos 0 e 30 h de reação em que foi utilizado o derivado obtido por 

imobilização da lipase de R. miehei em suporte modificado com monômeros de 

glutaraldeído (Figuras 58 e 59), verificou-se uma diminuição da concentração de 

mandelato de etila e um aumento na concentração de ácido S-mandélico.  

A formação de ácido (S)-mandélico ao longo da reação catalisada pela lipase de R. 

miehei imobilizada em suporte modificado com monômeros de glutaraldeído pode ser 

visualizada na figura 60. 
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Figura 60: Ácido (S)-mandélico formado na reação de hidrólise do mandelato de etila utilizando a 

lipase de R. miehei imobilizada em suporte aminado pré-ativado com monômeros de glutaraldeído. 

 

 

A comparação da concentração de ácido (S)-mandélico produzida em 30 h de 

reação pelos quatro derivados enzimáticos analisados demonstra que a lipase de R. miehei 

imobilizada em suporte aminado modificado com monômeros de glutaraldeído foi 

evidentemente mais eficiente na hidrólise do mandelato de etila, produzindo 1,4 mM deste 

enantiômero (Figura 61). 
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Figura 61: Ácido (S)-mandélico formado nas reações de hidrólise utilizando os derivados das 

lipases de C. rugosa e R. miehei  obtidos por imobilização em octil-agarose (A e B) e em suporte 

aminado modificado com monômeros de glutaraldeído (C e D), respectivamente. 
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 A partir das concentrações médias de ácido (S)-mandélico produzido ao longo da 

reação de hidrólise de mandelato de etila catalisada pela lipase de R. miehei imobilizada 

em suporte aminado modificado com monômeros de glutaraldeído (Figura 61), calculou-se 

as porcentagens médias de ácido (S)-mandélico formado (Figura 62) em relação à 

concentração total de ácido mandélico em cada tempo de reação (Figura 52).  
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Figura 62: Porcentagem de ácido (S)-mandélico formado nas reações de hidrólise utilizando o 

derivado obtido com a lipase de R. miehei imobilizada em suporte aminado modificado com 

monômeros de glutaraldeído. 

 

A metodologia analítica utilizada permitiu estimar que 63% (1,4 mM) do total de 

ácido mandélico formado (2,21 mM) em 30 h de reação correspondem ao enantiômero S. 

Com base nestes resultados pode-se concluir que a lipase de R. miehei imobilizada em 

suporte aminado modificado com monômeros de glutaraldeído tem enantiopreferência por 

(S)-mandelato de etila. 

As lipases de C. rugosa e R.miehei diferem na geometria dos seus sítios ativos e por 

esta razão estão classificadas em sub-grupos distintos (PLEISS, FISCHER & SCHMID, 

1998; NAIK et al., 2010). A lipase de Candida rugosa possui sítio ativo do tipo túnel, 

enquanto que a lipase de Rhizomucor miehei possui sítio ativo do tipo fenda (Figuras 63 e 

64) (PLEISS, FISCHER & SCHMID, 1998; NAIK et al., 2010).  
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Figura 63: Estrutura dos sítios ativos das lipases de Candida rugosa (A) e Rhizomucor miehei (B). 

A tampa está em vermelho, a tríade catalítica em verde e o alça flexível em azul (PLEISS, 

FISCHER & SCHMID, 1998).  

 

 

Figura 64: Esquema da geometria dos sítios ativos das lipases de Candida rugosa (A) e 

Rhizomucor miehei (B). Vista lateral (a), frontal (b) e de cima (c) (REHM et al., 2010). 
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Estas enzimas também diferem no teor e distribuição dos resíduos de lisina. A 

lipase de Candida rugosa possui uma quantidade de resíduos de lisina que corresponde a 

cerca de 4% do total de aminoácidos da estrutura da proteína, enquanto que a lipase de 

Rhizomucor miehei tem cerca de 3% de resíduos de lisina em sua estrutura (WEBER et al., 

1997). Os resíduos de lisina presentes na superfície da lipase de Candida rugosa estão 

distribuídos por toda a superfície da enzima, enquanto que os da lipase de Rhizomucor 

miehei estão mais concentrados em uma região da estrutura da proteína (Figuras 65 e 66) 

(GROCHULSKI et al., 1993; 

http://www.rcsb.org/pdb/explore/geoStructureApp.do?i_url=/pdb/xml/qpdb;3tgl&i_chain_i

d=A&i_init_option=Residue%20B%20Factor). 

 

 

 

Figura 65: Estrutura da lipase de Candida rugosa. Resíduos de aminoácidos em azul escuro, Arg e 

Lys; azul claro, His; vermelho, Asp e Glu, cinza, Tyr, Trp e Phe; rosa, Thr, Ser, Asn e Gln; verde, 

resíduos da tríade catalítica Ser-209, Glu-341 e His-449; branco, Ile, Leu, Val, Ala, Gly, Pro, Met e 

Cys (GROCHULSKI et al., 1993). Resíduos de lisina identificados pela seta amarela. 

 

http://www.rcsb.org/pdb/explore/geoStructureApp.do?i_url=/pdb/xml/qpdb;3tgl&i_chain_id=A&i_init_option=Residue%20B%20Factor
http://www.rcsb.org/pdb/explore/geoStructureApp.do?i_url=/pdb/xml/qpdb;3tgl&i_chain_id=A&i_init_option=Residue%20B%20Factor
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Figura 66: Estrutura da lipase de Rhizomucor miehei. Resíduos de aminoácidos da tríade catalítica 

em azul e resíduos de lisina em vermelho identificados pela seta amarela 

(http://www.rcsb.org/pdb/explore/geoStructureApp.do?i_url=/pdb/xml/qpdb;3tgl&i_chain

_id=A&i_init_option=Residue%20B%20Factor).  

 

Devido a essa diferença nos resíduos de lisina da superfície das lipases, uma pode 

se ligar ao suporte ativado com monômeros de glutaraldeído de forma diferente da outra, o 

que explicaria a grande diferença de eficiência catalítica e, eventualmente, a 

enantiopreferência, que também estaria relacionada à diferença na estrutura dos sítios 

ativos destas enzimas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

http://www.rcsb.org/pdb/explore/geoStructureApp.do?i_url=/pdb/xml/qpdb;3tgl&i_chain_id=A&i_init_option=Residue%20B%20Factor
http://www.rcsb.org/pdb/explore/geoStructureApp.do?i_url=/pdb/xml/qpdb;3tgl&i_chain_id=A&i_init_option=Residue%20B%20Factor
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6. CONCLUSÕES 

As lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei foram imobilizadas nos 

suportes aminado DEAE-Sephacel, aminado modificado com monômeros e dímeros de 

glutaraldeído, hidróbicos fenil-agarose e octil-agarose e epóxido Eupergit C. 

Utilizando CLAE em coluna quiral foi possível identificar o mandelato de etila e os 

ácidos (R)- e (S)-mandélicos. Entretanto, esta metodologia não permitiu uma boa resolução 

entre os picos dos ácidos (S)-mandélico e (R)-mandélico, tendo sido observada a 

ocorrência de uma interferência possivelmente decorrente da interação do tampão utilizado 

no meio reacional e a fase estacionária, que inviabilizou a quantificação do ácido (R)-

mandélico formado pela hidrólise do mandelato de etila. Devido a isto, não foi possível 

calcular o excesso enantiomérico e a enantiosseletividade para os derivados enzimáticos 

obtidos.  

Dentre os quatro derivados selecionados para utilização em reações de hidrólise do 

mandelato de etila, o derivado obtido com a lipase de R. miehei imobilizada em suporte 

aminado modificado com monômeros de glutaraldeído apresentou os melhores resultados 

de rendimento (100%), atividade recuperada (67%), estabilidade a estocagem a 4 °C (35 

dias), atividade de hidrólise de mandelato de etila (0,0007 µmol/min.mg suporte) e 

porcentagem de conversão de mandelato de etila em ácido mandélico (22,1%).  

A lipase de R. miehei  imobilizada em suporte aminado pré-ativado com 

monômeros de glutaraldeído foi mais eficiente na hidrólise do mandelato de etila, 

produzindo 1,4 mM de ácido (S)-mandélico. Estima-se que 63% do total de ácido 

mandélico produzido em 30 h de reação (2,21 mM) corresponda ao enantiômero S. Com 

base nestes resultados pode-se concluir que este derivado enzimático tem 

enantiopreferência pelo (S)-mandelato de etila. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

102 
 

7. PERSPECTIVAS 

 

As perspectivas deste trabalho são: 

- desenvolver uma metodologia analítica que possibilite a resolução dos enantiômeros do 

ácido mandélico, sem interações/interferentes, possivelmente utilizando uma coluna quiral 

em fase reversa.  

- utilizar outras metodologias de imobilização para obter novos derivados da lipase de 

Rhizomucor miehei e comparar suas características com as do melhor derivado obtido neste 

trabalho.  

- preparar derivados das lipases de Candida rugosa e Rhizomucor miehei por imobilização 

em suporte Eupergit C, determinar estabilidade à estocagem a 4 ºC e utilizar em reações de 

hidrólise de mandelato de etila, para comparação com o melhor derivado obtido neste 

trabalho.  

- preparar e caracterizar derivados de outras lipases disponíveis comercialmente, tais como 

a lipase de Candida antarctica e a lipase de Burkholderia cepacea.   

- avaliar o efeito das condições de reação (pH, temperatura e solventes orgânicos) na 

resolução cinética de mandelato de etila em reações de hidrolise catalisadas pelas lipases 

imobilizadas. 
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9. ANEXOS 
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Anexo 1: Curva padrão de p-nitrofenol. 
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Anexo 2: Curva padrão de albumina de soro bovino. 
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Anexo 3: Mobilidade eletroforética relativa dos padrões de massa molecular na eletroforese da 

lipase de Candida rugosa. 
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Anexo 4: Mobilidade eletroforética relativa dos padrões de massa molecular na eletroforese da 

lipase de Rhizomucor miehei. 


