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Resumo: Lipases (glicerol éster hidrolases EC 3.1.1.3) são enzimas capazes de catalisar
naturalmente a hidrólise de ligações éster presentes em triacilgliceróis de cadeia longa, bem
como reações de esterificação, interesterificação, transesterificação e aminólise em baixas
condições de água. A capacidade de catalisar tais reações com alta eficiência e seletivi-
dade tornam estas enzimas potencialmente úteis em diversos processos biotecnológicos e
industriais. Nas últimas décadas, a utilização de lipases microbianas em substituição aos
catalisadores qúımicos convencionais tem sido fortemente incentivada. Entretanto, os al-
tos custos de produção e as dificuldades operacionais destes biocatalisadores têm limitado
bastante a sua utilização, impulsionando, portanto, muitas pesquisas relacionadas com a
produção e utilização destas enzimas. Neste trabalho de revisão, pretendeu-se fornecer uma
visão geral sobre as pesquisas que vêm sendo desenvolvidas envolvendo a produção, puri-
ficação e imobilização de lipases microbianas. Os processos de fermentação investigados para
a produção, os principais tipos de micro-organismos e substratos empregados, bem como as
estratégias para purificação e imobilização foram os principais focos desta revisão.
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Abstract: Lipases (glycerol ester hydrolases EC 3.1.1.3) are enzymes capable to catalyze
naturally the hydrolysis of ester bonds present in long-chain triglycerides, as well as to ca-
talyze reactions of esterification, interesterification, transesterification and aminolysis in low
water conditions. The ability to catalyze such reactions with high efficiency and selectivity
make these enzymes potentially useful in various biotechnological and industrial processes.
In recent decades, a use of microbial lipases in place of conventional chemical catalysts has
been strongly encouraged. However, the high costs of production and operational difficul-
ties of these biocatalysts has limited its use. This fact has boosting many research related
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to the production and use of this enzymes. In this review, it was intended to provide an
overview of the researches that have been developed involving the production, purification
and immobilization of microbial lipases. The fermentation processes investigated for the
production, the main types of microorganisms and substrates used, as well as the strategies
for purification and immobilization were the main focuses of this review.

Key words: lipases; production; fermentation; purification; immobilization.

1 Introdução

As enzimas são importantes catalisadores biológicos indispensáveis em processos biotec-
nológicos, principalmente por catalisarem reações de modo seletivo e rápido [1]. Do ponto
de vista da ciência qúımica e biológica, as enzimas são caracterizadas como protéınas, com
exceção das ribozimas, sendo formadas por aminoácidos ligados por ligações pept́ıdicas co-
valentes. As suas estruturas conformacionais, estabilidade e atividade dependem fortemente
das condições do meio, como, por exemplo, pH e temperatura [2].

Atualmente, cerca de 200 enzimas são utilizadas comercialmente. Dentre estas, as en-
zimas hidroĺıticas somam aproximadamente 75% das enzimas utilizadas em processos in-
dustriais [3]. Em relação ao mercado global de vendas de enzimas, até a década de 1960
as vendas totais eram de apenas alguns milhões por ano. Após a melhor compreensão da
bioqúımica dos processos de produção, que envolve os processos de fermentação e métodos
de recuperação, além dos avanços nos métodos de uso e o aumento da demanda por novos
biocatalisadores, esse mercado tem crescido espetacularmente [4], atingindo cerca de US$
4,6 bilhões e US$ 4,9 bilhões em 2014 e 2015, respectivamente, devendo aumentar de cerca
de US$ 5,0 bilhões em 2016 para US$ 6,3 bilhões em 2021 [5].

De acordo com um relatório recente da Novoenzymes [6], companhia com uma quota
estimada em 48% do mercado global de enzimas, as indústrias de alimentos e de produtos
domésticos estão entre as mais importantes em termos de uso de enzimas, seguido pela
indústria de bioenergia, alimentação animal, farmacêutica e outros setores técnicos (Figura
1).

Figura 1. Distribuição do Mercado Global de enzimas industriais. Fonte: Novoenzymes [6]

Dentre as enzimas que participam do grande volume de vendas no mercado, as lipases
(glicerol éster hidrolases E. C. 3.1.1.3) se classificam em terceiro lugar, ficando atrás apenas
das proteases e das amilases [7]. Lipases podem ser utilizadas na indústria de alimentos
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(aditivos para modificação de aromas), farmacêutica (medicamentos), qúımica fina (śıntese
de ésteres), produção de detergentes (hidrólise de gorduras), tratamentos de águas residuais
(decomposição de substâncias oleaginosas), produção de biodiesel, bem como em ensaios
biomédicos [9, 10].

Nos últimos anos, visando minimizar a formação de produtos indesejáveis durante os
processos reacionais e, em geral, atender aos conceitos da qúımica verde, a utilização de
lipases em processos industriais tem sido fortemente encorajada em substituição aos proces-
sos qúımicos convencionais [10, 11]. Entretanto, os altos custos envolvidos e as dificuldades
operacionais para produção e utilização destas enzimas, frequentemente, limitam seu uso
[12]. A fim de solucionar os problemas supracitados, e outros interesses, estudos envolvendo
lipases vêm apresentando elevado crescimento. Este fato pode ser confirmado pelo número
crescente de publicações apresentadas pela base de dados Web of Science utilizando como
caractere de busca a palavra-chave “lipase” para o intervalo de anos de 2006 a 2016 (Figura
2).

Diante desta crescente investigação, o presente trabalho teve como objetivo revisar a lite-
ratura acerca da obtenção de lipases microbianas, ressaltando suas principais caracteŕısticas,
as técnicas de fermentação utilizadas durante a sua produção, os principais tipos de micro-
organismos e substratos empregados, bem como os métodos empregados para a purificação
e imobilização.

Figura 2. Número de publicações em jornais cient́ıficos durante o peŕıodo de 2005 a 2014
utilizando a palavra-chave “lipase”. Fonte: Web of Science.

2 Propriedades e caracteŕısticas das lipases

As lipases são relatadas como protéınas monoméricas amplamente distribúıdas na na-
tureza (podem ser de origem animal, vegetal e microbiana) que pertencem à classe das hi-
drolases e possuem como principal função biológica a capacidade de catalisar a hidrólise de
ligações éster presentes em triacilgliceróis para formar ácidos graxos livres, diacilgliceróis,
monoacilgliceróis e glicerol. Além de catalisarem naturalmente reações de hidrólise, são
também capazes de catalisar reações de esterificação, transesterificação (acidólise e alcoólise),
interesterificação e aminólise em ambientes não aquosos [13, 14].

A principal caracteŕıstica f́ısica das lipases é sua baixa solubilidade em água. A capa-
cidade de catalisar a hidrólise de ésteres de ácidos graxos insolúveis em água, inclusive a
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hidrólise de ésteres de cadeia longa, é o que as distingue das esterases. Além disso, as lipases
atuam na interface óleo/água, já as esterases agem em ésteres solúveis em água [15].

A estrutura qúımica e as propriedades cinéticas das lipases variam dependendo da fonte.
Entretanto, a determinação das estruturas tridimensionais de muitas lipases por cristalo-
grafia de raios X tem revelado caracteŕısticas comuns entre estas enzimas, que incluem: (a)
possuem uma estrutura que é composta por um núcleo de fitas β , predominantemente pa-
ralelas, rodeadas por α-hélices; (b) śıtio ativo formado por uma tŕıade cataĺıtica constitúıda
pelos aminoácidos serina, ácido aspártico (ou glutâmico) e histidina; (c) presença de uma
superf́ıcie entrelaçada, denominada de tampa (ou borda), composta por uma sequência de
peptideos α-hélice anfif́ılicos que cobrem o śıtio ativo [16].

A atividade cataĺıtica das lipases depende de diversos fatores que envolvem desde o
substrato até as condições do meio de reação. Em relação ao substrato, a atividade lipoĺıtica
depende, principalmente, da posição do ácido graxo no esqueleto glicerol, do comprimento
da cadeia do ácido graxo e de seu grau de insaturação. Dessa forma, as lipases apresentam
especificidade, regiosseletividade, quimiosseletividade e enâncio-seletividade [17].

De acordo com Cortez et al [19], no que diz respeito a sua atuação sobre determinada
região do triacilglicerol, as lipases podem ser classificadas em três grupos: (a) Lipases não
espećıficas: não apresentam especificidade com relação à natureza do grupo acil ou à posição
em que está esterificado. São enzimas que catalisam a hidrólise completa das moléculas de
triacilglicerol, de forma aleatória, para formar glicerol e ácidos graxos livres (Figura 3a).
Monoacilgliceróis e diacilgliceróis são formados como intermediários na mistura reacional; (b)
Lipases 1,3 espećıficas: catalisam a liberação de ácidos graxos especificamente nas posições
1 e 3 dos triacilgliceróis e formam produtos diferentes daqueles obtidos por lipases não
regiosseletivas (Figura 3b) e (c) Lipases ácido graxo espećıficas: catalisam a hidrólise de
ésteres cujos ácidos graxos são de cadeia longa insaturada, contendo dupla ligação cis no
carbono 9 (Figura 3c). Este tipo de especificidade não é muito comum entre as lipases.

Geralmente, as lipases apresentam massa molecular variando entre 19 a 75 kDa, de-
pendendo da fonte. Em relação ao meio de atuação, a atividade das lipases dependem
fortemente do pH e da temperatura. Algumas dessas enzimas são estáveis em uma ampla
variação de pH, normalmente, entre 4 e 9. A faixa ótima de temperatura em relação à
atividade pode variar entre 30 e 40◦C, no entanto, algumas lipases têm mostrado ńıveis de
estabilidade moderado em temperaturas extremas, como, por exemplo, 5 e 70◦C [20, 21]. As
lipases normalmente não requerem cofatores, mas cátions divalentes, tal como o cálcio, tende
a estimular sua atividade. Geralmente, são drasticamente inibidas pela presença de Co2+,
Ni2+, Hg2+ e Sn2+ e ligeiramente inibidas por Zn2+, Mg2+ e EDTA (ácido etilenodiamino
tetra-acético) [22].

3 Fonte de lipases microbianas

Enzimas lipoĺıticas são amplamente encontradas na natureza (animais, plantas e micro-
organismos). No entanto, lipases obtidas a partir de fontes microbianas vêm recebendo maior
atenção industrial por causa de suas interessantes caracteŕısticas, tais como menor custo de
produção, ação em condições brandas, estabilidade e alta especificidade ao substrato. Estas
caracteŕısticas têm levado a sua aplicação em vários processos cataĺıticos industrialmente
importantes [23].

Muitos micro-organismos são conhecidos como potenciais produtores de lipases. Fazem
parte desta categoria os fungos, leveduras e bactérias (Grã-positivas e Grã-negativas), sendo
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Figura 3. Esquemas representativos para a hidrólise de triacilgliceróis catalisada por (a)
lipase não espećıfica, (b) lipase 1,3 espećıfica e (c) lipase ácido graxo espećıfica. Adaptado
de: Kapoor e Gupta [16]; Jensen [18].

que as lipases produzidas por estes micro-organismos são, em sua maioria, consideradas
extracelulares [24].

As enzimas lipoĺıticas amplamente empregadas em aplicações biotecnológicas e em śıntese
orgânica são as obtidas a partir de fungos e bactérias [25]. Fungos normalmente são mais
preferenciais devido a maior produção de enzimas extracelulares, o que facilita a extração do
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meio de fermentação, além da expectativa crescente do seu emprego como biocatalizadores
na forma de células integrais, o que simplifica e pode reduzir o custo dos processos reacionais
nos quais são utilizados [26, 27]. Uma lista com os tipos mais comuns de micro-organismos
produtores de lipases é apresentada na tabela 1.

Tabela 1. Alguns micro-organismos citados como fonte de lipase.

Fonte Microrganismos
Fungos Penicillium citrinum, Penicillium restrictum, Penicillium simplicissimum, Pe-

nicillium verrucosum, Rhizopus arrhizus, Rhizopus chinensis, Rhizopus ho-
mothallicus, Rhizopus oryzae, Rhizopus sp., Aspergillus sp., Aspergillus car-
neus, Aspergillus niger, Geotrichum sp., Geotrichum candidum, Colletotrichum
gloesporioides.

Leveduras Rhodotorula mucilaginosa, Yarrowia lipolytica, Candida utilis, Candida rugosa,
Candida artictica, Candida cylindracea, Candida sp., Trichosporon asahii, Au-
reobasidium pullulans, Saccharomyces cerevisiae, Williopsis californica.

Bactérias Pseudomonas sp., Pseudomonas aeruginosa, Acinetobacter radioresistens, Ba-
cillus stearothermophilus, Bacillus sp., Bacillus coagulans, Bacillus subtilis,
Staphylococcus caseolyticus, Burkholderia cepacia, Burkholderia multivorans,
Serratia rubidaea.

Adaptado de: Treichel et al [27].

Em relação ao rendimento da produção enzimática, os fungos e leveduras são aponta-
dos como os preferenciais. Lipases fúngicas comercialmente importantes são, geralmente,
obtidas de espécies dos gêneros Rhizopus, Aspergillus, Penicillium, Geotrichum, Mucor e
Rhizomucor. Dentre estes, os gêneros Aspergillus e Penicillium têm sido indicados como
potenciais em termos de rendimento de produção; espécies tais como A. alliaceus, A. can-
didus, A. carneus, A. fischeri, A. niger, A. ochraceus, A. parasiticus, A. sundarbanii, A.
terreus, A. versicolor, P. aurantiogriseum, P. brevicompactum, P. camemberti, P. chrysoge-
num I, P. coryrnbiferum I, P. crustosum, P. egyptiacum, P. expansum e P. spiculisporum
apresentaram altos ńıveis de produção de enzimas lipoĺıticas [28].

Dentre as leveduras, o gênero Candida tem sido bastante investigado. Lipases produzi-
das por C. rugosa e C. antarctica são amplamente utilizadas pela indústria devido a alta
atividade em processos de hidrólise e śıntese [29, 30, 31]. Outras leveduras que também
têm sido consideradas importantes produtoras de lipases são: Saccharomyces cerevisiae,
Yarrowia lipolytica, Trichosporon asahii, Candida tropicalis, Candida curvata, Candida cy-
lindraceae, Candida deformans, Candida parapsilosis, Candida utilis, Candida valida, Can-
dida viswanathii, Galactomyces geotricum, Arxula adeninivorans, Trichosporan fermantans,
Rhodotorula mucilaginosa, Aureobasidium pullulans[32].

Os gêneros Bacillus, Pseudomonas e Burkholderia são apontados como importantes pro-
dutores de lipase dentre os gêneros bacterianos. Bacillus subtilis, Bacillus pumilus, Bacillus
licheniformis, Bacillus coagulans, Bacillus stearothermophilus, Bacillus alcalophilus, Pseu-
domonas sp., Pseudomonas aeruginosa, Burkholderia multivorans e Burkholderia cepacia
têm sido relatadas como potenciais fontes de lipase [33]. Dentre os micro-organismos em ge-
ral, as bactérias têm sido as mais investigadas para a produção de lipases adaptadas ao frio.
Bacillus sphaericus, Pseudomonas fragi, Pseudomonas fluorescens, Morexella sp., Acineto-
bacter sp., Aeromonas hydrophila, Achromobacter lipolyticum, Psychrobacter okhotskensis,
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Photobacterium lipolyticum, Staphylococcus epidermidis e Serratia marcescens são exemplos
de cepas investigadas para produção de lipase em temperaturas tão baixas quanto 5◦C[28].

Embora seja conhecido um grande número de micro-organismos produtores de lipase,
nem todos são adequados para produção em escala comercial. Caracteŕısticas do micro-
organismo, tais como alta produtividade, facilidade de manipulação e capacidade de produzir
uma ampla variedade de enzimas extracelulares; bem como as caracteŕısticas das enzimas
produzidas, tais como tolerância a variações de temperatura e pH, tolerância a emulsificação,
surfactantes, e capacidade de armazenamento, são algumas das considerações importantes
na seleção de micro-organismos para a produção de lipases comerciais [34, 35]. Algumas
lipases comerciais bem como as companhias fornecedoras são apresentadas na tabela 2.

Tabela 2. Algumas lipases de origem microbiana dispońıveis comercialmente.

Fonte Nome comercial Fornecedores
Bactérias

Pseudomonas cepacia Lipase SL Amano
Psudomonas menodocina Lumafast Genencor International

Alcaligenes sp. Lipase PL Meito Sangyo, Co.
Chromobacterium viscosum Lipase CV Genzyme

Fungos

Aspergillus niger Lipase DS Amano
Lipase Sigma

Penicillium sp. LipomodTM 621P-L621 Biocatalysts
Penicillium roqueforti LipomodTM 338P-L338P

Rhizopus oryzae LipopanR© Fa Novozyme
LipomodTM 627PL627P Biocatalysts
LipomodTM 36P-L036P

Geotrichum candidum SP 524 Lipolase Nova Nordisk
Mucor javanicus Lipase M “Amano” 10 Amano

Rhizomucor miehei PalataseR©a Novozyme
Leveduras

Candida cylindracea Lipase MY Meito Sangyo, Co.
ResinaseR©a Novozyme

Candida rugosa Lipase AY “Amano” 30 Amano
Candida antarctica NovozymR© 435a Novozyme

NoopazymeR©a

Fonte: Salihu et al [29]; de Souza Vandenberghe et al [3].

4 Produção de lipases microbianas

As principais técnicas utilizadas para a produção de lipases microbianas são a fer-
mentação submersa (FS) e a fermentação em estado sólido (FES). A FS consiste em um
bioprocesso que ocorre na presença de excesso de água. Durante a FS os micro-organismos
são suspensos em um meio ĺıquido contendo nutrientes dissolvidos necessários para seu de-
senvolvimento e śıntese de produtos de interesse [36]. Em contrapartida, a FES consiste

36



J.L.de A.A.Ferraz, L.O.Souza, T.P. Silva e M. Franco

no cultivo de micro-organismos sobre suportes sólidos húmidos, inertes ou em substratos
insolúveis que podem ser utilizados como fonte de nutrientes e energia. Neste caso, o bi-
oprocesso é realizado na ausência ou quase ausência de água livre, simulando o ambiente
natural que muitos micro-organismos estão adaptados [37].

Estima-se que aproximadamente 90% da produção de enzimas industriais seja realizada
por FS [38], cujo processo apresenta notáveis vantagens em relação à instrumentação para
produção em larga escala, controle das condições de cultivo (monitoramento de temperatura,
pH, oxigênio dissolvido, concentração de soluto), separação da biomassa após o processo
fermentativo, aeração e mistura [39]. Entretanto, apresenta uma maior probabilidade de
contaminação do meio durante o processo devido a maior quantidade de água utilizada e,
normalmente, necessita de uma etapa a mais de concentração para processos que evolvem a
produção de enzimas extracelulares. Além disso, a produção de enzimas por FS, geralmente,
envolve altos custos [40, 41].

A maioria das lipases produzidas por FS podem também ser produzidas por FES. A
capacidade de fornecer uma alta produtividade enzimática, menor demanda por energia
para esterilização, concentração mais elevada e estabilidade do produto final, menor geração
de águas residuais e melhor utilização de reśıduos agro-industriais como matéria prima de
baixo custo, torna a FES uma técnica atrativa do ponto de vista econômico e ambiental
[42, 39]. Por outro lado, a produção em larga escala de enzimas por esta técnica geralmente
presenta problemas que precisam ser superados, principalmente, às dificuldades encontradas
no controle de alguns parâmetros que governam o processo de fermentação. Este fato pode
ser observado pela limitada quantidade de trabalhos disponibilizados na literatura sobre
designs de biorreatores para produção de enzimas por FES em maior escala [43, 44].

Estudos de produção de lipases por FS e FES têm focado principalmente na seleção de
micro-organismos, controle das condições f́ısico-qúımicas cŕıticas (pH, temperatura, tempo
de fermentação, difusão de oxigênio, entre outros), substratos, e suplementos que possam
contribuir para alcançar rendimentos elevados de produção associado a custos reduzidos
[45, 46].

Maia et al [47] utilizando um meio de cultura consistindo de 0,11% de MgSO4.7H2O,
0,001% de FeSO4, 0,015% de ZnSO4, 0,015% de NaCl, 0,015% de KH2PO4 e 0,3% de
NaNO3, avaliou a influência de óleos vegetais (0,5%) e trioléına (0,5%) como fonte de carbono
em um processo de FS. O agente fermentador avaliado foi o fungo Fusarium Solani e melhor
atividade lipoĺıtica foi obtida quando utilizado o óleo de gergelim (0,88 U/mL), sob as
condições de 120 horas de fermentação a 28◦C e 120 rpm. Outras fontes de carbono como
óleo de oliva, glicose e lactose, foram avaliadas por Freire et al [48] utilizando o fungo
Penicillium restrictum em FS. Foi obtido um crescimento celular semelhante para o óleo
de oliva e glicose, no entanto, empregando-se óleo de oliva foi obtida uma maior atividade
lipoĺıtica. Com a utilização de lactose não houve crescimento celular, sendo obtida baixa
produção enzimática.

A utilização de óleos de oliva e girassol provenientes de frituras também tem sido avaliada
por como substratos fonte de carbono para isolamento e produção de enzimas lipoĺıticas por
FS. A utilização destes reśıduos de forma eficiente já foi relatada para espécies dos gêneros
Pseudomonas, Bacillus, Candida, Rhodococcus and Staphylococcus, sendo que Pseudomonas
sp. apresentou melhores resultados, atividade de 2784 U/L [49]. Outros indutores tais como
óleo de jojoba, óleo de milho e óleo de algodão; além de meios suplementares contendo co-
produtos de cervejaria, extrato de malte e tween 80, têm sido frequentemente investigados
[50, 51, 52, 53, 54]. Dentre as principais fontes orgânicas de nitrogênio investigadas na FS
destacam-se extrato de levedura, peptonas, farelo de soja, uréia; e fontes inorgânicas como:
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(NH4)2SO4, NaNO3.e NH4Cl [55, 56, 57].

Um trabalho relevante voltado para a investigação da influencia da temperatura e pH
sobre a produção de lipases por FS foi desenvolvido por Freire et al [?]. As temperaturas
estudadas foram 25, 30 e 37◦C, e a faixa de pH variou de 5,5 a 8. O micro-organismo
utilizado foi P. restrictum e foi obtido uma maior produção enzimática (14 U/mL) em 80
horas de fermentação sob a temperatura de 30◦C e pH inicial de 5,5, demonstrando que
esses fatores podem exercer forte influencia na FS.

Amin et al [58] explorou a produção de lipases por Aspergillus melleus sob FES de
diferentes reśıduos agroindustriais: farelo de arroz, farelo de trigo, torta de óleo de semente
de canola, casca de girassol e casca de amendoim. Dentre estes substratos, a torta de óleo
de semente de canola foi considerada o melhor substrato para produção de lipases. Máxima
atividade de lipase (684, 02 U/g de substrato) foi obtida utilizando óleo de oliva 3% como
indutor, tempo de 96 horas de fermentação, temperatura de 30◦C e umidade de 60%.

Bhatti e Amin [59] relataram a produção de uma lipase alcalina por Ganoderma lucidum
em FES utlizando torta de óleo de canola como substrato. A lipase purificada apresentou
uma atividade de 33262 U/mg de protéınas e pH e temperatura ótimas de 8,5 e 35◦C,
respectivamente.

Damaso et al [60] também avaliaram a produção de lipase por FES utilizando dois
reśıduos agroindustriais, farelo de trigo e sabugo de milho, bem como diferentes indutores
provenientes do processo de refinamento do óleo de milho ou oliva (borra, estearina e ácidos
graxos). O micro-organismo utilizado foi o fungo Aspergillus niger mutante 11T53A14 e
os melhores resultados foram alcançados utilizando farelo de trigo como substrato e borra
e estearina como indutores (62,7 e 37,7 U/g de substrato, respectivamente). Fleuri et al
[61] também avaliaram a utilização de farelo de trigo sob a influência de indutores. Bons
resultados foram alcançados utilizando o fungo Aspergillus sp. e farelo de soja suplementado
com bagaço de cana-de-açúcar após um peŕıodo de 96 h de fermentação (cerca de 11 U/mL).

Diversos outros reśıduos de origem agro-industrial também têm sido avaliados como
substratos para produção de lipases por FES, podendo-se destacar palha de arroz, reśıduos
sólidos e ĺıquidos do processamento do óleo de oliva, farelo de amêndoa, girassol, coco, soja
e crambe, reśıduo de babaçu, farelo de mamona, reśıduos provenientes da extração do óleo
de gergelim, amendoim, coco, semente de algodão, dentre outros (Tabela 3).

É dif́ıcil generalizar uma das técnicas, FS ou FES, como a mais apropriada para produção
lipases. Além disso, torna-se dif́ıcil fazer uma comparação quantitativa uma vez que os
métodos utilizados para determinação da atividade lipásica são diferentes [27]. Entretanto,
é posśıvel encontrar na literatura estudos que comparam a utilização destas técnicas sob
condições espećıficas para produção de lipase por um mesmo micro-organismo. Oliveira et al.
[69], por exemplo, avaliou a produção de lipase por Fusarium (complexo Gibberella fujikuroi)
por FS e FES, sendo alcançando 3 U/mL e 5 U/g, respectivamente, de atividade lipásica.
Melhor custo/atividade enzimática foi alcançado quando utilizado a FES, apresentando um
custo 87, 27% menor quando utilizado a FS. Sarkar e Laha [70] avaliaram a produção de
lipase extracelular por Aspergillus niger em FS e FES utilizando meio de cultura mineral
e farelo de trigo, respectivamente. Foi alcançado 4,8 U/mL de atividade lipásica quando
utilizado a FES e 1,46 U/mL quando utilizado a FS. Rajan e Nair [71] realizaram um
estudo comparativo para a produção de lipase alcalina por Aspergillus fumigatus MTCC
9657 utilizando farelo de arroz desengordurado durante a FES e meio mineral durante a FS.
Máxima produção de lipase (8,13 U/mL) foi obtido em um peŕıodo de cultivo de 7 dias para
a FES comparado com 4 dias para a FS. A lipase produzida por FES permaneceu estável
por um peŕıodo de 15, enquanto a lipase produzida por FS permaneceu por 5 dias.
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Nos últimos anos, com os avanços na área de engenharia genética, crescente interesse
tem surgido na utilização de tecnologias de DNA recombinante para a produção de novas
variantes de lipase que podem apresentar propriedades cataĺıticas e de estabilidade que
melhor se adaptam às necessidades dos processos industriais. Outra caracteŕıstica atrativa
é a possiblidade de aumento da reprodutibilidade e os rendimentos de produção enzimática
[3, 17].

Robert et al. [72] avaliaram a produção recombinante de lipase B de Candida antarctica
(rLipB) em Pichia pastoris, utilizando glicerina bruta proveniente da produção de biodiesel
como fonte de carbono. A lipase produzida foi caracterizada e comparada com a lipase
comercialmente dispońıvel de Aspergillus niger, vendida pela Novozymes. rLip B mostrou-
se estável em pHs básicos e temperaturas inferiores a 55◦C, sendo as condições óptimas de
pH 7,0 e 30◦C. Os resultados indicaram a abordagem utilizada como uma alternativa viável
para produzir rLipB utilizando glicerol bruto.

Jallouli et al. [73] avaliara, a produção recombinante de lipase Fusarium solani (FSL2)
em Pichia pastoris para alcançar um alto rendimento de produção de lipase extracelular.
A actividade máxima de lipase foi observada após 48 h de cultivo em meio de extrato
de levedura-peptona-dextrose. Máxima atividade da lipase recombinante purificada foi al-
cançada na faixa de pH 8-9 a 37◦C. A FSL2 apresentou notável estabilidade em pH até 12
e em temperaturas inferiores a 40◦C, sendo observado alta eficiência cataĺıtica para trigli-
ceŕıdeos de cadeia média e longa.

5 Purificação

Após a fermentação, a enzima de interesse encontra-se misturada no meio com uma série
de outros compostos que não são de interesse. A fim de separar o produto de interesse
da mistura são empregados processos de purificação enzimática, cuja etapa constitui uma
importante parte do processo biotecnológico para a produção de lipases com alta eficiência
[74].

O principal interesse na purificação de lipases está associado à obtenção da enzima pura,
para melhor estudo de suas caracteŕısticas estruturais e bioqúımicas, e a obtenção da enzima
com maior atividade espećıfica para aplicação em processos biotecnológicos [75]. Atualmente,
as indústrias têm buscado estratégias de purificação que sejam mais baratas, rápidas, que
apresentem alto rendimento e que sejam pasśıveis de operações em larga escala [76].

Diferentes estratégias podem ser utilizadas para recuperação e purificação de lipases, po-
dendo envolver diferentes técnicas como: filtração, precipitação, separação por membranas,
sistema aquoso bifásico, sistema micelar reverso, imunopurificação, além de métodos croma-
tográficos, como, por exemplo, cromatografia por afinidade, cromatografia de troca iônica
e cromatografia de interações hidrofóbicas (tabela 4) [77]. Para a escolha dos métodos de
purificação a serem utilizados deve ser levado em consideração o grau de pureza da enzima
que se deseja alcançar, o tipo de aplicação e o custo total do processo.

Dentre as técnicas de separação a precipitação é uma das mais práticas. Cerca de 80%
dos esquemas utilizados para purificação de lipases utilizam um passo de precipitação. Na
precipitação ocorre a formação de agregados proteicos através da modificação do pH, força
iônica e temperatura do meio que podem ser alcançados pela adição de solventes orgânicos
misćıveis, sais ou outros solutos. Após a formação dos agregados proteicos, os mesmos
podem ser separados por filtração ou centrifugação. Dentre os agentes precipitantes, cerca
de 60% dos processos empregam sulfato de amônio, 35% utilizam etanol, acetona ou ácido
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Tabela 3. Alguns estudos envolvendo a utilização de reśıduos agro-industriais para produção
de lipase microbiana por FES.

Micro-organismo Substratos investi-
gados/suplementos

Condições
de máxima
produção

Atividade
lipásica
máxima

Ref.

Rizhopus oryzae Palha de arroz/ óleo de
oliva (1,38%); farelo de
soja (1,27%)

Umidade 60%;
106 esporos/g;
30◦C

57,76 U/g [62]

Yarrowia lipolytica Reśıduo de azeite
após pré-tratamento
alcalino/ extrato de
levedura (3%)

Umidade 55%;
5 × 106 espo-
ros/g; 30◦C; 4
dias

40 U/g [63]

Penicillium sp. Farelo de soja/ uréia
(3%); óleo de soja (1%)

Umidade 55%;
108 esporos/g;
27◦C; 120 h; pH
7

203,72 U/g [9]

Trichophyton sp. farelo de amêndoa, gi-
rassol, brassica, coco/
óleo de amêndoa (1%),
glicose (1%), peptona
(1%)

0,47 mL de
tampão fos-
fato/g de
substrato; 1 mL
de solução de
esporos; 26◦C;
48h; pH 7

76,42
U/mL
(amêndoa
+ giras-
sol +
brassica)

[64]

Fusarium sp. Farelo de crambe/ óleo
de oliva (1%)

Umidade 60%;
107 esporos/g;
28◦C; 120h;
pH7

5 U/g [65]

Candida rugosa Reśıduo de gerge-
lim; reśıduo de coco;
reśıduo de amendoim/
meio mineral

Umidade 1:3,23
(g/mL); 5% de
inóculo após24
de cultivado;
32,3 ◦C; 60 h

22,40 U/g
(Reśıduo
de gerge-
lim)

[66]

Penicillium brevi-
compactum

Reśıduo de babassu;
farelo de mamona/
óleo de soja (2%)

Umidade 70%;
107 esporos/g;
30◦C; 96 h

87,6 U/g
(farelo de
mamona)

[67]

Lasiodiplodia theo-
bromae

Reśıduos das semen-
tes de: coco, mamona,
algodão, mahua, nim,
amendoim, pongamia,
gergelim/ óleo de coco
(0,98%); Triton X-100
(1,5%)

Umidade 66,4%;
107 esporos/g;
30◦C; 10 dias;
pH 6,5

698,1
U/g(reśıduo
de coco)

[68]
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Tabela 4. Estudos envolvendo técnicas de purificação de lipases microbianas.

Fonte Técnicas de purificação Fator de puri-
ficação/rendimento

Carateŕısticas
da lipase

Ref.

Bacillus pu-
milus RK31

Precipitação (sulfato de
amônio), cromatografia
de gel filtração (Sepha-
dex G200) e troca iônica
(DEAE-cellulose)

186/18,76% 3525,6 U/mg;
65,2 kDa

[78]

Penicillium
expansum
PED-03

Cromatografia de troca
iônica (DEAE-Sepharose)
e gel filtração (Sephacryl
S-200)

81,8/19,8% 85,9 U/mg; 28
kDA

[79]

Pseudomonas
stutzeri
LC2-8

Precipiação (acetona) e
cromatografia de troca
iônica (DEAE-Sepharose
FF)

21,2/32,8% 4760 U/mg; 32
kDa

[80]

Penicillium
camembertii
Thom PG-3

Precipitação (pH; etanol;
sulfato de amônio) e cro-
matografia de troca iônica
(DEAE-cellulose)

19,8/8,7% 886 U/mg;
28,18 kDa

[50]

Pseudomonas
sp. CSD3

Sistema micelar reverso
(AOT/iso-octano) ex-
tráıdo com solução de
NaCl e isopropanol

15/80% 23 U/mg; 18
kDa

[81]

Rhizopu ory-
zae

Precipitação (sulfato de
amônio); cromatografia de
troca iônica (SP Sepha-
rose) e gel filtração (Sepha-
dex G75)

1200/22% 8800 U/mg; 32
kDa

[82]

Bacillus sp.
ITP-001

Sistema aquoso bifásico
com base em sais de colina
(cloreto de colina, bitarta-
rato de colina e dihidroge-
nocitrato de colina) e te-
traidrofurano

130,1/90% 726548 U/mg;
54 kDa

[83]
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[84, 85].
Normalmente, as técnicas de precipitação são empregadas como uma primeira etapa

de pré-purificação, devido ao fato de que apenas o emprego desta estratégia não garante
alta pureza da enzima de interesse, sendo necessária a realização de etapas complementares
utilizando métodos com maior capacidade de resolução. Contudo, há casos em que apenas
a etapa de precipitação oferece um grau de pureza satisfatório, como na purificação de
lipases de Cunninghamella verticillata, onde a utilização de acetona como agente precipitante
forneceu um resultado melhor do que a separação por cromatografia [86, 87].
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No trabalho de Borkar et al [88], foi necessário realizar a precipitação do extrato en-
zimático bruto de lipase de Pseudomonas aeruginosa 20 vezes com sulfato de amônio (30%
p/v), seguida da realização de duas etapas cromatográficas para obtenção de uma solução 98
vezes mais pura do que o extrato enzimático bruto. Esta situação indica que, normalmente,
há a necessidade de mais etapas de purificação além da precipitação, sendo na maioria das
vezes empregado métodos cromatográficos após esta etapa.

Dentre os métodos cromatográficos, a cromatografia de troca iônica tem sido a mais
empregada, sendo utilizada em cerca de 67% dos esquemas de purificação analisados. O
segundo método mais utilizado é a cromatografia de gel filtração seguido pela cromatografia
de afinidade e cromatografia de interações hidrofóbicas [84].

Koblitz e Pastore [89] avaliando a utilização de cromatografia de troca iônica e de in-
teração hidrofóbica para purificação de lipase de Rhizopus sp. observaram um fator de
purificação de 3,9 e 6,8 , respectivamente. Shaoxin e colaboradores [95] avaliou a purificação
de lipase produzida por Bacillus cereus C71 utilizando a técnica de precipitação com sulfato
de amônio até concentração de 60%, seguido de cromatografia de interação hidrofóbica, além
de cromatografia de troca iônica e aplicação em coluna de material monoĺıtico polimérico.
A lipase produzida teve um grau de purificação de 1902 vezes, com 18% de rendimento.

Altos valores de fator de purificação podem ser alcançados empregando-se técnicas se-
quenciais de precipitação e cromatografia. Normalmente, mais de três etapas de purificação
são necessárias para obtenção de enzimas com alto grau de pureza [86].

Devido a natureza hidrofóbica das lipases, fenômenos de ativação interfacial e atividade
em sistemas não-aquosos, algumas novas tecnologias têm sido propostas para a purificação
destas enzimas. Dentre estas tecnologias podem-se destacar: sistemas bifásicos, sistema
micelar reverso, separação utilizando membranas e imunopurificação [90, 91].

A formação de um sistema aquoso bifásico ocorre quando dois poĺımeros quimicamente
diferentes e hidrossolúveis (por exemplo: poĺımero de polietileno glicol e dextrano), ou um
poĺımero e um sal orgânico (por exemplo: fosfato) são misturados em água sob condições
cŕıticas de pressão, temperatura e composição dos constituintes. A partição de protéınas em
sistemas bifásicos depende das propriedades f́ısico-qúımicas da protéına como, por exemplo,
a hidrofobicidade e a carga e o tamanho da mesma; além das propriedades do sitema bifásico,
como pH e o tipo e a massa molecular do poĺımero. As principais vantagens da separação
por sistemas bifásicos são a redução de volume necessário e a alta e rápida capacidade de
separação [90].

A recuperação de enzimas pelo sistema micelar reverso é realizada por meio da utilização
de tensoativos para formação de micelas em solventes apolares. Esta técnica baseia-se na
propriedade que certos tensoativos têm de se auto-organizar formaçando agregados com
um núcleo aquoso em seu interior, quando em meio orgânico, que possibilita a dissolução
de enzimas. O processo de recuperação geral consiste em dois passos básicos: extração
direta que envolve a absorção de protéınas de um solvente aquoso para o núcleo das micelas
reversas em um solvente apolar; e um processo de extração das enzimas do núcleo das micelas
reversas para outro solvente aquoso a ser recuperado. Apesar da possibilidade de recuperação
de lipases por esta técnica, tem sido observadas limitações. Por exemplo, quanto maior a
concentração de surfactante, maior a dificuldade de recuperação, além disso, a quantidade
de solventes orgânicos que não provocam a desnaturação de enzimas são bastante limitados
[91, 92].

A imunopurificação é uma das técnicas de purificação de protéınas mais eficientes e
seletivas, consistindo de um sistema onde ocorrem ligações da protéına (enzima) a uma
matriz ligante (anticorpo), promovendo assim a separação da enzima do meio. A principal
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desvantagem desta técnica é o alto custo. Porém, possui como vantagens um processo seguro,
rápido e reprodut́ıvel [84]. No caso da técnica de separação por membranas, a mesma
constitui-se atualmente como uma etapa no processo de purificação de enzimas, devido
aos baixos fatores de purificação e rendimentos obtidos, além do alto custo e dificuldades
operacionais envolvidas no processo.

6 Imobilização

A imobilização de enzimas tem sido considerada uma técnica bastante atrativa para
a aplicação comercial de todos os tipos de enzimas. O principal interesse na utilização de
enzimas imobilizadas está associado às vantagens oferecidas por esta técnica em comparação
com a utilização de enzimas livres [93].

Dentre as vantagens apresentadas pela técnica de imobilização enzimática pode-se des-
tacar a facilidade de separação das enzimas do meio reacional, o que possibilita a sua reu-
tilização e diminui a possibilidade de contaminação por protéınas do produto final. Além
disso, a imobilização fornece a possibilidade de aumento de atividade cataĺıtica, estabili-
dade térmica, estabilidade a variações de pH e possibilidade de modulação da seletividade e
especificidade enzimática, bem como a redução de problemas de inibição [94].

As lipases podem ser imobilizadas empregando-se a maioria dos métodos utilizados para
imobilização de enzimas em geral [93]. Esses métodos estão divididos em: adsorção f́ısica
a um suporte, ligação covalente a um suporte,confinamento e ligação cruzada [95]. Um
esquema representativo destes métodos de imobilização é apresentado na Figura 4.

Figura 4. Representação esquemática dos métodos de imobilização de enzimas.

De acordo com Hartmann e Kostrov [96], cada método de imobilização possui suas van-
tagens e desvantagens. A adsorção f́ısica pode ser considerada um procedimento barato,
simples e bastante atrativo por não promover mudança conformacional da enzima, por ou-
tro lado, é suscept́ıvel a lixiviação das enzimas adsorvidas ao suporte. Já a imobilização
por ligação covalente permite uma maior fixação da enzima ao suporte, evitando proble-
mas como lixiviação. No entanto, este tipo de imobilização pode resultar em diminuição
ou perda de atividade cataĺıtica, devido à mudança conformacional da enzima. O método
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de ligação cruzada e/ou confinamento apresentam como principais vantagens a estabilização
em relação a condições severas de reação (por exemplo: pH extremo), não necessidade de
elevada pureza enzimática e nenhuma ou mı́nima mudança conformacional da enzima. No
entanto, é considerado um processo complicado que normalmente requer mais de um passo
experimental, necessita de compostos qúımicos tóxicos (por exemplo: glutaraldéıdo) e pro-
voca a diminuição da taxa de difusão dos substratos/produtos devido ao reduzido tamanho
do poro.

De acordo com Malcata et al [97], diferentes fatores devem ser levados em consideração no
momento da escolha de um método de imobilização. Dentre estes fatores pode-se destacar:
o custo do processo, a toxidade dos reagentes utilizados, as caracteŕısticas de regeneração e
inativação do produto e as propriedades finais desejadas para a enzima imobilizada.

Além da enzima, o suporte para a imobilização enzimática exerce uma grande contri-
buição para o desempenho do biocatalisador. Na literatura podem ser encontrados diferentes
tipos de suportes empregados para imobilização de enzimas [95, 98]. A tabela 5 apresenta
a classificação dos principais tipos de suportes, de acordo a sua composição, utilizados para
imobilização de enzimas. A escolha e aplicação de um determinado suporte devem ser

Tabela 5. Classificação quanto à composição dos principais tipos de suportes empregados
para imobilização enzimática.

Minerais Fabricados
Suporte
Inorgânico

Areia, pedra-pomes,
bentonita, nanofi-
bra, Argila

Śılica, vidros,
cerâmicas, óxidos
metálicos, alu-
minossilicatos,
nanopart́ıculas de
Fe3O4

Naturais Sintéticos
Suporte
Orgânico

Amido, celulose,
quitina, albumina,
colágeno, gelatina,
seda, bagaço de
cana-de-açucar,
fibra de coco

Nylon, poliesti-
reno, polivinilos,
poliacrilatos

Adaptado de: Carvalho et al [95].

precedidas pela avaliação minuciosa das principais caracteŕısticas de um suporte, que são:
área superficial, insolubilidade, permeabilidade, capacidade de regeneração, composição e
morfologia, resistência mecânica, resistência a ataque microbiano e, principalmente, o custo
[99].

A busca por novos suportes materiais que apresentem melhores caracteŕısticas para imo-
bilização de enzimas tem levado ao desenvolvimento de materiais h́ıbridos. Os suportes
h́ıbridos são materiais constitúıdos pela combinação de componentes orgânicos e inorgânicos,
que apresentam propriedades diferentes daqueles materiais que lhe deram origem. Os ma-
teriais h́ıbridos orgânico-inorgânicos têm sido apontados como fornecedores de novas ca-
racteŕısticas que melhoram as propriedades do material, tendendo a apresentar tanto as
vantagens dos materiais orgânicos (leveza, flexibilidade e boa moldabilidade) como as vanta-
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gens dos materiais inorgânicos (alta resistência mecânica, estabilidade ao calor e resistência
qúımica) [100]

7 Considerações finais

Os resultados discutidos nesta revisão demonstram claramente a ampla utilidade das
lipases bem como os esforços realizados para promover o desenvolvimento dos processos
de produção, purificação e imobilização destas enzimas, a fim de superar os altos custos
envolvidos nestas etapas e as dificuldades operacionais para produção em larga escala.

Dentre os principais esforços para a superação das limitações dos processos atuais de
produção e utilização de lipase, destaca-se a procura por potenciais organismos produtores,
matéria prima de baixo custo, técnicas alternativas de purificação, técnicas e materiais
alternativos para imobilização.

Dentre os organismos produtores, os microrganismos têm sido apontados como potenciais
fontes de lipases. Em relação às técnicas de produção, a fermentação em estado sólido tem
mostrado ser uma alternativa bastante eficiente, principalmente devido à possibilidade de
utilização de reśıduos agroindustriais como matéria prima barata. No entanto, estudos mais
detalhados sobre a sua aplicação em larga escala devem ser realizados.

No âmbito das técnicas de purificação de lipases, intensa investigação tem sido guiada
para o desenvolvimento e emprego de alternativas que apresentem baixo custo, alto ren-
dimento e maior pureza. Para a facilidade de reaproveitamento e na tentativa de manter
as caracteŕısticas cataĺıticas das lipases, novas técnicas e materiais para imobilização vem
sendo desenvolvidos e avaliados.

Processos cataĺıticos baseados em lipases tem um futuro promissor com base nos be-
nef́ıcios econômicos e ambientais que a utilização destas enzimas pode fornecer. No entanto,
a taxa de progresso é lenta, uma vez que existe muita complexidade na utilização destes
catalisadores.
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