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RESUMO 

 

O estudo analisou a utilização do biocatalisador verde de hidrogel de tamarindo (TH) 

como suporte para imobilização enzimática da lipase Eversa® Transform 2.0 (ET2), 

utilizando gluataraldeído (GLU) como agente ativador, para a aplicação na síntese dos 

ésteres butirato de metila e butirato de etila. A imobilização com o biocatalisador de 

hidrogel de tamarindo em ET2 resultou na atividade enzimática do derivado de 82,26 Ug-

1 em 24 horas. Foram avaliados algumas condições operacionais e os parâmetros de 

desempenho do biocatalisador para a síntese dos ésteres: concentração de substratos, 

razão molar (álcool:ácido), tempo de reação, temperatura, velocidade de agitação (rpm) 

e estabilidade operacional. Com os resultados das melhores condições obtidas foi 

realizado o estudo de estabilidade operacional, nas condições de: temperatura de 25°C, 

em 150 rpm, em concentração molar de 0,2 mol/L, razão molar de 1:5 para butirato de 

metila e 1:3 para butirato de etila, no período de 4 horas de reação de esterificação, todos 

as análises realizadas na presença do solvente orgânico hexano. O biocatalisador de 

TH/ET2 apresentou resultados satisfatórios para a síntese de ésteres butirato de metila e 

etila, atingindo melhores conversões, na análise de tempo em 4 horas, sendo de 90, 70% 

para butirato de metila e 90,05% para o butirato de etila, além de ter se mostrado estável 

mesmo após 30 ciclos consecutivos, com desempenho de reutilização em conversões de 

88,38% para o butirato de metila e de 87,23% para butirato de etila. O novo biocatalisador 

TH/ET2/GLU se torna excelente para a produção de ésteres, sendo um promissor e inédito 

biocatalisador para outros estudos experimentais, com enzimas distintas e métodos 

adequados de imobilização.  

 

Palavras-chave: Eversa® Transform 2.0. Biocatalisador. Imobilização. Ésteres.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



ABSTRACT 

 

The study analyzed the use of the green tamarind hydrogel biocatalyst (TH) as a support 

for enzymatic immobilization of the lipase Eversa® Transform 2.0 (ET2), using 

glutaraldehyde (GLU) as an activating agent, for application in the synthesis of methyl 

butyrate esters and ethyl butyrate. Immobilization with the tamarind hydrogel biocatalyst 

in ET2 resulted in the enzymatic activity of the derivative being 82.26 Ug-1 in 24 hours. 

Some operational conditions and performance parameters of the biocatalyst for the 

synthesis of esters were evaluated: substrate concentration, molar ratio (alcohol: acid), 

reaction time, temperature, stirring speed (rpm), and operational stability. With the results 

of the best conditions obtained, an operational stability study was carried out under 

conditions of temperature of 25°C, at 150 rpm, at a molar concentration of 0.2 mol/L, 

molar ratio of 1:5 for methyl butyrate and 1:3 for ethyl butyrate, during the 4 hours of 

esterification reaction, all analyzes carried out in the presence of the organic solvent 

hexane. The TH/ET2 biocatalyst presented satisfactory results for the synthesis of esters, 

methyl and ethyl butyrate, achieving better conversions, in the time analysis in 4 hours, 

being 90, 70% for methyl butyrate and 90.05% for ethyl butyrate, in addition to being 

stable even after 30 consecutive cycles, with reuse performance in conversions of 88.38% 

for methyl butyrate and 87.23% for ethyl butyrate. The new TH/ET2/GLU biocatalyst is 

excellent for the production of esters, being a promising and unpublished biocatalyst for 

other experimental studies, with different enzymes and suitable immobilization methods. 

 

Keywords: Eversa® Transform 2.0. Biocatalyst. Immobilization. Esters. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

A biocatálise é definida como a modificação enzimática de substratos químicos 

a uma molécula alvo (CUTLAN et al., 2020). De modo geral, o processo de biocatálise é 

estabelecido como um conjunto de reações que ocorrem simultaneamente, em que uma 

molécula indicadora pré-formada é convertida, aplicando células inteiras e/ou enzimas na 

reação, sejam elas de forma livres, combinadas ou imobilizadas (FORTI et al., 2018). As 

vantagens da utilização da biocatálise abrangem: condições suaves de reações e alta 

especificidade, o que torna a biocatálise atraente em escala industrial, além de ser uma 

alternativa verde para a produção de biocatalisadores, quando comparados aos 

catalisadores convencionais, produzidos a partir da síntese quimiocatalítica, que fazem 

uso de solventes tóxicos e poluentes (GANTZ; ALEKU; HOLLFELDER, 

2022)(PARDO-TAMAYO et al., 2023). 

Os biocatalisadores podem ser fungos, bactérias ou enzimas, sendo 

biodegradáveis e encontrados a partir de recursos renováveis (FAHIM et al., 2024). O uso 

dos biocatalisadores é abrangente em estudos para a produção de biodiesel, especialmente 

utilizando enzimas lipases, isso se deve ao fato do uso das lipases contribuírem para a 

redução dos agentes oxidantes ou corrosivos, como hidróxido de potássio ou ácido 

sulfúrico (XU, YAMENG et al., 2021) (CHANDRA et al., 2020). A imobilização desses 

biocatalisadores tem sido notoriamente investigada em diversos âmbitos, isso porque o 

seu uso permite alguns benefícios, como a sua reutilização e a estabilidade térmica da 

reação(LV et al., 2021). Durante a imobilização de biocatalisadores ocorre a 

transformação desse biocatalisador, que se encontra em estado solúvel, passando para o 

estado insolúvel, o qual incorpora junto ao material carreador insolúvel, ou encapsulando 

os catalisadores dentro de uma matriz polimérica, seja ela de origem natural ou sintética, 

o qual denomina-se como suporte (GRUNWALD, 2018) (RAMOS et al., 2022).  

A imobilização enzimática é definida como o aprisionamento, ou 

encapsulamento, da enzima em um determinado suporte, sendo este geralmente insolúvel 

em água(REMONATTO; MIOTTI JR.; et al., 2022). A imobilização também permite a 

modificação e o aperfeiçoamento das propriedades das enzimas, eliminando a 

contaminação com o produto, além de melhorias de estabilidade e benefício no 

armazenamento(CAVALCANTE et al., 2021). A característica de recuperação e 

reutilização do biocatalisador é uma das principais vantagens da imobilização enzimática, 
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além de melhorar a especificidade, os parâmetros cinéticos e atividade, bem como o 

benefício na purificação e hiperativação das enzimas(RODRIGUES, Rafael C. et al., 

2019). A imobilização é diretamente influenciada pelo tipo e as propriedades do suporte 

a ser utilizado, além da técnica escolhida de imobilização e os mecanismos de reação 

(SHELDON; VAN PELT, 2013) (BARBOSA et al., 2013). Entre as principais enzimas a 

serem utilizadas em imobilização enzimática, destacam-se as enzimas lipases, a qual a 

estabilidade de armazenamento é superior quando comparado com a lipase livre, pois 

exibe atividade enzimática por longos períodos, além de beneficiar no aumento da 

temperatura e de rigidez, demonstrando ser ótimos biocatalisadores (MOKHTAR et al., 

2020). 

As lipases são hidrolases que participam em ligações éster em ésteres 

carboxílicos, são enzimas versáteis e amplamente utilizadas, devido a alta seletividade, a 

atuação em condições de reações suaves, alta estabilidade em pH e em temperaturas 

elevadas, além de serem biocatalisadores importantes empregadas em reações em meios 

aquosos e não aquosos (CAVALCANTE et al., 2021). A classe de enzimas lipases 

realizam, essencialmente, reações hidrolíticas enantiosseletivas, bem como a realização 

da catálise durante a formação de ligações amida e éster (ANGAJALA; PAVAN; 

SUBASHINI, 2016a). A principal ativação interfacial das lipases ocorre em lipídio-água, 

o que destaca as lipases entre as demais enzimas (AMOAH et al., 2016). As lipases podem 

ser encontradas em organismos vivos, como em animais, em vegetais e em 

microorganismos (levedura, bactéria ou fungos) (ANGAJALA; PAVAN; SUBASHINI, 

2016a) (KOVALENKO et al., 2021). 

O uso dos hidrogéis como suportes para aplicação em imobilização enzimática 

já vem sendo estudado ao longo dos anos, entretanto, ainda é escasso trabalhos que 

evidenciem suportes de hidrogéis de origem natural. Hidrogéis a base de materiais 

naturais permite a melhor biodegradação e interações celulares inatas, quando 

comparados a hidrogéis sintéticos (DAS et al., 2018). Os hidrogéis possuem expressivas 

características físico-químicas, como alta resistência, condutividade, elasticidade, 

adesividade e capacidade de memória de forma, além de resistência mecânica e alta 

tenacidade (ESIMBEKOVA et al., 2023). São bastante utilizados na área biomédica, 

farmacêutica e engenharia (YANG, DAYONG, 2022).  

Algumas diferenças podem ser exemplificadas entre o hidrogel e os géis, os géis 

são formados por redes tridimensionais a partir da reticulação de polímeros, sejam eles 

naturais ou sintéticos, que absorvem apenas uma parcela de líquidos, não necessariamente 
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sendo estes líquidos a água, mas podendo ser alguns outros solventes, alguns exemplos 

desses polímeros são a gelatina e a pectina, além de possuir consistência viscoelástica 

(CHELU; MUSUC, 2023; OSADA; PING GONG; TANAKA, 2004). Já o hidrogel, é 

composto majoritariamente por água e utilizam polímeros específicos, os quais permitem 

realizar ligações cruzadas, possuem como característica principal a capacidade de reter e 

liberar água facilmente(HO et al., 2022; THANG; CHIEN; CUONG, 2023). De modo 

geral, os hidrogéis compõem uma subcategoria dos géis, em que todos os hidrogéis são 

géis, no entendo, alguns géis não se enquadram na categoria de hidrogéis (MISHRA, 

SUMIT et al., 2018; MUSHTAQ et al., 2022).  

Os hidrogéis são redes tridimensionais (3D) moleculares reticuladas, em que 

estas redes são estabelecidas a partir de ligações covalentes ou interações não covalentes, 

como o emaranhamento físico ou interações hidrofóbicas, são polímeros e possuem a 

característica principal de reter quantidades expressivas de água(FERREIRA et al., 2018). 

Alguns polímeros foram explorados com o objetivo de sintetizar hidrogéis, afim de obter 

propriedades relevantes, como polímeros sintéticos, como a poliacrilamida, e polímeros 

naturais, como polissacarídeos (YANG, DAYONG, 2022). O hidrogel se torna eficaz para 

a imobilização enzimática devido o fornecimento do microambiente adequado para as 

enzimas, pois para enzimas aplicadas a meios não aquosos esse tipo de suporte torna-se 

favorável, além de serem biodegradáveis, flexíveis, responsivos a estímulos e não são 

tóxicos (MEYER, JOHANNA; MEYER; KARA, 2022).  

Os ésteres possuem aplicações em aromas e fragrâncias, tendo propriedades 

sensoriais relativamente agradáveis (PEREIRA et al., 2022). Os ésteres butirato de metila 

e butirato de etila são obtidos a partir da reação de esterificação, a qual ocorre entre um 

ácido carboxílico e um álcool(DE HARO et al., 2018). No presente trabalho é utilizado o 

ácido butírico que reage com os álcoois metanol e etanol, sendo catalisada por um 

biocatalisador de hidrogel enzimático, utilizando uma enzima lipase(SHI et al., 

2024)(MANTHA et al., 2019). A imobilização da enzima em um suporte de hidrogel 

favorece um ambiente estável, o que beneficia em sua atividade enzimática, vida últil e a 

reutilização do biocatalisador, podendo ser operada em condições diversas, empregando 

um método sustentável para a produção de ésteres(DENG et al., 2020) (DAS et al., 2018).  

É possível identificar que os hidrogéis são excelentes materiais de suporte para 

imobilizar diversas enzimas devido a sua biocompatibilidade, além de ser uma alternativa 

sustentável a ser considerada, podendo substituir os procedimentos quimicamente tóxicos 

utilizados, assim como seu uso é ecologicamente correto e economicamente viável. Neste 
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contexto, o objetivo do presente estudo foi analisar o biocatalisador de hidrogel de 

tamarindo, no processo de imobilização das enzimas lipases Eversa Tranform 2.0 (ET2) 

e CALB, comparando as atividades obtidas em um hidrogel de quitosana, para posterior 

viabilidade do biocatalisador de hidrogel de tamarindo como suporte enzimático, bem 

como as condições operacionais necessárias para a produção de dois ésteres, o butirato 

de metila e butirato de etila.  

 

 

1.1 OBJETIVOS GERAIS 

 

Analisar a imobilização da enzima Eversa Tranform 2.0 (ET2) em um suporte 

de hidrogel de tamarindo (TH) e avaliar as condições operacionais necessárias para 

produção de dois ésteres: butirato de metila e butirato de etila. 

 

1.1.1 Objetivos Específicos  

 

• Analisar o biocatalisador de hidrogel de tamarindo e o seu comportamento na 

imobilização das enzimas: Candida antártica do tipo B (CALB) e Eversa 

Tranform 2.0 (ET2). 

• Comprovar a eficácia do suporte TH/ET2 na imobilização da enzima Eversa 

Transform 2.0.  

• Estudar as condições operacionais ideias para aplicação da esterificação de 

ésteres, sendo estas: concentração de substratos, razão molar, tempo de reação, 

temperatura, velocidade de agitação (rpm) e estabilidade operacional.  

• Avaliar o desempenho do biocatalisador de hidrogel de tamarindo na síntese de 

ésteres: butirato de metila e butirato de etila. 
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2 REFERENCIAL TEÓRICO 

 

2.1 Lipases  

 

Na busca por processos ecológicos de uma maior consciência ambiental e de 

saúde, estão sendo produzidos cada vez mais catalisadores verdes, os chamados 

biocatalisadores (FACIN et al., 2021). As enzimas tem sido utilizadas em diversos 

âmbitos científicos para o desenvolvimento e aprimoramento de técnicas, com o objetivo 

de construir métodos eficazes a serem aplicados em bioprocessos de escala comercial, 

sendo esses processos sustentáveis e ambientalmente corretos (MONTEIRO et al., 2021) 

(GERMANO DE SOUSA et al., 2024). Para a produção desses biocatalisadores o uso da 

enzima lipase vem aumentando nos últimos anos, em particular nas áreas de síntese 

orgânica, aprimoramento de biocombustíveis e alimentícia (ANGAJALA; PAVAN; 

SUBASHINI, 2016b). 

As enzimas lipases, por sua capacidade de atuar como biocatalisadores versáteis 

em diferentes métodos científicos, podem ser aplicadas em uma variedade de reações e 

em diversas áreas (MIGUEL JÚNIOR et al., 2022). É vasta a capacidade das enzimas de 

converter uma variedade de substratos, é também retratada pelo potencial de catalisarem 

diferentes tipos de reações, o que beneficia quando empregadas em indústrias 

farmacêuticas, de detergentes, de bebidas, produtos de papel, de cosméticos, têxteis e 

dentre outras (ALNOCH et al., 2020) (NETO et al., 2023) (ANSORGE-

SCHUMACHER; THUM, 2013).  

As enzimas lipases triacilglicerol hidrolases (EC 3.1.1.3) pertencem ao grupo 

hidrolases, possuem como característica principal a capacidade de catalisar a hidrólise de 

triacilglicerídeos em ácidos graxos livres, atuando em reações de esterificação, 

interesterificação, alcoólise e em reações de diversos outros ésteres, o seu sítio ativo é 

composto pela tríade catalítica de aspartato ou glutamato, histidina e serina, que auxiliam 

para desempenhos elevados de catálise (CASAS-GODOY et al., 2012)  (MOLINA-

GUTIÉRREZ et al., 2021). Estas lipases realizam variadas bioconversões, isso porque 

possuem alta estabilidade, alta enantiosseletividade e regiosseletividade, além de 

especificidade de substratos (REMONATTO et al., 2018) (CAVALCANTE et al., 2022). 

As enzimas lipases são consideradas catalisadores de origem biológica, capazes 

de responderem mesmo quando submetidas a situações de estresse (ORTIZ et al., 2019). 

Mesmo com diversas vantagens, ainda é necessário a realização de aperfeiçoamentos em 
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alguns casos, para que sejam implementadas em indústrias (REETZ, 2013). As lipases 

são as enzimas mais amplamente empregadas em biocatálise, devido a sua 

heterogeneidade de aceitação de substratos distintos, são enzimas estáveis, podem ser 

aplicadas em meios aquosos, em meios que se encontram fluídos super críticos (DIAS, 

ARTHUR LUIZ BAIÃO; DOS SANTOS; MARTÍNEZ, 2018), líquidos iônicos 

(MEYER, LARS-ERIK; VON LANGERMANN; KRAGL, 2018) e em solventes 

orgânicos (KUMAR et al., 2016), além de uma gama de outras possibilidades a serem 

inseridas em processos de biocatálise (SÁ et al., 2017) (WU, SHUKE et al., 2021). 

 

2.2 Eversa® Transform 2.0 (ET2) 

 

A Novozymes, uma das mais importantes empresas que produzem enzimas, 

lançou a lipase líquida Eversa® Transform (ET) e em 2016 lançou a segunda geração, 

denominada Eversa® Transform 2.0 (ET2), como é possível observar na figura 1, sendo 

estas uma formulação líquida da lipase Thermomyces lanuginosus, em que a ET e a ET2 

foram utilizadas, inicialmente, com o objetivo de entrar no mercado de biocombustíveis, 

especialmente o biodiesel, em sua forma livre e em larga escala, posteriormente novas 

pesquisas foram sendo realizadasposteriormente novas pesquisas foram sendo realizadas 

(ALI et al., 2023) (MONTEIRO et al., 2021).  

A ET2, derivada da Thermomyces lanuginosus, foi produzida a partir do 

processo de fermentação submersa de Aspergillus oryzae, por meio de uma cepa 

geneticamente modificada, se destacando por possuir alta atividade de esterificação de 

AGLs, assim como alta atividade de transesterificação de glicerídeos (MONTEIRO et al., 

2021) (FACIN et al., 2021) (MIBIELLI et al., 2019) (C. WANCURA et al., 2020) (PRICE 

et al., 2016) (FRAGA, FERNANDA CRISTINA et al., 2019) (CHANG; CHAN; SONG, 

2021).  

Além das lipases conseguirem hidrolisar triglicerídeos, são enzimas de interesse 

diverso em múltiplas de áreas de atuação, pois classificam-se como flexíveis em termos 

de aplicações, como também são estáveis em solventes orgânicos não aquosos e atuam 

em uma ampla rede de substratos (DAIHA et al., 2015) (CHAPMAN; ISMAIL; DINU, 

2018). As lipases são comumente encontradas em tecidos vegetais e de origem animal, 

além de serem produzidas por variados microrganismos, sendo estas bactérias, fungos e 

leveduras, podendo vir a exibir propriedades distintas, além de apresentarem elevada taxa 

de afinidade por interfaces hidrofóbicas (WILTSCHI et al., 2020). 
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A principal fonte de produção de enzimas lipase são as microbianas, 

preferencialmente utilizadas industrialmente, pois as presentam características diversas 

em suas propriedades catalíticas. Essas lipases podem ser frequentemente encontradas em 

ambientes marinho, em resíduos de óleos vegetais, em plantas, alimentos estragados, 

solos e dentre outros (FRAGA, JULLY L. et al., 2021). As diferentes características que 

exibem as lipases estão diretamente relacionadas ao seu processo de produção e as 

condições nas quais foram submetidas, como a composição do meio de cultura em que se 

encontram os microrganismos, o período de cultivo, os valores de pH, a temperatura e 

dentre outros aspectos que devem ser considerados (HOU; SHIMADA, 2009). 

As lipases realizam o processo de catalisar reações de hidrólise, que de forma 

geral é definida pela fragmentação de moléculas em moléculas menores estando na 

presença de água, as lipases catalisam a hidrólise de triacilgliceróis (TAGs) que produzem 

ácidos graxos livres (AGLs), ou seja, as lipases catalisam a hidrólise de triacilglicerol a 

ácidos graxos, tendo como função realizar a hidrólise das ligações éster presentes nos 

triacilgliceróis a partir da água presente, também podendo ocorrer de forma contrária 

desde que o meio envolvido durante a ocorrência da reação apresente ausência de água, 

atuando assim na interface orgânica-aquosa (MILAŠINOVIĆ et al., 2010) (PEREIRA et 

al., 2022) (UNDERSTANDING THE BIOCATALYTIC POTENTIAL OF LIPASE 

FROM RHIZOPUS CHINENSIS, 2021). 

Entretanto, o uso dessas lipases de forma livre em processos industriais se torna 

complexo, pois as lipases possuem baixa estabilidade ao serem submetidas a reações de 

períodos longos, assim como a redução gradativa de atividade durante os processos de 

armazenagem, resgatar e reaproveitar (OKURA et al., 2020). A maior parte dessas 

limitações são aperfeiçoadas a partir da aplicação de técnicas de imobilização enzimática, 

trazendo melhorias significativas aos processos em que a enzima é submetida, podendo 

ser recuperada também para posterior reutilização (KAPOOR; GUPTA, 2012). A 

acessibilidade na reciclagem de enzimas e o melhoramento na estabilidade são fatores 

que influenciam diretamente nos processos industriais, isso porque é necessário 

compreender a viabilidade do uso de determinada enzima a ser aplicada, pois isso implica 

diretamente no custo do biocatalisador (DE ALMEIDA, JANAINA MARQUES et al., 

2018). 
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Figura 1.  Estrutura tridimensional da enzima Eversa Transform 2.0 selecionada do Protein Data Bank 

(PDB).  

 

Fonte: Elaborado pelo autor. 

 

 

 

2.3 Imobilização enzimática 

 

Na busca de construir materiais adequados para a aplicabilidade industrial, 

juntamente com as enzimas, biocatalisadores são criados a partir de fontes renováveis 

com o objetivo de melhorar a eficiência enzimática nos processos a serem aplicados (WU, 

Shuke et al., 2021). A imobilização enzimática, juntamente com a tecnologia de 

bioprocesso, está em constante evolução devido à sua capacidade de permitir o uso 

diversificado de enzimas em vários tipos de biocatalisadores (FEDERSEL; MOODY; 

TAYLOR, 2021). Isso contribui para reduzir reações indesejadas e oferece vantagens em 

relação às enzimas livres, como a remoção fácil de misturas durante a reação, a 

possibilidade de reutilização após os processos e maior estabilidade (MAGHRABY et al., 

2023). A enzima imobilizada pode ser ligada a um material orgânico ou inorgânico, 

especialmente em suportes sólidos, o que proporciona uma maior resistência a mudanças, 

como a temperatura, pH e concentração (CHERRY; FIDANTSEF, 2003; HOMAEI et al., 

2013).  
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A imobilização enzimática define-se como um processo de fixação, ou 

confinamento, da enzima em um suporte sólido, ou matriz, o que permite a construção de 

um sistema enzimático imobilizado heterogêneo (HOMAEI et al., 2013) (VAN DE 

VELDE et al., 2002). Apesar dos custos elevados, em comparação aos catalisadores 

químicos convencionais, as enzimas imobilizadas possuem maior eficiência funcional e 

sensibilidade a condições submetidas durante os processos, tornando-se necessário 

estudar a enzima e o método a qual será submetida (CHEN, HUI et al., 2020).  

O suporte adequado a ser utilizado durante a imobilização enzimática deve 

conter algumas características, como: acessibilidade, a estabilidade, a resistência, possuir 

a capacidade de regenerabilidade, aumento da atividade enzimática e dentre outros 

aspectos (DATTA; CHRISTENA; RAJARAM, 2013a). É válido constatar que as 

enzimas, os biocatalisadores, podem receber interferências do meio reacional, sendo 

passíveis a vulnerabilidades, como a desnaturação devido a presença de solventes 

orgânicos e a decorrência de danos ocorridos em seu sítio catalítico (ROBINSON, 2015) 

(WANG, SHIHUI et al., 2016).  

A imobilização enzimática permite que as enzimas sofram uma potencialização 

benéfica em suas capacidades catalíticas, o que resulta em melhorias em relação a 

desnaturação (NETO et al., 2023). Determinados métodos são utilizados para ocorrer a 

imobilização enzimática, estando estes de acordo com a enzima a ser empregada, uma 

vez que são inúmeros os fatores que afetam o desempenho da enzima imobilizada, são 

quatro os métodos mais conhecidos: adsorção, aprisionamento (encapsulamento), ligação 

covalente e reticulação (CHERRY; FIDANTSEF, 2003; DATTA; CHRISTENA; 

RAJARAM, 2013a).  

Além dos métodos citados anteriormente, alguns outros métodos são 

empregados para a imobilização enzimática, como a ligação covalente multiponto, 

encapsulamento e a formação de híbridos de nanopartículas magnéticas (REIS et al., 

2019). Os métodos a serem empregados podem ter suas vantagens e desvantagens, a 

depender de qual enzima será utilizada e em qual processo será aplicado, o que pode 

propiciar altas taxas de atividade enzimática ou até mesmo a ineficácia no desempenho 

da enzima (MOHAMAD et al., 2015).  

A imobilização enzimática traz diversas vantagens industriais e socioambientais, 

como o aumento da estabilidade operacional, melhor eficiência catalítica, a partir das 

enzimas imobilizadas, a fácil remoção do biocatalisador do meio reacional, a estabilidade 

térmica em temperaturas elevadas e, especialmente, a reutilização do biocatalisador, que 
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contribui para o aumento da produtividade (MENDES et al., 2011). Existem também as 

condições a serem empregadas durante o processo de imobilização, que podem 

influenciar nas propriedades das enzimas imobilizadas, como o tipo de suporte que será 

utilizado e a natureza do solvente, podendo vir a serem modificadas para a aplicação em 

determinadas reações (DATTA; CHRISTENA; RAJARAM, 2013b). 

O principal objetivo da imobilização enzimática é reter a maior parte de sua 

atividade, e então a enzima imobilizada tem seu movimento restrito em uma determinada 

região (KOUACHI, 2012). A imobilização realiza a proteção das enzimas contra sua 

desativação e degradação, aumentando a estabilidade da enzima e a área de atividade, 

sendo popularmente utilizada em aplicações bioanalíticas e em biotransformações, 

fazendo com que a imobilização enzimática se torne um mecanismo poderoso e atrativo 

para a construção de designs de processos de produções mais sustentáveis e 

ecologicamente viáveis (AGGARWAL; PUNDIR, 2016).  

Diversos são os estudos que identificam uma variedade de suportes naturais ou 

sintéticos, orgânicos ou inorgânicos, que tem sido promissores ao serem utilizados em 

imobilização, especialmente quando trata-se do uso de polímeros naturais, como os 

polissacarídeos. Estes apresentam características vantajosas que estes apresentam, como 

a biocompatibilidade, a capacidade de ser modificado e a não toxicidade (ATTIQUE et 

al., 2023). 

O método utilizado no presente estudo consiste na ligação covalente, que permite 

a ligação forte da enzima com o suporte, especialmente entre os grupos amina da enzima 

e os grupos do suporte a ser empregado, o que não permite a ocorrência de lixiviação e 

propicia uma maior estabilidade térmica e operacional da enzima no meio reacional 

(MOLINA-GUTIÉRREZ et al., 2021). Para que as ligações entre enzima e suporte sejam 

realizadas, é necessário a modificação do suporte, ou ativação, e isto é realizado por meio 

de um reagente ativador, ou agente de reticulação, como o glutaraldeído, no caso do 

presente estudo, que possibilita a modificação da superfície do suporte, além de ser um 

reticulante funcional, o qual propicia a realização de ligações covalentes estáveis 

(WAHBA, 2023). Na figura 2 é possível observar a ilustração do processo de ativação 

dos suportes, de hidrogel de quitosana e hidrogel de tamarindo, com o agente ativador 

glutaraldeído (GLU), em seguida realizado o processo de imobilização enzimática das 

enzimas utilizadas no trabalho, ET2 e CALB.  
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Figura 2.  Representação do processo de ativação dos suportes com glutaraldeído (GLU) e a realização da 

imobilização enzimática.  

 

Fonte: Elaborado pelo autor. 

 

 

O glutaraldeído é um reagente que possui inúmeras vantagens quando aplicado 

na imobilização enzimática, sendo a principal delas a estabilidade da ligação que é 

formada entre o grupo amina e o grupo aldeído, presente na enzima e no suporte, após o 

suporte ser ativado com glutaraldeído, o que permite a manutenção da estrutura 

conformacional das enzimas (URRUTIA et al., 2018) (FERREIRA GONÇALVES et al., 

2021) (REIS et al., 2019). As ligações covalentes são formadas a partir dos grupos 

nucleofílicos, sendo eles: o grupo amino, fenólico, hidroxila, carboxila, tióis e sulfidrila, 

os quais se encontram nos aminoácidos das enzimas, ou seja, durante as ligações 

covalentes os grupos funcionais se encontram ligados covalentemente a matriz do suporte 

utilizado (KAUR, KAMALJIT; KAUSHAL, 2019). 

Os métodos aplicáveis para a imobilização enzimática já são amplamente 

recomendados, pois existem diversos estudos que comprovam o ótimo desempenho das 

mais variadas enzimas aplicadas aos métodos, em múltiplos suportes. Atualmente, existe 

uma maior atenção no que se refere ao uso de hidrogéis na imobilização enzimática, isso 

porque os hidrogéis já apresentam água em sua composição, não sendo necessário 

adicionar, o que para algumas enzimas presentes em ambientes não aquosos os hidrogéis 

se tornam necessários, pois estes podem proporcionar o microambiente conveniente para 
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estas enzimas (MEYER, JOHANNA; MEYER; KARA, 2022). Os hidrogéis que possuem 

biopolímeros em sua composição, os quais são polímeros produzidos a partir de fontes 

naturais, que passam por reações sintetizadas quimicamente (SMITH; MOXON; 

MORRIS, 2016), estão sendo estudados como suportes para imobilização de lipase, seu 

uso se estende a diversos setores, como em aplicações biotecnológicas e em aplicações 

biomédicas (PARK et al., 2015). 

 

2.4 Hidrogel  

 

Os hidrogéis são classificados como materiais poliméricos hidratados, formados 

por uma rede tridimensional porosa produzida a partir de polímeros hidrofílicos 

reticulados, além de serem reticulados a partir de ligações físicas ou químicas, são 

materiais insolúveis em água ou em outros solventes polares (SCHMIDT, 2019)(JHA et 

al., 2023). Os hidrogéis possuem capacidade de absorção de quantidades consideráveis 

de líquidos, o que faz com que realize o aumento de volume do material, conhecido 

popularmente como “inchaço” (MILAŠINOVIĆ et al., 2010) (SHARMA; PARMAR; 

MEHTA, 2018).  

Os hidrogéis possuem como principal característica a capacidade de reformular 

sua estrutura quando estando em contato com água ou fluídos biológicos, o 

microambiente de catálise enzimática pode ser substituído pela matriz de hidrogel 

hidratada, o que favorece toda a imobilização das enzimas inseridas no suporte, pois 

aumenta a flexibilidade, bem como a mobilidade, o que afeta significativamente a 

atividade enzimática (REIS et al., 2019) (AHMED, 2015). Os hidrogéis possuem duas 

categorias distintas, as quais são classificadas de acordo com a resposta a estímulos 

externos, são eles os denominados hidrogéis estáticos, os quais mantem estabilidade tanto 

nas propriedades físicas quanto químicas, quando submetidos a condições diversas, já os 

hidrogéis denominados dinâmicos são responsáveis por responderem uma ampla gama 

de estímulos externos, sendo o mais atraente (LIN et al., 2021; XU, JUNPENG; WONG; 

HSU, 2020) 

Os hidrogéis são construídos por meio de distintas ligações cruzadas, são 

polímeros biocompatíveis, podendo ser reformulados para se tornarem inteligentes, 

modificando sua estrutura química, alterando os métodos de fabricação, bem como a 

morfologia, para que possam atender demandas específicas de diversos setores, 

especialmente no setor de engenharia e da biomedicina (MEHTA et al., 2021) 
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(STANCIU; DIAZ-AMAYA, 2022). A quantidade de água presente nos hidrogéis se 

devem ao fato da forte tensão superficial e forças capilares presentes, são considerados 

biodegradáveis, ecológicos e biocompatíveis, sendo suas propriedades diretamente 

dependentes da densidade de reticulação, do tempo e da temperatura da reação e dentre 

outros (ISLAM; OYEN, 2022).  

O hidrogel também é conhecido como géis hidrofílicos, geralmente são 

encontrados na forma de géis coloidais, em que a água se encontra como meio principal 

de dispersão (ZAINAL et al., 2021) (AHMED, 2015). Eles possuem a capacidade de 

absorver a água apoiado nos grupos funcionais hidrofílicos, os quais podem ser carboxila, 

hidroxila, amida e amino, que se encontram ligados a estrutura de cadeias poliméricas 

principais, o que é realizado no espaço intermolecular devido as taxas elevadas de 

hidrofobicidade, bem como a alta porosidade. Já o impedimento de não dissolver na 

presença de água surge com as ligações cruzadas entre as cadeias de rede, a reticulação 

que existe entre as cadeias impedem o deslocamento das moléculas de água maiores, do 

que os poros da rede tridimensional, o que preserva a estrutura do material em hidrogel, 

em que muitos materiais, sejam eles sintéticos ou naturais, se encaixam na definição 

(YANG, XUE et al., 2022).  

Todas as funções dos hidrogéis são dependentes das rotas de fabricação dele, da 

composição do polímero, o modo de realização da reticulação, do ambiente externo e 

dentre outros aspectos, o que pode promover a flexibilidade de ajustes amplos (ZHANG, 

QIANG, 2022) (YAVARI MAROUFI et al., 2021). A função primordial do hidrogel é 

manter a interação entre célula-célula e a imobilização celular, assim como a absorção de 

proteínas, todas dentro da sua microestrutura (RANJIT et al., 2022).  

 De modo geral, os hidrogéis podem ser criados a partir de combinações de 

processos diversos, além de serem sensíveis ao ambiente, podendo sofrer alterações 

físico-químicas significativas, quando expostos a luz, pressão, temperatura ou pH 

distintos. A força elétrica, também presente, é fortemente ajustada para a ligações de 

átomos, formando uma matriz polimérica complexa, é adaptável, resistentes a trações, é 

aplicável em industrias médicas, como na produção de lentes de contato, na engenharia 

de tecidos, em biossensores e dentre outros (SHAFIQ et al., 2022).  

Para a preparação dos hidrogéis à base de polímeros naturais é possível utilizar 

os métodos de reticulação físicos ou químicos, os mais recomendados são os métodos 

químicos, entretanto, mesmo a reticulação física não se tornando viável, devido a baixa 

resistência ao hidrogel, existem estudos que a utilizaram associados a outros polímeros, 
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sejam eles naturais ou sintéticos, tendo tido bons resultados (SANNINO; DEMITRI; 

MADAGHIELE, 2009) (SHAW et al., 2015; TRIVEDI, 2013). 

A diferença entre hidrogel e géis pode ser explicado pelo fato do hidrogel ser 

uma rede de polímeros hidrofílicos, os quais podem ser reticulados de duas formas: 

através do emaranhamento físico, chamado também de hidrogel reversível, ou a partir de 

ligações covalentes, chamado de hidrogel permanente. No entanto, um gel é classificado 

como um semissólido de polímeros hidrofílicos, ou também constituído por polímeros 

hidrofóbicos, o qual é um material que possui quantidades significativas de líquidos assim 

como de sólidos presentes, mas os hidrogéis são compostos significativamente por água 

presente em sua estrutura  (LI, DE-QIANG et al., 2023).  

A reticulação química atualmente tem sido a mais viável escolha, entretanto 

ainda existe estudos que comprovam que a maioria dos agentes de reticulação utilizados 

são considerados tóxicos, devido a isso outros estudos vêm sendo realizados utilizando 

agentes de reticulação não tóxico e com melhor custo benefício, como o ácido cítrico 

(MALI; DHAWALE; DIAS, 2017). Os hidrogéis a base de polissacarídeos, devido a sua 

rede tridimensional integrada com moléculas de água, permite uma maior adesão, já os 

polissacarídeos naturais possuem propriedades como bioadesividade, biodegradabilidade 

e biocompatibilidade além de possuírem uma tolerância ao congelamento, o que permite 

que os hidrogéis protejam competentemente a atividade enzimática, sendo os hidrogéis 

muito eficazes na proteção de alimentos (AVACHAT; SHROTRIYA, 2022) (KIM et al., 

2012). 

 

2.5 Hidrogel de tamarindo  

 

A matéria-prima utilizada no presente trabalho trata-se do hidrogel de tamarindo, 

o qual foi produzido a partir do fruto tamarindo, considerado um componente natural, 

renovável e biodegradável. A árvore de tamarindo (Tamarindus indica Linn.), a qual é 

composta por folhas, polpa e sementes, é encontrada preferencialmente no sul da Índia, 

mas também no México, Tailândia, Oriente Médio e Sudeste Asiático, sendo uma planta 

versátil, utilizada como tempero na culinária asiática, assim como nas indústrias 

alimentícia, farmacêutica, têxtil e de combustíveis (SAIDESWARA RAO; MARY 

MATHEW, 2012) (AZAD, 2018).  

O fruto da tamarindo possui polpa e sementes, quando a fruta encontra-se seca 

os principais componentes presentes são o ácido tartárico, celulose, tanino, açúcares, 



 

28 

 

pectina e fibras, ambas são fontes de fósforo, cálcio, potássio, ferro e zinco, além da 

semente ser muito rica em proteínas e óleos (AZAD, 2018). Quando as sementes se 

encontram inteiras, as propriedades também incluem, carboidratos, proteínas e gorduras 

(LEAKEY, 2017). O extrato de semente de tamarindo (TSE) é utilizado em diversos 

meios, alguns deles como a preparação de hidratantes, máscaras, formulações 

farmacológicas, soros e géis (SAIDESWARA RAO; MARY MATHEW, 2012; SARMA; 

BABU; AZIZ, 2014).  

Os componentes presentes na árvore, como os frutos, cascas, raízes, folhas e a 

madeira, são contribuintes para aplicações industriais em diferentes finalidades, como 

sendo a principal matéria-prima na produção de suco, pó do caroço de tamarindo (TPK), 

pectina, ácido tartárico e dentre outros (PERVEZ; RAJKUMAR; OLABIYI, 2023). O pó 

do caroço de tamarindo (TKP) é bastante aplicado nos processos de preparação de adesivo 

de papel, conservantes, impressão têxtil, fabricação de tecidos de juta e em vários outros 

processos da indústria têxtil (HEMSHEKHAR; KEMPARAJU; GIRISH, 2011).  

A goma de tamarindo (TG), também conhecido como polissacarídeo de semente 

de tamarindo (TSP) ou como goma polissacarídica de tamarindo (TPS), possui várias 

aplicações no campo biomédico, sendo passíveis de modificações, como combinados com 

outros polímeros naturais e sintéticos (AVACHAT; SHROTRIYA, 2022). Alguns pontos 

devem ser destacados acerca da goma de tamarindo (TG), apesar de ser flexível e poder 

ser utilizada em uma ampla gama de áreas, o odor da goma pode se tornar incômodo, sua 

cor também é opaca, além da sua insolubilidade em água, o que permitiu que fossem 

realizados estudos químicos mais aprofundados entre os grupos funcionais para superar 

tais limitações, como a acetilação, sulfatação, aminação e tiolização, utilizados para 

aperfeiçoar suas características (GARNER; PARK, 2015; KAUR, GURPREET; 

MAHAJAN; BASSI, 2013; PRABHANJAN, 1989; RAO; BERI, 1955).  

A goma de tamarindo (TG) se apresenta, na maioria das vezes, como um gel 

rígido, é bastante acessível e é utilizado para melhorar a textura de alimentos processados, 

também utilizado para gelificar e espessar esses alimentos processados industrialmente 

(SARMA; BABU; AZIZ, 2014). A procura de grupos funcionais de polissacarídeos 

naturais despertam o interesse de diversos pesquisadores, a exploração na modificação 

química vem sendo bastante utilizada, pois possibilita as alterações em algumas 

propriedades, como viscosidade, solubilidade e a degradação (WANG, DANGFENG et 

al., 2023a) (LANG et al., 1992). Foi analisado que a semente da fruta de tamarindo 

apresenta cerca de 65% de sua composição sendo goma, sendo possível extrair a goma de 
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tamarindo (TG), quando é realizado a funcionalização da goma é possível obter o 

aprimorando das propriedades físico-químicas (MALI; DHAWALE; DIAS, 2019).  

O TG é considerado um subproduto verde, ou seja, é um produto natural e 

sustentável derivado da indústria do tamarindo. Devido a biodegradação rápida é 

necessário a realização de transformações químicas em suas propriedades, como a 

carboximetilação, que modifica TG para a goma de tamarindo carboximetilada (CMTG), 

estas modificações são necessárias para melhorar as propriedades do TG (RAWOOTH et 

al., 2022). A carboximetilação do TG permite a formação da goma de tamarindo 

carboximetil (CMTG), sendo o CMTG com altas taxas de viscosidade e hidrofilicidade, 

podendo ser alteradas a depender das condições nas quais foram realizadas as 

modificações, sendo uma versão aprimorada do TG, que pode ser utilizada em uma ampla 

gama de aplicações industriais e farmacêuticas (GHOLAMALI; YADOLLAHI, 2021). 

O hidrogel de tamarindo é composto principalmente pela goma de tamarindo 

(TG), na qual é uma goma natural coletada do cotilédone das sementes de tamarindo 

(Tamarindus indica). A semente de tamarindo é composta por diversos polissacarídeos, 

sendo os principais o galactomanano, xiloglucano e arabinogalactano, também presentes 

no TG, esses polissacarídeos são responsáveis pelas propriedades espessantes, 

gelificantes e estabilizante em diversas aplicações (WANG, DANGFENG et al., 2023) 

(SINGH, VANDANA; KUMAR, 2011). O TG é insolúvel em solventes orgânicos, possui 

facilidade de dispersão e hidratação em água morna, realizando a formulação de géis 

viscosos, o constituinte principal é o galactomanano, contribuindo para a formação de 

hidrogéis (BALAKRISHNAN et al., 2024).  

 

2.6 Butirato de metila e Butirato de etila 

 

A produção de ésteres é significativamente importante para as indústrias, 

especialmente na produção de aromas na indústria alimentícia e fragrâncias no setor de 

perfumes, cosméticas, em produtos farmacêuticos, pesticidas, para solventes de tintas e 

vernizes, plastificantes e de bebidas (OZYILMAZ; GEZER, 2010). Ésteres se enquadram 

no grupo de aditivos de intensificadores de sabor, possuindo características 

organolépticas que caracterizam se o aroma é picante, floral ou frutado, além de uma 

ampla variedade de aplicações (BADGUJAR; BHANAGE, 2015). A síntese atual desses 

ésteres utiliza ácidos líquidos como catalisadores e ainda precisam realizar um pós-

tratamento ao final da reação, em sua maioria não sendo rotas sustentáveis. Atualmente, 
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já existem rotas alternativas sendo desenvolvidas, especialmente com o uso de enzimas 

como biocatalisadores(BEN SALAH et al., 2007) (KAUR, MANPREET; MEHTA; 

GUPTA, 2019).  

Os ésteres fazem parte da classe de compostos orgânicos que podem reagir com 

água, o que permite a produção de ácidos orgânicos, inorgânicos e álcoois(CLARK, 

2002). Um éster é formado pela reação entre ácidos carboxílicos e álcoois, quando estão 

na presença de ácido sulfúrico, o mais conhecido, ou ácido butírico, o qual é utilizado no 

presente estudo, o que permite a formação do processo denominado esterificação, em que, 

geralmente, ocorrem em fase líquida e incolor, devido a versatilidade da utilização em 

processos industriais (GROB; HASSE, 2006). Os ésteres também são convertidos em 

outros ésteres, quando este se encontra na presença de um álcool, um ácido carboxílico e 

um outro éster, no processo que denomina-se transesterificação (DANGE; SHARMA; 

RATHOD, 2014).  

A reação de esterificação, devido a acidez fraca dos ácidos carboxílicos, pode 

ser realizada sem a presença de um catalisador, mas a reação se torna lenta e prolongada, 

atingindo um equilíbrio tardio (WANG et al., 2013). Ao ser realizada com um catalisador 

ácido, sólido e heterogêneo, bem como com um reagente em excesso, a conversão do 

reagente limitante é melhor desenvolvida e o equilíbrio da reação é atingido mais 

rapidamente (KOVALENKO et al., 2021). A figura 3 é demonstrado as etapas que 

ocorreram o processo de esterificação para a produção dos ésteres butirato de metila e 

butirato de etila, em seguida realizado a etapa de titulação utilizando fenolftaleína, para 

posteriormente realizar os cálculos de conversões obtidos durante as análises dos ésteres.  

 

 

Figura 3.  Representação do processo de esterificação na síntese dos ésteres butirato de metila e butirato 

de etila.  
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Fonte: Elaborado pelo autor. 

 

 

Industrialmente, a síntese desses ésteres é, em sua maioria, baseada na 

esterificação química direta dos ácidos graxos com álcool, frequentemente utilizando 

catalisadores inorgânicos em pressão e em temperaturas elevadas, variando entre de 50°C 

a 250°, o que geram gastos e períodos elevados de produção (OZYILMAZ; GEZER, 

2010). Devido a estes desgastes, o uso de enzimas e biocatalisadores ecológicos tem se 

tornado objeto de interesse comercial (FRIEDRICH et al., 2013). São necessários alguns 

parâmetros para que a comercialização desses ésteres, construídos a partir de 

biocatalisadores heterogêneos e sustentáveis, seja viável, tais como: atividade enzimática, 

o rendimento de conversão do éster e a estabilidade operacional, sendo esta última de 

suma importância para a produtividade industrial (KOVALENKO et al., 2021).  

O éster metílico do ácido butírico, ou butirato de metila, possui aroma de frutas 

e relativamente forte, semelhante a fruta de abacaxi. O butirato de metila está presente 

em quantidades baixas em produtos de origem vegetal, além de ser fabricado, mesmo que 

em pequena escala, em perfumarias ou como aromatizante alimentar (DANGE; 

KULKARNI; RATHOD, 2015) (DANGE; SHARMA; RATHOD, 2014). Similarmente, 

o éster etílico do ácido butírico, ou butirato de etila, também é responsável por um aroma 

frutado doce, muito empregada em perfumes e alimentos (DIAS et al., 1991) 

(FRIEDRICH et al., 2013). Ambos podem ser obtidos através da reação de esterificação 

entre o ácido butírico e os álcoois, metanol e etanol, como apresentado na figura 4 e figura 

5.  
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Figura 4. Representação da reação de esterificação para a formação de butirato de metila e 

butirato de etila utilizando a enzima lipase como biocatalisador. 

 

 

Fonte: Elaborado pelo autor. 

 

 

Figura 5. Fórmula química da reação de esterificação dos ésteres butirato de metila (A) e butirato 

de etila (B) utilizando a enzima lipase Eversa Transform 2.0 como biocatalisador. 

 

Fonte: Elaborado pelo autor. 

 

 

Nas reações de esterificação utilizando um biocatalisador enzimático, como a 

lipase, é possível favorecer as conversões dos reagentes em produtos, devido a remoção 

da água formada, ocorrendo o deslocamento do equilíbrio em direção à formação dos 

ésteres, podendo ocorrer em condições diversas de temperatura ou pH, sendo vantajoso 

quando comparados a catalisadores químicos tradicionais (PIRES-CABRAL; DA 

FONSECA; FERREIRA-DIAS, 2009) (DIAS et al., 1991).  

Ambos os ésteres podem se comportar do mesmo modo em reações enzimáticas, 

havendo ligeiras modificações devido aos grupos reacionais serem distintos (KAUR; 

MEHTA; GUPTA, 2019). Além de ser uma reação reversível, as reações de esterificação 

em junção a biocatalisadores enzimáticos, especialmente as lipases, as quais podem 

catalisar reações de esterificação e hidrólise, dependendo apenas da otimização das 

condições ideais da reação, contribuindo para a formação de ésteres eficazes (SHU et al., 

2011) (PALUDO et al., 2015). Embora exista diversos estudos disponíveis na literatura 
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sobre a esterificação de variados ácidos orgânicos, ainda é escasso informações 

disponíveis sobre a síntese de butirato de metila e/ou etila a partir de ácido butírico, na 

presença de biocatalisadores enzimáticos(SÁ et al., 2017). 

 

 

 

 

3 MATERIAIS E MÉTODOS 

 

3.1 Materiais 

 

A lipase Eversa® Transform 2.0 (ET2) foi adquirida da Novozymes Latin 

America Ltda (Araucária – PR, Brasil) e a lipase de Candida antártica do tipo B (CALB) 

foi adquirida da Novozymes Latin America Ltda (Araucária – PR, Brasil). O hidrogel de 

tamarindo (Tamarindus indica) foi gentilmente fornecido a partir da parceria entre a 

UNILAB e o Instituto Federal do Ceará – IFCE, Unidade de Limoeiro do Norte. A 

quitosana (CHI) em pó foi adquirida da Polymar Ind Ltda (Fortaleza – CE, Brasil). A 

solução de glutaraldeído (GLU) grau II 25% (m/v), butirato de p-nitrofenila (pNPB) e p-

nitrofenila (pNP) foram obtidos da Sigma-Aldrich (São Paulo – SP, Brasil). Os demais 

reagentes utilizados são de grau analítico e foram adquiridos da distribuidora Cequímica 

(Fortaleza - CE, Brasil). 

 

3.2 Métodos 

 

3.2.1 Hidrogel de tamarindo (TH) 

 

Inicialmente foram enviados três tubos de hidrogel de tamarindo (Tamarindus 

indica) pelo Instituto Federal do Ceará – IFCE, Unidade de Limoeiro do Norte, 

preparados baseados nos estudos de (TEIXEIRA et al., 2007; TEIXEIRA-SÁ et al., 2009) 

(MISHRA, ANURADHA; MALHOTRA, 2009) (SANTOS, NAYANNE L. et al., 2019). 

Os dois primeiros tubos recebidos tratavam-se do hidrogel de tamarindo em 

polissacarídeo reticulado, já o terceiro tubo foi enviado na forma de hidrogel purificado, 

estando codificados de formas distintas mas não havendo alterações entre as composições 

e/ou formulações, sendo aquecido as sementes e extraído o polissacarídeo 
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galactoxiloglucano para a produção do hidrogel. Os dois primeiros tubos foram lavados 

com excesso de água destilada e transferidos para o dessecador, contendo sílica gel, para 

a retirada da umidade, após secos, os hidrogéis foram pesados e armazenados. O terceiro 

tubo, já purificado e seco, foi apenas pesado e armazenado.  

 

3.2.2 Preparação do suporte de quitosana 

 

O gel de quitosana foi preparado semelhante as metodologias de (PINHEIRO et 

al., 2019) (KIMBERLE et al., 2020) (RODRIGUES, DASCIANA S. et al., 2008) 

(ADRIANO et al., 2005). Foram utilizados 10g de quitosana em pó, dissolvidas em 

240mL da solução de ácido acético glacial a 5% (v/v). A solução adquirida foi adicionada 

lentamente à 250mL da solução de NaOH 1M e colocada no agitador magnético por 24 

horas, a 25°C e em 50rpm. A solução obtida após as 24 horas de agitação continha 

grânulos (géis) e foi armazenada em refrigeração. Após 24 h, foi realizado a filtração a 

vácuo e a lavagem do suporte com água destilada para atingir a neutralidade (pH 7). 

Depois de filtrado e seco, os grânulos restantes foram macerados e deixados no aspecto 

de pó. Por fim, o suporte de hidrogel de quitosana obtido foi colocado no dessecador. A 

figura 6 apresenta as etapas de produção do hidrogel de quitosana, utilizando a quitosana 

em pó comercialmente vendida, para a obtenção dos grânulos de hidrogel, os quais foram 

neutralizados e deixados no dessecador, a fim de eliminar toda umidade presente, até se 

encontrar no aspecto de pó, para facilitar o processo de pesagem durante as análises. 

 

Figura 6.  Etapas de produção do hidrogel de quitosana em laboratório. 

 

Fonte: Elaborado pelo autor. 
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3.2.3 Ativação dos suportes com glutaraldeído (GLU) – Hidrogel de tamarindo 

e hidrogéis de quitosana 

 

A ativação dos suportes antes da realização da imobilização enzimática é 

necessária para a construção das ligações covalentes entre suporte e enzima (GERMANO 

DE SOUSA, I. et al., 2024; GERMANO DE SOUSA, I., 2022). As ativações com 

glutaraldeído (GLU) ocorreram semelhante a metodologia de Pinheiro et al. (2019) com 

algumas modificações. Foram pesados (0,1g) de cada suporte seco (hidrogel de tamarindo 

/ hidrogel de quitosana), com ativações individuais para cada suporte, foram adicionados 

1mL de tampão fosfato de sódio 100 mmol.L−1 (pH 7) e em seguida adicionados 5μL de 

glutaraldeído (GLU) 5% (v/v). As reações foram mantidas sob agitação contínua, no 

carrossel giratório, por 1 hora a 25°C. Os suportes ativados foram lavados com 2mL de 

tampão fosfato de sódio 5 mmol.L−1 (pH 7) cada, para a remoção do excesso do agente 

ativador. Por fim, os dois suportes ativados foram colocados no dessecador pelo período 

de 4 dias. A figura 7 apresenta o hidrogel de tamarindo antes de serem realizadas as 

análises com o material. 

 

 

Figura 7.  Hidrogel de Tamarindo fornecido pelo Instituto Federal do Ceará – IFCE, Unidade de Limoeiro 

do Norte. 

  

Fonte: Elaborado pelo autor. 

 

 

3.2.4 Imobilização enzimática 

 

O processo de imobilização foi realizado a partir do contato de 0,01g de cada 

suporte ativado (hidrogel de tamarindo + GLU / hidrogel de quitosana + GLU) para a 

realização da imobilização enzimática separadamente, com o objetivo de analisar o 

comportamento de cada suporte, imobilizados com a enzima Eversa® e imobilizados com 
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a enzima CALB, além de qual suporte e qual enzima seria o mais adequado para a 

continuação do estudo. Foram adicionados aos suportes pesados 1mL de tampão fosfato 

de sódio 5 mmol.L−1 (pH 7), 80 UpNPB.g-1 de carca enzimática (ET2/CALB) e foi 

colocado sob agitação constante, a 45 rpm e a 25°C, pelos períodos de contato entre 

enzima-suporte de: 1 hora, 5 horas, 24 horas, 48 horas e 72 horas. As enzimas 

imobilizadas em cada suporte foram separadas da solução. Por fim, o derivado foi lavado 

em 1mL de tampão fosfato de sódio 5 mmol.L−1 (pH 7) e preparado para a realização da 

leitura das enzimas solúveis e imobilizadas.  

 

3.2.5 Determinação da atividade enzimática 

 

A atividade enzimática (80 UpNPB.g-1 suporte) foi determinada conforme as 

metodologias de PINHEIRO et al. (2019) e DOS SANTOS, J. C.S. et al. (2017), com 

algumas modificações. Foi utilizado butirato de p-nitrofenol (pNPB), em pH 7, como 

solução de substrato. A reação foi preparada adicionando 50 μL de p-NPB em 2,5 mL de 

tampão fosfato de sódio 25 mmol.L-1 (pH 7), 50 μL da amostra imobilizada, ou 10mg de 

suporte imobilizado (biocatalisador), a 25 °C e em agitação. O produto liberado da reação, 

p-nitrofenol, foi analisado espectrofotometricamente, utilizando um espectrofotômetro 

Jasco V-730 BIO, no comprimento de onda de 348 nm (ε = 10,052 mol L−1 cm−1). Uma 

unidade de atividade (U) é determinada como a quantidade de enzima que hidrolisa 1 

μmol de p -NPB por minuto, de acordo com as condições descritas previamente (SOUZA, 

M. C. M., 2013; SOUZA, M. C. M. de et al., 2017). 

 

3.2.6 Parâmetros de imobilização 

 

A determinação da atividade enzimática ET2 e CALB, imobilizadas em hidrogel 

de tamarindo e em hidrogel de quitosana, ocorreu através dos cálculos de concentrações 

iniciais e finais das enzimas presentes no sobrenadante de imobilização. Foram 

determinados, também, as atividades hidrolíticas, para definir o cálculo dos parâmetros 

de imobilização: rendimento de imobilização (R), atividade teórica (Att) e atividade 

recuperada (Atr) (SOUZA, M. C. M., 2013), em que foram utilizadas especialmente a 

equação 1 e equação 2 no estudo. Na equação 1 foi calculado a atividade recuperada Atr 

(atividade do derivado), em que abs é o valor da absorbância verificado no 



 

37 

 

espectrofotômetro, f é o fator de correção da curva de calibração do pNPB, Vu é o volume 

utilizado na leitura do derivado (suporte + enzima) e v é o volume utilizado para a 

imobilização (0,01mL). 

 

Eq. (1):        

A𝑡𝑟(Ug−1) =  
(abs ×  f (0,175))  ×  Vu (26mL) 

v (0,01mL)
  

 

Eq. (2):         

𝑅(%) =  
(A𝑡𝑡 −  A𝑡𝑟)  

 A𝑡𝑡
 × 100 

 

A equação 2 representa o cálculo de rendimento de imobilização, em que a 

atividade teórica (Att) é definida como a concentração de enzimas presentes no 

sobrenadante antes da imobilização, e após a imobilização é a atividade recuperada (Atr), 

ou a atividade enzimática do derivado imobilizado em Ug-1. Ou seja, o cálculo de 

rendimento demonstra que a atividade recuperada é a razão entre a atividade teórica, 

obtida antes da imobilização, e a diferença entre a atividade teórica, presente no 

sobrenadante, antes e depois da realização da imobilização enzimática, enfatizando que a 

atividade recuperada é entendida como a eficiência do suporte (biocatalisador) utilizado 

(RODRIGUES, DASCIANA S. et al., 2008) (ADRIANO et al., 2005).  

3.2.7 Síntese 

 

Em micro tubos de plástico de 2mL foram adicionados 0,01g de hidrogel de 

tamarindo + ET2 + 1mL de tampão fosfato de sódio 5 mmol.L−1 (pH 7) (atividade 

enzimática de 80 UpNPB.g-1), após a imobilização em 24 horas e em 45rpm, os tubos 

foram lavados com 1mL de tampão fosfato de sódio 5 mmol.L−1 (pH 7), deixando apenas 

o derivado (suporte + enzima). O procedimento de esterificação foi realizado, 

inicialmente mantendo o padrão do melhor resultado descrito por (SOUZA, M. C. M., 

2013). Nos microtubos contendo o derivado (suporte + enzima), foram adicionados 1mL 

do meio reacional composto por: hexano, ácido butírico e os álcoois (etanol e metanol) 

em diferentes concentrações (0,2 mol/L; 0,4 mol/L; 0,6 mol/L; 0,8 mol/L e 1,0 mol/L) e 

razão molar (1:1 – 1:5). A reação foi conduzida em parâmetros distintos, nos tempos de 2 

horas; 4 horas; 6 horas; 8 horas; 10 horas e 12 horas, em temperaturas de 15°C; 25°C; 



 

38 

 

35°C; 45°C e 50°C e em agitação orbital de 50 rpm; 100 rpm; 150 rpm; 200 rpm e 250 

rpm. Após as reações de esterificação concluídas, as amostras foram analisadas em 

triplicatas em frascos de Erlenmeyer com 0,5g da amostra (butirato de etila/ butirato de 

metila), com 25mL de álcool comercial neutralizado e duas gotas de fenolftaleína como 

indicador. Cada amostra foi titulada com a solução de KOH 0,1 mmol.L−1 até a 

modificação da cor para um rosa suave. Finalizando as titulações, os volumes totais 

consumidos foram utilizados na equação 3 para a obtenção do índice de acidez (IA), 

analisado pelo método 5-40 AOCS (MAGDI M. MOSSOBA; JOHN KRAMER, 2010). 

A melhor condição reacional foi usada para a realização dos ciclos (reuso do 

biocatalisador). 

 

Eq. (3):   

AI =  
V𝐾𝑂𝐻   ×  f × C𝐾𝑂𝐻  ×  M𝐾𝑂𝐻

m
 

 

Na equação 3, VKOH é o volume total consumido de KOH durante a titulação, f 

é o fator de correção determinado pela padronização de KOH, CKOH concentração de 

molaridade da solução de KOH, MKOH é a massa molar de KOH e m é a massa da amostra 

pesada nos erlenmeyers que foram analisadas em titulação. A conversão do ácido butírico 

nos ésteres de butirato de etila e butirato de metila é apresentada na equação 

(CAVALCANTI et al., 2018), onde Iai corresponde ao índice de acidez inicial, no qual é 

a concentração inicial de ácido na amostra, Iaf representa o valor de acidez final, ou seja, 

o ácido butírico restante da solução o qual não foi utilizado pela enzima.  

 

Eq. (4):                         

C(%) =  
(Ia𝑖 −  Ia𝑓)

Ia𝑖
 × 100 

 

3.2.8 Estabilidade operacional do derivado 

 

Para a síntese dos ésteres butirato de etila e butirato de metila foram necessários 

estudos que apresentassem o melhor desempenho destes ésteres, a partir dos valores das 

atividades catalíticas. A estabilidade operacional ocorreu baseada nas reações 

consecutivas da síntese dos ésteres (butirato de etila e butirato de metila). Para a produção 
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de butirato de etila foram colocados em micro tubos de plástico 0,01g de hidrogel de 

tamarindo + 80 UpNPB.g-1 de carga enzimática - ET2 (imobilizada em 24 horas), em 1mL 

do meio reacional contendo: hexano, etanol e ácido butírico. Para a produção de butirato 

de metila foram colocados em micro tubos de plástico 0,01g de hidrogel de tamarindo + 

80 UpNPB.g-1 de carga enzimática - ET2 (imobilizada em 24 horas), em 1mL do meio 

reacional contendo: hexano, metanol e de ácido butírico. Antes de cada novo ciclo o 

biocatalisador (hidrogel de tamarindo + ET2) foi lavado com hexano para a remoção de 

substratos que não reagiram. A mistura reacional foi submetida a agitação orbital de 

150rpm, a 25°C por doze ciclos consecutivos.  

 

3.2.9 Reuso do biocatalisador 

 

Após os procedimentos de esterificação realizados, os biocatalisadores 

recuperados contendo enzima de ET2 (TH/ET2) foram separados dos ésteres butirato de 

metila e etila, lavados com excesso de hexano, esperado evaporar o hexano 

completamente e armazenado em refrigerador, com temperatura de 5°C, com o objetivo 

de identificar a existência ou não de atividade enzimática, mesmo após a sua utilização 

em processos anteriores. Ao completar 120 dias foi realizado a primeira leitura de 

atividade enzimática no espectrofotômetro, em 150 dias foi realizado a segunda leitura 

do biocatalisador recuperado, em 180 dias a terceira leitura foi realizada, assim ocorreram 

as leituras de atividade de derivado a cada 30 dias, totalizando 180 dias de armazenamento 

do biocatalisador recuperado. A figura 8 demonstra as sete principais etapas realizadas 

para a construção do presente estudo. 

 

Figura 8.  Principais etapas realizadas durante o desenvolvimento do trabalho.  
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Fonte: Elaborado pelo autor. 

 

 

 

4 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

4.1 Efeito do tempo de contato na imobilização enzimática 

 

O estudo inicial, para avaliar o tempo de contato enzima-suporte, foi realizado 

com testes prévios utilizando o hidrogel de quitosana e o hidrogel de tamarindo com as 

enzimas CALB e ET2, com o objetivo de analisar a ligação mais eficiente para o derivado. 

As análises ocorreram em períodos distintos, sendo eles de: 1h, 5h, 24h, 48h e 72 horas, 

com carga enzimática de 80 UpNPB.g-1. Todas as soluções enzimáticas foram preparadas 

nas mesmas condições, sendo todos os suportes ativados com glutaraldeído. As 

combinações que obtiveram melhores resultados utilizando o suporte de quitosana foram: 

hidrogel de quitosana com a enzima ET2 foram bastante satisfatórios, como apresentados 

na figura 3. Na literatura é possível obter resultados importantes que comprovam que a 

combinação da quitosana com CALB é compatível e obtêm-se excelentes resultados de 

atividade enzimática, especialmente no período de imobilização enzimática de até 24 
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horas em agitação orbital, com a enzima ET2 não seria diferente, já que o hidrogel de 

quitosana se comporta como excelente suporte para imobilização enzimática, como 

demonstra o autor Pinheiro et al. (2019) em seu trabalho, assim como a pesquisa de Silva 

et al. (2012) e as análises do autor Adriano et al. (2005). 

No presente estudo, o suporte de quitosana/enzima CALB/glutaraldeído obteve 

um rendimento de imobilização em 1 hora e em 24 horas de 91% e 92%, e a máxima 

atividade do derivado de 13 Ug-1 e 13,2 Ug-1, respectivamente, de acordo com a tabela 1. 

Em contrapartida, o suporte de quitosana/enzima ET2/glutaraldeído obteve máxima 

atingida de atividade do derivado de 113,16 Ug-1 em 24 horas, demonstrando que a enzima 

Eversa® Transform 2.0 mostrou compatibilidade com o suporte (Figura 01). O suporte 

de hidrogel de quitosana é compatível com a CALB por diversos meios de imobilização 

enzimática, como diversos estudos relatam (URRUTIA et al., 2018) (DA S. MOREIRA 

et al., 2022) (DE SOUZA, TICIANE C. et al., 2020), entretanto, ainda existem poucos 

estudos que abordam a enzima Eversa® Tranform 2.0 e a quitosana (ALMEIDA, 

FRANCISCO LUCAS CHAVES et al., 2023) (FRAGA, FERNANDA CRISTINA et al., 

2019). Os resultados dos suportes imobilizados, as atividades dos derivados, bem como 

os efeitos de tempo de contato estão expostos na figura 9 e tabela 1. 

 

Figura 9.  Efeito da carga enzimática (Att, U.g -1) na imobilização de CALB em CHI; CALB em TH e ET2 

em CHI; ET2 em TH. Atividade do derivado (U.g-1) de CALB/CHI ( ); CALB/TH ( ); ET2/CHI ( ) e 

ET2/TH ( ). As linhas representam as tendências dos dados experimentais.  
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Fonte: Elaborado pelo autor. 

 

 

Tabela 1: Melhores condições de imobilização dos suportes: Hidrogel Quitosana + CALB, Hidrogel 

Quitosana + EVERSA, Hidrogel de Tamarindo + CALB e Hidrogel de Tamarindo + EVERSA 

 

Derivado 24h de Imobilização 

Hidrogel Quitosana + CALB 13,2 U.g-1 

Hidrogel Quitosana + ET2 113 U.g-1 

Hidrogel de Tamarindo + CALB 20,18 U.g-1 

Hidrogel de Tamarindo + ET2 82,26 U.g-1 

Fonte: Elaborado pelo autor. 

 

Os suportes de hidrogel de tamarindo/enzima CALB/glutaraldeído obtiveram 

uma atividade do derivado de 20,18 Ug-1 em 24 horas, demonstrando atividade superior 

quando comparado ao suporte de quitosana/CALB, entretanto, o hidrogel de 

tamarindo/enzima ET2/ glutaraldeído resultou em atividade ainda maior de derivado, de 

82,26 Ug-1, também em máxima atingida de 24 horas, evidenciando que o suporte de 
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hidrogel de tamarindo se mostrou mais compatível com a enzima ET2 do que com a 

enzima CALB, além de demonstrar que a quitosana é um ótimo suporte para o ET2, pois 

obteve-se resultados bastante satisfatórios para CHI/ET2/GLU. É possível observar um 

decaimento após o máximo de atividade de derivado ser atingido em 24 horas em todos 

os pontos estudados (CHI/CALB/GLU; CHI/ET2/GLU; TH/CALB/GLU e 

TH/ET2/GLU), isto deve-se pelo tempo de incubação longo aos quais foram submetidos, 

o que está diretamente ligado as interações enzima-suporte.  

A quitosana possui inúmeras aplicações, em campos farmacêuticos, industriais, 

de biomedicina, biotecnologia e dentre outros. Já é comprovado que suportes a base de 

quitosana (biocatalisadores) são excelentes em reações de imobilização enzimática, como 

no estudo que explorou a mistura da lipase A Candida antarctica (CALA) e CALB com 

o suporte de quitosana ativado com glutaraldeído obteve 46,01 Ug-1 de atividade do 

derivado em 1hora (DA S. MOREIRA et al., 2022).  

Outro estudo que utilizou a enzima CALB e o suporte de quitosana foi o de 

Pinheiro et al. (2019), neste o suporte possui como agente ativador a divinilsulfona (DVS) 

e apresentou atividade de 14.520, 37 Ug-1. Em um estudo mais recente, realizou análises 

de imobilização com quitosana, glutaraldeído imobilizando covalentemente em β-D-

galactosidase (βG), em esferas gelificante (WAHBA, 2023) que resultou em uma 

eficência de imobilização de 47,67%, já seu reuso após 77 dias resultou em 97,30% de 

atividade, constatando ótimo desempenho e estabilidade operacional. Já na imobilização 

da CALA em nanopartículas magnéticas revestidas com quitosana e ativadas com 

glutaraldeído (CALB-MNP), obtiveram resultados de atividade de derivado de 208,0 Ug-

1 e 84,1% de rendimento de imobilização (MONTEIRO; LIMA; et al., 2019; 

MONTEIRO; NETO; et al., 2019).  

O suporte de hidrogel de quitosana foi analisado para a descoloração de corantes 

sintéticos industriais na imobilização da enzima lacase da cepa Alcaligenes faecalis XFI 

de duas formas, uma foi utilizando o suporte em contas (CB) e o outro utilizando o suporte 

em esferas compostas de quitosana-argila (CCB), os resultados de imobilização foram: 

140 Ug-1 para CB e 151 Ug-1 de atividade de derivado (MEHANDIA; SHARMA; ARYA, 

2020). Um dos estudos o qual se baseou a preparação do hidrogel de quitosana do presente 

trabalho foi de SILVA et al. (2012), o qual é realizado a imobilização enzimática da CALB 

em hidrogéis de quitosana e quitosana-alginato, utilizando o glutaraldeído como agente 

ativador, os quais obtiveram resultados de atividade de derivado 5,95 Ug-1 e 4,46 Ug-1, 

respectivamente. Com base nas análises realizadas, é possível concluir que os resultados 
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obtidos foram bastante satisfatórios, uma vez que a atividade de derivado da lipase 

comercial imobilizada da Novozym 435 (529,72 ± 11,7 Ug-1), apresentado no trabalho de 

SILVA et al. (2012), e as atividades de derivados apresentadas no presente trabalho, 

utilizando tanto a CALB como a ET2 imobilizadas em hidrogel de tamarindo, obtiveram 

resultados excelentes, para TH/CALB 20,18 U.g-1 e para TH/ET2 82,26 U.g-1 em 24 horas 

de imobilização, identificando que o biocatalisador utilizado influencia 

significativamente na eficácia do processo de imobilização enzimática .  

Nos estudos anteriormente citados é possível constatar que os resultados de 

imobilização obtidos com a CALB/CHI/GLU foram satisfatórios e dentro do esperado 

para as análises, uma vez que o suporte utilizado neste trabalho foram hidrogéis e é 

possível que a diferença dos valores mencionados seja devido a biocompatibilidade entre 

o suporte e as enzimas, a carga enzimática, ao pH utilizado para imobilização ou 

temperatura, uma vez que as melhores condições são analisadas para cada tipo diferente 

de suporte e enzima, mas é passível de comparação por usarem componentes semelhantes, 

como é o caso das enzimas, a quitosana e o glutaraldeído em alguns trabalhos. 

No estudo de Sousa (2022) a enzima Eversa® Transform 2.0 (ET2) foi 

imobilizada em um suporte híbrido (biocatalisador) de quitosana e agarose (CHI/AGA), 

utilizando também glutaraldeído como agente ativador, foi concluído que o suporte e a 

enzima obtiveram atividade de derivado de 74,39 Ug-1 em temperatura de 25°C em 1 hora. 

Em um outro estudo recente de Santos (2023) também imobilizando ET2, mas em um 

suporte de nanopartículas magnéticas modificado com APTES e glutaraldeído, o 

resultado de atividade do derivado foi de 195,36 Ug-1 também em 1 hora. Quando 

comparado a enzima ET2 imobilizada em CHI no estudo, é perceptível a diferença de 

atividades, pois no trabalho foi constatado a atividade do derivado de 113,16 Ug-1 em 24 

horas em 25°C, sendo um resultado superior ao encontrado em estudos recentes. Não foi 

possível encontrar artigos científicos que se assemelhem ao trabalho até o presente 

momento, apenas comparado ao hidrogel de quitosana que, devido a isso, a comparação 

da ET2 em suporte de hidrogel de tamarindo ativado em glutaraldeído, que resultou em 

atividade de derivado de 82,26 Ug-1, considera-se como uma resposta satisfatória quando 

comparado a estudos semelhantes que fazem uso das enzimas estudadas (CALB e ET2). 

Os suportes de hidrogéis utilizados em imobilização enzimática fazem uso das 

ligações covalentes, as quais evitam o risco de lixiviação enzimática e mantem a 

estabilidade da enzima, estabelecendo ligações covalentes entre a superfície da enzima e 

matriz principal do hidrogel, em que podem ser grupos funcionais como aldeído, grupos 
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amino, agarose, dextrano, carboxila e dentre outros (MEYER, JOHANNA; MEYER; 

KARA, 2022). A imobilização covalente mais conhecida em pesquisas científicas trata-

se da reticulação do glutaraldeído, pois este agente ativador é solúvel em solventes 

aquosos, além de formar interligações e intraligações subcovalentes, o suporte de hidrogel 

ativado com glutaraldeído auxilia na formação de interações covalentes, uma vez que o 

grupo aldeído do GLU liga-se com o grupo amina da quitosana, bem como o grupo amina 

do hidrogel de tamarindo e com o grupo amina da enzima (ALARCON-ANGELES; 

ÁLVAREZ-ROMERO; MERKOÇI, 2018).  

O efeito do tempo de contato depende diretamente do suporte e da enzima 

utilizada, é retratado que a CALB imobilizada em nanopartículas magnéticas geralmente 

apresenta tempo de contato curto, como 1 ou 2 horas (MARIA CRISTIANE MARTINS 

DE SOUZA, 2013). No presente trabalho, a quitosana foi ativada com glutaraldeído em 

2 horas a 25°C e a atividade de derivada só atingiu o máximo em 24 horas em todos os 

pontos. Baseado nos resultados atingidos, a elevada atividade de TH/ET2/GLU serviu 

como resultado inicial a ser realizado nos estudos seguintes, utilizando o tempo de contato 

de 24 horas. 

 

 4.2 Efeito da concentração de substratos 

 

Os biocatalisadores produzidos com o uso das enzimas lipases possuem a função 

de acelerar reações químicas, bem como otimizar o meio reacional (ISAMAYRA 

GERMANO DE SOUSA, 2022). As enzimas lipases imobilizadas favorecem na 

diminuição de fatores desfavoráveis, os quais prejudicam as condições do procedimento, 

tais fatores são: inibição do procedimento devido as elevadas concentrações das 

substâncias envolvidas e o declínio da estabilidade, permitindo que o meio reacional 

permaneça insolúvel e estável (SUGAHARA; VARÉA, 2014) (ZHANG, Dong-Hao; 

YUWEN; PENG, 2013). Outros fatores também influenciam diretamente nas 

características físico-químicas para a produção dos ésteres butirato de metila e etila, além 

de afetar também nas reações de síntese de conversão, por isso são necessárias pesquisas 

e análises destes fatores: razão molar, temperatura de reação, concentração de substratos, 

velocidade de agitação e dentre outros.  

A figura 10 apresenta o perfil para a conversão dos ésteres butirato de metila e 

etila, em que as maiores conversões obtidas de ambos foram nas primeiras análises, 86, 

38% de conversão em butirato de metila e 86,76% de conversão para butirato de etila, nas 
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condições de 0,2 mol/L de substratos, em razão molar 1:1 e em 8 horas de reação 

(SOUZA, M. C. M., 2013; SOUZA, M. C. M. de et al., 2017). Com o aumento das 

concentrações molares, houveram o declínio nas conversões, para butirato de metila em 

1,0 mol/L a conversão foi de 52,52%, já para butirato de etila em 1,0 mol/L foi de 51,99%. 

As menores concentrações de álcoois e de ácido butírico, bem como as maiores 

concentrações de hexano no meio reacional, inicialmente, proporcionaram o aumento 

para a conversão de ácido butírico para ambos os ésteres, butirato de metila e etila. 

Ocorrendo o aumento dos álcoois e do ácido butírico, consequentemente ocasionando a 

diminuição do hexano, houveram quedas na síntese de conversão dos ésteres. Isto pode 

ser explicado devido o hexano ser um alcano bastante volátil, quanto menor sua 

concentração, menor também foram as conversões. O hexano não faz ligações com 

metanol, devido ao metanol ser uma molécula polar e o hexano apolar, sendo então 

imiscíveis em estado líquido, já o etanol é miscível em hexano, isso porque o etanol é 

composto por partes apolares e polares, sendo pouco, mas solúvel em hexano 

(ADLERCREUTZ, 2013) (GHORI; IQBAL; HAMEED, 2011) (TJØRNELUND et al., 

2023). Os álcoois também são relatados como inibidores das enzimas, podendo haver a 

desnaturação da enzima, o que reduz a atividade enzimática (XU, Yan et al., 2002).  

 

Figura 10.  Efeito da concentração de substratos na conversão dos ésteres butirato de metila ( ) e butirato 

de etila ( ). As reações foram conduzidas por uso de TH/ET2/GLU, atividade determinada utilizando p-

NPB (Carga enzimática: 80 UpNPB.g-1), a 25°C, 150 rpm, hexano, concentrações molares de 0,2 mol/L; 

0,4 mol/L; 0,6 mol/L; 0,8 mol/L e 1,0 mol/L, em 8 horas de reação. Volume reacional de 1,0 mL (ácido 

butírico; (metanol/etanol); hexano). Massa de biocatalisador TH/ET2 de 0,01g. 
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Fonte: Elaborado pelo autor. 

 

Já a enzima e o hexano aumentam a rigidez e possuem boa estabilidade, o 

número de ligações de hidrogênio das enzimas aumentam na presença de hexano, mas 

quando o hexano não encontra-se presente, ocorrendo a evaporação, as ligações de 

hidrogênio formadas podem desnaturar parcialmente as estruturas das enzimas(VAHIDI 

et al., 2023). A maior parte das mudanças eletrostáticas que ocorrem nas lipases são 

distantes do sítio ativo, o que favorece na preservação funcional quando estas se 

encontram em hexano, pois entre eles existem apenas interações hidrofóbicas, não 

alterando significativamente a estrutura ou o sítio ativo da enzima (WANG, SHIHUI et 

al., 2016). 

Os resultados obtidos também podem ser explicados pela ligação entre o 

substrato e a enzima, os quais devem se ligar corretamente para que sejam eficazes. Com 

o aumento da concentração de substratos, acarreta o aumento de tentativas de ligação 

entre as moléculas do substrato com a enzima, tornando o complexo substrato-enzima 

ineficaz e desacelerando a reação (YADAV; DEVI, 2004). Ou seja, com o aumento das 

concentrações de substratos consequentemente ocasionam na diminuição das conversões, 

que em muitos estudos apontam este efeito devido ao acumulo de água durante a reação, 
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que podem promover reação de hidrólise reversa (RODRIGUEZ-NOGALES; ROURA; 

CONTRERAS, 2005) (CHOWDARY; RAMESH; PRAPULLA, 2000) (DAVE; 

MADAMWAR, 2006), além da imobilização enzimática ser eficaz contra a inibição dos 

álcoois em concentrações elevadas, pois o álcool consegue atuar como inibidor terminal 

na síntese de ésteres que possuem o comprimento de cadeia longa (CHEN, JYH-PING, 

1996). 

No presente estudo pode-se concluir que o efeito de inibição aconteceu com o 

aumento das concentrações de substratos, o que é verificado pela elevada solubilidade 

dos álcoois presentes no meio reacional. Outros estudos também comprovam os 

resultados obtidos, como o de (DIAS, SUZANA F. et al., 1991) (CHEN, JYH-PING, 

1996) e (SOUZA, M. C. M. de et al., 2017), os quais obtiveram resultados similares, 

mesmo não fazendo uso da mesma enzima analisada no presente trabalho. Os estudos 

enfatizam que a imobilização da enzima lipase Candida rugosa, utilizando hexano como 

solvente, sendo imobilizada em suporte de poliuretano, obteve conversão satisfatória de 

butirato de etila em concentração de 0,3 mol/L, com conversão de 76% (DIAS, Suzana F. 

et al., 1991).  

No estudo de Chen (1996), é demonstrado a imobilização da enzima lipase 

Candida cylindracea, em suporte de aprisionamento em géis hidrofóbicos, utilizando 

também o hexano como solvente, para a produção de butirato de etila, sendo atingida na 

concentração de 0,4 mol/L, com aproximadamente 100% de conversão, na qual ocorreu 

a diminuição após quinze ciclos, o que reteve a atividade inicial em 70% (CHEN, JYH-

PING, 1996). Já no estudo o qual foi baseado o presente trabalho, a CALB imobilizada 

em nanopartículas magnéticas, utilizando o heptano como solvente, a melhor conversão 

de butirato de etila foi obtida na concentração de 0,4 mol/L, com conversão de 97% 

(SOUZA, M. C. M. de et al., 2017).  

 

 4.3 Efeito da razão molar (álcool:ácido / ácido:álcool) 

 

Os hidrogéis possuem características variadas, uma delas é a de ajustar seu 

volume quando é submetido a estímulos, sendo estes físicos ou químicos, como luz, pH, 

temperatura, enzima, campo magnético e dentre outros, utilizando combinações de 

reticulantes e de copolímeros além de serem adaptáveis mecânica e quimicamente 

(MUNIM; RAZA, 2019) (MUNIM; RAZA, 2019) (HEMMATI; GHAEMY, 2016). A 

porção hidrofílica a qual os hidrogéis possuem, os auxiliam na absorção de fluidos, 
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fazendo com que seu volume seja expandido, esse processo é denominado inchaço e esse 

inchaço varia de acordo com os grupos hidrofílicos presentes ou não nos hidrogéis, 

ocasionando o aumento de densidade e causando nível de equilíbrio (MURARIU; 

DUBOIS, 2016) (ZHAN; CHU, 2002) (MEENA; SINGH; WARKAR, 2023). 

Os solventes orgânicos são conhecidos como agentes desnaturantes, isto 

acontece devido a forte tendência em destruir a estrutura de uma proteína, além de 

interromperem as interações com moléculas de água, tendo alta capacidade de 

solubilização, causando a modificação de toda a estrutura tridimensional da proteína 

(WU, XIAOLING; YANG; GE, 2017). Com o objetivo de evitar esta desnaturação 

proteica ou inativação da enzima, a imobilização de enzimas em suportes sólidos é bem 

aceita (BAYRAMOGLU et al., 2022). Devido ao efeito pequeno na desnaturação de 

proteínas e sua taxa de hidrofobicidade, o solvente orgânico hexano foi utilizado para a 

produção de butirato de metila e etila (KERAMATI; FERDOWSI; ZAMIR, 2021) 

(GRAVEL et al., 2021), além de ser comprovado que a hidrofobicidade dos solventes 

orgânicos afeta as atividades enzimáticas (JIN et al., 2012). 

Realizado os estudos de imobilização, o melhor tempo obtido para TH/ET2/GLU 

sendo em 24 horas, foram iniciados os processos de investigação das reações de 

esterificação para a produção dos ésteres butirato de etila e butirato de metila. 

Inicialmente foram mantidos os melhores resultados obtidos nos estudos de (MARIA 

CRISTIANE MARTINS DE SOUZA, 2013) para investigação inicial da razão molar de 

cada processo de esterificação, as amostras foram submetidas a 25°C, a 150 rpm, no 

período de 8 horas. 

 A princípio, a concentração de ácido butírico permaneceu constante, variando 

apenas as concentrações de álcool, em seguida a concentração de álcool permaneceu 

constante, variando desta vez apenas as concentrações de ácido. A figura 11 apresenta o 

perfil de influência exercida nas diferentes razões molares durante a conversão de butirato 

de metila e butirato de etila, o máximo de conversão obtida foi alcançado com a variação 

de álcool:ácido, no qual variou-se apenas o álcool e o ácido permaneceu-se constante. 

 

Figura 11.  Efeito da carga razão molar (álcool:ácido) na reação de esterificação para a produção dos ésteres 

butirato de metila e butirato de etila. Perfil da variação de álcool ( ) e de ácido ( ) para butirato de metila. 

Perfil da variação de álcool ( ) e de ácido ( ) para butirato de etila. As reações foram conduzidas por uso 

de TH/ET2/GLU, atividade determinada utilizando p-NPB (Carga enzimática: 80 UpNPB.g-1), a 25°C, 150 

rpm, hexano, em 8 horas de reação, 1:5 (butirato de metila), 1:3 (butirato de etila). Volume reacional de 1,0 

mL (ácido butírico; (metanol/etanol); hexano). Massa de biocatalisador TH/ET2 de 0,01g. 
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Fonte: Elaborado pelo autor. 

 

Para a conversão de butirato de metila ( ) a melhor razão molar foi de 1:5 com 

uma taxa de conversão de 91,77%, já para o butirato de etila ( ) a melhor razão molar foi 

de 1:3 com uma taxa de conversão de 88,45%. O excesso de álcool não apresentou 

alterações significativas durante a síntese dos ésteres. No entanto, o excesso de ácido 

reduziu a taxa de conversão dos ésteres, para a produção de butirato de metila a conversão 

chegou a taxa de diminuição de 51,37% e para a conversão de butirato de etila a conversão 

chegou a 46,46%. Todas as primeiras conversões obtidas de 1:1 resultaram em valores 

satisfatórios, tanto na variação de álcool:ácido, como ácido:álcool, variando entre 86% a 

88% de conversão.  

O equilíbrio das reações de esterificação pode ser conseguido pela adição em 

excesso de ácido, álcool ou até mesmo a remoção de algum componente presente na 

mistura reacional (SINGH, NISHA; RAJ KUMAR; SACHAN, 2013) (ERGAN; TRANI; 

ANDRÉ, 1991). Para garantir o melhor rendimento das taxas de conversão é necessário 

que a reação tenha uma proporção molar de substratos apropriada, ou seja, caso exista o 

aumento expressivo tanto do etanol como do ácido butírico, ambos seriam inibidores 

durante a reação, ou seja, o excesso de ácido butírico ou de álcool promovem uma inibição 
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do substrato, o que evidencia que quando existe proporções molares maiores do que o 

esperado, as taxas de conversão diminuem (PIRES-CABRAL; DA FONSECA; 

FERREIRA-DIAS, 2009) (SHU et al., 2011). 

As reações de esterificação são reversíveis, devido a isso as taxas de conversão 

são explicadas na prática, em que quando ocorre o aumento proporcional de álcool e ácido 

butírico, a reação pode ser conduzida até a conclusão, ou seja, com o aumento do álcool 

a conversão para ácido butírico também aumenta e logo depois diminui, sendo assim é 

necessário que os reagentes estejam em proporções equimolares, conforme a 

estequiometria da reação, mas para que ocorra a máxima de conversão um dos reagentes 

deve estar em excesso (DANGE; SHARMA; RATHOD, 2014) (ROMERO; CALVO; 

ALBA; DANESHFAR; et al., 2005; ROMERO; CALVO; ALBA; HABULIN; et al., 

2005).  

Quando existe o aumento expressivo da concentração de álcool ocorre a 

formação de ligações das moléculas de álcool com a enzima, o que dificulta a formação 

de ligações do ácido, consequentemente ocorre a diminuição da conversão do ácido 

butírico, pois toda a reação estará limitada com a quantidade de ácido presente ao redor 

da enzima (DANGE; KULKARNI; RATHOD, 2015) (NORDBLAD; ADLERCREUTZ, 

2008). Os resultados das análises de razão molar indicaram que a conversão máxima de 

equilíbrio atingida do ácido butírico foi eficaz quando houve o aumento de álcool, em que 

a maior eficiência foi atingida 1:5 para o butirato de metila e em 1:3 para butirato de etila, 

com ambas as concentrações molares de 0,2 mol/L.  

 

 4.4 Efeito do tempo de reação 

 

As análises realizadas para o efeito do tempo de conversão são apresentadas na 

figura 12, na qual é possível identificar que os ésteres obtiverem melhor resultado no 

período de 4 horas, com conversão de 90,70% para butirato de metila e 90,05% para 

butirato de etila, sendo as conversões mais elevadas da análise do tempo. No período de 

1 hora houve uma aproximação nos melhores valores de conversão analisados em 4 horas, 

para butirato de metila em 1 hora a conversão foi de 89,90% e para butirato de etila no 

mesmo período foi de 89,47%. Passada as 4 horas, foi possível identificar uma queda 

considerável nas conversões, identificando que a partir dos valores coerentes das 

concentrações de substratos e razões molares, foi possível obter valores elevados em 4 

horas de conversão, até o presente período do estudo.  
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O estudo do tempo dispõe de uma análise de desempenho da enzima ao passo 

em que a reação progride, obtendo assim o menor tempo necessário para a realização da 

conversão. Em alguns estudos é identificado o forte relato que as reações de esterificação 

das análises do efeito de tempo estão diretamente relacionadas a temperatura, a 

imobilização ou não das enzimas utilizadas para a formação de ésteres e até mesmo das 

metodologias aplicadas para as reações. No estudo de Kaur, Mehta e Gupta (2019) foi 

analisado a síntese do butirato de metila catalisada pela enzima lipase Aspergillus 

fumigatus, em que obteve-se um valor de conversão de 86%, em 16 horas a 40°C, não 

havendo aumento de conversão com o passar do tempo, o que evidencia que o menor 

tempo necessário para o melhor rendimento já foi obtido.  

Semelhante ao estudo apresentado, a síntese de butirato de etila catalisadas pelas 

enzimas lipases CALA e CALB foram analisadas, em que estas foram imobilizadas em 

nanopartículas magnéticas, em condições de 45° e em 6 horas o valor de conversão de 

CALA foi de 99,2%, já para CALB o valor foi de 97,7%, nas mesmas condições Monteiro 

e Lima; et al. (2019) Monteiro et al. (2019). No trabalho de Friedrich et al. (2013), a 

CALB imobilizada em esferas de estireno-divinilbenzeno (MCI-CALB), foram 

submetidas a reações de esterificação na síntese de butirato de etila, apresentado 

conversão de 85%, em 37°C, em 1 horas e 30 minutos. 

 

Figura 12.  Efeito do tempo de reação na síntese de conversão dos ésteres butirato de metila ( ), butirato 

de etila ( ), butirato de metila – livre ( ) e butirato de etila – livre ( ). As reações foram conduzidas por 

uso de TH/ET2/GLU, atividade determinada utilizando p-NPB (Carga enzimática: 80 UpNPB.g-1), a 25°C, 

150 rpm, hexano, concentrações molares de 0,2 mol/L, razão molar de 1:5 para butirato de metila e 1:3 para 

butirato de etila, nos períodos de 2, 4, 6, 8, 10 e 12 horas de reação. Volume reacional de 1,0 mL (ácido 

butírico; (metanol/etanol); hexano). Massa de biocatalisador TH/ET2 de 0,01g.  

 



 

53 

 

2 4 6 8 10 12
80

82

84

86

88

90

92

94

96

98

100
  Butirato de Metila

  Butirato de Metila - Livre

  Butirato de Etila

  Butirato de Etila - Livre

Tempo (h)

C
o

n
v
e
rs

ã
o

 d
e
 á

c
id

o
 b

u
tí

ri
c
o

 (
%

)

 

Fonte: Elaborado pelo autor. 

 

 

No estudo de Rodriguez-Nogales, Roura e Contreras (2005) a porcentagem 

conseguida na reação de esterificação do butirato de etila foi de 72,9%, em 96 horas e em 

34° C, utilizando a lipase imobilizada de Candida antarctica. Em outro estudo da 

produção de butirato de etila, com a enzima lipase imobilizada de Candida rugosa em 

suporte de tecido de algodão, o maior rendimento de conversão obtido foi de 70,6% em 

97 horas em 25°C (SHU et al., 2011). É possível identificar que as conversões levaram 

tempos maiores para atingir uma taxa de conversão elevada, mesmo em temperaturas 

razoáveis, isto se deve a diversos fatores, como o suporte a qual foram imobilizadas, as 

concentrações adequadas de enzima e substratos, os solventes utilizados e dentre outros. 

Em um estudo comparativo, no qual não se utilizou de imobilização enzimática 

e sim de um reator isotérmico, no qual se deu pelo método de esterificação assistida por 

ultrassom do butirato de metila, obteve a conversão de 91,64%, em 2 horas de reação e 

em 69,85°C, levando menos tempo e maior temperatura para atingir uma ótima taxa de 

conversão (DANGE; SHARMA; RATHOD, 2014; DANGE; KULKARNI; RATHOD, 

2015), o estudo demonstra que metodologias de aplicações distintas para a produção de 
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ésteres podem interferir em uma conversão rápida, sendo especialmente eficaz para 

industrias.  

A imobilização da enzima ET2 em hidrogel de tamarindo mostrou uma 

conversão um pouco menor em butirato de metila e butirato de etila em comparação à 

enzima livre. Para o butirato de metila, a enzima livre apresentou uma conversão maior 

ao longo do tempo, enquanto para o butirato de etila, a diferença foi menor, mas a enzima 

livre ainda foi ligeiramente mais eficiente. Em resumo, a enzima livre demonstrou um 

desempenho um pouco melhor na conversão, embora a imobilização possa trazer outras 

vantagens, como maior estabilidade e reutilização. A enzima imobilizada mostra maior 

resistência em ambientes desfavoráveis, enquanto a enzima livre apresenta melhor 

desempenho apenas em condições ideais. Assim, o ambiente impacta diretamente a 

eficiência de conversão de ésteres para ambas as enzimas. 

O resultado obtido no presente trabalho, nas sínteses de butirato de metila e etila 

com a enzima Eversa® Transform 2.0 imobilizada em um suporte de hidrogel de 

tamarindo, obteve um desempenho ótimo, quando comparado aos estudos mencionados 

anteriormente, estando de acordo com a literatura, apresentando em um período de tempo 

de apenas 4 horas e em apenas 25°C, com uma taxa de conversão elevada.  

 

 4.5 Efeito da temperatura 

 

Durantes as análises do efeito da temperatura sobre a conversão de ácido butírico 

por TH/ET2/GLU no período de 4 horas, é mostrado na figura 13 os valores das 

conversões analisadas nas temperaturas de 15°C, 25°C, 35°C, 45°C e 50°C. As 

conversões de butirato de metila e butirato de etila obtiveram resultados similares, 

apresentando seu valor máximo na temperatura de 25°C, com valores de conversão sendo 

85,45% e 86%, respectivamente. Não houveram reduções drásticas das conversões, 

estando nas variações de 83% a 86%, não tendo aumento e diminuições expressivas, uma 

vez em que os menores valores de conversão foram obtidos em 15°C para os dois ésteres, 

para butirato de metila 83,81% e para butirato de etila 85%. Todos as análises realizadas 

até então já estavam sendo investigadas na temperatura de 25°C, devido ao estudo 

principal a qual o presente trabalho foi baseado, em que o resultado de conversão para 

ambos os ésteres foi de 25°C com a enzima CALB imobilizada em nanopartículas 

magnéticas, utilizando heptano como solvente (SOUZA, M. C. M., 2013; SOUZA, M. C. 

M. de et al., 2017).  
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Em reações catalisadas por lipase, a temperatura é um fator determinante para 

conseguir a estabilidade térmica e resultados satisfatórios de conversões. Mesmo que em 

alguns estudos comprovem que com o aumento da temperatura existe o aumento das taxas 

de conversão, é também comprovado que estas reações quando envolvem enzimas 

provocam a diminuição da estabilidade das enzimas, além desse aumento de temperatura 

provocar a inativação da enzima (ROMERO et al., 2005) (FORESTI; FERREIRA, 2007). 

Com o aumento da temperatura também ocorre o redirecionamento dos coeficientes de 

difusão dos substratos para o sítio ativo da enzima, o que ocasiona o aumento da 

solubilidade dos substratos nos fluidos supercríticos, consequentemente acontece o 

crescimento da energia do sistema e a taxa de reação (VARMA; MADRAS, 2008). 

 

 

Figura 13.  Efeito da temperatura na síntese de conversão dos ésteres butirato de metila ( ) e butirato de 

etila ( ). As reações foram conduzidas por uso de TH/ET2/GLU, atividade determinada utilizando p-NPB 

(Carga enzimática: 80 UpNPB.g-1), em temperaturas de 15°C; 25°C; 35°C; 45°C e 50°C, 150 rpm, hexano, 

concentrações molares de 0,2 mol/L, razão molar de 1:5 para butirato de metila e 1:3 para butirato de etila, 

no período de 4 horas. Volume reacional de 1,0 mL (ácido butírico; (metanol/etanol); hexano). Massa de 

biocatalisador TH/ET2 de 0,01g.  
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Fonte: Elaborado pelo autor. 
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A reação de esterificação é uma reação fortemente exotérmica, o aumento da 

temperatura influencia no aumento da taxa de reação, ou seja, ocorre uma maior liberação 

de energia para o ambiente, especialmente quando os produtos utilizados forem voláteis 

(LI, CHENGHAO et al., 2022). Como o ponto de ebulição do metanol é de 64,6°C 

(PUBCHEM, 2004b) e do etanol 78,5°C (PUBCHEM, 2004a), se a temperatura se 

encontrar excessivamente alta, acontece a evaporação dos reagentes, especialmente o 

metanol, mesmo existindo o equilíbrio das ligações entre os substratos e produtos com a 

enzima. O que evidencia que a reação que possui metanol evapora mais rapidamente do 

que a que contem etanol, o que significa que as temperaturas elevadas influenciam nas 

colisões bem-sucedidas que ocorrem durante as conversões, bem como auxilia na redução 

de viscosidade, mesmo existindo a possibilidade de aumento da dissociação ácida e 

solubilidade, que podem afetar diretamente as reações de esterificação (DANGE; 

SHARMA; RATHOD, 2014) (OZYILMAZ; GEZER, 2010). Quando a temperatura 

encontra-se excessiva, é ocasionado a diminuição das taxas de conversão, isso ocorre 

devido as vibrações emitidas, que são consequências causadas pelo movimento da 

enzima, que interfere na formação das ligações de hidrogênio, o qual é um fator 

determinante para o desdobramento da enzima, que causa alteração na conformação 

tridimensional da mesma, ocasionando a desnaturação, a qual inativa a enzima (VARMA; 

MADRAS, 2008).  

O autor Paludo et al. (2015) avaliou os parâmetros para a síntese de butirato de 

etila catalisada pela enzima Lipozyme TL-IM, via ultrassom, apresentou resultado ótimo 

em 30°C, com taxa de confiança de 95%. Já no estudo de Oliveira et al. (2019), o qual 

realiza as sínteses dos ésteres de butirato de metila e etila, a partir da imobilização 

enzimática da lipase Rhizomucor miehei no suporte de quitosana, utilizando heptano 

como solvente, em que ambos os ésteres obtiveram taxas elevadas de conversão em 25°C, 

no qual enfatiza que a temperatura elevada também pode provocar restrições em 

movimentos e a consequência da não formação de ligações covalentes entre enzima e 

suporte (DAVE; MADAMWAR, 2008). Os resultados citados estão em concordância com 

as análises realizadas, pois foram obtidos baixos valores de conversão quando já atingidos 

o pico máximo, com o aumento da temperatura ocorreu a diminuição, caso fosse dado 

continuidade, a partir dos estudos considerados, haveria uma queda significativa nas taxas 

de conversão.  
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 4.6 Efeito da velocidade de agitação 

 

A velocidade de agitação foi analisada em agitação orbital de 50 rpm; 100 rpm; 

150 rpm; 200 rpm e 250 rpm, sobre a conversão de ácido butírico por TH/ET2/GLU no 

período de 4 horas, em temperatura de 25°C, de acordo com estudos já estabelecidos. A 

figura 14 identifica a influência da agitação na síntese de butirato de metila e etila, é 

identificado que para o butirato de metila a taxa de conversão foi de 85,91% em 200 rpm, 

já para o butirato de etila a taxa de conversão foi de 86,45% em 150 rpm. As demais 

velocidades não houve conversões maiores, permanecendo constantes entre as taxas de 

conversão, variando entre 84% a 86% para ambos os ésteres. Devido a não alteração 

considerável entre as velocidades de agitação, discutiu-se ser apropriado permanecer em 

150 rpm, visto que a mesma agitação orbital já foi considerada adequada para produção 

dos mesmos ésteres utilizando CALB imobilizada em nanopartículas magnéticas 

(SOUZA, M. C. M., 2013; SOUZA, M. C. M. de et al., 2017) e para a produção do éster 

oleato de etila, imobilizada em ET2 em nanopartículas magnéticas (SANTOS, 2023).  

 

Figura 14.  Efeito da velocidade de agitação na síntese de conversão dos ésteres butirato de metila ( ) e 

butirato de etila ( ). As reações foram conduzidas por uso de TH/ET2/GLU, atividade determinada 

utilizando p-NPB (Carga enzimática: 80 UpNPB.g-1), em temperaturas de 25°C, em agitação orbital de 50 

rpm; 100 rpm; 150 rpm; 200 rpm e 250 rpm, hexano, concentrações molares de 0,2 mol/L, razão molar de 

1:5 para butirato de metila e 1:3 para butirato de etila, no período de 4 horas. Volume reacional de 1,0 mL 

(ácido butírico; (metanol/etanol); hexano). Massa de biocatalisador TH/ET2 de 0,01g.  
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Fonte: Elaborado pelo autor. 

 

Algumas inferências externas de transferências de massa podem vir a surgir ao 

serem analisadas reações que envolvem sistemas enzimáticos imobilizados (YADAV; 

DEVI, 2004). É perceptível que, ao aumentar a velocidade de agitação a taxa de conversão 

também aumenta até atingir o seu máximo, que após atingir a taxa ocorre a redução da 

conversão (FORESTI; ERRAZU; FERREIRA, 2005). A influência da velocidade de 

agitação na transferência de massa pode ser explicada por ter ocorrido uma diminuição 

de resistência à transferência de massa com o aumento da agitação orbital, por isso ocorre 

o aumento da conversão até atingir o seu ponto máximo (DANGE; KULKARNI; 

RATHOD, 2015).  

Ao serem submetidas a velocidade de agitação orbital superiores, as partículas 

de biocatalisador são espalhadas na fase líquida, fazendo com que se prendam a parede 

do micro tubo, onde está ocorrendo a reação, o que torna-se limitada a carga efetiva do 

biocatalisador (GARLAPATI; BANERJEE, 2013). Como não houveram diferenças 

significativas nas taxas de conversões, é possível afirmar que a transferência de 

resistência externa foi irrelevante nas velocidades de agitação de 200 rpm e 250 rpm, não 

existindo limitação externa de transferência de massa (DE OLIVEIRA et al., 2019). 
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Portanto, a velocidade de agitação de 150 rpm foi selecionada como ótima para os 

próximos estudos de esterificação.  

 

4.7 Estabilidade operacional  

 

Todos as análises realizadas até o momento proporcionaram as condições a 

serem aplicados na estabilidade operacional, afim de identificar os valores de conversões 

dos ésteres butirato de metila e etila, além da estabilidade da enzima imobilizada em 

hidrogel de tamarindo, mesmo após 30 ciclos de reação de reutilização consecutivas do 

mesmo material. A análise da estabilidade operacional se deu com a reutilização do 

biocatalisador, utilizando 0,01g de TH/ET2/GLU, em 4 horas de reação, a 25°C, em 150 

rpm, em concentrações molares de 0,2 mol/L, razão molar de 1:5 para butirato de metila 

e 1:3 para butirato de etila, utilizando hexano como solvente, o volume reacional foi de 

1mL (ácido butírico; (metanol/etanol); hexano).  

A figura 15 apresenta os resultados de conversão obtidos na síntese de butirato 

de metila e butirato de etila, a conversão máxima atingida na produção de butirato de 

metila foi de 88,38% no 4° ciclo, já para a produção de butirato de etila a maior conversão 

foi de 87,23% logo no 2° ciclo, sendo as melhores condições analisadas para ambos os 

ésteres. A maior queda observada nos valores de conversão foram de: 84,56% no 12° ciclo 

e com o valor semelhante no 20° a conversão foi de 84,42%, sendo os menores valores 

observado para butirato de metila, no 9° ciclo foi observado o valor de conversão de 

84,58% para butirato de metila, sendo o menor valor observado. Entretanto, não houve 

alterações significativas nos demais ciclos, variando entre 84,4% a 86%, não havendo 

quedas bruscas e aumentos repentinos, mantendo-se estáveis ao longo das 30 reutilizações 

de um mesmo biocatalisador. 

O principal fator a ser empregado na enzima é a sua possível imobilização, isso 

porque é a partir dos diferentes métodos e materiais de imobilização que é possível 

realizar a recuperação das enzimas, com o objetivo de manter a estabilidade operacional 

da enzima (MARTINS et al., 2014). Essa reutilização consecutiva só é possível quando 

ocorre a imobilização dessas enzimas, a qual permite que fiquem ativas por longos 

períodos de tempo, mesmo as enzimas sendo sensíveis a alterações ambientais (ZAAK et 

al., 2017), o que pode favorecer as aplicações industriais, sendo economicamente viáveis 

e ecologicamente corretas. As lavagens do biocatalisador utilizando hexano auxilia para 

a remoção do excesso de substrato ou produtos presentes no interior dos biocatalisadores, 
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quando essa remoção não é efetiva, ou a lavagem é realizada apenas com água destilada, 

a inativação rápida da enzima se torna mais suscetível a ocorrer (MARTINS et al., 2011). 

No estudo, o hexano foi utilizado durante todo o período de análise operacional, tanto na 

reação como solvente, junto com ácido butírico, etanol, metanol e TH/ET2, como nas 

lavagens a cada novo reciclo.  

 

Figura 15.  Estabilidade operacional na síntese de conversão dos ésteres butirato de metila ( ) e butirato 

de etila ( ). As reações foram conduzidas por uso de TH/ET2/GLU, atividade determinada utilizando p-

NPB (Carga enzimática: 80 UpNPB.g-1), em temperaturas de 25°C, em 150 rpm, hexano, concentrações 

molares de 0,2 mol/L, razão molar de 1:5 para butirato de metila e 1:3 para butirato de etila, no período de 

4 horas. Volume reacional de 1,0 mL (ácido butírico; (metanol/etanol); hexano). Massa de biocatalisador 

TH/ET2 de 0,01g.  
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Fonte: Elaborado pelo autor. 

 

O estudo de Monteiro et al. (2019) é apresentado os resultados da síntese de 

butirato de etila utilizando as enzimas CALA e CALB, imobilizadas em nano partículas 

magnéticas (MNP), a análise da estabilidade operacional deu-se em 6 horas, em 45°C, em 

150 rpm e em 10 ciclos consecutivos, obtendo resultado de taxa de conversão de 99,2% 

para CALA-MNP e 97,5% para CALB-MNP, mantendo-se estáveis após as maiores taxas 
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serem atingidas, sem perdas expressivas. No trabalho de Shu et al. (2011) foi avaliado a 

produção de butirato de etila a partir da enzima Candida rugosa imobilizada em tecido 

de algodão, utilizando ciclohexano, em que a estabilidade operacional foi avaliada em 12 

ciclos consecutivos, sendo mantido a taxa de conversão nos 12 ciclos entre 83-92%, sem 

perdas relevantes na eficiência de conversão.  

No trabalho de Remonatto et al. (2018) foi utilizado ET2 imobilizada em 

Sepabeads – C18 para a produção de oleato de etila, utilizando óleo de girassol e hexano 

como solvente, em 3 horas de reação a 40°C, em que foram realizados quatro ciclos, em 

que os três primeiros apresentaram atividade residual entre 100% a 90%, sendo mantido 

75% da atividade residual ao final dos ciclos, apresentando queda apenas no 4° ciclo de 

reação. Já em seu estudo mais recente Remonatto et al. (2022) é realizado a imobilização 

das enzimas ET e ET2, também no suporte hidrofóbico de Sepabeads-C18 e utilizando 

óleo de girassol para a produção de ésteres etílicos, os resultados para ET nos ciclos foram 

atingidos logo no 2°, com atividade residual máxima em 98%, permanecendo com queda 

leve até o 6° ciclo, já para ET2 na produção de éster etílico a atividade residual máxima 

também foram nos dois primeiros ciclos, entretanto, houve uma queda expressiva no 3° 

ciclo, apresentando 20% de atividade residual, todos as análises foram realizadas em 3 

horas de reação, isento de qualquer tipo de solventes.  

No estudo de Brandão Júnior et al. (2023) foi utilizado a enzima ET2 imobilizada 

em nanopartículas magnéticas para a produção de ésteres, a partir de óleos vegetais, 

obteve resultado de conversão máxima no 3° ciclo, obtendo 82,2% de conversão para o 

óleo de babaçu e 86% para o óleo de tucumã, ambos para a produção de ésteres etílicos, 

indicando diminuição leve após o terceiro ciclo, é válido ressaltar que os resultados 

obtidos foram nas condições de 37°C e em 8 horas de reação cada ciclo. No trabalho de 

Moreira (2023) foi apresentada a estabilidade operacional da síntese do oleato de etila, 

utilizando também ET2 imobilizada em nanopartículas magnéticas, em 16 horas de 

reação cada ciclo, realizando 14 ciclos no total, em que no 1° ciclo obteve o valor de 

conversão máxima de 88,1%, que manteve-se em 80% até o 4° ciclo, evidenciando a 

queda no 5° ciclo em diante.  

Como não ocorreram perdas significativas ao longo dos 30 ciclos analisados, é 

possível concluir que os resultados apresentados estão de acordo com os estudos citados 

anteriormente, mantendo a estabilidade de conversão após atingir a taxa de conversão 

máxima nos ciclos iniciais. Desta forma, todos os estudos das condições ideais a serem 

analisados na estabilidade operacional foram empregados com sucesso, evidenciando que 
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a enzima ET2 imobilizada em hidrogel de tamarindo é eficaz para a síntese dos ésteres 

butirato de metila e butirato de etila.  

 

 4.8 Reuso do biocatalisador 

 

Ao final das análises, o biocatalisador contendo a enzima ET2 (TH/ET2) foi 

recuperado e foram realizadas as leituras de atividade enzimática em triplicatas, com 

auxílio do espectrofotômetro, os resultados obtidos estão apresentados na figura 16.  

 

 

Figura 16.  Atividade enzimática do derivado referente a recuperação do biocatalisador de Hidrogel de 

tamarindo e a enzima Eversa Transform 2.0 (TH/ET2) em 180 dias de armazenamento, sob refrigeração a 

5°C.  
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Fonte: Elaborado pelo autor. 

 

 

Após 120 dias de armazenamento a primeira leitura foi realizada, a atividade do 

derivado obtida resultou em 13,98 Ug-1, o qual representa 16,99% do valor máximo de 
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atividade de derivado atingido durante as análises de atividade enzimática, o qual foi de 

82,26 Ug-1 em 24 horas de imobilização, identificando que, mesmo após as lavagens com 

hexano e o armazenamento sob refrigeração, o biocatalisador de hidrogel de tamarindo e 

a enzima ET2 ainda apresenta atividade enzimática. Após 150 dias de armazenamento a 

segunda leitura foi realizada e apresentou atividade de derivado de 7,03 Ug-1, em 180 dias 

a terceira leitura resultou em 7,30 Ug-1, representando 8,54% e 8,87%, respectivamente, 

em relação ao melhor valor de atividade de derivado alcançado. A última análise ocorreu 

após 240 dias de armazenamento, obtendo um resulto de 4,65 Ug-1 de atividade de 

derivado, correspondendo a 5,65% do valor de atividade de TH/ET2, o que evidencia a 

queda no valor de atividade de derivado após períodos longos de armazenamento.  

 

4.9 CONCLUSÕES  

 

A esterificação do ácido butírico com metanol e etanol, na presença do 

biocatalisador de hidrogel de tamarindo com a enzima Eversa Transform 2.0 (TH/ET2), 

foi realizada com sucesso. Os resultados apresentados neste trabalho auxiliaram nas 

discussões e na análise final das conclusões. Foi possível concluir que o biocatalisador 

TH/GLU é eficiente na imobilização da enzima Eversa Transform 2.0 (ET2), em que 

resultou na atividade de derivado de 82,26 Ug-1 em 24 horas utilizando TH/ET2/GLU, 

comprovando que o suporte de hidrogel de tamarindo (TH), ativado com glutaraldeído 

(GLU), proporcionou um meio adequado de imobilização para a ET2, permitindo manter 

a atividade catalítica por ciclos de reação consecutivos. O TH/ET2/GLU se apresentou 

eficaz na síntese de ésteres, evidenciando que as análises operacionais efetuadas 

identificaram forte influência da concentração de substratos e no efeito da razão molar 

(álcool:ácido), o que demonstra que o álcool e o ácido influenciam diretamente a reação.  

As melhores condições obtidas neste estudo permitiram ótimas conversões dos 

substratos no período de 4 horas, durante a síntese de butirato de metila, com conversão 

de 90,70%, e durante a síntese de butirato de etila, com conversão de 90,05%. O 

biocatalisador de TH/ET2 se mostrou estável durante os 30 ciclos consecutivos, os quais 

foram submetidos a sua reutilização, com conversões de 88,38% no 4° ciclo para o 

butirato de metila e de 87,23% no 2° ciclo para butirato de etila. Diante dos resultados 

identificados, é enfatizando que o trabalho se trata de um estudo inédito, pois até o 

presente momento desta publicação não é possível identificar estudos que abordem o uso 

de um hidrogel de fruta sendo utilizado como suporte para imobilização enzimática. A 
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conclusão do trabalho aborda que o uso do biocatalisador de TH/ET2 é bastante eficaz 

para a produção dos ésteres butirato de metila e butirato de etila, sendo vantajoso para 

industrias com excelente custo benefício, sendo acessível e ecologicamente correto.  
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