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RESUMO 

 

No Brasil e no mundo, várias propostas estão surgindo para minimizar 

problemas ocorridos ao meio ambiente, que neste caso, busca alternativas de 

adotar atitudes no cotidiano que sejam menos agressivas. Neste contexto, novas 

alternativas biotecnológicas vem sendo implementadas pelas indústrias, com a 

utilização de enzimas imobilizadas em suportes com propriedades magnéticas, 

sendo utilizadas como catalisadores nos processos de transesterificação, afim 

de eliminar as desvantagens ocasionadas nos processos convencionais. O 

objetivo deste trabalho foi formular um suporte polimérico com propriedades 

magnéticas para desenvolver biocatalisadores através da imobilização da 

enzima Amano AK. Assim sendo, foram investigadas diferentes formas de 

modificações superficiais do suporte, onde através da otimização dos 

parâmetros de pH e temperatura da atividade catalítica pelo processo de 

emulsificação do azeite de oliva, foi possível então, investigar o impacto das 

modificações sobre a eficácia dos biocatalisadores formulados. As modificações 

nas microesferas foram investigadas utilizando as técnicas de caracterização 

estrutural por Espectroscopia de Infravermelho com Transformada de Fourier 

(FTIR), ressonância magnética nuclear de baixo campo (RMN), termogravimetria 

(TGA), Difração de Raio-X. A atividade hidrolítica da emulsão do azeite de oliva, 

encontrada no estudo do pH e da temperatura, para enzima Pseudomonas 

fluorescens (Amano AK), imobilizada em suporte de quitosana ativado com 

carbodiimida (EDC). Tendo um ambiente ideal na faixa de pH 7,5 a 40°C, 

obtendo assim 76,2% da atividade relativa, em relação a sua forma livre. Os 

biocatalisadores formulados neste trabalho, se mostram promissores para o uso 

em processo de transesterificação na produção de biodiesel em reatores 

fluidizados com estabilidade magnética. Pois apresentam características 

apropriadas para a imobilização de enzimas, que através da ativação dos grupos 

funcionais da quitosana, possibilitam a melhora na estabilidade da enzima, 

acarretando então, num melhor rendimento da atividade enzimática. 

 

Palavras Chaves: Quitosana, Carbodiimida, Imobilização enzimática, 

Biocatalisdores 



ABSTRACT 

 

In Brazil the adoption of less aggressive practices in daily life are being 

proposed as an alternative to minimize environmental issues. In this context, new 

bio based techniques have been implemented within the industry field such as, 

the usage of magnetic support to immobilize enzyme that participate in the 

transesterification process as catalysts, which can eliminate the drawbacks of 

conventional process. The goal of this work was to formulate a polymeric support 

with magnetic properties to develop biocatalyst through the immobilization of 

Amano AK enzyme. Different ways of surface modification of the support were 

investigated and through the optimization of pH and temperature of the catalytic 

activity by the emulsification process of olive oil it was possible to investigate the 

effect of the modifications on the efficacy of the developed biocatalysts. The 

microspheres modifications were investigates using structural characterization 

techniques such as infrared spectroscopy (FTIR), nuclear magnetic resonance 

(NMR), thermogravimetry (TGA) and X-ray diffraction. The hydrolytic activity of 

the olive oil emulsification found in the pH and temperature investigation, for the 

Amano AK (Pseudomonas fluorescens) immobilized in chitosan activated with 

EDC has pH equal 7,5 at 40°C as the ideal environment, leading to 76,2% of 

relative activity when compared to its free form. The biocatalysts developed in 

this work show promising results for its use in transesterification process for the 

biodiesel production in fluid reactors with magnetic stability. This is due the 

characteristic to immobilize enzyme through the activation of chitosan functional 

groups improving the stability of the enzyme, leading to a higher efficiency of 

enzymatic activity. 

 

Keywords: Chitosn, Carboimide, enzymatic immobilization, biocatalyst. 
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CAPITULO 1: INTRODUÇÃO 

 

No Brasil e no mundo, diversas propostas têm surgido para minimizar 

problemas com o meio ambiente, que neste caso, busca alternativas e atitudes 

no cotidiano que sejam menos agressivas (Marum, 2013; Román et al. 2017). 

A produção de biocombustíveis através dos métodos convencionais de 

transesterificação com a utilização de um catalisador químico, ainda que 

apresente altos rendimentos, enfrenta graves problemas com geração de 

resíduos que contaminam efluentes e alto gasto energético (Román et al. 2017) 

Neste contexto, novas alternativas biotecnológicas vêm sendo testadas 

pelas indústrias, com a utilização de enzimas como catalisadores nos processos 

de transesterificação, a fim de eliminar os inconvenientes do processo 

convencional. (Román et al. 2017; Zhou et al., 2014; Lew et al., 2014). 

Entretanto, a utilização de enzimas livres apresenta dificuldades com: a 

estabilidade da enzima no decorrer do processo reacional, a recuperação destas 

e sua reutilização, o que gera um alto custo (Zhou et al., 2014; Lew et al., 2014; 

Hama et al., 2013; Yaakob et al., 2013; Gogue et al., 2012). 

A imobilização de enzimas em suportes de diversas fontes que 

apresentem propriedades magnéticas, tem como vantagem a fácil recuperação 

do biocatalisador do meio reacional, o reuso durante vários ciclos e a melhora 

da estabilidade enzimática em relação a sua forma livre, onde viabiliza sua 

utilização em processos contínuos, utilizando reatores de leito fluidizado 

assistidos com um campo magnético externo (Dalla-Vecchia et. al. 2004, Boa 

Morte, 2017).   

Ao longo dos últimos anos, vários materiais poliméricos foram estudados 

com o propósito de formular um suporte com as propriedades magnéticas 

desejadas para a imobilização de enzimas (Tian et al., 2008; Marum, 2013; Zhou 

et al., 2014; Román et al. 2017).  

Dentre dos suportes poliméricos objeto de estudo, a quitosana se destaca, 

por ser um polímero natural de elevada disponibilidade e sua funcionalidade 

química oferecem alternativas de modificação em função da formulação 
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desejada permitindo a obtenção de suportes com sítios de imobilização 

enzimática, morfologias e tamanhos diferentes, características estas que 

influenciam na atividade enzimática (Edgar et al., 2001; Torres et al., 2005; Tian 

et al., 2008; Marum, 2013). 

Neste contexto, o objetivo deste trabalho foi estudar e formular um suporte 

polimérico com propriedades magnéticas para imobilizar a lipase obtida a partir 

da Pseudomonas fluorescens, com vista na sua utilização em reações de 

transesterificação, visando seu posterior uso na produção de biodiesel em 

reatores de leito fluidizado estabilizado por um campo magnético externo.  Assim 

sendo, foi realizada a modificação química da superfície do suporte, e avaliado, 

no processo de hidrólise do azeite de oliva, o impacto da modificação na 

atividade catalítica relativa. 
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1.1 – OBJETIVOS 

 

1.1.1 – OBJETIVO GERAL  

 

O objetivo desse trabalho é modificar e caracterizar um suporte a partir da 

quitosana contendo um núcleo com propriedades magnéticas para imobilização 

da lipase AK visando sua aplicação em reatores de leito fluidizado estabilizados 

por um campo magnético externo. 

 

 

1.1.2 – OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 

 Sintetizar nanomagnetita (Fe3O4), que apresentem propriedades 

superparamagnéticas. 

 Formular e caracterizar microesferas de quitosana contendo 

nanomagnetita com uma morfologia (casca/núcleo). 

 Modificar quimicamente a superfície das microesferas de quitosana, 

utilizando como agente bifuncional a carbodiimida. 

 Caracterizar as modificações realizadas nas microesferas de quitosana 

com auxílio das técnicas de Espectroscopia no infravermelho (FTIV), 

térmicas (TG-MS) e de Ressonância Magnética Nuclear de baixo campo. 

 Imobilizar covalentemente a lipase avaliando o rendimento de 

imobilização nas condições selecionadas. 

 Analisar o impacto das modificações dos suportes de quitosana sobre a 

atividade relativa da Lipase Amano AK e o efeito do pH e da temperatura 

sobre a atividade. 
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1.2  – JUSTIFICATIVA  

 

A transesterificação de óleos e gordura animal através de um catalisador 

químico, está sendo o mais utilizado pelas indústrias no processo de produção 

do biodiesel, entretanto, como citado anteriormente, vem apresentando 

desvantagens como: a grande produção de resíduos químicos (alcalinos) e a 

utilização de óleos refinados com baixo teor de ácidos graxos livres, que 

corresponde cerca de 80% do custo total da produção, prejudicando o meio 

ambiente e a competitividade econômica do biodiesel em comparação ao diesel 

(Román et al., 2017; Aguieiras et al., 2015; Zhou et al., 2014). 

O processo de transesterificação utilizando um catalisador químico, 

apresenta dificuldades em manusear o controle dos fluídos, pois necessita a 

remoção total da água do meio, produzindo assim, grande quantidade de 

resíduos ácidos, causando sério impacto ambiental e ocasiona problemas de 

corrosão em equipamentos (Aguieiras et al., 2015; Guldhe et al., 2015). 

Entretanto, o processo enzimático na síntese do biodiesel apresenta 

algumas restrições tais como: a estabilidade da enzima no decorrer do processo, 

a recuperação e a sua reutilização assim como a restrições nas variáveis 

operacionais (Aguieiras et al., 2015; Román et al., 2017). 

A fim de tornar economicamente viável o processo enzimático e adequar 

este as exigências industriais, surge como alternativa a imobilização de enzimas 

em um suporte sólido que permita aumentar a estabilidade da enzima; a 

separação do meio reacional e a sua reutilização durante vários ciclos reacionais 

(Yan et al., 2014; Guldhe et al., 2015; Bôa Morte, 2017).  

 Além do mais, com a incorporação de núcleos magnéticos aos suportes 

utilizados na imobilização de enzimas permite sua aplicabilidade em reatores 

fluidizados assistidos por um campo magnético externo, facilitando também a 

separação do meio reacional (Poppe et al., 2015; Román et al. 2017; Bôa Morte, 

2017). 

 

Assim sendo o presente trabalho foi voltado para: 
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 Contribuir com o desenvolvimento sustentável, usando materiais de fonte 

renovável de elevada disponibilidade na região (São Joao da Barra e Farol 

de São Thomé) 

 Desenvolver uma formulação (biocatalisador) que tornem viável 

econômica e ambientalmente favorável aos processos de 

transesterificação na indústria brasileira e no particular o biodiesel, fonte 

alternativa de grande relevância para o Brasil e a região de Campos dos 

Goytacazes. 

 Contribuir ao acervo de conhecimentos na área de suportes catalíticos a 

partir de recursos renováveis para a imobilização de enzimas. 
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1.3  – INEDITISMO 

 A formulação do biocatalisador é feita através de imobilizações de enzimas 

em um determinado suporte. Trabalhos reportados na literatura (Agueiras et al., 

2015; Gude et al., 2015; Silva et al., 2016), utilizam diversos suportes, sejam 

naturais ou sintéticos, onde através de distintas modificações é possível então, 

imobilizar enzimas de diferentes fontes (bacteriana, fúngica, vegetal ou animal). 

A maioria das enzimas aplicadas como biocatalisadores nos processos de 

bioconversão de triglicerídeos, são obtidas comercialmente, tendo um enfoque 

maior as de origem microbiana, utilizando vários métodos de imobilização. Neste 

contexto, não há relatos na literatura, sobre a utilização da Pseudomonas 

fluorescens, imobilizada em um suporte natural com propriedades magnéticas, 

envolvendo o método de ativação binária, onde são utilizados dois reagentes 

bifuncionais capazes de aumentar os sítios ativos de um suporte. 

Assim, o presente trabalho tem como ineditismo o estudo do impacto da 

modificação com 1-etil-3-(3-dimetilaminopropil) carbodiimida (EDC) da 

quitosana utilizando metodologias diferentes e a presença de um segundo 

agente bifuncional, glutaraldeído (GLU), avaliando a atividade catalítica relativa 

a diferentes pH e temperaturas e estabelecendo sua relação com a modificação 

da quitosana.  
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CAPITULO 2: REVISÃO BIBLIOGRÁFICA  

 
2.1 – BIOCATALISADOR NO PROCESSO DE TRANSESTERIFICAÇÃO 

 

 Em se tratando de produção de biocombustíveis a nível industrial, o 

método mais adotado, ainda é a transesterificação de óleos vegetais ou animais, 

utilizando um catalisador químico. Tal processo apresenta boa conversão do 

substrato e um baixo tempo de produção, por outro lado, possui grandes 

desvantagens tais como: a não reutilização do catalisador, a contaminação de 

afluentes, através do descarte dos catalisadores e o alto gasto energético 

durante todo o processo (Tabela 1). A fim de amenizar essas desvantagens, 

enzimas estão sendo utilizadas como biocatalisadores (Gog et al., 2012; Aarthy 

et al., 2014; Christopher et al., 2014). 

Tabela 1 – Comparação do método químico e enzimático para a produção de biodiesel 
(Gog et al., 2012; Aarthy et al., 2014). 

*AGL – Ácidos Graxos Livres 

Parâmetro 
Método químico Método 

enzimático Processo Ácido Processo Alcalino 

Rendimento de 

biodiesel 
> 90% > 96% > 96% 

Conteúdo AGL* 

no substrato 
Convertido em 

biodiesel 
Formação de sabão 

Convertido em 

biodiesel 

A água no 

substrato 
Interferência com 

reação 

Interferência com 

reação 
Sem influência 

A purificação de 

ésteres metílicos 

A lavagem 

repetida 
A lavagem repetida Nenhum 

Recuperação de 

glicerol 

Complexo, glicerol 

de baixa qualidade 

Complexo, glicerol 

de baixa qualidade 

Fácil, glicerol de 

alta qualidade 

Taxa de reação Lento Alto Baixo 

A temperatura 

de reação 
> 100 °C 60-80 °C 20-50 °C 

Recuperação 

catalisador 
Improvável Difícil Fácil 

Reutilização do 

catalisador 
Sem a capacidade 

de reutilização 
Parcialmente Reutilizável 

Custo do 

catalisador 
Baixo Baixo Alto 

Geração de 

águas residuais 
Alto Alto Baixo 
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De um modo geral, o processo de transesterificação de um óleo vegetal 

ou animal (triglicerídeos) com a adição de um álcool, é capaz de gerar dois 

produtos: os alquil ésteres de ácidos graxos como produto principal e o glicerol 

como subproduto. Neste caso, há uma necessidade do auxílio de um catalisador 

(enzimático/químico) para acelerar o processo de reação (Bajaj et al., 2010; 

Leung et al., 2010; Aarthy et al., 2014). Na Figura 1 está representado o esquema 

da transesterificação dos triglicerídeos. 

 

 

 

 

 

Figura 1 – Transesterificação de triglicerídeos (Aarthy et al., 2014). 

 

Outro processo na produção de biocombustíveis que vem demonstrando 

um forte potencial é o de transesterificação enzimática. Neste processo as 

enzimas agem em uma velocidade de 103 – 107 vezes mais rápidas, 

proporcionando uma redução da energia de ativação da reação, promovendo 

então uma diminuição do consumo de energia que envolve todo o processo. 

Neste processo utiliza-se enzimas imobilizadas a um determinado suporte 

sólido, proporcionando a reutilização das mesmas em vários ciclos reacionais 

(Fogler, 2012; Marum, 2013; Aarthy et al., 2014; Guldhe et al., 2015)  

Observa-se na Figura 2 um esquema de operação da produção de 

biodiesel por transesterificação a partir da catálise química e enzimática. Com a 

eliminação das etapas presentes no processo convencional (por exemplo: a 

purificação e a separação) é possível tornar o processo mais sustentável e obter 

um produto final com alto grau de pureza, utilizando a catálise enzimática. 

(Medina et al., 2009; Bajaj et al., 2010; Aarthy et al., 2014; Christopher et al., 

2014; Guldhe et al., 2015). 
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Figura 2 – Processo de produção de biodiesel a) etapas do processo químico b) 

etapas do processo enzimático (Adaptação de Christopher et al., 

2014). 

 

As lipases são classificadas como Triglicerol acil-hidrolases (EC.3.1.1.3), 

pois através da reação de hidrólise elas são capazes de realizar a bioconversão 

de triglicerídeos em ácidos graxos livres (AGL) e glicerol.  Além disso, as lipases 

são encontradas na natureza em grande quantidade, sendo possível ser obtidas 

através de fontes microbianas, animais e vegetais (Palomo et al., 2005; 

Rodrigues, 2008; Bajaj et al., 2010; Hama & Kondo. 2013; Aguieiras et al., 2015; 

Guldhe et al., 2015; Manoel et al., 2015; Poppe et al., 2015). 
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 Outra característica muito marcante das lipases é que sob condições 

brandas elas são capazes de catalisar outros tipos de reações. Em meio não 

aquoso, por exemplo, as lipases podem catalisar reações do tipo: esterificação, 

acidólise, aminólise, alcoólise, e reações de interesterificação (Figura 3) todas 

com um alto grau de especificidade e seletividade (Jaeger & Eggert, 2002; Aarthy 

et al., 2014; Aguieiras et al., 2015; Guldhe et al., 2015). 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 3 – Diferentes reações catalisadas pelas lipases (Vlnieska, 2013). 

 

Boa parte das enzimas aplicadas como biocatalisadores no processo de 

bioconversão de triglicerídeos são produzidas comercialmente. As mais 

utilizadas são de origem microbiana, tendo um destaque maior para a Candida 

Rugosa, Pseudomonas fluorescens, Rhizopus oryzae, Aspergillus níger e 

Rhizomucor miehei (Aarthy et al.,2014; Aguieiras et al., 2015; Gudhe et al.,2015). 

 O motivo pelo qual as lipases microbianas apresentam um enorme 

potencial no processo de transesterificação, é devido a sua estabilidade em 

solventes orgânicos, possuem uma grande especificidade em relação aos 

substratos e atuam em várias faixas de pH, principalmente valores mais altos 

(Aarthy et al., 2014; Gudhe et al., 2015). 

Além disso, as lipases microbianas, principalmente as extracelulares 

possuem um peso molecular entre 19 – 60 KDa, operando em valores de pH 
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ligeiramente alcalino de 7,5 – 9, onde a atividade ótima atinge valores entre os 

intervalos de 35°C – 80°C (Aarthy et al., 2014; Gudhe et al., 2015). 

Na Tabela 2, estão citadas algumas das principais lipases microbianas, 

utilizadas como biocatalisadores na produção de biodiesel, tendo como principal 

fonte óleos de origem vegetal, obtendo assim, rendimentos entre 35% - 100% 

num período reacional que leva de 1h – 100h. 

 

Tabela 2 – Lipases utilizadas no processo de produção de biodiesel 

1Temperatura utilizada no processo de produção 
2Rendimento ésteres de ácidos graxo 

 
 

Origem da 
Lipase 

Substrato 
R2 
(%) 

Tempo 
(h) 

T1(°C) Referências 

R. oryzae 
Óleo de 
soja/metanol 

80-90 60 35 Kaieda et al., 1999 

R. oryzae Óleo de soja/NF 80 60 30 Tamalampudi et al., 2008 
R. oryzae Óleo de soja/NF 80-85 72 35 Sun et al., 2010 
R. oryzae Óleo usado/metanol 92 30 NF Chen et al., 2006 
R. oryzae Óleo usado/metanol 90 50 NF Wang et al., 2010 
R. oryzae Óleo usado/metanol 91,3 72 NF Zhou et al., 2014 

R. oryzae 
Óleo de 
palma/metanol 

89 24 40-50 Talukder et al., 2011 

R. oryzae 
Óleo de 
soja/metanol 

91,1 70 35 Ban et al., 2001 

R. oryzae 
Óleo de 
soja/metanol 

90,9 50 NF Hama et al., 2007 

R. oryzae 
Calophyllum 
inophyllum/metanol 

87 72 35 
Arumugan & Ponnusami 
2014 

R. oryzae e C. 
rugosa 

Óleo de canola 89,9 60 37 Jang et al., 2012 

Candida 
antarctica 

Óleo de 
girassol/metanol 

92 12 50 Kumar et al., 2007 

Candida 
antarctica 

Óleo de 
palma/metanol 

100 40 40 Naranjo et al., 2010 

Candida 
antarctica 

Óleo de 
algodão/metanol 

97 24 50 Royon et al., 2007 

Candida 
antarctica 

Óleo usado/metanol 89,1 4 50 Omar & Amin 2011 
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Tabela 2 – Continuação 

1Temperatura utilizada no processo de produção 
2Rendimento ésteres de ácidos graxos 
 

Origem da 
Lipase 

Substrato 
R2 
(%) 

Tempo 
(h) 

T1(°C) Referências 

B. cepacia Sebo/etanol 65-
100 

10 NF Da Rós et al., 2012 

B. cepacia Óleo de babasu/etanol 100 48 NF Da Rós et al., 2014 

C. cylindracea Óleo de palma/metanol 83 8 37 Lara & Park 2004 

C. cylindracea Óleo de palma/etanol 90 8 37  

C. cylindracea Óleo de 
palma/1propanol 

92 8 37  

C. cylindracea Óleo de 
palma/1butanol 

94,6 8 37  

F. heterosporum Óleo de colza/etanol  85 100 NF Koda et al., 2010 

Candida 
antarctica 

Óleo usado/propanol 95 0,83 40-45 
Chakraborty et al., 
2010 

Candida 
antarctica 

Óleo de palmiste/etanol 63 6 NF 
Oliveira & Oliveira 
2001 

Candida 
antarctica 

Óleo de atum/etanol 95 40 NF Shimada et al., 2002 

Candida 
antarctica 

Óleo de soja/metanol 92 30 NF Chen et al., 2006 

Candida 
antarctica 

Óleo usado/metanol 39 4 NF Gharat & Rathod 2013 

P cepacia Óleo de soja/metanol 80 60  Kaieda et al., 1999 

P cepacia Óleo de soja/metanol 80 90 35 Kaieda et al., 2001 

P cepacia Óleo de soja/NF 90 24 30 Li et al., 2011 

P cepacia Óleo de coco/etanol 35 8 NF Abigor et al., 2000 

P cepacia Óleo de soja/metanol 56 1 NF 
Noureddini et al., 
2005 

P cepacia Óleo de jatropha/etanol 98 16 50 Shah & Gupta 2007 

P cepacia Óleo de Mahua/etanol 98 6 NF Kumar et al., 2007 

Candida rugosa Óleo de soja/metanol 87 30 35 Xie & Wang 2012 

Candida rugosa Óleo de soja/metanol 87 30 35 Xie & Wang 2012 

Candida rugosa Óleo de soja/metanol 97 3 NF Kuo et al., 2013 

T. lanuginosus Óleo de canola/NF 97 24 50 Dizge et al., 2009 

R. mucilogenosa Azeite de dendê/NF 51 72 30 Serimhan et al., 2011 

P. fluorescens Óleo de jatrofa/NF 72 48 40 Canakci 2007 

P. fluorescens Óleo de soja/metanol 80 100 35 Kaieda et al., 2001 

R. miehei Óleo de soja/NF 92 6,3 36,5 Shieh et al., 2003 

R. miehei Óleo de soja/metanol 70 72 NF Huang et al., 2012 

R. miehei Óleo de soja/metanol 66,3 72 44 Bergamasco et al., 
2013 
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Em geral, as estruturas das enzimas são formadas por até oito compostos 

do tipo folha β-pregueada, ligadas com até seis ligações de compostos α-hélice 

(Aarthy et al., 2014). O centro ativo é composto por uma tríade de aminoácidos 

serina, histidina e ácido aspártico, sendo esse os intermediários cruciais nas 

reações catalisadas pelas lipases (Aarthy et al., 2014; Gudhe et al., 2015; Manoel 

et al., 2015; Poppe et al., 2015). 

Uma característica estrutural muito comum entre as lipases, é a presença 

de uma cadeia polipeptídica hidrofóbica no formato de α-hélice recobrindo o seu 

centro ativo, sendo denominada de tampa ou lid (Figura 4). Quando essa 

estrutura entra em contato com a interface água/óleo, a mesma sofre uma 

alteração conformacional, expondo assim o sitio ativo ao meio reacional, 

tornando-o acessível ao substrato, dando a enzima uma conformação aberta. 

Mas quando não há uma interação interfacial, a tampa impede o acesso do 

substrato à tríade de aminoácidos, dando a enzima uma conformação fechada 

(Aarthy et al., 2014; Gudhe et al., 2015; Manoel et al., 2015; Poppe et al., 2015). 

 

 

 

  

 

 

 

Figura 4 – Conformação estrutural da lipase Candida rugosa a) Conformação       

fechada; b) conformação aberta (Rodrigues, 2009).  

 

O mecanismo de atuação das lipases em reações de transesterificação é 

muito peculiar, através do centro ativo ocorre todo o processo de interação da 

enzima com o substrato. Além disso, essa relação só é possível graças a uma 

interação interfacial chamada de “óleo-água” (Aarthy et al., 2014; Christopher et 

al., 2014; Aguieiras et al., 2015; Gudhe et al., 2015; Manoel et al., 2015). 
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2.1.1 – IMOBILIZAÇÃO DE ENZIMAS  

 

 O principal objetivo em imobilizar uma enzima em um determinado 

suporte é obter um biocatalisador com um potencial catalítico melhorado em 

relação à enzima na sua forma livre. Como reportado em muitos trabalhos, 

existem várias maneiras e métodos para imobilizar uma enzima (Figura 5). Além 

disso a imobilização proporciona a facilidade na recuperação das enzimas e a 

reutilização das mesmas, pois a enzima fica insolúvel ao meio reacional (Dalla-

Vecchia et al., 2004; Rodrigues et al., 2008; Tan et al., 2010; Gudhe et al., 2015; 

Poppe et al., 2015). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 5 – Diferentes métodos para a imobilização (Poppe et al., 2015). 

 

 Existem vários métodos que possibilitam imobilizar enzimas em um 

suporte polimérico. Se destacando no meio os seguintes métodos: adsorção, 

ligação covalente e encapsulação (Silva, 2007; Mendes 2011; Carvalho, 2012). 

 O método por adsorção é o mais simples e economicamente viável. O 

método baseia-se nas interações fracas entre a enzima e o suporte, ocasionadas 

por forças de Van der Waals (interações hidrofóbicas), ligações de hidrogênio e 

ligações iônicas. As vantagens encontradas por este método remetem num 

processo de imobilização mais simples de fácil execução e não ocasiona 

mudanças estruturais na cadeia enzimática, mas por outro lado, o processo 
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apresenta grandes variações na temperatura e no pH, ocasionando a 

desnaturalização da enzima (Silva, 2007; Machado, 2008; Tan et al., 2010; 

Mendes et al., 2011; Carvalho, 2012; Zhão et al., 2015). 

 Por encapsulação, a imobilização é ocasionada pela retenção física da 

enzima nas cavidades de uma matriz polimérica apresentando uma superfície 

alto nível de porosidade, possibilitando assim, uma maior quantidade de enzimas 

aprisionadas. Sua vantagem é a possibilidade de utilizar enzimas distintas num 

mesmo processo, pois apresenta uma maior área superficial para a imobilização. 

Mais este processo apresenta grandes desvantagens, como a utilização de um 

substrato com baixa massa molecular, utilização de alta concentração de enzima 

e na possível inativação da enzima durante o processo (Silva, 2007; Machado, 

2008; Mendes et al., 2011; Carvalho, 2012). 

 O método que tem despertado grande interesse nos últimos anos é o de 

ligação covalente, pois através da ativação do suporte por um agente bifuncional, 

faz com que os grupos reativos do mesmo fiquem favoráveis a fazerem ligações 

com os grupos nucleofílicos da enzima. Este método pode afetar a estrutura 

conformacional da enzima, impedindo que o seu sítio ativo entre em contato com 

o substrato (Silva, 2007; Tan et al., 2010; Mendes et al., 2011; Carvalho, 2012; 

Zhão et al., 2015). 

 No entanto, o método por ligação covalente apresenta uma enorme 

variedade de vantagens, tais como: maior resistência do biocatalizador em 

relação as variações de temperatura, pH e substratos. Além disso, esses 

biocatalisadores podem ser usados em diversos tipos de reatores: como fluxo 

contínuo, empacotado, tanque agitado e leito fluidizado, pois a perda da carga 

da enzima permanece invariável após o processo de imobilização (Silva, 2007; 

Tan et al., 2010; Mendes et al., 2011; Carvalho, 2012; Zhão et al., 2015). 

 Não é estabelecido um melhor método para imobilização das enzimas. 

Mas a seleção para a escolha do método de imobilização, irá depender dos 

seguintes fatores: atividade enzimática global, efetividade da utilização de lipase, 

desativação e características de regeneração, toxicidade dos reagentes 

utilizados e o custo e benefício do processo como um todo (Dalla-Vecchia et al., 

2004; Mendes et al., 2011). Na Tabela a seguir estão citados os diferentes 
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métodos de imobilização que podem ser aplicados no processo de 

transesterificação enzimática. 

 

Tabela 3 – Métodos de imobilização enzimática para a produção de biodiesel. 

*Rendimento da reação de transesterificação. 

 

 

Método de 
Imobilização 

Lipase de Origem Substrato R(%)* Ref. 

Adsorção 

Thermomyces 
lanuginosus 

Óleo usado/metanol 92,8 Yagiz et al., 2007 

S. cerevisiae Óleo de oliva/etanol 81,3 Zeng et al., 2009 

Candida rugosa Óleo de 
algodão/metanol 

98 Katiyar & Ali 2012 

Candida antarctica Óleo de 
algodão/metanol 

97 Royon et al., 2007 

Candida antarctica Óleo de 
jatropha/acetato de 
etila 

91,3 Kumar et al., 2007 

Candida antarctica Óleo de 
palma/isobutanol 

100 

Naranjo et al., 

2010 
Candida antarctica Óleo de 

palma/isopropanol 
86 

Candida antarctica Óleo de palma/ 1-
butanol 

77 

 Candida antarctica Óleo de colza/metanol 95 Li et al., 2006 

 Candida antarctica Óleo de soja 
destilado/metanol 

94 Wang et al., 2006 

 Candida sp 99-125 Óleo de soja 
destilado/metanol 

96 Lu et al., 2007 

 Candida sp 99-125 Óleo de arroz/etanol 87,4 Li et al., 2010 

 Penicillium 
expansum 

Óleo de milho/metanol 92,8 Li et al., 2009 

 Pseudomonas 
cepacia 

Óleo de jatropha/  
etanol 

98 Shah & Gupta 

2007 

 Pseudomonas 

cepacia 

Óleo de colza/n-

butanol 

94 Sakai et al., 2010 

 Penicillium 
expansum 

Óleo de milho/metanol 92,8 Li et al., 2009 

 Pseudomonas 

fluorescens 

Óleo de girassol/etanol 91 Salis et al., 2009 

 Pseudomonas 
fluorescens 

Óleo de soja/metanol 96 
Salis et al., 2008 
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Tabela 3 – Continuação  

*Rendimento da reação de transesterificação. 

 

 A imobilização não é apenas uma maneira simples para separar a enzima 

a partir dos produtos de reação. Muitas vezes, o processo de imobilização altera 

as propriedades enzimáticas, produzindo biocatalisadores com atividade, 

Método de 
Imobilização 

Lipase de Origem Substrato R(%)* Ref. 

 Pseudomonas 

fluorescens 

Óleo de 

girassol/metanol 

91 Soumanou & 

Bornscheuer 2003 

Adsorção 

R. miehei Óleo de 

girassol/metanol 

>80  

 Candida rugosa Óleo de oliva/NF* 76 Peng et al., 2013 

 Candida rugosa p-NNP/NF* 74  

Candida sp 99-125 Óleo vegetal/metanol 93 
Nie et al., 2006 

Candida sp 99-125 Óleo usado/metanol 92 

Encapsulação 

C. antarctica Óleo vegetal/metanol 90 Nassreddini et 

al.,2008 

P. cepacia Óleo de soja/metanol 67 
Noureddini et al., 2005 

P.cepacia Óleo de soja/etanol 65 

Covalente 

R. miehei Óleo de soja/metanol 29 
Poppe et al., 2013 

C. antarctica Óleo de soja/metanol 72 

Thermomyces 

lanuginosus 

Óleo de oliva/metanol 93 Yucel, 2011 

C. rugosa Óleo de 

palma/metanol 

70 

Pirajar & Giraldo 2011 

C. rugosa Óleo de palma/etanol 85 

C. rugosa Óleo de colza/metanol 95 Shão et al., 2008 

Termomyces 

lanuginosus 

Óleo de 

canola/metanol 

97 Dizge et al., 2009 

C. antarctica B Óleo usado/metanol 89,1 Maceiras et al., 2009 

P. fluorescens Óleo de babaçu/etanol 70,2 

Freitas et al., 2009 
Burkholderia 

cepacia 

Óleo de babaçu/etanol 90,9 

C. antarctica B Óleo de babaçu/etanol 61,6 

C. antarctica Óleo de soja/metanol 66 Há et al., 2007 

R. miehei Óleo de 

girassol/butanol 

96 Dossat et al., 2002 
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especificidade e estabilidade ao máximo ou até mesmo inibindo por completo 

sua atividade. Infelizmente não existe um processo de otimização para que 

esses parâmetros sejam corrigidos ou afetados (Dalla-Vecchia et al., 2004; 

Hernandez et al., 2011; Gudhe et al., 2015; Poppe et al., 2015). 

 A Tabela a seguir, cita as principais vantagens e desvantagens 

encontrados nos métodos mais utilizados na imobilização de enzima. 

Tabela 4 – Vantagens e desvantagens encontrados nos métodos de imobilização 
(Tan et al.2010). 

 

 

2.1.2 – INTRODUÇÃO DE ESPAÇADOR NA IMOBILIZAÇÃO DE ENZIMA 

 

Quando uma enzima é imobilizada diretamente na superfície de um 

determinado suporte polimérico, acontecerá um fenômeno de impedimento 

estérico, no qual acarretará na perda da atividade catalítica. Para evitar tal 

acontecimento, as moléculas de enzima devem ser afastadas a uma distância 

Métodos Vantagens Desvantagens 

Adsorção 

As condições de 

preparo são leves e 

fáceis, tendo um baixo 

custo. O transportador 

pode ser regenerado 

para uso repetido. 

A interação entre a lipase e o suporte 

é fraco, de modo que a lipase 

imobilizada fica sensível ao pH, força 

iónica e temperatura, etc. A 

capacidade de adsorção é pequena e 

a proteína pode ser removido do 

suporte. 

Ligação 

covalente 

A lipase imobilizada é 

bastante estável por 

causa das ligações 

fortes entre a proteína e 

o transportador. 

As condições de preparação são 

rigorosas, de modo que a lipase pode 

perder a sua atividade durante o 

processo. Alguns reagentes de 

acoplamento são tóxicos. 

Encapsulamento 

As condições de 

encapsulação são 

moderadas, e o método 

de imobilização é 

aplicável a uma vasta 

gama de suporte e de 

lipases. 

A lipase imobilizada tem sempre a 

restrição de transferência de massa 

durante o processo catalítico, de modo 

que a lipase é eficaz apenas para 

substratos de baixo peso molecular. 



19 
 

da superfície do suporte. Neste caso usa-se um braço espaçador, por meio de 

um reagente bifuncional tal como: glutaraldeído, eplicoridrina, carbodiimida, 

entre outros (Ozyilmaz, 2009; Arica et al., 2009; Liu et al., 2013). 

Em condições adequadas, o tipo apropriado do reagente bifuncional, 

afetará diretamente na influência da superfície sólida do suporte, além disso, 

proporcionará uma flexibilidade a enzima, fixando sua forma aberta (face interna 

da tampa), permitindo que a mesma apanhe mais facilmente o substrato (Lorente 

et al., 2007; Lorente et al., 2008; Liu et al., 2013; Zhang et al., 2013).  

Oliveira e Vieira (2006) estudaram a imobilização da enzima peroxidase 

obtida do vegetal jiló (Solanum gilo), utilizando a quitosana como matriz 

polimérica, na fabricação de biossensores. O biopolímero inicialmente foi 

reticulado (glutaraldeído e epicloridrina) e posteriormente ativado (carbodiimida). 

Em seus resultados comprovaram a boa eficiência da quitosana como suporte 

para imobilização da peroxidase obtida do vegetal jiló. O bom desempenho 

desse biopolímero, foi obtido a partir da reticulação com glutaraldeído, 

epicloridrina e ativação com carbodiimida, onde permitiu a facilidade da 

construção, lhe conferiu uma alta estabilidade e baixo custo de operação. 

Xie e Ma (2010) utilizaram em seu trabalho a Lipase (Lipozyme-TL) 

de Thermomyces lanuginosa imobilizada covalentemente em suporte sólido, 

onde o mesmo foi ativado com 1-etil 3- (3-dimetilaminopropil) carbodiimida 

(EDAC), com o intuito de catalisar a transesterificação de óleos vegetais com 

metanol, para produzir ésteres metílicos de ácidos graxos. A conversão máxima 

de 94% de ésteres metílicos, foi obtida utilizando apenas 40% da lipase 

imobilizada ao suporte ativado. Além disso, foi possível reutilizar o mesmo 

biocatalisador por 3 vezes sem a diminuição significativa da atividade. 

Xie e Wang (2012) formularam microesferas de quitosana magnéticas 

preparadas pelo método de co-precipitação química usando o glutaraldeído 

como reagente de ativação para a imobilização da lipase (Candida rugosa). 

Usando a lipase imobilizada, no processo de transesterificação do óleo de soja 

em ésteres metílicos de ácidos graxos foi possível obter 87% de conversão sob 

a proporção 4:1 de metanol / óleo. Além disso, foi possível a reutilização do 

biocatalizador por mais 4 vezes sem a diminuição significativa da sua atividade. 
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Kuo et al. (2013) utilizaram nanoparticulas de magnetitas revestidas com 

quitosana (Fe3O4/QTS), para a imobilização covalente de lipase de Cândida 

rugosa utilizando N-(3-dimetilaminopropil)-N'-etilcarbodiimida (EDC) e N-

hidroxissuccinimida (NHS) como agentes de acoplamento. Com os resultados 

obtidos puderam considerar que o suporte formulado (Fe3O4/quitosana) foi 

provado ser eficiente para o processo de imobilização da lipase, onde, puderam 

obter a atividade real da lipase imobilizada em torno de 19,96 ± 0,60 L/g. 

 

2.2 – POLISSACARÍDEOS COMO SUPORTE POLIMERICO DE ENZIMAS 

 

A utilização de enzimas livres em processos de transesterificação possui 

limitações na sua reutilização e recuperação, por isso, vários pesquisadores vêm 

propondo a utilização de enzimas imobilizadas em um determinado suporte 

sólido. (Webb et al., 1995; Nakao et al., 1997; Li et al., 2004). 

Ao longo dos últimos anos, vários materiais poliméricos foram estudados 

com o propósito de formular um suporte para a imobilização de enzimas. Tendo 

como, o principal objetivo, o aprimoramento de suas características físicas e 

químicas através de modificações nas suas estruturas (Isgrove et al., 2001). 

A disponibilidade de suportes poliméricos é enorme, onde se destaca no 

meio os materiais naturais e os sintéticos. Levando em conta que os suportes 

poliméricos naturais têm demonstrado ser úteis no processo de imobilização, 

pois suas propriedades se adequam aos parâmetros de imobilização, 

possibilitando uma melhor interação entre enzima e o suporte (Kumar, 2007). 

Além disso, o material polimérico a ser trabalhado como suporte, devem 

apresentar algumas características tais como: a disponibilidade, não tóxico e 

biocompatibilidade com a enzima, proporcionando, assim, uma grande área 

superficial adequada para a realização da atividade enzimática. Sabendo que, a 

estrutura do suporte e suas propriedades, tem um impacto enorme na estrutura 

enzimática, podendo afetar de forma direta o processo de imobilização (Li et al., 

2004; Zhang et al., 2013).  

 Com tantas pesquisas existentes, a introdução desses suportes como 

biocatalisadores no processo industrial de transesterificação enzimática, 



21 
 

lamentavelmente ainda é muito limitada, levando em conta os processos de 

imobilização e a grande demanda na utilização de enzimas.  

Em se tratando de suportes naturais, alguns polímeros como a celulose, 

a quitina, quitosana e o amido, se destacam por possuírem uma vasta 

disponibilidade, possuem um índice de biocompatibilidade com a enzima, são 

fáceis de serem modificados estruturalmente, pois os mesmos apresentam 

grupos funcionais capazes de melhorar a interação entre a enzima, e além de 

tudo são suportes biodegradáveis (Kumar, 2000; Li et al., 2004; Zhang et al., 

2013). 

 Esses suportes podem ser encontrados e manipulados nas suas formas 

físicas básicas, tais como: pó, gel, fibras, membranas ou em microcápsulas. 

Além disso, os suportes naturais apresentam grupos de aminoácidos em sua 

estrutura, onde, os mesmos são capazes de fornecer pontos de ligação para as 

proteínas, facilitando o método de imobilização. Essa característica faz com que 

os suportes naturais, sejam os mais utilizados no meio técnico e industrial 

(Gomes et al., 2003). 

 A escolha do suporte adequado dependerá do método de imobilização a 

ser aplicado, pois ambos irão influenciar diretamente na atividade e na 

estabilidade da enzima imobilizada. (Hung et al., 2003). 

Com a existência de uma grande diversidade de polissacarídeos 

apresentando diferentes formas estruturais e propriedades físicas bastante 

distintas, a formulação de novos biomateriais vem ganhando um destaque entre 

várias áreas industriais. Esse interesse se dá pelas características específicas 

que os polissacarídeos apresentam tais como: a biodegradabilidade, atividade 

biológica e a renovabilidade. Tais biomateriais possuem um vasto campo de 

aplicações, tendo o seu maior destaque no setor de biotecnologia (Eiras et al., 

2007; Rinaudo, 2008; Cunha et al., 2009). 

De um modo geral os polissacarídeos, conhecidos também como glicanos 

ou “polímeros naturais”, são formados por estruturas de monossacarídeos 

unidas por ligações glicosídicas, podendo ser classificados em dois grupos: os 

homo polissacarídeos – estruturas que possuem apenas um único 
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monossacarídeo ou os heteropolissacarídeos – apresentam dois ou mais 

monossacarídeos distintos ao longo da cadeia (Voet, 2000; Cunha et al., 2009). 

Os polissacarídeos podem ser encontrados nas estruturas celulares de 

plantas e animais, desempenhando um papel muito importante, pois sua função 

é garantir a integridade estrutural, fornecendo uma alta resistência mecânica 

através da formação de redes tridimensionais. Esses polissacarídeos são 

conhecidos como estruturais (Figura 6), tendo o maior destaque a Celulose, 

Quitina, Quitosana e seus derivados (Voet, 2000; Toneli et al., 2005; Cunha et 

al., 2009). 

 

 

 

 

       Figura 6 - Estrutura de um polissacarídeo estrutural.  

 

Além disso, outros polissacarídeos, podem ser obtidos através da 

extração de sementes, caules, frutos, raízes e tubérculos. Sua principal função 

é atuar como um reservatório de energia para esses produtos vegetais. São 

denominados de Polissacarídeos de Reserva (Figura 7), tendo como principal 

destaque o amido e os galactomananos (Voet, 2000; Toneli et al., 2005; Cunha 

et al., 2009). 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 7 – Estrutura de um polissacarídeo de reserva. 
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2.2.1– QUITOSANA COMO SUPORTE POLIMERICO 

 

A quitosana é um polissacarídeo natural, onde sua estrutura linear é 

formada pelo composto das unidades de N-acetil D glucosamina e D- 

glucosamina, ambas ligadas por ligações glicosídicas β (1 → 4) (Dutta et al., 

2004; Torres et al., 2006; Azevedo et al., 2007; Ferreira et al., 2009; Croisier & 

Jérôme, 2012; Balan & Verestiuc, 2014). 

Embora sua obtenção natural a partir de algumas espécies de fungos 

ainda seja em pequena escala, a quitosana é obtida principalmente pela 

desacetilação da quitina (Figura 8) – um polímero natural encontrado nas 

carapaças de exoesqueletos de crustáceos (camarões, lagostas etc.) – sendo 

assim, a quitosana se torna o segundo polímero natural mais abundante da terra, 

ficando atrás da celulose (Barros et al., 2006; Rinauldo 2006; Azevedo et al., 

2007; Laranjeira & Fávere, 2009; Shukla et al., 2013; Balan & Verestiuc, 2014). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 8 – Processo de desacetilação da quitina em quitosana (Martins, 2008). 

 

Como o processo de desacetilação não ocorre totalmente, a quitosana por 

sua vez é constituída por unidades desacetiladas e acetiladas. A essa 

característica é possível determinar o grau de desacetilação (GD – quantidade 

de monômeros desacetilados), que determinará qual será o polímero 

predominante e as características químicas e biológicas. Para o biopolímero 
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desacetilado ser considerado quitosana, seu valor em relação ao GD deverá ser 

superior a 60% (Dutta et al., 2004; Barros et al., 2006; Azevedo et al., 2007; 

Abdelaal et al., 2014; Balan & Verestiuc, 2014). 

Azevedo e seus colaboradores citam em seu trabalho, alguns fatores 

primordiais, capazes de interferir tanto no processo de desacetilação da quitina 

em quitosana, como nas características do polímero obtido: 

 Temperatura e tempo da reação  

 Concentração da solução de álcali e adição de diluente  

 Razão quitina/álcali 

 Característica física do polímero (tamanho das partículas de 

quitina) 

 Atmosfera da reação e agentes externos que evitam a 

despolimerização  

 

Um aspecto importante que diz respeito a quitosana está relacionado a 

sua solubilidade, pois ela é insolúvel em água, sendo capaz de ser solubilizada 

em soluções ácidas com o pH inferior a 6. A essa característica se dá pela 

protonação dos grupos amino (monômero D-glucosamina) presentes em sua 

cadeia (Laranjeira & Fávere. 2009; Croisier & Jérôme, 2012). 

A quitosana é ainda um ótimo biomaterial, pois sua alta hidrofilicidade pela 

presença dos grupos hidroxila e amino presentes na sua estrutura, permite que 

o polímero seja modificado fisicamente, possibilitando o manuseio nas formas 

de microcápsulas, pó, nanoparticulas, membranas, flocos, fibras e esponjas 

(Gonsalves et al., 2011; Shukla et al., 2013). 

 Através dessas características, a quitosana assume uma alta 

versatilidade, capaz de ser aplicada em várias áreas tecnológicas e estudos, tais 

como: veículo de liberação de fármacos, bandagens, géis injetáveis, membranas 

periodontais, suportes para imobilização de enzimas, tratamento de poluentes 

de água e entre outros (Figura 9) (Torres et al., 2005; Laranjeira & Fávere. 2009; 

Croisier & Jérôme, 2012). 
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Figura 9 – Biocompatibilidade e versatilidade da quitosana (Adaptação de Balan 

& Verestiuc, 2014).  

 

A estrutura molecular da quitosana é quimicamente semelhante à da 

quitina e da celulose (Figura 10), diferenciando-se apenas pelos grupos 

funcionais presentes na cadeia. Onde na celulose o grupo funcional 

predominante é a hidroxila (-OH), para a quitina o seu grupo funcional é o N-

Acetil (NCOCH3), no caso da quitosana o grupo amino (-NH2) é o grupo funcional 

principal (Azevedo et al., 2007; Abdelaal et al., 2014).  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 10 – Estrutura química da celulose, quitina e quitosana (Martins 2008). 
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2.2.1.1 – MODIFICAÇÃO DOS GRUPOS HIDROXILA DA QUITOSANA COM 

CARBODIIMIDA 

 

 Dentre várias características citadas anteriormente, em relação a 

quitosana, um outro aspecto muito importante em relação a este polímero, é a 

possibilidade de realizar modificações na sua estrutura (Torres et al., 2005). Por 

essa razão a quitosana vem ganhando um forte interesse no setor 

biotecnológico. Na Figura 11 observa-se alguns exemplos dos derivados da 

quitosana, obtidos a partir da modificação química em sua estrutura. 

Com uma presença maior dos grupos amino reativos, a quitosana torna-

se um polímero facilmente modificado por outros materiais, através dos métodos 

de ligação covalente, montagem de camada por camada, tratamento de plasma, 

modificações químicas e por enxerto de revestimentos (Hong et al., 2005; Lao et 

al., 2008; Ye et al., 2008; Davarpanah et al., 2009; Peng et al., 2012). Levando 

em conta que para o desenvolvimento de um suporte para a imobilização de 

enzima, o que mais se relata na literatura é a utilização do método de ligação 

covalente. 

   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 11 – Derivados da quitosana (Adaptação de Martins, 2008). 
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Todas essas modificações realizadas no biopolímero, tem como objetivo, 

melhorar as propriedades superficiais da quitosana, que estão relacionadas com 

a morfologia, hidrofilicidade e composição química. Proporcionando então, um 

ambiente favorável na interação entre a enzima e o transportador (Tian et al., 

2008). 

O principal alvo de modificações na quitosana estão ligados diretamente 

aos seus grupos funcionais: a hidroxila (-OH) e amino (-NH2) (Dockal et al., 2003; 

Mourya & Inamdar 2008) (Figura 12).  

 

 

 

 

 

 

Figura 12 – Representação dos grupos funcionais da quitosana (Adaptado de 

Mourya & Inamdar 2008). 

Essas reações são realizadas através de agentes bifuncionais, tais como: 

glutaraldeido, epicloridrina, carbodiimida, tripolifosfato entre outros. São agentes 

capazes de realizar ligações cruzadas entre as cadeias da quitosana – método 

de reticulação – tornando o polímero mais rígido, insolúvel em alguns ácidos e 

aumentando sua estabilidade térmica. Entretanto, em alguns casos, esses 

agentes são capazes de modificar apenas a superfície do polímero – alterando 

principalmente seu caráter hidrofílico/hidrofóbico – ou até mesmo servindo de 

um braço extensor para a imobilização de enzimas, utilizando-o como um 

suporte polimérico (Rinauldo, 2006; Gonsalves et al., 2011; Zhang et al., 2013). 

Torres et al. (2005) formularam esferas de quitosana reticuladas com 

epicloridrina, glutaraldeido e acetiladas, com o objetivo de estudar o grau de 

desacetilação e as resistências mecânica, química e térmica. A modificação não 

alterou as propriedades mecânicas e térmica das esferas, exceto para as 

microesferas reticuladas com glutaraldeido, que a partir de 0,15mol teve sua 
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estrutura comprometida, devido a sua baixa retenção de água. Entretanto as 

microesferas reticuladas com epicloridrina e glutaraldeido tiveram um aumento 

da resistência química em solução aquosa de HCl. 

Laus et. al. (2006) utilizaram em seu trabalho microesferas de quitosana 

reticulas com tripolifosfato com o objetivo de remover ferro (III) e manganês (II) 

de aguas contaminas, afim de diminuir sua acidez. Com a análise térmica (TGA) 

foi possível verificar modificações na estabilidade térmica do polímero 

ocasionados pelo processo de reticulação. Utilizando a técnica de Infravermelho 

(FTIV) observou que a modificação ocorreu por uma interação iônica com os 

grupos amino protonado (-NH3
+) da quitosana, evidenciado pelo sinal em 

1552cm-1. 

Lima et al. (2006) modificaram quimicamente a quitosana α com anidrido 

succínico, tendo como objetivo a adsorção do corante azul de metileno usado 

em indústrias têxteis. Tais resultados foram comparados com o carvão ativo, 

adsorvente tradicionalmente utilizado. Os ensaios mostraram que 97% da 

quantidade do corante foi adsorvido no suporte de quitosana, enquanto que no 

carvão ativado só 42% foi adsorvido. 

Cerqueira et al. (2011) utilizou em seu trabalho filmes de quitosana 

modificados com glicerol (plastificante), com o objetivo de determinar o efeito de 

recobrimentos comestíveis de proteínas e de quitosana na conservação de 

goiabas ‘Kumagai’. De modo geral, todos os filmes tiveram uma boa aderência 

às frutas, conferindo um brilho e sem nenhuma descamação, fazendo com que 

houvesse um prolongamento no processo de amadurecimento dos frutos. 

Marum et al. (2014) formularam microesferas de quitosana com núcleo 

magnético, modificadas com epicloridrina, tendo como objetivo a formulação de 

um suporte para a imobilização de enzimas a serem incluídas como 

biocatalizador. Os experimentos realizados através da atividade enzimática, 

mostraram que os suportes modificados, possuem potencial de imobilização 

(25601 U/g), em comparação com a atividade da enzima imobilizada no suporte 

sem modificação (11590 U/g). 

Wu et al. (2011) formularam microesferas de quitosana reticuladas com 

genipina e carregadas com fator de crescimento transformante-β1 (TGF-β1) 
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utilizando o método de emulsificação, onde as mesmas foram selecionadas e 

incorporadas em matrizes porosas construídas por quitosana-policaprolactona 

com um teor de policaprolactona de cerca de 42%. Os suportes de quitosano-

policaprolactona com porosidade superior a 80% e com uma carga de TGF-β1 

inicial de cerca de 3 mg (TGF-β1) / mg (suporte seco) foram capazes de manter 

a libertação sustentada de TGF-β1 em uma simulação in vivo, obtendo assim, 

taxas controladas ao longo de um período de tempo de quatro semanas sem 

ruptura gravemente inicial. 

Como mostrado anteriormente, diferentes métodos são utilizados para 

modificar quimicamente a quitosana, com intuito de aprimorar suas propriedades 

físicas e químicas – tais como: biocompatibilidade, molhabilidade e 

funcionalidade para aplicações biológicas – ressaltando que para cada 

aplicabilidade dependerá do método a ser utilizado (Torres et al., 2005; Lima et 

al., 2006; Gonsalves et al., 2011; Dorraki et al., 2015). 

 O 1-etil-3-(3-dimetilaminopropil) carbodiimida (EDC) (Figura 13), é um 

agente bifuncional solúvel em água e estudos descobriram que ele possui uma 

ótima biocompatibilidade em relação aos reagentes mais utilizados no processo 

de imobilização (Wang et al., 2003; Sheffel et al. 2013). 

 

 

 

 

Figura 13 – Estrutura química A) grupo funcional da carbodiimida B) EDC – 

isômero da carbodiimida.  

  

O primeiro relato da sua aplicabilidade foi como agente de ativação de um 

suporte para produzir ligações amídicas, através de aminas primarias. Além 

disso, o EDC pode ser utilizado tanto na reticulação de estruturas poliméricas 

como um agente ativador de suportes para a imobilização de enzimas (Figura 

14) (Timkovich, 1977; Oliveira & Vieira, 2006; Santana et al., 2012; Sheffel et al., 

2013; Ashjari et al., 2015). 
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Figura 14 – Esquema da imobilização de enzima em um suporte carboxilado 

de Oliveira e Vieira, 2007). 

 

Chiou & Wu (2004) desenvolveram uma ilustração hipotética de como 

seria a imobilização da lipase Candida rugosa em um suporte de quitosana 

(Figura 15), usando o método de ativação com EDC na faixa de pH 4,0-6,0, como 

demostrado na Figura a seguir. 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 15 – Esquema da ativação dos grupos hidroxila da quitosana com o 

agente EDC (Chiou & Wu; 2004). 

 

A ativação dos grupos hidroxila da quitosana usando EDC, se dá pela 

formação de um complexo muito instável, a acilisoureia. Posteriormente no 

processo de imobilização, esse complexo entra em contato com grupo amino da 

enzima, a fim de formar a ligação de imobilização com o suporte ativado (produto 

I). Mas, por outro lado, no momento do processo pode acontecer um rearranjo 

das estruturas, fazendo com que haja a formação de um outro produto, a 

acilureia (produto II). Neste caso não haverá a imobilização enzimática (Chiou & 

Wu; 2004). 

A partir da técnica Espectroscopia de electrónica para análise química 

(ESCA), Chiou e seus colaboradores confirmarão a ativação dos grupos 
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hidroxilas com EDC. A porcentagem dos átomos de carbono e nitrogênio na 

superfície da quitosana, iram aumentar de acordo com o aumento da 

concentração de EDC. Em seus resultados, o carbono teve um aumento 

significativo (47,5 – 58,4%) em relação ao nitrogênio (7,1 – 8,5%), levando em 

conta a mudança da concentração de EDC (0 – 1%). Isso tudo indica que, com 

um aumento do número de átomos de carbono presentes na molécula de EDC, 

os resultados demonstram a capacidade do mesmo se ligar na superfície do 

polímero através da ativação. 

 

2.3 – ATIVIDADE ENZIMÁTICA NO PROCESSO DE TRANSESTERIFICAÇÃO 

 

No processo de transesterificação, a catálise enzimática utilizando 

metanol, ocorre em três passos, no qual o primeiro passo os triglicerídeos são 

convertidos em diglicerídeos. No segundo passo, acontece a conversão dos 

diglicerídeos em monoglicerídeos. No terceiro e último passo as moléculas de 

monoglicérideos são convertidas em glicerol (Shah et al., 2003; Turkan & Kalay, 

2006; Ghaly et al., 2010; Guldhe et al., 2015). 

Em cada momento das conversões é produzido uma molécula de éster de 

ácido graxo (FAME), isso quer dizer, que em uma reação de transesterificação 

enzimática uma molécula de triglicerídeo é capaz de produzir 3 moléculas de 

FAME (Shah et al., 2003; Turkan & Kalay, 2006; Ghaly et al., 2010; Guldhe et 

al., 2015). 

A catalise enzimática se baseia no modelo Ping-Pong BiBi, atualmente 

sendo o mais utilizado nos processos de transesterificação, baseando-se em 

uma reação global. Neste caso, a reação acontece a partir da interação de dois 

substratos, dando origem a dois produtos, isso acontece graças a formação do 

intermediário enzima-substrato (Ghaly et al., 2010; Pessoa et al., 2010; Guldhe 

et al., 2015). 

Neste modelo, dois grupos localizados no centro ativo da enzima, 

desempenham papeis importantes na cinética enzimática, o primeiro é o grupo 

hidroxila da serina que atua como um nucleófilo, o outro é o átomo de nitrogênio 
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da histidina que participa no processo de mobilização de próton (Ghaly et al., 

2010; Pessoa et al., 2010; Guldhe et al., 2015). 

Um outro modelo que vem sendo pesquisado em estudos é o modelo de 

Michaelis-Menten, onde o Km determina a afinidade da enzima com o substrato 

e o Vmax a taxa máxima da reação. A afinidade de uma enzima para como o 

substrato será elevada quando o valor de Km for baixo (Leca et al., 2010; Guldhe 

et al., 2015). 

Ranjbakhsh e seus colaboradores, estudaram a cinética da catálise 

enzimática da enzima Porcina pancreática (PPL) imobilizadas em nanoparticulas 

de magnetita (Fe3O4) revestidas com sílica. A otimização do processo seguiu o 

modelo proposto por Michaelis-Menten, onde os resultados obtidos foram 

comparados entre a PPL imobilizada e a PPL na sua forma livre, utilizando p-

NPP como substrato. O resultado de Km mostrou que para a lipase imobilizada 

(0,123 mmol) foi menor do que a da lipase livre (0,312 mmol), comprovando 

então, que a lipase imobilizada houve uma maior afinidade com o substrato. Este 

aumento pode estar relacionado com a indução de uma modificação 

conformacional na estrutura da enzima devido a imobilização. 

 

2.5.1 – PARAMENTROS QUE AFETAM A CINÉTICA ENZIMÁTICA 

  

 Assim como em qualquer outro processo, a catalise enzimática apresenta 

alguns fatores que podem influenciar tanto no rendimento da reação como na 

eficiência do processo. Tais fatores são: a natureza e as propriedades do 

biocatalisador, os métodos de imobilização; pré-tratamentos enzimáticos; 

substratos do biodiesel; aceitadores de acilo, o uso de solventes; condições de 

funcionamento da catálise enzimática; e o modelo do biorreator (Leca et al., 

2010; Guldhe et al., 2015). 

 Entretanto, neste trabalho, apenas a temperatura e o pH do meio 

reacional, serão investigados, para determinar o efeito dessas variáveis na 

atividade enzimática durante o processo de transesterificação da enzima livre e 

imobilizada. 
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2.3.1.1 – TEMPERATURA DO PROCESSO 

 

Usualmente as reações de transesterificação enzimática acontece em 

temperaturas mais baixas, em relação aos processos convencionais 

(transesterificação química). Esse parâmetro é estabelecido entre valores que 

variam de 20°C a 70°C. Assim, proporcionando a reação dentro desta faixa de 

temperatura, permite obter um ambiente propício para a atividade; não havendo 

a desnaturação da enzima (Guldhe et al., 2015). 

Em vários estudos estão sendo relatados que a faixa de temperatura 

ótima da atuação da enzima em processos de transesterificação enzimática, está 

entre 50°C a 70°C, obtendo assim, um maior rendimento do biodiesel. Embora 

sabemos que em temperatura ambiente também é possível ocorrer a reação 

produzindo um bom rendimento (Meng et al., 2008; Yaakob et al., 2013). 

Iso et al. (2001) investigaram a atividade da enzima Amano AK 

Pseudomonas fluorescens (PF) imobilizada em partículas porosas de caulinite e 

também na sua forma livre. A reação transesterificação ocorreu nas seguintes 

faixas de temperatura: 40°C a 70°C para ambos os casos. A atividade catalítica 

da enzima teve um aumento considerável na faixa de 50 – 60°C para a enzima 

imobilizada e na sua forma livre. Ressaltando que, o rendimento da conversão 

foi maior para a PF imobilizada. Já em temperaturas mais elevadas, houve uma 

diminuição significativa da atividade (Figura 16). 

 

 

 

 

 

 

                      A                                              B                                                        

Figura 16 – Efeito da temperatura no processo de transesterificação A) PF livre 

B) PF imobilizada (Iso et al., 2001). 
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 Bussamara et al. (2009) estudaram a influência da estabilidade térmica, 

no processo de transesterificação da enzima Psedozyna hubeiensis imobilizada 

e na sua forma livre. Em seus resultados foi possível comprovar que para ambos 

os casos a temperatura ótima para o processo, foi estabelecido a 50°C, 

apresentando uma atividade residual de 227% para a enzima imobilizada e 85% 

para a lipase livre. Afirmando que em temperaturas mais elevadas houve uma 

diminuição na atividade residual de ambas as lipases. 

Xie & Wang (2012) estudaram a transesterificação do óleo de soja com 

metanol, tendo como catalisador a lipase de Candida rugosa imobilizada em um 

suporte de quitosana. Os resultados obtidos através das atividades catalíticas da 

lipase imobilizada, foram investigadas num intervalo de temperatura  de 25 a 

45°C. A  conversão máxima foi obtida com o aumento da temperatura de reação 

quando atingiu 35°C. No entanto, houve uma queda gradativamente da 

atividade, quando a temperatura foi aumentando até atingir o valor final de 45°C. 

Assim, a temperatura ótima encontrada neste trabalho foi de 35°C. 

 

2.3.1.2 – pH DO MEIO REACIONAL 

 

 O pH do meio reacional é um dos principais fatores que influenciam na 

reação de transesterificação. Este fator afeta diretamente a conformação da 

cadeia da lipase, no ato do processo de imobilização. O pH ótimo para uma 

reação de transesterificação enzimática, está ligeiramente deslocado para 

valores mais alcalinos, pois nesta faixa há uma alta interação parcial com o 

centro ativo da enzima, facilitando a abertura da tampa (Aloulou et al., 2007; 

Athalye et al., 2013; Christopher et al., 2014). 

Lipases que tem a origem bacteriana atuam em um pH ótimo 

consideravelmente alcalino (7 – 9). Já as de origem de levedura e fungos atuam 

em pH neutro a ligeiramente ácido. Normalmente existem lipases que atuam em 

pH mais alcalino, operando assim, em valores entre 3 -12 (Aloulou et al., 2007; 

Athalye et al., 2013; Christopher et al., 2014).  

Yong et al. (2008) utilizaram a lipase Candida rugosa imobilizada em um 

suporte magnético revestido com um copolímero, com o objetivo de investigar o 

http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0961953411005927#fig6
http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0961953411005927#fig6
http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0961953411005927#fig6
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efeito do pH sobre a atividade da enzima imobilizada e livre. O efeito do pH sobre 

a atividade das amostras de lipase livre e imobilizada foi investigada na faixa de 

pH 6,0-9,5 a 37°C, e os resultados são apresentados na Figura 17.  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 17 – Efeito do pH sobre a atividade (Yong et al. ,2008). 

 

Observaram que o pH óptimo da enzima livre foi de 7, enquanto que para 

a enzima imobilizada essa faixa foi deslocada para 7,5. Esses resultados 

poderiam provavelmente ser atribuídos à estabilização das moléculas de lipase 

resultantes da fixação multiponto sobre a superfície das microesferas 

magnéticas hidrofílicas por ligações covalentes, que limitaram a transição da 

conformação enzimática contra a variação do pH. 

Chiou et al. (2004) estudaram os efeitos do pH sobre a imobilização da 

lipase Candida rugosa em esferas de quitosana ativadas com carbodiimida, 

através da atividade e a atividade relativa (RSA). Para a avaliação das analises, 

utilizaram valores de pH na faixa de 5 – 11. Em seus resultados, o pH ótimo da 

lipase imobilizada e na forma livre foi obtido a partir do valor 6. Tais valores 

encontrados estão representados na Tabela 5. 

 

 

 

 

http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S1359511308001852#bib34
http://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S1359511308001852#bib34
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Tabela 5 – Otimização do valor do pH na catalise enzimática. 

a Teor de lipase livre (µg/mL) / b Dimensão U/g 
 

 

Esses e outros fatores são cruciais no processo da imobilização e na 

atividade enzimática, uma vez que os mesmos podem aumentar a interação 

enzima/suporte e o rendimento na produção do biodiesel. Não havendo um 

protocolo a ser seguido, há necessidade de se otimizar todo o processo, evitando 

erros que possam levar a desnaturação da enzima ou a diminuição da atividade. 

 

2.3.1.3 – MODIFICAÇÃO DO GRAU DE HIDROFILICIDADE 

  

 Como mencionado anteriormente, a quitosana é um polímero natural, 

biodegradável, não-tóxico e extremamente abundante, tornando-se um polímero 

altamente atrativo, principalmente na área de biotecnologia como suporte 

polimérico (Marum et al., 2014). 

Uma vez formulado o suporte, surge uma característica limitante ao seu 

emprego, sua hidrofilicidade. Com a predominância dos grupos amino (N-H) na 

formação da sua cadeia por ligações covalentes, a quitosana é favorável ao 

surgimento de ligações eletronegativas, gerando sítios com uma alta polaridade, 

fazendo com que haja um rearranjo das moléculas de água ao redor desses 

sítios (Assis et al., 2003). 

 Como a desacetilação da quitina em quitosana não é completa, 

apresentando ao longo da cadeia polimérica grupos acetamidos, que por sua vez 

pH 
Carregadas de proteína (g / 

g-quitosano) 

Atividade (U / g-

quitosana) 

 
RSA (%) 

 
Seca Molhado Seca Molhado  Seca Molhado 

5 68 96 0,95 2,87  48,9 104,6 

6 71 109 0,98 3,28  48,3 105,3 

7 62 79 0,84 2,34  47,4 103,7 

8 51 62 0.43 1,47  29,5 83,0 

9 38 51 0,23 0,87  21,2 59,7 

10 25 31 0,12 0,26  16,8 29,4 

11 14 20 0,05 0,12  12,5 21,0 

Livre        92,4a    2,64b   100 
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são polares. Com isso a quitosana é caracterizada como um material hidrofílico, 

com um alto grau de afinidade a retenção de água (Assis & Silva, 2003). 

 Basta fazer algumas mudanças nos grupos funcionais da quitosana para 

que sua hidrofilicidade mude. Ao modificar a quitosana atacando o grupo 

hidroxila (-OH) do polímero, seu comportamento será mais hidrofóbico, ao invés 

disso se o alvo da modificação for os grupos amino (-NH2), a quitosana então, 

irá assumir um comportamento mais hidrofílico (Zhang et al., 2012).  

Zhang et al. (2012) utilizam em seu trabalho microesferas magnéticas de 

acrilamida (AM) como suporte para imobilização de enzimas. Afim de averiguar 

o efeito das propriedades de superfície das microesferas, foram utilizadas séries 

de microesferas com diferentes características superficiais hidrofóbicas/ 

hidrofílicas (ajustando percentagens molares de diferentes monómeros) (Figura 

18). 

 

 

 

 

 

Figura 18 – A estrutura da superfície de diferentes microesferas.  (Adaptação de 

Zhang et al., 2012). 

 

 Os resultados mostraram que as microesferas com superfícies 

modificadas, apresentaram comportamentos diferentes em relação a eficiência 

da imobilização e da reação de recuperação da atividade (Figura 19). 

Na microesfera do tipo 1, onde a superfície era formada por monômeros 

de acetato de vinila (VCA), a porcentagem de lipase imobilizada foi a mais 

elevada, cerca de 94%. Com o aumento do monômero de acrilamida (AM) (tipos 

2-3), a porcentagem de imobilização foi diminuindo gradativamente. Quando a 

percentagem molar de AM foi aumentada para 28,6% (Tipo 3), observa-se uma 
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diminuição significativa na porcentagem de imobilização em mais de 30%. Por 

outro lado, embora as microesferas com maior porcentagem de imobilização, 

apresentou recuperação da atividade, em torno de 70%. Quando a porcentagem 

de AM foi aumentada de 0 a 14,3% (Tipo 2), indicando um aumento na 

hidrofilicidade, a recuperação da atividade, teve um aumento significativo de 

17% (atingindo 87%, 418 g/L). Entretanto, com o aumento contínuo da 

percentagem de AM - 14,3% para 28,6% (Tipo 3), a recuperação da atividade 

teve uma drástica diminuição, ou seja, apenas 53% mantiveram sua atividade. 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 19 – Efeito hidrofóbico/hidrofílico da superfície de microesferas 

magnéticas na imobilização da lipase (Adaptado de Zhang et al., 

2012). 

Zhang e seus colaboradores chegaram à conclusão que um suporte mais 

hidrofóbico proporciona um resultado melhor em relação a imobilização de 

enzimas, mas a recuperação da sua atividade não é muito elevada. Com isso, 

os suportes poliméricos para imobilização devem apresentar uma moderação na 

hidrofilicidade/hidrofobicidade, alcançando assim valores satisfatórios para 

ambos os casos. 

 

2.4 – BIOCATALISADORES COM PROPRIEDADES MAGNÉTICAS 

 

A quitosana é um polissacarídeo natural proveniente da desacetilação da 

quitina, que é encontrada na carapaça de insetos, camarões e outros crustáceos, 

de baixo custo, biocompatível e biodegradável. Ela é considerada o terceiro 
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polímero natural mais abundante na natureza (Torres et al., 2005; Laranjeira et 

al., 2009; Croisier & Jérôme, 2013). Com uma grande quantidade de grupos 

reativos presente na sua estrutura, faz com que este polímero, seja um suporte 

ideal para a imobilização de enzimas. 

As pesquisas na formulação de microesferas de quitosana, como suporte 

polimérico, vem sendo um estudo paralelo as pesquisas com reatores fluidizados 

com estabilidade magnética, pois através da introdução de nanoparticulas 

magnéticas a estes suportes, possibilita a aplicação em novos processos de 

transesterificação em reatores (Zong et al., 2013; Zhou et al., 2014; Román et 

al.2017). 

 Dentre inúmeras nanopartículas estudadas ao longo desses anos, a 

magnetita (Fe3O4), tem demonstrado grande atrativo na incorporação de 

microesferas de quitosana, pois o seu comportamento de super- 

paramagnétismo e sua alta biocompatibilidade, proporciona sua utilização em 

reatores de leito fluidizados assistidos por campo eletromagnético externo (Liu 

et al., 2011; Zhou et al., 2014; Román et al.2017). 

 Entretanto, como visto em vários trabalhos citados na literatura, o principal 

objetivo em incorporar nanopartículas de magnetita em microesferas de 

quitosana para a imobilização de enzima, ainda é para facilitar a separação dos 

biocatalisadores do meio reacional, proporcionando então, sua reutilização. 

 Mas, a especificidade das nanoparticulas magnéticas são influentes aos 

processos que utilizam reatores fluidizados estabilizados por campos 

magnéticos, pois através da sua influência, é possível estimar condições ótimas 

de operação, inferências magnéticas e o fluxo. Uma outra característica citada, 

é a capacidade do material em não reter parte do campo magnético após a 

interrupção do mesmo (Zhou et al., 2014; Román et al.2017).  

 Pan et al. (2009) estudaram a imobilização da enzima β – D galactosidase 

em nanopartículas de magnetita (Fe3O4) revestidas com quitosana, previamente 

ativadas com glutaraldeido (GLU). Em seus resultados puderam otimizar o 

processo de catálise obtendo um pH ótimo de 6, operando em uma temperatura 
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ótima de 60°C. O rendimento de conversão do processo de transesterificação 

atingiu 62% da atividade, mantendo sua atividade residual por mais 15 ciclos. 

Seguindo o mesmo estilo de suporte Wu et al. (2009) utilizaram 

nanopartículas de magnetita (Fe3O4) revestidas com quitosana, para a 

imobilização da lipase Candida rugosa. A magnetização saturada de 

nanopartículas atingiu 35,54emu/g, mostrando as características de 

superparamagnetismo. Através do método do azeite de oliva perceberam que 

após 5 ciclos a atividade da enzima caiu apenas 12%. 

 Liu et al. (2011) estudaram as propriedades de magnetização para dois 

métodos distintos, na formulação de nanopartículas de magnetita (Fe3O4) 

revestidas com quitosana. Em ambos os métodos as nanopartículas foram 

ativadas com GLU.  A imobilização da lipase no suporte de nanopartículas 

preparadas com um campo magnético externo apresentou maior atividade, uma 

melhor estabilidade operacional e de armazenamento. Além disso os valores 

para as propriedades de magnetização foram superiores obtendo valores de 

Magnetização de saturação (MS) 13,7 emu/g; Magnetização residual (MR) 0,0061 

emu/g e Coercitividade (C) 6,87 0e. 

Zhou et al. (2014) imobilizaram a lipase Rizopus oryzae em microesferas 

de quitosana com núcleo magnético, afim de utilizar este biocatalisador no 

processo de transesterificação do óleo de soja. Através da análise de 

susceptibilidade magnética, poderão obter um valor de magnetização de 

saturação de 38,1 emu/g nas microesferas com lipase imobilizada, valor este se 

encontra dentro da faixa de um material superparamagnético. Possibilitando a 

utilização do biocatalisador em um reator de leito fluidizado com campo 

magnético externo. 
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CAPÍTULO 3 – MATERIAIS E MÉTODOS  

 

3.1 – MATERIAIS  

 

 Quitosana (Sigma-Aldrich), com grau de desacetilação de 80% e massa 

molar média; 

 Cloreto de Ferro III (ICO) Hexahidratado (Vetec Química Fina Ltda); Grau 

de Pureza: P.A.;  

 Sulfato de Ferro II (OSO) Heptahidratado (Vetec Química Fina Ltda); Grau 

de Pureza: P.A.; 

 Ácido Acético e Ácido Clorídrico (Vetec Química Fina Ltda); Grau de 

Pureza: P.A.;  

 Ácido Oleico (Synth); Grau de Pureza: P.A.; 

 Hidróxido de Sódio (NaOH) (Neon), Grau de Pureza: P.A.; 

 Hidróxido de Amônia (Vetec Química Fina Ltda); Grau de Pureza: P.A 

Concentração:  30% NH3; 

 Álcool Etílico (Jalles); Grau de Pureza: 99,5°INPM; 

 Amano Lipase AK, from Pseudomonas fluorescens, fornecido pela Sigma-

Aldrich; 

 Albumina Bovina Fração V, fornecida pela Sigma Aldrich; 

 Reagente Bradford, fornecido pela Bio-Rad; 

 Glutaraldeído 50% solução, (Dinâmica), Grau de Pureza P.A.; 

 1-etil-3-(3-dimetilaminopropil) carbodiimida (EDC) (Sigma-Aldrich), Grau 

de Pureza P.A.; 

 Polietilenoglicol 1500, Vetec-Química Fina, P.A.; 

 Fosfato de Sódio Bibásico Heptahidratado (Neon) P.A.; 

 Fosfato de Sódio Monobásico Monohidratado (Neon) P.A.; 

 Goma Arábica em pó, Teor de 85%, Vetec-Química Fina; 

 Azeite de Oliva Extra Virgem (Gallo) 
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3.2 – MÉTODOS  

3.2.1 – NANOPARTÍCULAS MAGNÉTICAS (Fe3O4 - nanomagnétitas) 

A partir das adaptações feita pelo método proposto por Gnanaprakash, 

2007; a nanomagnetita utilizada foi formulada e relatadas como parte das 

pesquisas realizadas em partículas com propriedades magnéticas pelo grupo de 

pesquisa “Polímeros a partir de recursos renováveis”, do qual o autor desse 

trabalho faz parte. (Bôa Morte, 2017).  

A fase magnética foi caracterizada por Difração de Raios-X (Figura 20), 

Microscopia Eletrônica de Transmissão (Figura 21) e Susceptibilidade Magnética 

(Figura 22). Tais resultados comprovam que o material sintetizado de fato se 

trata de nanomagétita, apresentou tamanhos adequados para o uso pretendido, 

boa dispersão e magnetização de saturação característica de um material 

superparamgnético. 

 

 

 

 

 

Figura 20 – Difratograma de Raios-X da magnetita sintetizada (Bôa Morte, 

2017). 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 21 – Micrografia eletrônica de transmissão das nanomagnetitas (Bôa 

Morte, 2017). 
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Figura 22- Curva de magnetização de saturação da nanomagnetita (Bôa 

Morte, 2017) 

 

3.2.2 – FORMULAÇÃO DAS MICROESFERAS DE QUITOSANA 

 O método adotado para a formulação das microesferas baseia-se na 

neutralização de uma solução ácida de quitosana através de uma base forte, 

sendo o hidróxido de sódio (NaOH) o mais utilizado. Este método é conhecido 

como coagulação (Dias et al., 2008).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 23 – Esquema formulado para a técnica de coagulação. 
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As microesferas foram preparadas a partir da solução de quitosana - 2g 

do polímero em pó, solubilizado em 100mL de uma solução de ácido acético 5% 

(m/v). Após a solubilização, a solução foi filtrada para a remoção de resíduos, 

que logo em seguida foi gotejada através de uma agulha sobre uma solução de 

hidróxido de sódio (NaOH – 3mol/L) com o auxílio de uma bomba peristáltica 

(Figura 23). 

 

3.2.3 – ATIVAÇÃO DOS GRUPOS HIDROXILA DAS MICROESFERAS DE 

QUITOSANA  

 

A modificação superficial das microesferas foi elaborada a partir de dois 

métodos distintos. O primeiro utilizou uma adaptação proposta por Chiou et al. 

(2004), para cada grama de microesferas de quitosana seca (QTS-AM1) e 

molhada (QTS-AM2), foi adicionado 3mL de 0,75% (m/v) de solução de 1-etil-3-

(3-dimetil-aminopropil) carbodiimida (EDC) em 0,05 mol/L de solução tampão 

fosfato (pH 6,0) a 25°C. Após o tempo de 15 min, as microesferas foram lavadas 

com água destilada. 

A outra modificação, foi elaborada a partir de alterações realizadas no 

método proposto por Oliveira & Vieira (2006) (QTS-AM3), para cada grama de 

microesferas de quitosana seca, utilizou 30mL de solução de carbodiimida 

3,7x10-4 mol/L, preparada em solução tampão 0,1 mol/L, (pH 7,0) a 25°C, após 

30 min de reação, as mesmas foram lavadas para remoção do excesso de EDC. 

 

3.2.4 – CARACTERIZAÇÃO DAS MICROESFERAS DE QUITOSANA 

  

As microesferas modificas (QTS-AM1, QTS-AM2, QTS-AM3) foram 

caracterizadas com o auxílio das técnicas de Espectroscopia de Infravermelho 

com Transformada de Fourier (FTIV), Microscopia Eletrônica de Varredura 

(MEV), Análise Termogravimétrica (TGA). Já as microesferas sem magnetita, 

foram analisadas através da técnica de Ressonância Magnética Nuclear de 

baixo campo (uma vez que o óxido de ferro sintetizado neste trabalho, interfere 

nos sinais obtidos por esta técnica) e Difração de Raio-X (DRX). 
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3.2.4.1– ESPECTROSCOPIA NO INFRAVERMELHO COM TRASFORMADA 

DE FOURIER (FTIV) 

A absorção de radiação pelas moléculas na região do infravermelho causa 

transições rotacionais e vibracionais de grupos atômicos. Essas vibrações 

fornecem informações a respeito das ligações químicas dos constituintes 

atômicos, isto porque cada ligação absorve um comprimento de onda específico 

para alterar seus estados roto-vibracionais. Através desta radiação absorvida é 

possível identificar as ligações presentes, grupos funcionais entre outras 

características estruturais particulares do polímero (Carvalho, 2008). 

A análise no FTIV foi realizada com o objetivo de examinar a característica 

tanto das estruturas químicas dos filmes quanto das formulações das 

microesferas (QTS-AM1, QTS-AM2, QTS-AM3) para acompanhar a presença 

dos grupos (-OH e -NH2), agrupamentos objetos de modificação. 

Os espectros do FTIV foram analisados na região de 4000 a 400 cm-1, 

com 40 varreduras em um equipamento de Infravermelho com Transformada de 

Fourier (IRPrestige-21/ Shimatzu) que se encontra no prédio do Laboratório de 

Materiais Avançados no Setor de Polímeros (LAMAV/SEPOL). Os espectros de 

FTIV das microesferas foram obtidos usando pastilhas de brometo de potássio 

(KBr).  

Em relação aos filmes, foi acoplado a este equipamento um acessório com 

reflexão total atenuada (ATR), operando em um ângulo de incidência de 45°. O 

intuito desta análise foi acompanhar a modificação superficial feita no polímero, 

afim de investigar os agrupamentos característicos da modificação com EDC. 

Os espectros foram então, obtidos a partir do intervalo de 4000-400cm-1, 

com resolução de 1,0cm-1 com um total de 40 scans. 

 

3.2.4.2 – RESSONÂNCIA MAGNÉTICA NUCLEAR (RMN) DE BAIXO CAMPO 

A espectroscopia de ressonância magnética nuclear é uma técnica 

amplamente usada para o estudo da estrutura molecular dos compostos. Baseia-

se na alteração do número quântico de spin em função de um campo magnético 

externo. A excitação do núcleo, ou a sua oscilação de uma orientação para outra, 
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é detectada como uma voltagem induzida, resultando da absorção de energia do 

campo de radiofrequência (Santos et.al; 2015).  

A ressonância magnética nuclear (RMN) de Baixo Campo é um método 

poderoso para obter informação sobre a mobilidade molecular utilizando 

medições de relaxação obtidas a partir do tempo de relaxamento da análise do 

próton de spin-rede (T1H). Esta técnica é usada para avaliar a miscibilidade, 

homogeneidade e compatibilidade de mistura de polímero ao nível molecular. É 

bem conhecido que as propriedades do polímero são dependentes tanto da 

estrutura molecular (por ordem molecular e dinâmica molecular) e a organização 

das cadeias no estado sólido. O parâmetro T1 é o tempo que o núcleo de 

hidrogênio presentes na amostra leva para relaxar, ou seja, voltar ao seu estado 

fundamental após a excitação e a sequência de pulsos tradicionalmente 

empregada é a inversão de recuperação (180° -- 90°) (Santos et.al; 2015). 

A relaxação spin-rede é muito sensível, não só para as rotações/ 

reorientações moleculares locais, mas também a auto translacional de difusão 

das moléculas, porque o 1H da relaxação spin-estrutura depende das interações 

dipolares que podem ocorrer entre rotações Inter ou intramoleculares (Santos 

et.al; 2015). 

A utilização da análise de ressonância magnética nuclear de baixo campo 

teve como objetivo analisar a mobilidade molecular por meio dos domínios de 

tempo de relaxação da cadeia polimérica da quitosana in Natura e das 

microesferas modificadas, considerando as medidas de relaxação dos prótons 

de spin-rede (T1H). Para tanto, as análises de RMN de baixo campo foram feitas 

no equipamento Maran Ultra (Oxford Instruments), operando num campo 

magnético de 23,0MHz localizado no Instituto de Macromoléculas Professora 

Eloisa Mano da Universidade Federal do Rio de Janeiro – IMA/UFRJ.  

 A medida da relaxação longitudinal (Inversão – recuperação) foi feita 

empregando a sequência de pulso: 180° -- 90°, operando num intervalo de 

tau:0,1 a 5000 milissegundos, tendo 1 segundo de tempo de espera entre cada 

medida de tau. As medidas foram realizadas a 28°C. Com 40 pontos e 4 scans 

por ponto. 
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3.2.4.3 – ESTUDO DO COMPORTAMENTO TÉRMICO DAS MICROESFERAS 

POR TERMOGRAVIMETRIA (TGA) 

 

A análise termogravimétrica foi realizada com auxílio do sistema TGA Q 

5000 (TA Instruments) – presente no Setor de Polímeros do Laboratório de 

Materiais Avançados/ UENF –  com sensibilidade na termobalança de 0,1µg. As 

amostras secas foram analisadas na faixa de temperatura de 25-

900ºC com uma taxa de aquecimento de 10ºC/min e uma atmosfera dinâmica 

(50 mL/min) de nitrogênio. Está análise teve como objetivo a determinação da 

mudança da estabilidade térmica dos suportes modificados com os agentes 

bifuncionais e a capacidade de adsorção de água. 

 

3.2.4.4 – ESPECTROMETRIA DE MASSA (MS) 

 

O registro do espectro de massa por impacto eletrônico é resultante do 

bombardeamento de elétrons nas moléculas do material a ser analisado; quando 

esse se encontra em fase gasosa. O objetivo desta análise foi identificar os 

produtos de degradação voláteis eluidos através de um capilar de quartzo 

diretamente do sistema termogravimétrico durante o processo de degradação 

térmica da quitosana In Natura (QTS) assim como das microesferas modificadas 

com EDC a traves dos fragmentos destes formados na câmara do espectrômetro 

de massas.  

A fragmentação dos produtos de degradação térmica e obtenção dos 

espectros de massas destes foi realizado num espectrômetro de massa 

quadrupolar Balzers ThermoStar, operando em uma faixa de massa de 1 a 200 

u.m.a. (LAMAV/SEPOL). 

 

3.2.4.5 – MORFOLOGIA SUPERFICIAL DOS SUPORTES DE QTS E QTS-

MODIFICADA 

 

As micrografias de varredura foram obtidas num Microscópio Eletrônico 

de Varredura (Modelo – Evo40 da ZEISS), operando com tensão de aceleração 
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de 10 keV, disponível no Laboratório de Biologia Celular e Tecidual (LBCT) do 

CBB/UENF com a colaboração do Professor Flávio C. Miguens. As microesferas 

foram depositadas em porta-amostra com fita adesiva de grafite e metalizadas. 

O objetivo da análise é determinar a morfologia das microesferas de 

quitosana in Natura (QTS) e das microesferas modificadas (QTS-AM1, QTS-

AM2, QTS-AM3), analisando o seu tamanho e a sua superfície.  

 

3.2.4.6 – DISTRIBUIÇÃO DE TAMANHO DAS MICROESFERAS 

  

 O objetivo de aplicar a técnica de granulometria em partículas sólidas, 

basicamente é determinar uma estimativa do seu tamanho, ou de uma 

frequência com que ocorre em uma determinada classe ou taxa de tamanho. 

 Assim sendo, a distribuição de tamanho das microesferas de quitosana in 

Natura (QTS) e das modificadas com EDC (QTS-AM1, QTS-AM2 e QTS-AM3), 

foi estabelecido através de micrografias confocais feitas por um microscópio 

confocal Olympus Lext modelo 3D Measuring Laser Microscope OLS4000, 

localizado no Laboratório de Materiais Avançados na unidade de Materiais 

Superduros. O cálculo do tamanho médio foi feito a partir de 4 micrografias (cada 

uma contendo aproximadamente 20-30 microesferas), onde foi avaliado tanto o 

tamanho como a distribuição do tamanho. 

 

3.2.4.7– GRAU DE CRISTALINIADE  

  

Foram determinadas as percentagens de cristalinidade das microesferas 

de QTS in Natura e modificadas (QTS-AM1; QTS-AM2; QTS-AM3) utilizando um 

difratômetro Rigaku modelo: Ultima IV, instalado no Laboratório de Ciências 

Físicas – UENF, com radiação de CuKα (λ 1,541 Å). Os difratogramas foram 

registrados entre (2θ) 5°-60° a uma taxa de 1o/min utilizando radiação de Cu Kα1 

e uma tensão de 40 kV e corrente no filamento de 40 mA.  

A percentagem e cristalinidade foi determinada com a equação 1 a partir 

das áreas de ajuste das curvas de deconvolução relativas as contribuições 
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cristalinas (ACR) e amorfa (AAM) utilizando para ajuste funções Gaussianas e 

Lorentzianas com auxílio do programa de ajuste Fityk 1.3.1. 

 

 

𝑋𝐶 (%) =  
∑ 𝐴𝐶𝑅

∑ 𝐴𝐶𝑅 +  𝐴𝐴𝑀
 𝑋 100                                               𝐸𝑞. 1 

 

Onde: 

 ∑ 𝐴𝐶𝑅 é o somatório correspondente da região cristalina; 

 ∑ 𝐴𝐶𝑅 +  𝐴𝐴𝑀 é o somatório correspondente da região amorfa; 

 𝑋𝐶 (%) percentual de cristalinidade. 

                                    

 

3.2.4.8 – DETERMINAÇÃO DOS GRUPOS AMINOS DA QUITOSANA 

 

 Como foi mencionado na revisão bibliográfica deste trabalho, a quitosana 

é proveniente do processo de desacetilação da quitina. É através deste processo 

que se determina a classificação do mesmo, onde pelo percentual de grupos 

aminos é possível determinar o grau de desacetilação (GD).  

Diferentes métodos e cálculos são descritos na literatura, para a 

determinação do grau de desacetilação da quitosana, ou até mesmo o grau de 

acetilação (GA). Neste contexto o presente trabalho utilizou a técnica de FTIV 

para estabelecer a relação das bandas referentes aos picos de absorção dos 

grupos funcionais da quitosana in Natura e das microesferas modificadas (QTS-

AM1, QTS-AM2, QTS-AM3). Os espectros de absorbância foram obtidos pelo 

equipamento FTIV (IRPrestige-21/ Shimatzu), analisados na faixa de 400-4000 

cm-1, 40 scans 

A partir da equação estabelecida por Brugneroto et al. 2001 (Eq 2), foi 

possível analisar os espectros obtidos e a porcentagem tanto do GA quanto do 

GD. 

 

 

𝐺𝐴(%) =  
(𝐴1320/𝐴1420) − 0,3822

0,03133
                                             𝐸𝑞. 2 
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Onde: 

 𝐴1320 é a absorbância referente a banda de 1320 cm-1; 

 𝐴1420 é a absorbância referente a banda de 1420 cm-1; 

 100 1,33⁄  é o valor da proporção para uma quitosana acetilada. 

 

3.2.5 – FORMULAÇÃO DOS SUPORTES COM PROPRIEDADES 

MAGNÉTICAS 

 

Os suportes foram preparados a partir da solução de quitosana – 2g do 

polímero em pó, solubilizado em 100mL de uma solução de ácido acético 5% 

(m/v). Após a solubilização, a solução foi filtrada para a remoção de resíduos, 

que logo em seguida foi separada uma alíquota para a dispersão estequiométrica 

das nanomagnetitas sintetizadas, conforme a metodologia do item 3.2.3.  

Após a completa homogeneização do sistema, a solução de 

quitosana/magnetita, foi gotejada através de uma agulha sobre uma solução de 

hidróxido de sódio (NaOH – 3mol/L) com o auxílio de uma bomba peristáltica. 

Logo após a formação dos suportes, os mesmos foram mantidos imersos por 

24h, onde posteriormente seguiram para o processo de lavagem com água 

destilada, afim de eliminar o excesso de NaOH. 

A partir daí os suportes passaram pelo processo de modificação com 

EDC, onde, o processo mais eficiente, foi estabelecido através da caracterização 

das microesferas de quitosana. 

Após a modificação com o EDC, os suportes foram ativados com o 

glutaraldeído, onde o mesmo irá reagir com os grupos -NH2 da quitosana 

formando um braço espaçador. 

Os suportes foram embebidos em solução de glutaraldeído 8% (v/v) em 

solução tampão fosfato de sódio 0,1mol em pH 7, onde o sistema foi mantido 

sob agitação de 6 horas com temperatura de 30°C, com velocidade de 160rpm. 

Após esse período, os suportes foram lavados 3 vezes com solução tampão 

fosfato pH7 e água destilada (Carvalho, 2012; Marum, 2013), onde, em seguida, 
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foram submetidos ao processo de imobilização, como descrito no item 3.9 deste 

trabalho. 

 

3.2.6 – IMOBILIZAÇÃO DA LIPASE POR LIGAÇÃO COVALENTE NO 

SUPORTE DE QUITOSANA 

 

Após o período de ativação com glutaraldeído e a carbodiimida, o suporte 

foi submetido ao processo de imobilizado por ligação covalente de acordo com 

a metodologia adaptada de Carvalho, 2012 e Mendes et al., 2013.  

Para cada grama de suporte ativado (matéria úmida), foram adicionados 

0,5mg de lipase na forma livre. PEG-1500 adicionado com a solução de enzima 

(85mL de tampão fosfato de sódio pH7) em um valor de 5mg/mL de suporte, 

para a fixação da lípase ao suporte efetuou-se em agitação durante 4h em 

temperatura de 25°C, e seguido por período adicional de 16h em condições 

estáticas a 4°C. Os suportes imobilizados foram lavados 3 vezes em solução 

tampão fosfato. 

Após o processo de imobilização a atividade das partículas, as massas 

enzimáticas e das amostras lavadas foram mensuradas segundo a metodologia 

descrita para determinação da atividade enzimática, com o objetivo de se 

conhecer a concentração da lipase Pseudomonas fluorescens AK e das 

imobilizadas nas esferas de quitosana e das esferas de quitosana modificadas. 

 

 

3.2.7 – QUANTIFICAÇÃO DO TEOR DE PROTEÍNA DA SOLUÇÃO 

ENZIMÁTICA 

 

 O método de Bradford, foi utilizado para a quantificação de proteína, tendo 

a Albumina de soro bovino (BSA) como padrão. O processo de reação baseia-

se na conversão do corante Coomasse Brilliant Blue BG-250 numa forma azul 

intensa, essa coloração se dá pela presença dos grupos –NH3
+ das proteínas 

interagindo com o ânion presente no corante (Bradford, 1976; Carvalho, 2012). 

 Para a leitura da quantificação de proteína, a lípase foi solubilizada em 

solução tampão (5 mg/mL) pelo período de 30 min e adicionado 10 μL de 

amostras em uma placa de Elisa, com diluições de 1,2x; 1,6x; 2x e 4x. A análise 
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foi feita em um espectrofotômetro Plate Chameleon V, modelo 425-106 Multilabel 

Conter (CBB/UENF) operando em uma banda de absorbância de 595 nm. A 

quantidade de proteína foi então estimada através das leituras de absorbância 

referentes à curva padrão de BSA, que foi utilizado para determinar a quantidade 

de proteína em amostras desconhecidas (Bôa Morte, 2017). 

Além das leituras da solução de enzima de partida para imobilização leu- 

se o líquido restante após a imobilização. Tais valores foram utilizados nos 

cálculos de atividade das enzimas, onde é necessário saber o valor da enzima 

imobilizada, que foi determinado seguindo a equação: 

 

Qi = Csl – Csi                                           Eq. 3 

 

Com Qi quantidade de enzima imobilizada, Csl igual a concentração da enzima 

livre e Csi a concentração de enzima após a imobilização na solução de partida. 

 

 

3.2.7.1 – TEOR DE ENZIMA IMOBILIZADA  

 

Outra informação retirada da leitura de Bradford foi o rendimento de 

imobilização (η), que foi calculado pela equação 6, que consiste na quantificação 

do teor de proteína presente na solução inicial, antes da adição dos suportes de 

imobilização (P0) e a quantidade de proteína residual presente no sobrenadante 

após a imobilização (P1) (Simões, 2011). 

 

                                                             ɳ =
𝑃𝑂 −  𝑃1 

𝑃𝑂
 𝑋 100                                                   𝐸𝑞. 4 

 

3.2.8 – DETERMINAÇÃO DA ATIVIDADE HIDROLÍTICA 

A atividade enzimática da enzima livre e imobilizada foi determinada pelo 

método de hidrólise de azeite de oliva de acordo com a metodologia adaptada 

de Soares et al 1999 e Carvalho, 2012. Uma unidade de atividade foi definida 

como a quantidade de enzima necessária para liberar 1µmol de ácido graxo por 

minuto de reação. 
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O preparo da emulsão foi feito pelo seguinte modo: 50 mL de azeite de 

oliva e 50 mL de goma arábica a 8% m/m. Em frascos de 125 mL foram 

adicionados: 5mL da emulsão e 2mL de tampão fosfato de sódio 0,1 M pH7,0. A 

fim de garantir homogeneização do meio reacional, o sistema então, foi mantido 

sob agitação (160 rpm) a 40°C por 5 min. Logo após esse processo foi 

adicionado os respectivos suportes imobilizados, a solução enzimática, a 

solução da enzima livre e a solução lavada sendo feito triplicatas para cada 

suporte, esse sistema também ficou sob ação de uma agitação (160rpm) durante 

o tempo de 5 min. 

Após esse periodo de incubação, a reação então foi paralisada pela 

adição de 10mL de uma solução de etanol e acetona (1:1). 

Em seguida cada solução foi agitada com um ultra-turrax com velocidade 

de 8000 rpm e centrifugada por 10 min com velocidade de 4000 rpm. Então foi 

retirada de cada solução uma quantidade de 10 mL para titulação direta.  

A solução foi titulada utilizando 2 gotas de indicador fenolfteleína, 

adicionadas em uma  solução de NaOH 0,1mol/L. O volume gasto foi anotado 

para a realização dos cálculos da equação a seguir: (Carvalho, 2012; Aguiar et 

al., 2010 e Barbosa et al., 2014). 

 

𝐴(𝑈 𝑔) =  
(𝑉𝑎 − 𝑉𝑏)𝑥 𝑀 𝑥 103

𝑡 𝑥 𝑚
⁄                                            𝐸𝑞. 5 

 

Onde: 

 M = concentração molar da solução de NaOH;  

 m = massa da enzima; 

 t = tempo de reação em minutos; 

 Va = volume de NaOH gasto na titulação da amostra (mL); 

 Vb = volume de NaOH gasto na titulação do controle (mL).  

 

3.2.9 – ESTUDO DO EFEITO DO pH E DA TEMPERATURA SOBRE A 

ATIVIDADE ENZIMÁTICA 
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3.2.9.1 – IMPACTO DO pH SOBRE ATIVIDADE ENZIMÁTICA 

 

 Para a determinação da melhor condição da atividade enzimática durante 

o processo de hidrolise da emulsão do azeite de oliva, para a enzima imobilizada 

nos suportes de quitosana, foi preparada soluções de tampão fosfato, variando 

o pH do meio. As variações foram operadas na faixa de valores de pH 6,5; 7,5 e 

8,5 (Xie et al., 2010). 

 

3.2.9.2 – EFEITO DA TEMPERATURA SOBRE ATIVIDADE HIDROLÍTICA 

 

 Segundo Dizge et al. (2008), as lipases são enzimas que trabalham em 

uma determinada faixa de temperatura que compreende entre 30-70°C. 

Baseando então, no trabalho reportado da literatura, de modo a investigar com 

mais detalhe o efeito da temperatura no processo de transesterificação 

enzimática, as condições de trabalho foram determinadas nas seguintes 

temperaturas: 30, 40, 50 e 60. 
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CAPÍTULO 4 – RESULTADOS E DISCUSSÕES 

 

4.1– MODIFICAÇÃO DA QUITOSANA COM AGENTES BIFUNCIONAIS.  

 

Na literatura se reporta a ativação dos grupos amino da quitosana para 

imobilização de enzimas, sendo considerada a ativação dos grupos hidroxila da 

quitosana uma alternativa que proporciona uma melhor estabilidade enzimática 

e ativação de ambos sítios ativos, “imobilização binária” (Hung et al., 2003). 

O 1-etil-3-(3-dimetilaminopropil) carbodiimida (EDC), é um agente 

bifuncional solúvel em água, utilizado na ativação da quitosana através do grupo 

funcional a hidroxila (-OH).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 24 – Mecanismo de ativação da QTS com Carbodiimida. 

 

No mecanismo proposto para a reação (Figura 24), um grupo de OH da 

quitosana ataca nucleofilicamente a carbodiimida eletrofílica do ECD, há então a 

formação de um complexo intermediário instável, a acilisoureia, que 

posteriormente no processo de imobilização. 
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O complexo pode ser facilmente ligado aos grupos amino, mais 

frequentemente grupo ε-NH2 de um resíduo de lisina e grupos carboxílicos dos 

resíduos de ácido glutâmico e ácido aspártico das cadeias de proteína, fazendo 

expondo assim o centro ativo da enzima ao meio reacional. (Hung et al., 2003; 

Chiou et al., 2004; Long et al., 2015).  

 

4.2 – ESPECTROSCOPIA NO INFRAVERMELHO DAS MICROESFERAS 

MODIFICADAS (FTIV) 

 

Afim de verificar possíveis alterações, ocasionadas pela ativação com 

EDC nas microesferas de quitosana, antes e após serem realizados os processos 

de modificações de acordo com seção 3.2.3, proposto neste trabalho. Os 

resultados obtidos pelos espectros gerados com a análise de FTIV, são 

observados na Figura 25. 

De acordo com os resultados encontrados, os picos atribuídos ao 

espectro da quitosana in Natura (QTS), foram em 3447cm-1 corresponde as 

vibrações de estiramento da ligação O–H, que sobrepõe as vibrações de 

alongamento da ligação N–H; 2922 cm-1 e 2878 cm-1, respectivamente são 

relacionadas as vibrações simétrica do grupamento CH2 (Silva et al. 2010; Souza 

et al. 2010; Kuo et al. 2012); em 1659 cm-1 está relacionado a banda da amida I, 

que é originada através de vibrações de alongamento de C=O, a banda 

correspondente a amida II é observada em 1597 cm-1, devido as vibrações de 

deformação de N–H; 1323 cm-1 corresponde a amina I, atribuída a vibração de 

C-N, onde ambos picos referidos, quando estão presente no espectro de FTIV 

da quitosana, indica que o polímero é um produto parcialmente desacetilado 

(Wang et al. 2003; Staroszczyk et al. 2014; Dong et al. 2014). Na banda de 1383 

cm-1 é referente ao grupo acetamido, devido à deformação da ligação C–H do 

grupo CH3 (Coellho, 2006). 

Como o de esperado, uma das características da quitosana é possuir 

bandas de absorção, 1154cm-1 (alongamento não simétrico da ligação C–O –C), 
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e na região de 1073cm-1 e 1030cm-1, ambas estão associadas as vibrações de 

alongamento da ligação C–O (Wang et al. 2003). 

Na comparação dos espectros de QTS in Natura e QTS-AM1 (Figura 25), 

não houve mudanças significativas na estrutura do polímero, o que se observa 

é apenas uma ligeira diminuição nas intensidades dos picos, que através da 

relação de intensidade (Tabela 7) foi possível identificar essa característica. Essa 

ocorrência pode estar relacionada com a baixa concentração da solução 

modificadora, que por sua vez não foi suficiente para se ligar ao grupo funcional 

da quitosana. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 25 – Espectros de transmitância no Infravermelho das esferas de 

quitosana in Natura e modificadas. 

 

Em se tratando dos espectros da QTS-AM2 (Figura 25), é possível 

observar o aumento da relação da intensidade na banda 1073cm-1 referente a 

vibração do grupo da hidroxila (-OH), em relação aos demais espectros, uma vez 

que, a modificação foi realizada na amostra ainda úmida, favorecendo a melhora 

na performance da modificação, havendo um pequeno estreitamento do pico, 

devido a preferência do EDC pelo grupo hidroxila. 
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Dong e seus colaboradores utilizaram nanoesferas magnéticas de 

quitosana para a remoção de ácido húmico de soluções aquosas, onde as 

mesmas foram modificadas com epicloridrina (agente bifuncional que liga a 

hidroxila), em seus resultados de FTIV, a banda 1073cm-1 eventualmente, tornou- 

se mais estreito, provando o efeito de modificação entre grupos OH e a 

epicloridrina. 

Outra característica observada com a análise de FTIV, foi o aparecimento 

de dois picos para as amostras QTS-AM2 e QTS-AM3. Tais picos, 

respectivamente, são das bandas de 1588cm-1 e 1558cm-1, ambos são 

referentes as vibrações dos grupos amida N–H, provenientes da introdução de 

EDC na estrutura da quitosana (Chou et al., 2017). 

Comparando as absorbâncias dos comprimentos de onda analisados 

(Figura 26), da QTS in Natura com as quitosanas modificadas (QTS-AM1; QTS 

AM2; QTS AM3), observou-se que as intensidades dos picos são bem sucintas, 

levando a crer que a modificação foi bem fraca. Assim, foi possível calcular a 

relação de intensidade (Tabela 7) dos grupamentos alvos da modificação que 

tiveram suas absorbâncias modificadas após o processo, em relação à 

absorbância do grupamento fixo na região de 3447cm-1. 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

Figura 26 – Espectros de absorbância no Infravermelho das esferas de 

quitosana in Natura e modificadas. 
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Tabela 7 – Relação de intensidade dos grupamentos, antes e após a 

modificação. 

Amostras 
IOH / CONH2 

1659cm-1 

IOH / C-N 

1558cm-1 

IOH / C-OH 

1076cm-1 

QTS in Natura 

QTS AM1 

QTS AM2 

QTS AM3 

2,0 

2,1 

2,2 

2,0 

2,2 

2,5 

3,4 

2,9 

1,7 

1,9 

1,9 

2,0 

 

De acordo com a tabela, a relação de intensidade na região de 1659cm-1 

não houve mudanças com o processo de modificação com EDC, confirmando a 

ideia de que esse reagente bifuncional não possui afinidade com o grupamento 

amino da quitosana.  

Por outro lado, observasse que a relação de intensidade na região de 

1558cm-1 houve um aumento significativo em comparação com a QTS in Natura 

e as quitosanas modificadas (QTS-AM1; QTS AM2; QTS AM3), este aumento 

possivelmente é devido a introdução do EDC como agente modificador, uma vez 

que o EDC possui grupamentos amida em sua estrutura (Chiou et al., 2004; 

Chou et al., 2017). 

Com a análise de infravermelho permitiu confirmar que realmente ocorreu 

a modificação da QTS in Natura utilizando o EDC como agente ativador, pois 

através da identificação dos grupos alvos da modificação e da intensidade 

relativa, pode constatar que a modificação com EDC tem principal alvo os grupos 

hidroxila da quitosana, deixando livre os grupamentos amino, tornando assim, 

um ótimo ativador para suportes com a finalidade de imobilização de enzimas. 

 

4.3–ESTRUTURA E COMPORTAMENTO TÉRMICO DAS QTS MODIFICADAS 

COM EDC. 

 

A estabilidade térmica dos suportes (Figura 27) está diretamente 

associada com a natureza das modificações realizadas. Se observa no intervalo 

de 40-1000C uma perda de massa associada a volatilização de agua.  A perda 

de massa relativa à presença de agua na quitosana está associada aos grupos 
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amino (-NH2) ligados ao C-2, grupos hidroxila primários (-OH) ligados ao C-3 e 

grupos hidroxila secundários ligados ao C-6 que permitem estabelecer ligações 

de hidrogênio com a água, dando a este polissacarídeo uma característica 

hidrofílica (Sanchez-Silva et al., 2012, Liu et al., 2014; Qiao et al., 2015; Dantas 

et al.2016).  Já em câmbio a QTS ao ser modificada a traves dos grupos hidroxila 

com o EDC tem uma redução de seu caráter hidrofílico como pode ser 

constatado na menor perda de massa (3,4%) associada a água. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 27 – Curvas termogravimétricas dos suportes de QTS in Natura e 

modificadas com EDC. 

 

A degradação térmica associada a QTS apresenta uma temperatura com 

máxima taxa de degradação a 290oC, entretanto após modificação com EDC 

esta temperatura passa a ser de 260oC como consequência da modificação dos 

grupos hidroxilas que passam a formar grupos de acilisoureia de menor 

estabilidade térmica. A imobilização covalente da lipase neste suporte QTS-EDC 

não origina uma mudança marcada na estabilidade térmica. 

As perdas acima de 260oC são atribuídas a processos complexos que 

envolve a desidratação dos anéis sacarídeos entre outros (Kumar et al., 2016; 

Almeida et al. 2018; Dantas et al., 2016; Dang et al., 2018).  

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0144861715006347#bib0120
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Os biocatalisadores (QTS-EDC-Enz) apresentam uma temperatura “on 

set” de inicio da degradação acima da temperatura de uso potencial destes, 

determinada pela estabilidade das enzimas imobilizadas. 

 

4.3.1 – IMPACTO DA MODIFICAÇÃO DA QUITOSANA NA FORMAÇÃO DE 

FRAGMENTOS NO PROCESSO DE DEGRADAÇÃO TÉRMICA 

 

A análise da modificação da quitosana através das fragmentações que 

tem lugar no sistema TGA acoplado ao MS é um processo complexo. A formação 

de fragmentos acompanhados de possíveis rearranjos de alguns destes no 

processo de degradação térmica e a posterior fragmentação destes por impacto 

eletrônico na câmara do espectrômetro de massas dificulta a interpretação dos 

resultados e associação com as estruturas de origem. Entretanto é um método 

extremamente sensível e valioso que permite complementar a análise estrutural 

realizada com a espectroscopia de infravermelho (Carvalho, 2008; López et al. 

2008; Garrido et al. 2007).  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 28 – Espectro de massa e Termograma isotérmicos da quitosana in 

Natura. 

Através do espectro de massa obtido para a quitosana in Natura (Figura 

28) foi possível identificar as possíveis fragmentações, que no caso são essas: 

fragmento do grupamento C2H2O com massa m/z 42; um pico menos intenso em 
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m/z 57 [C2H4NO]+, provenientes do grupo acetamida presente no monômero N-

acetil-D-glucosamina, evidenciando que o polímero é parcialmente desacetilado. 

(López et al. 2008; Garrido et al. 2006). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 29 – Espectro de massa e Termograma isotérmicos da quitosana 

modificada com EDC. 

 

Picos provenientes da fragmentação de massa de m/z 67 [C5H7]- e m/z 80 

[C5H6N]+ (Figura 29), são atribuídos a estrutura principal da quitosana, 

evidenciando que tais fragmentos podem ter sido originados pela fragmentação 

do monômero D-glucosamina (López et al. 2008; Garrido et al. 2006). As outras 

massas m/z 94 (C6H6O/ C5H4NO) e m/z 95 (C6H7O/ C5H5NO), tendo baixa 

intensidade, possivelmente são atribuídas as fragmentações complexas e 

modificação dos fragmentos formados a partir da cadeia principal do polímero. 

Na quitosana modificada, através do seu espectro de massa (Figura 29), 

observa-se uma intensidade relativa mais baixa para os sinais m/z 67 e m/z 42, 

eventualmente devido a modificação sofrida pelo modificador EDC, uma vez que 

esse modificador se liga preferencialmente aos grupos hidroxila do polímero.  

Outra mudança na intensidade é observada no sinal de m/z 94 (C5H6N2), 

que neste caso corresponde a fragmentação formada na decomposição do 

modificador. Os outros fragmentos com massa (m/z 80, 57 e 95), correspondem 
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aos fragmentos formados pela decomposição térmica da estrutura da cadeia 

principal da quitosana. 

 López et al. 2008; estuda o comportamento térmico da quitosana, através 

da termogravimetria e espectrometria de massa. Em seus resultados concluíram 

que a decomposição térmica da quitosana não adere um único mecanismo. 

Fragmentos de massa m/z 67 [C5H7]- e m/z 80 [C5H6N]+ são relatados 

respectivamente para quitosana e o N-acetil-D-glucosamina, proveniente da 

quitina; massa m/z60 referente ao ácido acético, produto característico da 

pirólise da quitina e a remoção de uma molécula de água do ácido acético pode 

produzir o fragmento de massa m/z 42. 

 Zeng et al., 2011, em seus estudos, descobriram que a quitosana 

começou a se decompor e produzir alguns compostos voláteis em torno de 525K 

(251,8°C), por meio da espectrometria de massa, foi possível identificar 

compostos voláteis de heterocíclicos aromáticos tais como:  pirazinas, piridinas 

m/z 93 (2-metilpiridina), m/z 94 (metilpirazina), m/z122 (trimetilpirazina), m/z10 

(2-etilpirazina), sendo provenientes da pirolise da cadeia principal da quitosana. 

 Observa-se como principal diferença da introdução do EDC na estrutura 

da quitosana a mudança das intensidades dos sinais de massa m/z 42, 57, 67 e 

94, (Figura 30 e 31).  

 

 

 

 

 

 

 

Figura 30 – Espectro de massa dos fragmentos m/z 42 e m/z57 da quitosana in 

Natura e modificada com EDC.  

 



64 
 

 

 

 

 

 

 

Figura 31 – Espectro de massa dos fragmentos m/z 67 e m/z 94 da quitosana in 

Natura e modificada com EDC.  

 

Nas Figuras 30 e 31 se observam marcadas diferenças entre as 

intensidades relativas dos principais fragmentos detectados até m/z 100 que 

junto aos resultados da analises por FTIV permitem considerar efetiva 

modificação da QTS com o EDC. 

O fragmento C2H2O com relação massa carga 42 é característico da 

fragmentação da acetamida (Figura 32) presente na cadeia polimérica da 

quitosana in Natura parcialmente desacetilada. 

 

 

    

 

 

Figura 32 – Mecanismo de fragmentação (MacLafferty) dos agrupamentos 

acetamida que podem originar o fragmento m/z42. 

 

Após a modificação com o EDC a menor intensidade devida a contribuição 

a corrente iônica no espectrômetro de massas destes fragmentos, pode ser uma 

forte evidência do rearranjo que origina a presença da acilureia proveniente da 
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modificação dos grupos hidroxilas próximo na estrutura deste polissacarídeo 

modificado (Figura 24) o que originaria a formação do fragmento m/z 42 a partir 

dos grupos acetil existentes na estrutura não modificada. 

Um efeito similar proveniente da estrutura modificada com EDC pode ser 

responsável pela diminuição do fragmento com m/z 57 (Figura 33) proveniente 

da QTS in Natura.  

 

 

 

 

 

 

Figura 33 – Mecanismo de fragmentação (MacLafferty) dos agrupamentos 

acetamida que podem originar o fragmento m/z57. 

 

4.4 – GRAU DE DESACETILAÇÃO DA QTS ANTES E DEPOIS DA 

MODIFICAÇÃO 

 

O presente trabalho utilizou a espectroscopia de infravermelho (FTIV) 

para caracterizar o grau de desacetilação e a porcentagem dos grupos aminos 

das microesferas de QTS antes e após a modificação (QTS AM). A metodologia 

proposta por Brugneroto et al 2010, foi utilizada para de desacetilação (GD%) 

com auxílio da equação 2 (página 50), a relação das intensidades das bandas 

A1320 (absorbância a 1320 cm-1 da banda amina I, atribuída vibrações de C–H) 

e A1420 (absorbância a 1420 cm-1 vibração simétrica do grupamento CH2) das 

amostras objeto de estudo.  

 

 

 

m/z57 
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        Figura 34 – Espectro de absorbância da QTS in Natura. 

 

A partir da absorbância do espectro de FTIV (Figura 34), o valor do grau 

de acetilação (GA%) da QTS in Natura foi de 16,7%, sendo o grau de 

desacetilação (GD%) de 83,3% (Tabela 8). 

A percentagem (GD%) encontrada neste trabalho para a QTS objeto de 

estudo, fornecida pela Sigma-Aldrich está de acordo com a ficha técnica do 

produto (75-85%) obtido por desacetilação da quitina, provenientes de 

carapaças de camarões.  

Santhosh e Mathew (2007), também reportaram valores semelhantes (GD 

81%) para a quitosana obtida por desacetilação da quitina, produzida por 

fermentação de carapaças de camarão com o Bacillus subtilis.   

As absorbâncias dos espectros para a QTS modificada com EDC (Figura 

35), foram usadas para determinar a porcentagem do grau de desacetilação, tais 

valores estão representados na Tabela 8. 
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Tabela 8 – Valores percentuais do grau de acetilação (GA) e desacetilação (GD), 

para a quitosana in natura e modificada (bandas A1320 / A1420). 

*valores encontrados com a metodologia proposta por Brugneroto et al. 2001 

 

Alvarenga et al 2011 sugerem a relação das intensidades das bandas 

A1655 (absorbância a 1655 cm-1 da banda amida I) e A3450 (absorbância a 3450 

cm-1 da banda da hidroxila) a partir das quais o grau de acetilação (GA%) da 

QTS in Natura seria de 38,8% (GD% de 61,2%). Não entanto o uso destes sinais 

não resulta apropriado em nosso caso devido a que as intensidades dos sinais 

em torno de 1655 e 1625cm-1, relativas as vibrações de alongamento dos grupos 

C-O e C-N (amida I), pode estar sobreposta afetando o valor da absorbância 

registrada no espectro.  

Outra desvantagem é o uso da banda de 3450cm-1, próxima a sinal dos 

grupos da hidroxila (-OH) presente no polissacarídeo e das moléculas de água 

que podem estar presentes na estrutura. Qualquer variação de umidade pode 

acarretar um aumento significativo do pico, promovendo interferência na análise 

(Kassai, 2008; Camacho et al. 2010). 

A utilização da relação de absorbância das bandas A1320 / A1420, para 

determinar o grau de acetilação das quitosanas mostradas na Tabela 6 não estão 

afetadas pelo teor de água das amostras, ou seja, a umidade destas (Biskup et 

al 2012) aspecto relevante em nosso caso que foram empregadas metodologias 

de modificação diferentes. 

Brugnerotto et al. 2001 analisaram que a determinação da relação das 

bandas A1320 / A1420 possui um erro experimental mais estreito que quando 

utilizada as relações A1655/A3450 independente do estado do material.  

 

Amostras GA (%)* GD(%) 

QTS in Natura 

QTS-AM1 

QTS-AM2 

QTS-AM3 

16,7 

17,6 

16,9 

15,5 

83,3 

82,4 

83,1 

84,5 
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Figura 35 – Espectro de absorbância da QTS modificada (QTS-AM1, QTS-AM2 

e QTS-AM3 
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4.5 – CRISTALINIDADE DAS MICROEFERAS DE QTS SEM MODIFICAR E 

MODIFICADAS 

 

Com auxílio dos difratogramas (DRX) da quitosana in Natura e 

modificadas nas microesferas formuladas foi calculado a porcentagem de 

cristalinidade. O difratograma das microesferas com a quitosana (QTS) in Natura 

(Figura 36), apresentou um intenso pico na região de 2θ = 19,7° e um ombro em 

torno de 2θ = 10,7°, que corresponde com os planos cristalográficos (110) e 

(020) característicos da fase cristalina da QTS como relatado na JCPDS arquivo 

N°. 039-1894 (Olaru et al. 2018; Wu, et al 2017; Dantas et al. 2016; Vieira, et al 

2014). Chagas e colaboradores (2013) assim como Abdel-Rahman e 

colaboradores (2015) reportaram a presença destes planos de difração e 

relações de intensidade semelhantes aos encontrados no presente trabalho. 

A presença da fase cristalina na quitosana é propiciada pela presença de 

intensas interações secundarias intra e intermoleculares, provenientes das 

pontes de hidrogênios geradas através dos grupos funcionais (aminos e 

hidroxilas), as que contribuem na organização da cadeia polimérica (Lima 2010). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 36 – Difratograma de Raio-X da quitosana in Natura e modificadas 
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Reinas e colaboradores (2014) ao caracterizar por DRX, microesferas de 

quitosana, associaram os sinais com 2θ em 10° e 20° à presença de cristais 

hidratados e anidros, respectivamente na fase cristalina da quitosana. 

Os difratogramas de Raio-X para as amostras de microesferas de 

quitosana modificada em seco, QTS-AM1 e QTS-AM3, (Figura 36) não mostram 

deslocamentos significativos dos planos apresentados pela quitosana in Natura 

nas microesferas, apenas se observa uma discreta maior definição do ombro 

observado em 2θ = 10,2° (QTS-AM3) relativo ao plano 020 e a provável 

diminuição da definição do ombro referente ao plano 110, que provavelmente 

como consequência, houve a diminuição da cristalinidade da quitosana 

ocasionada pela interação com o EDC, que pode ter agido como agente 

reticulante (Cruz et al. 2016)  

A amostra QTS-AM2 apresenta no difratograma de DRX a presença de 

sinais ao longo do difratograma provavelmente associados a ruído 

(“background”) que está associado ao preparo da amostra, no entanto é 

necessário considerar também que está amostra foi modificada ainda úmida. 

De acordo com Luyen et al., 1996 e Dantas et al., 2016; a quitosana 

apresente três morfismos distintos: não-cristalina, cristalina hidratada e cristalina 

anidra. Assim sendo, A forma hidratada da quitosana apresenta um pico agudo 

no ângulo 2θ = 10,4° e um pico fraco em 2θ = 20-22°, tais características podem 

ser observadas na amostra QTS AM2 (Figura 36). 

Como consequência da via úmida de preparação também se observou um 

aumento da cristalinidade em relação às outras amostras de microesferas (Cruz, 

2016). 

O valor da cristalinidade das microesferas de quitosana sem modificar (in 

Natura) e modificada (AM1, AM2 e AM3), foram calculados a partir da técnica de 

deconvolução das áreas associadas a cada fase como mostrado nas Figuras 37 

e 38, são apresentadas na Tabela 9.  
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Figura 37 – Deconvolução dos picos de difração das amostras de quitosana in 

Natura e das quitosanas modificadas (QTS AM1 e QTS AM2). 
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  Figura 38 – Deconvolução dos picos de difração da amostra de quitosana 

modificada (QTS AM3). 

 
 
Tabela 9 – Grau de cristalinidade da quitosana in Natura e das 

microesferas de quitosanas modificadas*. 
 

*Para amostras modificadas com EDC (QTS-AM) não tem sido reportado 

percentagens de cristalinidade com anterioridade na literatura consultada. 

 

A cristalinidade da quitosana está estreitamente ligada ao processo de 

desacetilação da quitina o qual origina um polímero com uma distribuição de 

unidades acetiladas irregular na cadeia e consequentemente uma quitosana de 

menor cristalinidade que a quitina (Cardenas et al., 2004; Ogawa et al., 2004; 

Santos, 2006).   

Sendo assim, como todas as microesferas das amostras objeto de estudo 

partem de uma quitosana produzida num mesmo lote comercial (Aldrich), todas 

apresentaram a mesma distribuição dos grupos acetilados na cadeia polimérica 

e o mesmo grau de desacetilação pelo que as mudanças observadas na 

cristalinidade (Tabela 9) necessariamente estão associadas ao processo de 

Amostras XC (%) 

QTS in Natura  

QTS-AM1 

QTS-AM2 

QTS-AM3 

31,4 

29,0 

35,0 

25,0 
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modificação com EDC. Descartamos possíveis alterações no grau de 

desacetilação neste processo com EDC partindo dos resultados encontrados a 

partir da análise FTIV (página 67) no qual não se observaram mudanças 

significativas no grau de desacetilação da quitosana das amostras QTS-AM após 

o tratamento com EDC. 

A amostra de QTS-AM2 apresentou maior valor de cristalinidade, (35%) 

que a QTS in Natura (31,4%) e que as amostras modificadas por via seca (29-

25%). Este aumento observado na cristalinidade da quitosana nas microesferas 

modificadas por via úmida, está associado à maior mobilidade das cadeias 

poliméricas nesta etapa do processo que permitiu uma melhor organização das 

cadeias favorecendo a formação de fase cristalina e concomitantemente também 

favoreceu a difusão do EDC nas microesferas possibilitando a modificação nas 

camadas mais internas das microesferas (Leceta et al., 2013; Pastor et al., 2013; 

Reinas et al. 2014).  

 Já as amostras QTS AM1 e QTS AM3, respectivamente apresentaram 

valores mais baixos (29 – 25%), em comparação com a QTS in Natura. 

Provavelmente como consequência, houve a diminuição da cristalinidade da 

quitosana ocasionada pela interação com o EDC, que pode ter agido como 

agente reticulante, impossibilitando o rearranjo das cadeias poliméricas (Cruz et 

al. 2016). 

 A baixa cristalinidade dos suportes para a imobilização de enzimas é mais 

favorável para a utilização em processos de transesterificação em leitos 

fluidizados, pois materiais com alto grau de cristalinidade caracteriza uma 

estrutura frágil, que quando submetidos aos processos através de leito 

fluidizados, o atrito pode levar a destruição do suporte que, como consequência, 

acarretará na perda da enzima. 

  

4.6 – DINÂMICA MOLECULAR DA QUITOSANA NAS MICROESFERAS 

Os resultados ilustrados na Tabela 10, indicam o comportamento 

dinâmico molecular da quitosana nas microesferas, utilizando as diferentes 

metodologias de modificação (QTS-AM1, QTS-AM2 e QTS-AM3) e da quitosana 
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in Natura. Estes dados geram respostas sobre a mobilidade molecular do 

polímero. Nestas medidas os parâmetros T1H (1) e T1H (2), indicam os valores 

de relaxação spin-rede para as amostras de quitosana modificadas e in Natura.  

Tabela 10 - Tempo de Relaxação spin-rede das amostras 

de quitosana com 2 exponenciais. 

 

 

 

 

 

 

 

Em relação aos valores apresentados por T1H (1), um menor valor, indica 

a presença de umidade normalmente absorvida pelo polímero. Já os valores 

encontrados por T1H (2), indica uma estrutura de maior massa molar, que 

apresenta uma estrutura que pode ser rígida e heterogênea. 

Os resultados de T1H (2) 53ms e 56ms para a amostra de QTS in Natura e 

QTS-AM1 respectivamente são relativos a um comportamento semelhante, 

indicando que a modificação realizada, não afetou diretamente a mobilidade da 

estrutura do polímero.  

No entanto, no caso da QTS-AM2, o valor encontrado para T1H (2) de 

38ms, o menor deles, indicou uma maior mobilidade em comparação com as 

demais, que pode estar associado a um efeito de recristalização secundária da 

carbodiimida com o polímero, tendo a formação de cristais menores. 

Observa-se ainda que para amostra QTS-AM2, ocorreu o deslocamento 

da curva de domínio (Figura 39), este comportamento, intercorreu devido ao 

desprendimento de água presente nessas microesferas – uma vez que elas 

foram modificadas úmidas e tendo quantidade maior de água adsorvida –  

resultando assim, possíveis rearranjos moleculares e interações inter e 

intramoleculares diferentes das demais amostras utilizadas depois de secas 

Amostra T1H (1) T1H (2) 

QTS (in Natura) 3 53 

QTS-AM1 2 56 

QTS-AM2 3 38 

QTS-AM3 3 63 
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(Oliveira et al. 2015) esta interpretação está em concordância com os resultados 

encontrados na analises de DRX (Figura LL) para QTS AM2. 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 39 - Curva de domínios das microesferas de quitosana 

 

O valor identificado para QTS-AM3 do T1H (2) de 63ms para a modificação 

a QTS, utilizando maior concentração de EDC e maior tempo de tratamento, 

indicou um aumento significativo no tempo de relaxação spin-rede em relação as 

outras amostras modificadas e in Natura. Evidenciando então, uma amostra com 

menor mobilidade, próprio de um material com estrutura mais rígida e 

heterogênea provavelmente originada pela interação do modificador bifuncional 

com os sítios ativos da quitosana (hidroxilos e aminos). 

 

4.7 – MORFOLOGIA E DISTRIBUIÇÃO DE TAMANHO DOS SUPORTES QTS 

in Natura E MODIFICADOS QTS-AM. 

A partir das imagens registradas para os diferentes suportes com a técnica 

de MEV, foi possível observar que os suportes formulados (Figura 40 e 41) 

apresentaram morfologia esférica regular sem presença de caldas, conforme 

esperado pelos ajustes realizados nos parâmetros para obtenção das 

microesferas por coagulação, tais como: altura da queda da gota na solução 

coagulante, a velocidade do gotejamento e a velocidade de agitação. A obtenção 

de uma morfologia esférica regular, evita o aparecimento de caminhos 

preferencias, quando as microesferas são utilizadas no reator de leito fluidizado 

(Tuzmen et. al., 2010; Román, 2015). 
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Os suportes de QTS e QTS-AM2 (Figura 40 A e C) apresentam diferenças 

na textura de suas superfícies. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 40 – Micrografia eletrônica A) microesfera de QTS B) superfície 

da microesfera QTS; C) microesfera de QTS-AM2, D) superfície da 

microesfera QTS-AM2.  

 

No suporte de QTS (Figura40A e B) se observam rachaduras e uma 

superfície densa associada a concentração utilizada de NaOH no meio 

coagulante (Godoi, 2013; Beppu et al. 1999), já a superfície do suporte 

modificado QTS-AM2 (Figura 39C e D) não apresenta rachaduras e a superfície 

e regularmente porosa. Estas caraterísticas das microesferas QTS-AM2 podem 

estar ligadas ao processo de formação das microesferas entumecidas nas quais 

a presença da água deve reduzir a taxa de cristalização e a migração da água 

condiciona a textura da superfície. 

A superfície dos suportes ativados como EDC, pelas metodologias 1 

(QTS-AM1) (Figura 41B) e 3 (QTS-AM3) (Figura 41D), apresentam um aspecto 

mais denso que QTS-AM2 e não se observam as camadas existentes na 

microesfera da QTS. 

A B 

C D 
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Figura 41 – Micrografia eletrônica A) microesfera modificada QTS-

AM1 B) superfície da microesfera QTS-AM1; C) microesfera 

modificada QTS-AM3, D) superfície da microesfera QTS-AM3. 

 

  

Essa diferença pode ter sido ocasionada pelas distintas concentrações 

das soluções modificadoras e o tempo de reação, uma vez que para a 

metodologia 3 (QTS-AM3), a concentração da solução de EDC (3x10-4mol/L) e 

o tempo de modificação (30min) foram maiores em comparação as outras 

amostras, com isso favoreceu a formação de uma superfície mais densa. 

Os suportes formulados apresentaram uma distribuição de tamanho 

representada pelos gráficos mostrados na Figura 42. Se observam pequenas 

diferenças nas distribuições de tamanho entre o suporte de QTS (Figura 40 A) e 

os suportes modificados (Figura 41 B) que podem ser representados num único 

gráfico de distribuição por não ter sido observada mudanças na distribuição de 

tamanho dos suportes QTS-AM1, QTS-AM2 e QTS-AM3 como consequência do 

processo de modificação com EDC. 

 

 

A B 

C D 
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A B 
 

 

 

 

 

 

 

Figura 42 – Distribuição de tamanho dos suportes de QTS (A) e QTS-EDC (B) 

(média dos resultados das amostras QTS-AM1, QTS-AM2 e QTS-AM3).  

 

Tabela 11 – Valores da distribuição de tamanho dos suportes de QTS in Natura e   QTS–

EDC* 

*Tamanho médio das amostras QTS-AM1, QTSM2 e QTS-AM3) 

 

A principal diferença entre as microesferas de QTS e QTS modificadas 

(QTS-EDC) está na distribuição mais estreita apresentada nos suportes após 

modificação com EDC para as quais aproximadamente 75% das microesferas 

apresentaram um diâmetro entre 880 e 920 µm no lugar do 62% para as 

preparadas com a QTS sem modificar, (Tabela 11) valor que está dentro da faixa 

de valores reportados para microesferas obtidas por a metodologia de 

coagulação (Dias et al. 2008).  

A distribuição de tamanho considerada media (840-1000µm) é apropriada 

para o uso pretendido em reatores de leito fluidizado com estabilização 

magnética externa, já que deve diminuir os efeitos negativos ocasionados pelo 

Suporte 

Distribuição de tamanho 

800-
840µm 

840-
880µm 

880-
920µm 

920-
960µm 

960-1000 
µm 

1000-
1040µm 

QTS in Natura 4,2% 4,2% 33,2% 29,2% 29,2% 0 

QTS-EDC* 0 5,7% 39,6% 35,8% 15,1% 3,8% 
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estabelecimento de caminhos preferenciais no reator (Ngo et. al. 2012; Román, 

2015). 

Os resultados reportados para as metodologias utilizadas neste trabalho 

nos levaram a selecionar as condições de modificação com EDC das 

microesferas de QTS por via úmida e concentração de EDC de 3,7x10-4 mol /L 

Desta forma as análises do rendimento de imobilização e o efeito do pH e 

da temperatura sob a atividade catalítica do suporte, foi realizado através da 

formulação de suprote nas condições anteriormente citadas e denominado 

apenas como QTS-EDC. 

 
4.8 – RENDIMENTO DA IMOBILIZAÇÃO DA LIPASE AMANO AK NOS 
SUPORTES QTS-EDC 
 
 

Diferentes protocolos de ativação foram estudados para a imobilização da 

lipase Amano AK nos suportes a base de quitosana objeto de estudo avaliando 

a percentagem de enzima imobilizada (rendimento) aspecto de particular 

relevância desde o ponto de vista econômico e técnico considerando o impacto 

que pode vir a ter na atividade e estabilidade operacional (Silva et al., 2016) 

 

Estes protocolos consistem em diferentes metodologias de ativação dos 

suportes para posterior imobilização da lipase (ativação) (pg. 46); 

 

 Metodologia I 

Os grupos hidroxila da quitosana foram modificados (ativados) com EDC. 

 Métodologia II  

Os grupos hidroxila da quitosana foram modificados (ativados) com EDC 

e posteriormente os grupos amino da quitosana são ativados com uma 

solução de GLU. 

 Métodologia III – Este método consiste ao inverso da metodologia II, 

modificar primeiro os grupos amino com o GLU e posteriormente realizar 

a modificação dos grupos hidroxila da quitosana com o EDC. 
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Logo após todo o processo envolvendo a metologia de formulação dos três 

distintos suportes (QTS-AM), se realizou o processo de imobilização da lipase 

Amano AK conforme o iten 3.2.6 na página 53. 

De acordo com a tabela 12, observa-se ver que os rendimentos de 

imobilização para os 3 distintos protocolos de imobilização foram semelhantes e 

superiores ao 50% em relação a enzima livre e condicentes com os reportados 

na literatura. 

 

Tabela 12 – Rendimento de imobilização e atividade da lipase 

imobilizada preparada por três diferentes protocolos de imobilização 

binária 

 

 

 

 

 

 

 

 

P0 – do teor de proteína presente na solução inicial; 

P1 – quantidade de proteína residual presente no sobrenadante. 

 

Silva, 2007 ao utilizar o GLU como agente ativador ao utilizar uma 

concentração semelhante ao deste trabalho, alcançaram um resultado de 52,4% 

de imobilização. 

Geralmente quando os valores de rendimento de imobilização resultam 

em valores mais elevados, suponha-se que haja um melhor rendimento da 

atividade enzimática, no entanto, em sistemas com alta carga de enzimas 

imobilizada, podem acontecer limitações difusionais e impedimento estérico 

enzimático (Gonçalves et al., 1997; Silva, 2007; Xie et al., 2010). 

 A ligação entre a quitosana e o EDC, ocorre mais facilmente pelo seu 

maior acesso aos grupos hidroxila do suporte. Pois com a formação de um 

complexo acilisoureia (Hun et al, 2003; Chiou et al., 2004; Lau et al., 2014), por 

ser molécula menor, é mais reativo, tornando o suporte bastante promissor para 

a imobilização da enzima (Hun et al, 2003; Silva, 2007, Xie et al., 2010).  

A estratégia de introduzir o GLU como segundo agente ativador, para 

obter assim, aumento dos sítios ativos e proporcionar um maior rendimento de 

Amostras P0 (mg/mL) P1(mg/mL) Rendimento 

(%) 

Enzima Livre 

QTS-EDC/Fe3O4 

QTS-EDC-GLU/Fe3O4 

QTS-GLU-EDC/Fe3O4 

0,413926 

0,413926 

0,413926 

0,413926 

0 

0,184244 

0,183251 

0,178412 

-- 

55,5 

55,7 

56,9 
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imobilização, não foi eficiente em comparação com o suporte ativado apenas 

com EDC.  A explicação para a obtenção de rendimentos de imobilização 

semelhantes para a lipase em relação as metodologias II (55,7%) e III (56,9%), 

pode ser consequência da interação do EDC com o GLU nas condições 

utilizadas, uma vez que os grupos amino primários do EDC podem reagir com 

os grupos aldeídos do GLU (Hun et al, 2003). Um outro fator que pode contribuir 

é a formação de ligações cruzadas com presença do GLU ocasionando 

impedimentos estéricos na superfície do suporte que possam afetar o acesso da 

enzima (Silva, 2007).  

Hung e seus colaboradores ao ativar simultaneamente suportes de 

quitosana com EDC e GLU, obtiveram um rendimento médio de 25,2%, valor 

este menor que reportado no presente trabalho. 

 

4.9 – EFEITO DO PH E DA TEMPERATURA NA ATIVIDADE CATALÍTICA 

DOS BIOCATALISADORES FORMULADOS 

 

 Através dos ensaios para determinação da atividade hidrolítica da enzima 

lipase imobilizada numa emulsão do azeite de oliva, foi avaliado o efeito do pH 

do meio reacional sob a atividade relativa da enzima imobilizada nos suportes a 

base de QTS (Tabela 13).  

 

Tabela 13 – Efeito da variação do pH sob a atividade relativa 

da enzima livre e imobilizada. 

Amostra 
Atividade relativa (%)* 

pH 6,5 pH 7,5 pH 8,5 

Enzima Livre 

QTS-EDC/Fe3O4 

QTS-EDC-GLU/Fe3O4 

QTS-GLU-EDC/Fe3O4 

67,3 

55,4 

36,2 

33,0 

80 

76,2 

40,4 

38,1 

100 

51,5 

28,3 

25,3 

*Processo reacional a 40°C 

 

 

A enzima imobilizada apresentou uma atividade relativa alta em comparação à 

da lipase livre.  
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Figura 43 – Efeito do pH sob a atividade relativa das enzimas imobilizadas  

A) pH6,5 B) pH7,5 e C) pH8,5. 

 

Após o processo de imobilização da lipase AK, o pH no qual a atividade 

foi maior passo de 8,5 para 7,5 (Tabela 13, Figura 43). Esta mudança da 

atividade catalítica no qual os valores maiores estão associados a um meio acido 

é encontrada, em geral, quando enzimas são imobilizadas a suportes 

policatiônicos como a QTS (Hung et al., 2013). 

Analisando o processo de imobilização, em todos os casos, onde houve 

a variação do pH 6,5; 7,5; 8,5; o primeiro suporte magnético de quitosana 

modificada com cardodiimida (QTS-EDC/Fe3O4) teve o melhor resultado, 

obtendo assim respectivamente os seguintes valores: 55,4; 76,2; 51,5%.  

Para os suportes (QTS-EDC-GLU/Fe3O4) (QTS-GLU-EDC/Fe3O4 o 

melhor resultado encontrado nessa relação foi na faixa de pH 7,5 tendo um valor 

da atividade relativa de 40,4% e de 38,1% respectivamente (Tabela 13, Figura 

43). 

No estudo de soportes de QTS ativados com GLU e imobilizada a lipase 

AK, Fonseca (2013) e Rónan (2015) reportaram atividades relativas a pH 7 de 

45,7% e 37,5% respectivamente as quais são maracadamente inferiores a 

atividade do biocatalisador utilizando como suporte QTS-EDC. 

O efeito da temperatura sobre a atividade das enzimas imobilizadas é 

apresentado na Tabela 14. 
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Tabela 14 – Efeito da variação da temperatura sob a atividade relativa da 

enzima livre e imobilizada. 

*Processo reacional em pH7,5 

 

A temperatura na qual se alcança a maior aatividade catalítica da lipase 

AK é a mesma encontrada para a enzima livre, 40°C.   

Se observa que houve uma diminuição drástica do valor da atividade 

relativa da enzima livre acima dos 40°C o qual esta associado a desnaturação 

parcial das enzimas. Nota-se que este processo resulto ser menos crítico para 

as enzimas imobilizadas indicando que com a imobilização a lipase passou ser 

mais termicamente estável. 

A comparação das atividades relativa da lipase imobilizada nos distintos 

suportes, denota que o suporte QTS-EDC/Fe3O4 apresenta os melhores 

resultados na atividade catalítica alcançando 76,2% em relação a enzima livre a 

40oC.  

Já com a introdução do GLU como o segundo agente ativador dos 

suportes de quitosana, a atividade relativa foi menor em comparação com o 

suporte ativado apenas com EDC. Para todas as temperaturas utilizadas os 

suportes QTS-EDC-GLU/Fe3O4 e QTS-GLU-EDC/Fe3O4 apresentaram 

atividades relativas inferiores, porém vale ressaltar que para estes suportes a 

temperatura ótima de atuação também foi 40°C.  

Vale ressaltar que a 60°C, os suportes QTS-EDC/Fe3O4 (37,2%), QTS-

EDC-GLU/Fe3O4 (28%) e QTS-GLU-EDC/Fe3O4 (28%) alcançaram valores da 

atividade relativa superiores a enzima livre (17,2%) resultado que indica que a 

utilizaçao conjunta destes ativadores tornam menos influenciada a atividade 

relativa da lipase AK pelas mudanças de temperatura. 

Amostra 
Atividade relativa (%)* 

30°C 40°C 50°C 60°C 

Enzima Livre 51,8 80 27,8 17,2 

QTS-EDC/Fe3O4 45,5 76,2 35,6 37,2 

QTS-EDC-GLU/Fe3O4 34,2 40,4 25,8 28,0 

QTS-GLU-EDC/Fe3O4 30,5 38,1 26,2 28,0 
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Uma forma comparativa de mostrar a influência da temperatura (30°C, 

40°C, 50°C e 60°C) na atividade relativa reportada na Tabela 14 para as enzimas 

imobilizadas nos suportes objeto de estudo, pode ser apreciada na Figura 44. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 44 – Efeito da temperatura sob a atividade relativa da lipase Amano AK 

livre e imobilizada. 

 

Vários outros autores citam em seu trabalho, que a temperatura ideal de 

reação da lipase Amano AK, quando imobilizada em um determinado suporte 

tende a ficar estável à 40°C, assim sendo: 

Bôa Morte, 2017, por meio da ativação com glutaraldeído, foi possível 

imobilizar a enzima Pseudomonas fluorescens (Lipase AK), em um suporte de 

quitosana contendo núcleo magnético. Onde, através da hidrolise da emulsão do 

azeite de oliva, obtiveram 46,3% da atividade relativa, tendo a temperatura ideal 

de atividade a 40°C. 

Román, 2015; estudou a produção de biodiesel por um método não 

convencionou, neste caso, utilizou a enzima Pseudomonas fluorescens (Lipase 

AK), imobilizada em um suporte de quitosana com propriedades magnéticas, por 

ligação covalente com epicloridrina. Por meio da atividade da hidrolise da 

emulsão do azeite de oliva, a uma temperatura de 40°C, alcançaram 8,2% da 

atividade relativa. 
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Tintor, 2014, estuda a produção de etil-ésteres de ácidos graxos (EEAGs) 

através da transesterificação de resíduo de óleo de fritura, por meio da catalise 

da lipase microbiana de Pseudomonas fluorescens (Lipase AK), imobilizada em 

um suporte de polihidroxibutirato (PHB), por adsorção física. Através da hidrólise 

de emulsão de azeite a máxima atividade hidrolítica para a enzima livre, foi de 

6883U/g a 50°C, já para a enzima imobilizada, a mesma obteve a temperatura 

ideal de atividade a 40°C, tendo em média 80% da atividade relativa. 

Marum, 2013; estudou o impacto da atividade da enzima Pseudomonas 

fluorescens (Lipase AK), imobilizada covalentemente por meio da ativação com 

epicloridrina em um suporte de quitosana com propriedades magnéticas.  

Através da atividade hidrolítica da emulsão do azeite de oliva, tiveram 70% da 

atividade relativa, tendo a temperatura fixada a 40°C 

A enzima imobilizada tem perda da sua atividade, decorrente do processo 

de imobilização, onde a ligação covalente formada entre a enzima e o suporte, 

pode ocasionar restrições conformacionais na estrutura da enzima, fazendo com 

que existem restrições em relação a exposição do sitio ativa ao substrato (Gudhe 

et al., 2015; Poppe et al., 2015; Marum, 2013). 

 Os resultados alcançados no estudo da influencia do pH e da temperatura 

sobre a atividade relativa da enzima livre e imobilizada, indicam que a 

imobilização da lipase Amano AK nos suportes de quitosana ativados com EDC 

quando utilizadas as condições estabelecidas no presente trabalho são 

adequados para seu uso em reações de transesterificação e promissores para 

sua utilização em reatores de leito fluidizados com campo magnético externo. 
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CAPITULO 5 – CONCLUSÕES  

 

As condições utilizadas para a formulação das microesferas de quitosana 

contendo nanomagnetita apresentou as propriedades magnéticas desejadas, 

morfologia esférica regular e distribuição de tamanho de partícula com 

aproximadamente o 70% localizadas entre 880-920 µm. 

As metodologias de modificação com EDC por via seca e úmida, nas 

condições estabelecidas, originaram modificações nos agrupamentos hidroxilas 

a consequência da ativação com EDC como constatado com as técnicas de FTIV 

e TGA-MS. A modificação ainda foi verificada a partir da menor perda de agua 

registrada na analises termogravimétrico em relação a QTS próprio da 

diminuição de hidrofilicidade originada na QTS-EDC.  

A metodologia por via úmida propiciou uma maior cristalinidade no suporte 

QTS modificado com EDC sem originar mudanças no grau de desacetilação da 

QTS de partida e apresentando uma estrutura de maior mobilidade molecular 

que a QTS conforme constatado a partir dos tempos de relaxação (RMN). 

Resultado que foi a base para a formulação QTS-EDC utilizada nas medidas de 

atividade relativa. 

As formulações QTS-EDC independentemente da metodologia de 

modificação utilizada apresentaram rendimentos de imobilização da Lipase AK 

superiores a 50% da enzima de partida.  

O suporte QTS-EDC modificado por via úmida e com EDC (3,7x10-4 mol/L) 

apresentaram atividade catalítica (76%) alta em relação a literatura a pH 7,5 e 

40oC. A introdução de um segundo ativador (GLU), na formulação do suporte a 

base de quitosana, diminui sua eficiência, entre tanto torna a lipase AK menos 

sensível a mudança de atividade com variações de pH e temperatura. 

O estudo realizado deixa estabelecida a metodologia de modificação com 

EDC para a formulação de biocatalisadores com relativo alto rendimento de 

imobilização e atividade catalítica relativa superior às reportadas para 

modificações com GLU e Lipases imobilizadas covalentemente. 
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RECOMENDAÇÕES PARA ESTUDOS FUTUROS 

 

Como continuidade da pesquisa abordada no presente trabalho é 

sugerido;  

1. Continuar o estudo da modifica ação utilizando agentes 

modificadores bifuncionais avaliando o impacto na hidrofilicidade da 

superfície e atividade catalítica relativa da Lipase AK. 

2. Estudar as possíveis interações entre as enzimas imobilizadas em 

função do sitio de ativação e as condições experimentais de 

imobilização assim como seu impacto na atividade catalítica 

relativa. 
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