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Resumo da tese apresentado ao Programa de Pós-graduação em Engenharia de Processos da 

Universidade Tiradentes como parte dos requisitos necessários para a obtenção do grau de 

Doutor em Engenharia de Processos. 

TRATAMENTO DE BIOCHAR PARA IMOBILIZAÇÃO DE LIPASE E APLICAÇÃO EM 

REAÇÃO DE TRANSESTERIFICAÇÃO 

Lays Carvalho de Almeida 

Este trabalho teve como objetivo realizar primeiramente o tratamento do biochar 

proveniente do processo de pirólise de semente de goiaba por diferentes processos de 

ativação, utilizando técnicas convencional (mufla) e não convencionais (assistidos por 

ultrassom e por micro-ondas) na presença de agentes de ativação (ácido fosfórico, hidróxido 

de potássio  e diclorometano - DCM). Após a obtenção do biochar tratado, a segunda etapa foi 

utiliza-lo como suporte para a imobilização da lipase de Burkholderia cepacia (LBC) com 

diferentes protocolos de imobilização (adsorção física, imobilização hidrofóbica, ligação 

cruzada, ligação covalente unipontual e multipontual). Na etapa final aplicou-se o 

biocatalisador imobilizado nas reações de transesterificação de óleo de coco bruto em 

sistemas convencional (batelada) e não convencionais (ultrassom e micro-ondas) em 

diferentes condições de razões molares e temperatura, como também o uso de aditivos 

(peneira molecular, água e terc-butanol) na reação de transesterificação. O biochar tratado em 

ultrassom com DCM apresentou os melhores resultados para a imobilização da LBC por 

adsorção física e as reações de transesterificação realizadas em sistema convencional 

(batelada) apresentaram os melhores resultados de conversões de ésteres etílicos com cerca de 

48 % em 96 h e a máxima formação de monoacilgliceróis de cerca de 60 % em 24 h para a 

razão molar óleo:etanol 1:7 a 40 °C. O uso de aditivos (peneira molecular, água, terc-butanol) 

nas reações de transesterificação em batelada não apresentou aumento na conversão de ésteres 

etílicos. Os sistemas não convencionais de transesterificação (ultrassom e micro-ondas) 

apresentaram uma redução na conversão de ésteres etílicos, a máxima conversão encontrada 

foi cerca de 25 % para ultrassom e 8 % para micro-ondas, resultado atribuído à baixa 

estabilidade do biocatalisador imobilizado nas condições reacionais.  

Palavras-chave: Biochar, imobilização, lipase, transesterificação. 
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Abstract of these presented to the Process Engineering Graduate Program at the University 

Tiradentes as part of the requirements for the degree of Doctor in Process Engineering. 

BIOCHAR TREATMENT FOR LIPASE IMMOBILIZATION AND APPLIED IN 

TRANSETTERIFICATION REACTION 

Lays Carvalho de Almeida 

Firstly, the objective of this work was to perform the treatment of biochar from the 

guava seed pyrolysis process by different activation processes using conventional (over) and 

unconventional techniques (assisted by ultrasound and microwave) in the presence of 

activating agents (phosphoric acid, potassium hydroxide and dichloromethane-DCM). And 

after obtaining the treated biochar, the second step was to use it biochar treated as support for 

the immobilization of Burkholderia cepacia lipase (BCL) with different immobilization 

protocols (physical adsorption, hydrophobic immobilization, crosslinking, unipontual and 

multipoint covalent binding). In the final step the immobilized biocatalyst was applied to the 

transesterification reactions of crude coconut oil in conventional (batch) and non-conventional 

(ultrasonic and microwave) systems under different conditions of molar ratios and 

temperature, as well as the use of additives (molecular sieve, water and tert-butanol) in the 

transesterification reaction. The ultrasonic biochar treated with DCM showed the best results 

for the immobilization of the BCL by physical adsorption and the transesterification reactions 

carried out in the conventional (batch) system showed the best results of conversion of ethyl 

esters with about 48 % in 96 h and the maximum formation of monoglycerides of about 60 % 

in 24 h for the oil: ethanol molar ratio 1:7 at 40 ° C. The use of additives in batch 

transesterification reactions showed no increase in conversion of ethyl esters. The non-

conventional transesterification systems (ultrasonic and microwave) showed a reduction in the 

conversion of ethyl esters, the maximum conversion found were about 25 % for ultrasound 

and 8 % for microwave, a result attributed to the low stability of the immobilized biocatalyst 

under the reaction conditions 

Keywords: Biochar, immobilization, lipase, transesterification. 
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Capítulo 1 

1. INTRODUÇÃO 

A utilização de lipase imobilizada é uma alternativa promissora para o desenvolvimento 

de processos mais verdes. Uma vez que o uso desta enzima imobilizada como catalisadores 

apresentam vantagens quando comparado aos catalisadores químicos, pois as condições de 

reação são brandas e há redução na formação de subprodutos indesejáveis. Dentro deste 

contexto, há um crescente número de publicações científicas visando à utilização de 

biocatalisadores imobilizados em diferentes setores industriais, tais como na indústria de 

alimentos, cosméticos e biocombustíveis (ZHAO et al., 2015; SIRISHA et al., 2016)  

Contudo para a substituição dos processos industriais tradicionais é necessário obter 

biocatalisadores imobilizados economicamente viáveis para a aplicação em escala industrial, 

tendo em vista o elevado custo das lipases e suportes utilizados no processo de imobilização. 

A partir deste cenário, há uma busca por suportes alternativos, ambientalmente amigáveis e de 

baixo custo como a utilização de resíduos agroindustriais tais como, sabugo de milho 

(RUZENDE et al., 2014), talos de milho (LV et al., 2013), fibra de coco (BRIGIDA et al., 

2008; CRISTOVÃO et al., 2012). 

Outra vertente que está em ascensão é o desenvolvimento de processos industriais com 

ciclo de vida de produtos ambientalmente sustentáveis. Os avanços tecnológicos tem 

permitido o aproveitamento de subprodutos de outros processos de obtenção de energias 

renováveis, tais como, biodiesel, bio-óleo, bioetanol e outros. Como, por exemplo, o 

aproveitamento da fração sólida (biochar) um subproduto originário do processo de pirólise 

para a produção de bio-óleo e biogás. O biochar pode ser aproveitado para adsorção de 

compostos orgânicos (ADEMILUYI et al., 2009), fertilização dos solos (AHMAD et al., 

2012) e como catalisador (ZHAO et al., 2018). E ainda, o biochar pode ser utilizado como 

suporte para imobilização de metais (REGMI et al., 2012) e enzimas (GONZÁLEZ et al., 

2013). 

Na literatura há relatos de modificações nas propriedades morfológicas e físico-química 

do biochar para ser utilizados como suporte e aplicado na preparação de catalisadores 

químicos (SHAN et al., 2018; ZHAO et al., 2018; WANG et al., 2019). Dentre os tratamentos 

utilizados para a modificação do biochar pode citar-se: sulfonação (CHELLAPPAN et al., 
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2018) e ativação química com KOH e NaOH (PILLAI et al., 2017;  WANG et al., 2019). Em 

relação ao tratamento de biochar aplicado como suporte para preparação de biocatalisadores 

imobilizados ainda não foi encontrado. Entretanto há na literatura estudos que relatam o uso 

de suportes orgânicos tratados e/ou modificados para imobilização de enzimas, tais como, 

fibra de coco modificado com glutaraldeido (BRIGIDA et al., 2007), fibra de coco 

modificado com glicidoxipropriltrimetoxisilano (CRISTOVÃO et al., 2012) e fibra de 

algodão com polietilenoimina (ONDUL et al., 2012).  

Além do suporte outro fator chave para a obtenção de um biocatalisador imobilizado 

estável é a escolha adequada da técnica de imobilização. Existem diferentes técnicas de 

imobilização, tais como, adsorção física, ligação covalente, encapsulamento e ligação cruzada 

(CLEAs). A técnica de imobilização mais empregada é a adsorção física, pois apresenta baixo 

custo por não ser necessária ativação do suporte. Entretanto, não existe uma técnica universal 

para ser aplicada para todas as enzimas e suas várias aplicações (HOMAEI et al., 2013; 

SIRISHA et al., 2016).  

Independentemente dos diversos estudos, ainda se faz necessário o estudo específico 

para os diferentes complexos formados entre a enzima e o suporte, bem como as condições 

reacionais para um melhor desempenho dos biocatalisadores imobilizados visando à obtenção 

máxima de produtos em um menor tempo e custo/benefício. Outro impasse para a substituição 

dos processos industriais tradicionais é o maior tempo de reação dos biocatalisadores 

imobilizados em comparação aos catalisadores químicos. Desta forma, esforços são realizados 

utilizando micro-ondas e ultrassom com o intuito de intensificar os processos enzimáticos, 

principalmente nas reações de transesterificação para a obtenção de ésteres etílicos com vista 

à produção de biodiesel (QUEIROZ et al., 2015; MICHELIN et al., 2015).    

Tendo em vista a competição entre cadeia alimentícia e o elevado custo do óleo 

refinado, o presente estudo utilizou óleo de coco bruto para as reações de transesterificação 

enzimática em virtude do incentivo do governo brasileiro à pesquisa com o uso de óleo bruto. 

Além da elevada quantidade de ácido láurico presente no óleo de coco e a elevada 

produtividade de coco na região do nordeste, o qual Sergipe é considerado o terceiro maior 

produtor da região (JUNIOR et al., 2013). 

Com base nesse contexto, o foco deste trabalho foi o desenvolvimento de 

biocatalisadores imobilizados no biochar de semente de goiaba utilizando tratamentos 
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(convencionais e não convencionais) para ativação do biochar, a fim de melhorar as 

características físico-químicas e morfológicas para a imobilização de enzimas com diferentes 

protocolos. Os biocatalisadores produzidos foram testados em reações de hidrólise e 

transesterificação, com um enfoque na avaliação do desempenho destes na reação de 

transesterificação do óleo de coco bruto em etanol na obtenção de diferentes produtos (ésteres 

etílicos, monoacilgliceróis e diacilgliceróis). 
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Capítulo 2 

2. OBJETIVOS 

2.1 Objetivo Geral 

Imobilizar a lipase de Burkholderia cepacia (LBC) em biochar da semente de goiaba 

tratados por diferentes metodologias (convencional e não convencionais) e aplicar o 

biocatalisador em reação de transesterificação de óleo de coco bruto em meio contendo 

etanol. 

2.2 Objetivos Específicos 

• Avaliar o efeito do tratamento no biochar por técnicas convencional (mufla) e não 

convencionais (ultrassom e micro-ondas) na presença de agentes ativadores; 

• Realizar a caracterizar morfológica e físico-quimicamente o biochar ativado; 

• Verificar o potencial de imobilização da lipase de Burkholderia cepacia (LBC) no 

biochar ativado por diferentes métodos de imobilização; 

• Avaliar o potencial dos biocatalisadores imobilizados na reação de transesterificação de 

óleo de coco bruto e etanol para a síntese de ésteres etílicos por processo convencional 

(batelada) e não convencionais (ultrassom e micro-ondas); 

• Quantificar a formação de mono, di e triacilgliceróis na reação de transesterificação de 

óleo de coco bruto e etanol em sistema batelada. 

• Avaliar o uso de aditivos (peneira molecular, água e terc-butanol) na reação de 

transesterificação de óleo de coco bruto em etanol para a síntese de ésteres etílicos em 

sistema batelada. 

• Realizar a estabilidade operacional no processo mais eficiente para a produção de 

ésteres etílicos.  
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Capítulo 3 

3. REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

Neste capítulo será apresentada uma breve revisão bibliográfica referente aos 

seguintes tópicos: processos enzimáticos, lipase, tratamento de suporte, estabilização de 

enzimas em suportes e reação de transesterificação.  

3.1 Processos enzimáticos 

A demanda da sociedade por políticas públicas sustentáveis e processos industriais 

amigáveis ao meio ambiente, impulsiona o desenvolvimento dos processos enzimáticos 

(TANG e ZHAO, 2009). As enzimas são consideradas catalisadores mais eficientes, 

oferecendo processos muito mais competitivos em comparação com os catalisadores 

químicos, em virtude da redução do número de etapas de processo, quantidade de resíduos, 

alta especificidade e atuação em condições brandas de reação (temperatura 30 a 70 ºC e 

pressão atmosférica) (CASTRO et al., 2004; SHELDON e PELT, 2013; SINGH et al., 2013; 

CHOI et al., 2015).  

Com os recentes avanços na engenharia de enzimas, engenharia metabólica e biologia 

sintética há um crescimento na aplicação da biocatálise em processos industriais em diferentes 

áreas, tais como alimentos, têxtil, farmacêutica, química fina e combustível (TRAN et al., 

2016). Nos últimos 10 anos houve um aumento no número de publicações científicas sobre a 

síntese de ésteres etílicos por via enzimática, devido às vantagens ambientais e econômicas 

deste processo em relação à transesterificação química (ZHAO et al., 2015; TRAN et al., 

2016). 

Baseando-se nas informações descritas, numerosos estudos abordam diferentes tipos 

de enzimas, em especial a lipase para a síntese de ésteres etílicos. Na Tabela 3.1 pode ser 

observado as Vantagens e desvantagens dos catalisadores químicos (homogêneos e 

heterogêneos) e o uso de enzimas imobilizadas como catalisadores (SHAN et al., 2018; 

FONSECA et al., 2019).  Pode ser observado que o uso de enzimas imobilizadas apresenta 

vantagens quando comparado ao uso de catalisadores químicos na reação de 

transesterificação. Dentre as quais pode-se citar a fácil recuperação do subproduto (glicerol) e 
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baixo impacto ambiental. Já com o uso de catalisadores químicos heterogêneos apresenta alto 

impacto ambiental devido à necessidade de tratamento de água residual.   

Tabela 3.1 - Vantagens e desvantagens dos diferentes catalisadores utilizados na 

reação de transesterificação de óleos vegetais e álcoois (Adaptado de FONSECA et al., 2019). 

 

3.1.2. Lipase  

As lipases (EC. 3.1.1.3) pertencem ao grupo das hidrolases com capacidade de catalisar 

uma ampla gama de reações biocatalíticas (hidrólise de ésteres, esterificações, 

transesterificações, alcoólise), e atuam em uma vasta gama de meios reacionais (incluindo 

solventes orgânicos, líquidos iônicos ou fluidos supercríticos), bem como possuem 

Catalisador Vantagens Desvantagens 

Homogêneo 

alcalino 

Alto rendimento, baixo custo e 

rápida taxa de reação. 

Neutralização de ácidos graxos livres 

(FFA), geração de águas residuais, 

difícil recuperação do catalisador e 

purificação dos produtos.  

Homogêneo  

ácido 

Alto rendimento (sob certas 

condições), conversão de FFA 

em biodiesel, baixo custo e taxa 

média de reação. 

Corrosão de equipamentos, geração 

de águas residuais, catalisadores 

difícil recuperação e purificação dos 

produtos. 

Heterogêneo 

alcalino 

Alto rendimento, custo médio, 

taxa de reação rápida, possível 

reutilização e pode ser usado em 

processo contínuo. 

Requerem alta energia, preparação 

tediosa de catalisador, lixiviação de 

catalisador e baixa área de superfície. 

Heterogêneo 

ácido 

Alto rendimento, custo médio, 

taxa de reação rápida, conversão 

de FFA em biodiesel, possível  

reutilização e pode ser usado em 

processo contínuo 

Baixa concentração de locais ativos, 

alto custo da matéria-prima do 

catalisador, preparação tediosa de 

catalisadores e lixiviação de 

catalisadores. 

Enzima 

imobilizada 

Alta produtividade, conversão 

de FFA em biodiesel, baixa 

necessidade de energia, alta 

pureza do produto, capacidade 

de reutilização e pode ser usado 

em um processo contínuo. 

Inibição por álcoois e alto custo. 
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capacidade de reconhecerem substratos muito diferentes com elevada especificidade. 

(PALOMO et al., 2005; TOMIC e RAMEK, 2006; MANOEL et al., 2015; 

SÁNCHEZ et al., 2017). Isso torna as lipases atraentes para diversas aplicações 

biotecnológicas, incluindo as indústrias de alimentos, detergentes, couro, têxtil, cosmético, 

papel, biocombustíveis e produtos farmacêuticos (BARBE et al., 2009; WANG et al., 2009; 

SÁNCHEZ et al., 2017). 

A lipase de Burkholderia cepacia (LBC) (anteriormente denominada Pseudomonas 

cepacia) é considerada como um dos biocatalisadores mais versáteis por realizar a catálise em 

ambos os meios aquosos e não aquosos e por apresentar uma alta especificidade a diferentes 

substratos, incluindo a resolução cinética de misturas racêmicas (TRODLER et al., 2009; 

PAN et al., 2010; ABDULLA e RAVINDRA, 2013; SÁNCHEZ et al., 2017). A LBC é uma 

enzima globular com dimensão aproximada de 30 × 40 × 50 Å, constituída por 320 resíduos 

de aminoácidos com uma massa molecular de 33 kDa (LI et al., 2009).  

A estrutura da LBC (Figura 3.1) é constituída por um padrão de dobramento α/β 

hidrolase, que consiste em β-fitas paralelas e por α-hélices e seu sitio ativo é formado pela 

tríade catalítica constituída por resíduos de serina, histidina e aspartato, o qual é recoberto por 

uma “tampa” hidrofóbica que ao interagir com a interface polar/apolar sofre uma mudança 

conformacional, expondo o sítio ativo da enzima a uma posição favorável para catálise, 

semelhante a todas as lipases (NARDINI e DIJKSTRA, 1999; PALOMO et al., 2005; 

TRODLER et al., 2009). A LBC se destaca por apresentar algumas características incomuns a 

outras lipases como um sítio de cálcio que, supostamente, estabiliza a tríade catalítica e a 

presença de um carboxilato adicional que pode funcionar como uma alternativa para aceitação 

de prótons (KIM et al., 1997; SCHRAG et al., 1997).  

Apesar das vantagens que as lipases apresentam um dos obstáculos para o 

desenvolvimento e aplicação de processos enzimáticos é o alto custo da enzima, baixa 

estabilidade operacional, difícil recuperação e reutilização da enzima. Entretanto estas 

desvantagens podem ser superadas com a imobilização das enzimas em suportes. Uma vez 

que a manipulação da enzima imobilizada em um sólido é mais conveniente do que sua forma 

solúvel, o que facilita a recuperação e re-uso eficiente da enzima, permitindo assim a sua 
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utilização, por exemplo, em operação contínua de leito fixo, bem como reduzindo os custos 

do processo (SHELDON e PELT, 2013; CHATTERJEE et al., 2014; ZHAO et al., 2015). 

 

 

Figura 3.1 - Representação da estrutura tridimensional da lipase de Burkholderia cepacia. A 

posição do íon Ca
2+

 está indicada por uma esfera na cor lilás (Adaptado de BARBE et al., 

2009). 

 

3.1.3 Estabilização de enzimas 

A estabilização de enzimas surge como uma alternativa indispensável, a fim de 

alcançar a redução dos custos e uma maior eficiência global dos bioprocessos por meio da 

imobilização (ES et al., 2015). De acordo com GUISÁN et al. (2006) a imobilização de 

enzimas refere-se às enzimas fisicamente confinadas ou localizadas em uma região definida 

do espaço com retenção de suas atividades catalíticas. 

Primordialmente para se obter um biocatalisador imobilizado com propriedades 

favoráveis para a sua aplicação em escala industrial é a escolha do suporte, que apresente 

resistência mecânica e baixo custo, além da escolha adequada da técnica de imobilização que 

mantenha as propriedades catalíticas da enzima (ES et al., 2015). As propriedades 
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bioquímicas, mecânicas e cinéticas do biocatalisador imobilizado resultam na interação entre 

a enzima e o suporte (HOMAEI et al., 2013; SHELDON e PELT, 2013; CARVALHO et al., 

2014). A partir deste enfoque numerosos estudos abordam diferentes tipos de suportes e suas 

modificações físico-químicas para uma melhor interação entre a enzima e o suporte. 

3.1.3.1 Suportes 

As principais características a serem consideradas na seleção do suporte para a 

imobilização de enzimas são: resistência mecânica, química e microbiana, baixo custo de 

produção, ambientalmente amigável, inerte quimicamente a diferentes solventes e elevada 

área específica. Para a imobilização por ligação covalente a presença de grupos reativos na 

superfície do suporte é indispensavel para realizar a funcionalização e ativação do suporte 

(GUISÁN et al., 2006; ZUCCA e SANJUST, 2014).  

Os suportes são geralmente divididos em duas classes principais: inorgânico, orgânico 

e recentemente suportes híbridos, os quais apresentam compostos orgânicos e inorgânicos na 

sua composição visando melhorar as caracteristicas do suporte, como tamanho dos poros e 

grupos funcionais diponíveis para uma melhor interação da enzima e suporte 

(SILVA et al., 2011). O primeiro grupo, amplamente utilizado para a imobilização de enzimas 

por englobar a maioria das características mencionadas, inclui alumina, sílica, argila, zeólitas 

e sílicas mesoporosas. Dentre estes, os suportes a base de sílica apresentam elevado potencial 

para a imobilização de lipases conforme relatado em diversos trabalhos na literatura, 

principalmente devido à possibilidade de modificação da superfície, estabilidade térmica, 

estabilidade mecânica e segurança toxicológica (CARVALHO et al., 2013; CARVALHO et 

al ., 2014; BARBOSA et al., 2014; ASHJARI et al., 2015). 

Os suportes orgânicos incluem principalmente polissacarídeos (como celuloses modifi

cadas, dextrano, quitosana e agarose), os polímeros vinílicos e acrílicos (tal como de 

poli(álcool vinílico) e poliacrilamida) (ZUCCA e SANJUST, 2014). A busca por processos 

ambientalmente favoráveis e a redução dos custos no processo de imobilização de enzimas, 

torna o uso de resíduos agroindustriais como suporte uma alternativa promissora devido à sua 

grande disponibilidade e baixo custo. Na literatura é reportado o uso de resíduos 

agroindustriais como matriz de imobilização para amilase, invertase e lipase (Tabela 3.2). 

Estes estudos com diferentes tipos de enzimas imobilizadas em suportes orgânicos naturais 
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têm mostrado que os resíduos agroindustriais são uma fonte adequada de matéria-prima para 

suportes.  

Tabela 3.1 - Resíduos agroindustriais para a imobilização de enzimas 

Resíduos 

Agroindustriais 
Enzima 

Técnica de 

imobilização 
Referência 

Casca de arroz Invertase Adsorção física 
D’SOUZA e 

GODBOLE, (2002) 

Fibra de coco 
Lipase de Candida 

antarctica B 
Ligação covalente BRIGIDA et al. (2007) 

Fibra de coco 
Lipase de Candida 

antarctica B 
Adsorção física BRIGIDA et al. (2008) 

Fibra de coco Lacase Adsorção física 
CRISTÓVÃO et al. 

(2011) 

Fibra de coco Lacase Ligação covalente 
CRISTÓVÃO et al. 

(2012) 

Fibra de algodão 

Lipase de 

Thermomyces 

lanuginosus e Candida 

antarctica A 

Adsorção física ONDUL et al. (2012) 

Bagaço de cevada Lacase 
Adsorção física e 

Ligação covalente 
SILVA et al. (2012) 

Talos de milho 

Lipase de 

Pseudomonas 

aeruginosa 

Adsorção física LV et al. (2013) 

Bagaço da cana-de-

açucar 

Lipase de 

Thermomyces 

lanuginosus 

Ligação covalente 

multipontual 
MENDES et al. (2013) 

Sabugo de milho 
Lipase de Burkholderia 

cepacia 
Adsorção física RUZENE et al. (2014) 

Fibra de coco Lacase Ligação covalente 
BEZERRA et al. 

(2015) 

 

Neste contexto o biochar é um subproduto rico em carbono produzido a partir da 

degradação térmica de matérias lignocelulósicos na ausência de oxigênio, processo 

denominado de pirólise, como pode ser visto na Figura 3.2 (KUPPUSAMY et al., 2016). O 

biochar é reconhecido como um material multifuncional devido à sua variedade de aplicações, 

dentre as quais se destacam a remoção de poluentes orgânicos e inorgânicos de solução 

aquosa (RIBAS et al., 2014), para melhorar a fertilidade e correção do pH do solo 

(ZWIETE et al., 2010; LEHMANH et al., 2011), como catalisadores em reação de 

transesterificação (WANG et al., 2019; CHELLAPPAN et al., 2018; ZHAO et al., 2018) 

e imobilização de enzimas  (GONZÁLEZ et al., 2013). 
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Figura 3.2 - Processo de pirólise de matérias lignocelulósicos (biomassa) e seus respectivos 

produtos. 

 

Em relação à imobilização de enzimas o estudo de GONZÁLEZ et al. (2013) é o único 

encontrado na literatura. De acordo com este estudo o biochar de casca de aveia apresentou 

propriedades favoráveis para imobilização da lipase Cândida rugosa. Verificaram que na 

superfície do biochar há grupos hidroxilas e carboxílicos, os quais promovem a imobilização 

por meio da interação com o grupamento amino da enzima.  

As propriedades físico-químicas do biochar dependem da matéria-prima e das 

condições da pirólise (taxa de aquecimento, temperatura, tempo de residência e 

granulometria) (ZHU et al., 2015; STEFAGBNIUK e OLESZCZUK, 2015). O interesse da 

comunidade científica em pesquisar o biochar apresentou um crescimento exponencial, sendo 

a maior parte das pesquisas voltadas à aplicação do biochar, principalmente, na área de 

tratamento de água, alteração do solo, adsorção de metais e como base para a formação de 

catalisadores químicos para produção de biodiesel (ZHU et al., 2015; TAN et al., 2015; 

WANG et  al., 2019; ZHAO et al., 2018).     

Como destacado, uma gama de suportes estão em fase de desenvolvimento visando à 

obtenção de biocatalisadores estáveis e com elevada atividade catalítica, o que tem atraído o 

interesse da comunidade científica na busca por alternativas para a melhoria das propriedades 

morfológicas e físico-químicas dos suportes já existentes. Dentre estas alternativas destaca-se 
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o uso de aditivos durante ou após a preparação do suporte que proporciona alterações na área 

específica e porosidade, bem como a disponibilidade de grupamentos funcionais. Além disso, 

a obtenção de biocatalisadores estáveis está relacionada com a escolha das técnicas de 

imobilização enzimática que dependem das propriedades apresentadas na superfície dos 

suportes e da enzima, tais como grupos funcionais, carga iônica e grupos hidrofóbicos 

(CARVALHO et al., 2014).  

Tratamentos de suportes 

Na literatura diferentes tipos de tratamento de suportes são utilizados visando à sua 

melhoria para a imobilização de enzimas, tais como: aditivos na etapa de modificação de 

suportes e uso de agentes de silanização. Alguns dos aditivos utilizados são polietilenoglicol - 

PEG, álcool polivinílico - PVA, caseína, gelatina, albumina de ovo ou bovina e líquidos 

iônicos. Os agentes silanizadores e bifuncionais utilizados são 3-aminopropiltrimetoxissilano, 

3-aminopropiltrietoxissilano, 3-cloropropiltrimetoxissilano, epicloridrina, glutaraldeído, 

glioxal, formaldeído, glicidol e carbonildiimidazol. (CARVALHO et al., 2014).  

 Diversos trabalhos relatam a modificação de suportes inorgânicos a base de sílica, por 

ser um suporte amplamente estudado e com grande capacidade de modificações em sua 

superfície por diferentes agentes, além da possibilidade de uso de aditivos em seu preparo. O 

estudo realizado por SOUZA et al. (2013) mostrou que o uso de diferentes líquidos iônicos 

como aditivos, durante o processo de encapsulamento da lipase de Burkholderia cepacia pela 

técnica sol gel apresentou maior área específica, diâmetro dos poros e rendimento de 

imobilização ao utilizar líquidos iônicos próticos. SOARES et al. (2003) compararam o uso 

do aditivo PEG e albumina na imobilização da lipase de Candida rugosa por ligação 

covalente em sílica silanizada e ativada com γ-aminopropiltrietóxi silano (γ-APTS) e ativada 

com glutaraldeído, o uso do aditivo PEG proporcionou um maior rendimento de imobilização 

cerca de 59 %. 

Em relação às modificações em suportes orgânicos, existem poucos trabalhos na 

literatura. Os estudos realizados por BRÍGIDA et al. (2007) e CRISTOVÃO et al. (2012) 

utilizou-se glicidoxipropiltrimetoxisilano (GPTS) para o processo de silanização da fibra de 

coco para a imobilização, por ligação covalente, da lipase Candida antarctica e lacase, 

respectivamente, o que proporcionou a formação de ligação covalente multipontual ao utilizar 
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pH 10 em ambos os processos de imobilização obtendo biocatalisadores com maior 

estabilidade operacional mantendo 50 % da atividade inicial após 10 ciclos. ONDUL et al. 

(2012) realizaram um revestimento com polietilenoimina na fibra de algodão para posterior 

imobilização por adsorção seguida de ligação cruzada com glutaraldeído das lipases de 

Cândida antarctica A (CALA) e Thermomyces lanuginosus (TL). 

A literatura não apresenta modificações na superfície do biochar visando à imobilização 

de enzimas, entretanto as propriedades do biochar (por exemplo, área de específica, tamanho 

de poro, massa molecular, hidrofobicidade, polaridade e grupos funcionais) podem ser 

modificadas por meio de tratamento de ativação química ou física (TAN et al., 2016; 

SHIM et al., 2015). 

Diversos estudos relatam a utilização do biochar oriundo de diferentes materiais 

lignocelulósicos como semente de goiaba (RAHMAN e SAAD, 2003), semente de girassol 

(FOO e HAMEED, 2011a), bambu (ADEMILUYI et al., 2009; FAN et al., 2010), casca de 

amendoim (IDRIS et al., 2012), cascas de nozes (KLASSON et al., 2009), semente de 

azeitona (STAVROPOULOS e ZABANIOTOU, 2005), casca de arroz (FOO e HAMEED, 

2011b), casca de coco (FOO e HAMEED, 2012a), casca de jaca (FOO e HAMEED, 2012b), 

casca de abacaxi (FOO e HAMEED, 2012c), serragem (FOO e HAMEED, 2012d) e palha de 

trigo (MAO et al., 2015) como precursores para a produção de carvão ativado.  

O tratamento de ativação do biochar para a produção de carvão ativado pode ser 

classificado como: ativação física ou ativação química. Na ativação física, o precursor 

(resíduos lignocelulósicos) é tratado termicamente numa atmosfera inerte e a ativação do 

produto sólido residual (biochar) é realizada em temperaturas elevadas (900 - 1000 °C), na 

presença de gases oxidantes como dióxido de carbono (PEREIRA et al., 2014). O processo de 

ativação química pode ser realizado por métodos de ativação de uma ou duas etapas. No 

método de ativação química de uma etapa, o precursor é impregnado com agentes químicos, 

tais como hidróxido de potássio, hidróxido de sódio, carbonato de sódio, cloreto de magnésio, 

ácido fosfórico e cloreto de zinco e o material impregnado é tratado termicamente sob 

atmosfera inerte (TAN et al., 2016; SHIM et al., 2015).  

A ativação em duas etapas envolve a carbonização do percursor seguido pela ativação 

do carvão resultante na presença de agentes químicos (hidróxido de potássio, hidróxido de 
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sódio, carbonato de sódio) (HADOUNA et al., 2013). Além de apresentar algumas vantagens 

em relação à ativação física, como menor temperatura e tempo de tratamento e carvões 

ativados com elevada área específica (PEREIRA et al., 2014). 

Recentemente as pesquisas estão voltadas para buscar alternativas de aquecimento para 

a preparação de carvão ativado, com o intuito de reduzir o tempo de preparação e o consumo 

de energia (FOO e HAMEED 2011b). O aquecimento por micro-ondas vem sendo 

amplamente estudado, uma vez que o tempo necessário para a ativação é reduzido tornando-

se mais eficiente em termos energéticos do que o método convencional de aquecimento por 

utilizar menos energia (MAO et al., 2015). Embora o aquecimento por micro-ondas seja hoje 

uma técnica madura que encontra larga aplicação em ciência dos materiais, processamento de 

alimentos e química analítica, existem relativamente poucos estudos sobre o preparação de 

carvão ativado por aquecimento por micro-ondas (FOO e HAMEED 2011b). 

Grande parte dos estudos realizados na preparação de carvão ativado está voltada para a 

remoção de poluentes (orgânicos e inorgânicos) de soluções aquosas e como suporte para 

preparação de catalisadores químicos aplicados na produção de biodiesel. ADEMILUYI et al.

 (2009) estudaram a remoção de poluentes orgânicos de efluentes industriais com carvão 

ativado em mufla proveniente da ativação com ácido clorídrico (0,1M) do biochar de bambu, 

no qual verificaram uma boa capacidade de adsorção de cerca de 62 % dos contaminantes 

orgânico. No estudo de STAVROPOULOS e ZABANIOTOU (2005) foi produzido carvão 

ativo a partir de semente de azeitona com ativação química utilizando KOH como agente de 

ativação, temperatura de ativação de 800 e 900 ºC em diferentes tempos (1-4 h). Os resultados 

indicaram que o carvão ativado apresentou uma maior capacidade de adsorção do corante azul 

de metileno e área específica em relação ao carvão ativado comercial.  

MARDHIAH et al. (2017) avaliaram o uso de biochar de pinhão-manso (Jaropha 

curcas) como catalisador ácido tratado com ácido sulfúrico aplicado em reação de 

esterificação de óleo de pinhão-manso (Jaropha curcas) e metanol. A conversão máxima foi 

de 99,13 % na razão molar de óleo:metanol de 1:12,  7,5 % em peso de catalisador, 60° e 60 

min de tempo de reação. PILLAI et al. (2018)  desenvolveram catalisadores básicos de KOH e 

NaOH utilizando biochar de poldas de Albizia Lebbeck ativado com ácido sulfúrico e 

bicarbonato de sódio para produção de biodiesel a partir de óleo de sementes de borracha. 
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Verificou-se que o rendimento máximo de 97,2 % foi obtido para a proporção de catalisador 

de 3:1,6:1,4 (KOH: NaOH: biochar ativado).  

WANG et al. (2018) estudaram a produção de catalisador de oxido de cálcio utilizando 

o biochar ativado com KOH oriundo de turfa para ser aplicado em reação de 

transesterificação de óleo de dendê em metanol. O melhor desempenho foi para o catalisador 

preparado a 30 % (m/m) de oxido de cálcio e 700 °C de calcinação, o qual foi obtido 93 % de 

conversão de ésteres metílicos nas seguintes condições: 5 % (m/m) de catalisador, razão 

molar óleo/metanol de 1:8 e tempo de reação de 150 min. Concluindo que o biochar ativado 

de turfa apresenta propriedades favoráveis como suporte para a preparação de catalisadores 

químicos.  

Com base nestes estudos verifica-se que há uma variedade de técnicas que podem ser 

utilizadas visando à melhoria das propriedades morfológica e físico-química dos diferentes 

suportes, o qual irá influenciar na escolha da técnica de imobilização de enzimas, uma vez que 

as interações entre os grupos funcionais presentes no suporte com os grupos reativos presentes 

na superfície da enzima determinará a melhor técnica para a imobilização e sua estabilidade.  

3.1.3.2 Técnicas de imobilização   

As técnicas de imobilização de enzimas podem ser divididas em três categorias: 

ligação a um suporte (adsorção física ou ligação covalente), encapsulamento e ligação cruzada 

(CLEAs) (Figura 3.3) (SHELDON e PELT, 2013; HOMAEI et al., 2013). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 3.3 - Diferentes métodos para imobilização de enzimas (Adaptado de SHELDON e 

PELT, 2013). 
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A ligação da enzima ao suporte por adsorção física ocorre por interações hidrofóbicas, 

interações eletrostáticas, ligações de hidrogênio e de van der Waals, em geral é relativamente 

fraca e a não especificidade das interações podem levar à lixiviação da enzima resultante das 

alterações reacionais (pH, temperatura, e força iônica), que por sua vez resulta em perda de 

atividade com o tempo. Sugerindo assim, a aplicação de enzimas fisicamente adsorvida 

principalmente em ambientes hidrofóbicos (HOMAEI et al., 2013; ZUCCA e 

SANJUST, 2014; ES et al., 2015). Entretanto, adsorção física é a técnica mais utilizada 

devido à sua simplicidade e o baixo custo. Além de manter elevada atividade catalítica e 

permitir a reutilização do suporte uma vez que as interações são reversíveis, o que implica em 

vantagens econômicas para produções industriais (ES et al., 2015). 

A ligação covalente da enzima ao suporte é considerada mais forte, a qual minimiza a 

lixiviação da enzima da superfície do suporte em meio aquoso, que ocorre a formação de 

múltiplas ligações covalentes entre a enzima e o suporte, reduzindo a flexibilidade 

conformacional e evitando o desdobramento da enzima e a sua desnaturação (HANEFELD et 

al., 2009). A ligação covalente se dá por meio da interação entre os resíduos das cadeias 

laterais dos aminoácidos da enzima como arginina, ácido aspártico, histidina e os grupos 

reativos do suporte como epóxi ou aldeído (DATTA et al., 2013).  

Uma das desvantagens apresentada pela ligação covalente é a necessidade da 

modificação química do suporte, com inserção de grupos reativos no suporte (NH2, OH, 

COOH) capazes de reagir covalentemente com a enzima, por meio de agentes silanizadores e 

bifuncionais, tais como 3-aminopropiltrimetoxissilano, 3-aminopropiltrietoxissilano, 3-

cloropropiltrimetoxissilano, epicloridrina, glutaraldeído, glioxal, formaldeído, glicidol, 

carbonildiimidazol, o que eleva o custo do processo de imobilização (CARVALHO et al., 

2014). Dentre os grupos reativos utilizados para a ativação do suporte está o aldeído que pode 

ser facilmente ligado com o grupo amina presente no resíduo de lisina da enzima. Onde a 

imina formada pode subsequentemente ser reduzida (NaBH4), assegurando a imobilização 

irreversível (HANEFELD et al., 2009; ZUCCA e SANJUST, 2014). 

No geral, as enzimas imobilizadas covalentemente podem ser utilizadas em qualquer 

meio, enquanto as enzimas adsorvidas devem ser aplicadas em meios contendo solventes 

orgânicos ou em reagentes hidrofóbicos para evitar a lixiviação. Por outro lado, a ligação 
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covalente tem a desvantagem de ser irreversível, tanto a enzima e o suporte são inutilizados 

na maioria dos casos (HANEFELD et al., 2009).  

O encapsulamento não influência negativamente na estrutura da enzima por reter a 

enzima no interior de uma matriz polimérica, tipicamente matrizes de polímeros orgânicos ou 

inorgânicos, tais como poliacrilamida e sílica sol-gel. A matriz é geralmente formada durante 

a própria imobilização, sendo a técnica sol-gel a mais utilizada, e consistindo em dois 

processos simultâneos: condensação dos precursores de sílica para formação da rede porosa 

de sílica e a encapsulação aleatória da enzima. Apesar da porosidade apresentada na matriz a 

difusão do substrato para a enzima pode ser restringida a depender do tamanho dos poros do 

suporte, do substrato e da conformação da enzima e seu sítio ativo durante a imobilização 

(HANEFELD et al., 2009; SHELDON e PELT, 2013; CARVALHO et al., 2014; NIGAM et 

al., 2014). 

A formação de agregados reticulados de enzima (CLEAs) é uma técnica que envolve 

uma única etapa simplificada do processo de imobilização. Os CLEAs são agregados de 

enzimas formados por precipitação física com sais inorgânicos ou solventes orgânicos. A 

enzima é precipitada com a ajuda de sais inorgânicos como sulfato de amônio, que 

comprimem a camada de solvatação e aumenta a interação enzima-enzima. Estes precipitados 

agregados são então reticulados com o auxílio de agentes, tais como glutaraldeído, que é um 

agente bifuncional reativo, capaz de reagir com os grupos amino da superfície da enzima 

(NIGAM et al., 2014).  

No entanto, não há nenhum método e suporte padrão para todas as enzimas e as suas 

várias aplicações, em razão das diferentes características químicas e composição das enzimas, 

as diferentes propriedades dos substratos e produtos. No entanto, todos os métodos podem 

apresentar um número de vantagens e desvantagens. A adsorção é simples, barata, e eficaz, 

mas frequentemente reversível; ligação covalente e CLEAs são eficazes e duráveis, mas são 

caros e facilmente afetam o desempenho da enzima e os problemas difusionais são inerentes 

ao encapsulamento (HOMAEI et al., 2013). 

 Na literatura os diferentes biocatalisadores imobilizados a partir de várias técnicas de 

imobilização já foram utilizados em diversas aplicações, contudo o sistema lipase imobilizada 

em biochar ainda não foi testado em reação de transesterificação. 
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3.2 Reação de transesterificação  

A reação de transesterificação é o método mais empregado para a produção de ésteres 

alquílicos de ácidos graxos (biodiesel) que ocorre na presença de óleo vegetal ou gordura 

animal e um álcool de cadeia curta (etanol ou metanol) na presença de um catalisador 

(enzimático ou químico) ou em condições supercríticas. Conforme apresentado na Figura 3.4., 

a reação de transesterificação enzimática ocorre em três etapas: os triacilgliceróis (óleo 

vegetal ou gordura animal) são convertidos em diacilgliceróis, em seguida, a 

monoacilgliceróis e finalmente em glicerol, cada etapa produz um mol de éster. A fim de 

favorecer a formação de ésteres é necessário o excesso de álcool, uma vez que a estequiometria da 

reação de transesterificação requer 3 mol de álcool para 1 mol de triacilgliceróis para a produção 

de 3 mol de ésteres e 1 mol de glicerol (GOG et al., 2012; SANDOVAL et al., 2017).  

Portanto, após a reação de transesterificação o meio reacional pode apresentar os 

intermediários (monoacilgliceróis e diacilgliceróis) e os produtos (ésteres e glicerol). Os 

intermediários formados apresentam valor agregado para insumo industrial, uma vez que os 

monoacilgliceróis são surfactantes não iônicos amplamente utilizados nas indústrias 

farmacêuticas, de alimentos e de cosméticos. Na Tabela 3.3 são apresentados os diferentes 

tipos de monoacilgliceróis e algumas de suas principais aplicações (FREITAS et al., 2008).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 3.4 - Etapas da reação de transesterificação catalisada por lipase (Adaptado 

SANDOVAL et al., 2017). 
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Tabela 3.2 - Os diferentes tipos de monoacilgliceróis e algumas de suas principais aplicações 

(FREITAS et al., 2008). 

Os diacilgliceróis (DAG) apresentam características emulsificantes semelhantes aos 

MAG e muitas vezes são usados juntamente com os monoacilgliceróis como emulsificante e 

estabilizante para as indústrias de alimentos, medicamentos e cosméticos (SONG et al., 2012; 

BABICZ et al., 2010). Além disso, os DAG têm atraído interesse devido às suas propriedades 

nutricionais benéficas, pois um óleo rico em DAG pode ser incorporado na dieta humana, 

uma vez que são facilmente utilizados pelo organismo como fonte de energia, quando 

comparado a óleos ricos em triacilgliceróis que, em excesso no organismo, são estocados em 

forma de gordura localizada, sendo assim o óleo rico em DAG é utilizado como óleo de 

cozinha funcional (GONÇALVES et al., 2012; JIN et al., 2011). 

Industrialmente, MAG e DAG são produzidos por meio da interesterificação de 

triacilgliceróis com glicerol (glicerólise), a altas temperaturas (>200 °C), na presença de 

MONOACILGLICERÓIS APLICAÇÕES 

Monoacilgliceróis dos 

ácidos EPA e DHA 

Previnem efeitos danosos em pessoas que possuem desordens vasculares 

Monopentanoglicerol Tratamento de cabelos 

Monocaprina Possue propriedades antivirais, bacteriana e microbiana sendo utilizada 

em emulsões para mucosa bucal, reduzindo os prejuízos causados por 

bactérias como Candida albicans, que se aloja entre a gengiva e os dentes 

(principalmente nas dentaduras) 

Monolaurina Possui propriedades antivirais, bacteriana, protozoal e microbiana. Em 

medicamentos é usada para destruir a gordura revestida de viroses como, 

por exemplo, HIV e Herpes 

A monolaurina também é usada como um dos principais agentes 

penetrantes para aplicações em membranas mucosas, onde reduz o tempo 

necessário para o início da ação da droga, aumenta a quantidade da droga 

penetrante e causa menor ou nenhum efeito deletério à membrana mucosa 

Monooleína Utilizada como sistema de liberação de drogas, carregador farmacêutico e 

emulsificante 

Aracdonato de 

monoglicerila 

Ligante endógeno receptor de canabinóides nos tecidos cerebrais e 

intestinais 

Acetato de monoglicerila Pode melhorar a qualidade das gorduras, como, por exemplo, a margarina 
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catalisadores inorgânicos (Ca(OH)2, NaOH) (FREGOLENTE et al., 2009; GHATTAS et 

al., 2014). Em virtude das temperaturas elevadas utilizadas no processo há formação de 

subprodutos indesejáveis acarretando cor escura e odor desagradável ao óleo. Esta reação 

produz uma mistura que contém cerca de 35-60 % de monoacilgliceróis, 35-50 % de 

diacilgliceróis, 1-20 % de triacilgliceróis, 1-10 % de ácidos graxos livres, e o sal de metal 

alcalino resultante (FREITAS et al., 2008; FREGOLENTE et al., 2009). 

Tendo em vista a política e as exigências da sociedade para o desenvolvimento de 

processos industriais verdes, os processos enzimáticos tem atraído grande interesse da 

comunidade científica com um crescimento exponencial na última década, impulsionada pelos 

avanços nas áreas de engenharia enzimática, engenharia metabólica e biologia sintética 

(TANG e ZHAO, 2009; SHELDON e PELT, 2013).  

Em relação à produção de ésteres alquílicos de ácidos graxos (biodiesel) via 

transesterificação enzimática, ANTCZAK et al. (2009) apresentam alguns fatores crucias que 

afetam a produtividade, tais como: a escolha adequada da matéria-prima, o processo de 

imobilização da enzima para uma melhor estabilidade e eficiência catalítica, seguido dos 

chamados parâmetros secundários, tais como seleção do solvente orgânico, otimização da 

razão molar do solvente, temperatura, atividade da água, pH do microambiente da enzima e a 

concentração de glicerol admissível na reação, como pode ser visto no fluxograma 

(Figura 3.5).  

Em relação à matéria-prima o óleo de coco bruto surge como uma alternativa 

promissora para a produção de biodiesel, uma vez que apresenta um elevado percentual de 

ácidos graxos saturados de cadeia curta, principalmente o ácido láurico que corresponde a 

cerca de 50 % da sua composição (NITBANI et al., 2016). De acordo com MICHELIN et al. 

(2015) ácidos graxos de cadeia curta apresentam um melhor desempenho na produção de 

biodiesel por transesterificação enzimática por interagir de maneira mais eficiente com o 

receptor acilo e o biocatalisador. A Tabela 3.4 apresenta a composição de ácidos graxos 

presentes em diferentes óleos vegetais. 

 

 



 

21 

 

Figura 3.5 - Fatores que afetam a produção de biodiesel por transesterificação 

enzimática (Adaptado ANTCZAK et al., 2009). 

Tabela 3.3 - Composição de ácidos graxos de óleos vegetais (Adaptado 

KARMAKAR et al., 2010). 

Ácidos graxos 

(%) 
Óleo de coco Óleo de soja 

Óleo de 

girassol 

Óleo de 

Jatropha 

Caprílico(C8:0) 5.0-9,0 - - - 

Cáprico(C10:0) 6,0-10,0 - - - 

Láurico(C12:0) 44,0-52,0 - - - 

Mirístico(C14:0) 13,0-19,0 <0,5 <1,0 0,5-1,4 

Palmítico(C16:0) 8,0-11,0 7-11 3,0-6,0 12,0-17,0 

Esteárico(C18:0) 1,0-3,0 2,0-6,0 1,0-3,0 5,0-9,5 

Oléico(C18:1) 5,0-8,0 19,0-34,0 14,0-35,0 37-63 

Linoléico(C18:2) 0-1,0 43,0-56,0 44,0-75,0 19-41 

O Brasil é o quarto maior produtor mundial de coco e a região nordeste tem uma 

elevada representatividade na produção nacional, em que o estado de Sergipe é considerado o 

terceiro maior produtor de coco, estando atrás apenas da Bahia e Ceará 

(JUNIOR et al., 2013). Vale ressaltar que o óleo de coco pode ser produzido a partir do 
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resíduo da produção de coco ralado e leite de coco, desta forma não competiria com a 

produção de alimentos tornando-se uma matéria-prima promissora para a produção de 

biodiesel no Brasil. Além de promover o desenvolvimento socioeconômico da região 

produtora de coco devido à geração de emprego e renda (COSTA-SILVA et al., 2017).  

Com base nesse cenário o grupo de pesquisa o qual esse trabalho está inserido aprovou 

na seleção pública de Projetos de Pesquisa, Desenvolvimento e Inovação voltados para a 

cadeia produtiva do biodiesel no edital 40/2013 MCTI/CNPq, o projeto para produção 

enzimática de biodiesel a partir do óleo de coco bruto, sendo então selecionado para o 

presente estudo. 

Concomitantemente aos estudos destes fatores está o desenvolvimento de tecnologia 

visando à viabilidade econômica para a produção de biodiesel por via enzimática para os mais 

diferentes óleos brutos e refinados, com o uso de diferentes configurações de reatores 

(batelada ou contínuo), técnicas não convencionais (micro-ondas e ultrassom) como pode ser 

visto no esquema mostrado na Figura 3.6.  

 

Figura 3.6 - Processos para a produção de biodiesel por transesterificação enzimática 

(Adaptado de MEUNIER et al., 2015; MICHELIN et al., 2015; CHEN et al., 2016). 

3.2.1 Processos convencionais 

    Diferentes configurações de reação e reatores são relatados na literatura com o intuito 

de reduzir os custos operacionais e melhorar a produção de biodiesel por transesterificação 

enzimática. Os reatores podem operar em batelada no qual não há entrada nem saída de 

reagentes ou produtos durante a reação, ou podem operar em fluxo contínuo em reator de 
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tanque agitado (Continuous-Stirred Tank Reactor_CSTR), reator tubular com escoamento 

uniforme (Plug-Flow Reactor_PFR) e reator de leito fixo (Packed Bed Reactor _PBR) 

(FOGLER, 2002). Os reatores mais estudados em reação de transesterificação enzimáticas são 

os de tanque agitado (CSTR) no qual a enzima (livre ou imobilizada) é dispersa na reação por 

agitação e de leito recheado (PBR) no qual a enzima imobilizada é empacotada em uma 

coluna (GOG et al., 2012; CHRISTOPHER et al., 2014).  

O reator CSTR é o tipo mais simples, consiste de um reator e uma hélice, apresenta 

como vantagem a facilidade de construção, operação e manutenção, entretanto os 

biocatalisadores imobilizados podem sofrer danos mecânicos, o que pode reduzir a 

reutilização do catalisador e afetar a viabilidade econômica do processo (XU et al., 2012; 

GOG et al., 2012; MEUNIER et al., 2015). O sistema contínuo do reator CSTR apresenta 

vantagem em relação ao reator de batelada, pois não é necessário esvaziar, limpar e recarregar 

o reator antes de uma nova reação, uma vez que biocatalisador é mantido no sistema com a 

utilização de um filtro na saída do reator (CHRISTOPHER et al., 2014).       

Já o reator PBR reduz o nível de tensão de cisalhamento das partículas do 

biocatalisador e permite a operação contínua. No entanto, os reatores PBR podem ser 

limitados por uma elevada queda de pressão através do leito ou da obstrução do biocatalisador 

pela acumulação do glicerol na parte inferior do reator, o que diminui a eficiência catalítica. 

Contudo vários trabalhos na literatura relataram aplicações promissoras utilizando reatores 

PBR em diferentes configurações com reatores em série, remoção intermediária de glicerol e 

com adição de solventes para reduzir a viscosidade da mistura reacional (XU et al., 2012; 

GOG et al., 2012; MEUNIER et al., 2015).     

No estudo realizado por MEUNIER et al. (2015) foi avaliado a transesterificação da 

trioleína num reator de leito recheado (PBR) com volume de 13,4 cm
3
 comparando dois 

biocatalisadores, Novozym 435 e a Lipase PS “Amano” SD imobilizada em Celite (CSG) 

visando à obtenção de ésteres de oleato de metila. Verificaram que a vazão do substrato 

influenciou significativamente na conversão do éster e o máximo de conversão obtida foi de 

83 e 59 % para o biocatalisador (CSG) e Novozym 435, respectivamente, ao utilizar a maior 

vazão (20 mL/min). Esse resultado foi atribuído à remoção do glicerol na coluna ao utilizar 

uma maior vazão no sistema uma vez que a presença do glicerol limita o acesso da trioleína 
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com o sitio ativo da enzima. Este mesmo processo foi utilizado por MEUNIER et al. (2014) 

em reator batelada na temperatura de 40 °C e razão molar 5:1 (metanol:trioleína) e o máximo 

de conversão obtida foi de 62 e 8 % para o biocatalisador CSG e Novozym 435, 

respectivamente, ao utilizar o reator de leito fixo apresentou maior conversão em éster.  

 Outra vertente que tem despertado o interesse de muitos pesquisadores são os estudos 

relacionados à transesterificação enzimática com a utilização de tecnologias não 

convencionais, tais como aquecimento por micro-ondas e ultrassom. Com o intuito de redução 

do tempo de reação e aumento das taxas de conversão em éster.  

3.2.2 Processos não convencionais  

O uso de micro-ondas é estabelecido como uma fonte eficiente de aquecimento para 

uma variedade de reações químicas, em que elevados rendimentos e seletividade da reação 

podem ser alcançados em tempos reduzidos de reação (SHINDE e YADAV, 2014; 

CHEN et al., 2016). De acordo com YADAV et al. (2015), a irradiação do micro-ondas em 

biossistemas não tem praticamente nenhum efeito sobre a energia de ativação ou tem apenas 

efeito moderado em poucos casos, reduz o tempo de reação em relação ao aquecimento 

convencional, e a absorção de energia faz com que os grupos funcionais envolvidos na reação 

apresentem uma maior reatividade em relação a incubação à mesma temperatura em 

aquecimento convencional.  

Os dois importantes fatores que têm contribuição significativa no efeito do micro-ondas 

nos catalisadores enzimáticos são: (i) propriedades di-elétrica, e (ii) polaridade do meio de 

reação. O uso de micro-ondas para a produção de biodiesel por transesterificação enzimática 

não está totalmente estabelecido, mas estudos recentes demostram que o uso de aquecimento 

por micro-ondas promove um aumento na conversão e redução no tempo de reação quando 

comparado com o aquecimento convencional (YADAV et al. 2015). Na Tabela 3.5 são 

apresentados os estudos que verificaram a influência do aquecimento não convencional por 

micro-ondas em reações de transesterificação enzimática. 

O uso do ultrassom na reação de transesterificação enzimática poderá contribuir para 

uma mistura mais homogênea do substrato e facilitar assim a dispersão da enzima no 

substrato, reduzindo aglomeração de modo que a taxa de reação não diminua com o aumento 

da concentração da enzima. Além disso, como a síntese enzimática de biodiesel é muito mais 
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lenta do que a transesterificação química, a irradiação de ultrassom surge como uma 

alternativa viável para aumentar a velocidade da reação, a fim de tornar possível sua aplicação 

na produção de biodiesel por via enzimática em escala industrial (MICHELIN et al., 2015). 

Na Tabela 3.6 estão alguns trabalhos encontrados na literatura utilizando o ultrassom para 

produção de biodiesel por via enzimática. 

A partir da análise dos trabalhos disponíveis na literatura consultada, nota-se que, 

praticamente, não há relatos da aplicação de transesterificação de óleo de coco bruto assistido 

por micro-ondas ou ultrassom com enzimas imobilizadas em biochar de semente de goiaba. 

Este fato justifica o presente trabalho. 
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Tabela 3.4 - Micro-ondas aplicado para produção de biodiesel por via enzimática. 

Potência Matéria-prima 
Biocatalisador/ 

Carregamento (%) (v/v) 
Álcool 

Razão molar   

(óleo:álcool) 

Temperatura 

(°C) 

Rendimento global 

(%) / tempo (h) 
Referência 

- Óleo de macaúba Novozym 435/ 2,5 Etanol 1:9 30 45/ 0,25 
NOGUEIRA 

et al. (2010) 

8 - 15 W Sebo de bovino 

Lipase de Burkholderia 

cepacia imobilizada em 

sílica-PVA/ 20 

Etanol 1:6 
50 

 
95/ 6 

DA RÓ´S      

et al. (2012) 

8 - 15 W Óleo de dendê  

Lipase de Burkholderia 

cepacia imobilizada em 

sílica-PVA/ 20 

Etanol 1:8 43 97/ 12 

DA RÓ´S      

et al. (2013) 

 

80 - 100 W Óleo de babaçu  

Lipase de Burkholderia 

cepacia imobilizada em 

sílica-PVA/ 20 

Etanol 1:12 50 100/ 10 

DA RÓ´S      

et al. (2014) 

 

50 W Óleo de soja  Novozym 435/ 3,36 Etanol  1:3 60 99 / 3 
QUEIROZ    

et al. (2015) 
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Tabela 3.5 - Ultrassom aplicado para a produção de biodiesel por via enzimática. 

Frequência / 

potência 
Matéria-prima 

Biocatalisador/ 

Carregamento 

(%) (v/v) 

Álcool 
Razão molar   

(Óleo:Álcool) 

Temperatura 

(°C) 

Rendimento (%) 

/ tempo (h) 
Comentários Referência 

28 kHz/ 100 W 

Óleo residual 

de fritura 

(elevada acidez) 

Novozym 

435/8 
Propanol 1:3 45 95 / 1,6  

WANG et al. 

(2007) 

40 kHz/ 250 W 

+ 50 rpm 
Óleo de soja 

Novozym 

435/6 
Metanol 1:6 40 96 / 4  

Adição de 

álcool amílico 

terciário (1:1) 

YU et al. 

(2010) 

24 kHz/ 200 W 
Óleo de pinhão-

manso 

Lipase A. 

aerogenes 

imobilizada em 

sílica/- 

Metanol 1:4 - 84 / 0,5  

Ultrassom de 

ponteira em 

ciclos de 0,7 s 

KUMAR et al. 

(2011) 

37 kHz/100 W Óleo de soja 
Lipozyme 

RMIM/13 
Etanol 1:3 

60 

 
86 / 4  

BATISTELLA 

et al. (2012) 

25 kHz/ 200 W 

+ 100 rpm 

Óleo residual 

de fritura 

Novozym 

435/10  

Carbonato 

de 

dimetilo 

1:6 60 87 / 4   

GHARAT e 

RATHOD, 

(2013) 

40 kHz/ 132 W 
Óleo de 

macaúba 

Novozym 

435/20  
Etanol 1:9 75 70 / 0,5   

MICHELIN 

et al. (2015) 
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Capítulo 4 

4. MATERIAIS E MÉTODOS  

Neste capítulo serão apresentados os principais materiais e metodologias empregadas 

neste estudo para a ativação do biochar, imobilização de lipase em biochar e as reações de 

transesterificação, bem como os métodos analíticos empregados na caracterização dos 

biocatalisadores imobilizados e do biochar. 

4.1 Materiais  

A lipase microbiana de Burkholderia cepacia (LBC) foi adquirida da Sigma-Aldrich 

com atividade hidrolítica de 2500 U/g enzima (pH 7,0) determinada por reação de hidrólise 

(descrita no item 4.2.4). As sementes de goiaba foram cedidas pela indústria de polpa de 

frutas (POMAR), localizada na cidade de Aracaju/SE. Os outros reagentes utilizados foram: 

hexano P.A. 99 % (Synth, Brasil); polietilenoglicol (PEG 1500, Synth); epicloridrina (EPI) 

(Sigma-Aldrich); 3- aminopropiltrietoxissilano (ATPS) (Sigma-Aldrich); glicidol (Sigma-

Aldrich) e glutaraldeido 50 % (Sigma-Aldrich); Hidróxido de potássio (Vetec, Brasil); ácido 

fosfórico (Vetec, Brasil); e diclorometano (Vetec, Brasil). O substrato utilizado para as 

reações de hidrólise foi o azeite de oliva comercial extra virgem com baixa acidez 

(Carbonell), goma arábica em pó pura (Synth, Brasil). O óleo de coco bruto foi adquirido em 

mercado local. Todos os outros reagentes utilizados foram de grau analítico. 

4.2 Metodologia  

As etapas realizadas neste estudo estão resumidamente apresentadas no fluxograma 

(Figura 4.1). Primeiramente foi determinado o melhor tratamento do biochar para a 

imobilização por adsorção física da LBC em relação à atividade hidrolítica, em seguida foram 

testados diferentes métodos de imobilização, em seguida com o biocatalisador imobilizado 

mais eficiente foi selecionado e aplicado em reações de transesterificação de óleo de coco 

bruto por métodos convencionais e não convencionais. 
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Figura 4.1- Fluxograma das principais etapas realizadas neste trabalho. 
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4.2.1 Produção do biochar 

A produção do biochar foi realizada pela técnica de pirólise rápida em uma planta 

piloto montada no Departamento de Química da Universidade Federal de Sergipe, constituída 

por um forno elétrico, um reator de quartzo equipado com um condensador como mostra a 

Figura 4.2. Antes de iniciar cada experimento, o reator foi purgado com gás nitrogênio para 

assegurar que o processo prosseguiria na ausência de oxigênio. As condições do processo de 

pirólise foram temperatura de 500 ºC, massa de amostra 23 g, tempo de estabilização 5 min, 

fluxo de gás N2 (1 mL/ min) e taxa de aquecimento do forno 30 °C/min
 
foram adicionadas no 

reator de quartzo. Os vapores gerados na pirólise passam pelo condensador resfriado por um 

banho termostático a cerca de 10 ºC, e o vapor condensado (bio-óleo) foi recolhido. O biochar 

assim obtido apresentou granulometria entre 1- 1,68 mm (SANTOS et al., 2015). 

 

 

Figura 4.2 - Sistema utilizado para a pirólise composto: forno elétrico (1), Reator (2), 

condensador (3) e balão para coletar o bio-óleo (4). 

 

4.2.2 Tratamento do biochar para imobilização   

4.2.2.1 Tratamento convencional (mufla) 

O biochar de semente de goiaba foi incubado em três diferentes agentes químicos: 

diclorometano (M-DCM), solução de KOH (M-OH) ou H3PO4 (M-H) a 10 % (m/m) no 
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período de 24 h sob agitação em temperatura ambiente. Após esse período o biochar foi 

levado à mufla sob uma temperatura de 500 ºC por 30 min, em seguida lavado 

exaustivamente com água a pH neutro e seco em estufa a 60 °C, conforme descrito por 

PEREIRA et al (2014) com algumas modificações. 

4.2.2.2 Tratamento não convencional  

Assistido por ultrassom  

O biochar da semente de goiaba foi submerso em três diferentes agentes químicos: 

diclorometano (U-DCM), solução de KOH (U-OH) ou H3PO4 (U-H) a 10 % (m/m). Em 

seguida levado a banho de ultrassom (Ultroniqui) com uma frequência de funcionamento de 

25 kHz e uma potência máxima de saída de 220 W por 30 min em temperatura ambiente (25 

°C), em seguida lavado exaustivamente a pH neutro e seco em estufa a 60 °C, conforme 

descrito por GAI et al. (2014) com algumas modificações. 

Assistido por micro-ondas  

O tratamento foi realizado em reator de micro-ondas CEM (Discovery & Explorer SP) 

utilizando as soluções de KOH (MI-OH) e H3PO4 (MI-H) a 10 % (m/m). Neste tratamento 

não foi utilizado o diclorometano devido à sua baixa constante dielétrica. Foi utilizado cerca 

de 1 g de biochar com 5 mL da solução com uma potência máxima de 300 W em temperatura 

constante de 100 ºC por 10 min. Em seguida lavado exaustivamente a pH neutro e seco em 

estufa a 60 °C. 

4.2.3 Imobilização da LBC em biochar 

Neste estudo foram avaliados diferentes métodos de imobilização da lipase em biochar 

(Figura 4.3). No Instituo de Tecnologia e Pesquisa (ITP) foram realizados os métodos de 

imobilização por adsorção física e ligação covalente unipontual. No departamento de 

engenharia química da Universidade Federal de São Carlos (UFSCar) foram realizados os 

métodos de imobilização ligação covalente multipontual, ligação cruzada e imobilização 

hidrofóbica.   



 

32 

 

 

Figura 4.3 - Fluxograma dos métodos de imobilização realizados neste trabalho e os 

respectivos locais de realização. 

 

4.2.3.1 Adsorção física (ADS)  

O procedimento de imobilização da LBC por adsorção física foi realizado com 

algumas modificações conforme descrito por SOARES et al. (2004). A técnica consiste no 

contato 1 g de suporte em 10 mL de hexano durante 15 min com agitação constante à 

temperatura ambiente (25 ºC). Em seguida 10 mL de solução enzimática (0,15 g de enzima 

solubilizada em 10 mL de tampão de fosfato de sódio 0,1 M pH 7,0) foi adicionado e mantido 

sob agitação por 3 horas. A solução enzima-suporte foi, então, mantida a 4 ºC durante 24 h. 

Após esse tempo o biocatalisador imobilizado foi lavado com hexano e seco em dessecador à 

temperatura ambiente durante 24 h e estocado sob refrigeração. 

4.2.3.2 Imobilização hidrofóbica 

O procedimento de imobilização hidrofóbica da LBC consistiu no contato 1 g do biochar 

em 10 mL de solução enzimática (1,5 mgproteínas solubilizada em tampão fosfato de potássio 

pH 7,0 (0,5 mM)), e mantido sob agitação por 24 horas em temperatura ambiente. Após esse 

tempo o biocatalisador imobilizado foi lavado com tampão fosfato de potássio 

pH 7,0 (0,5 mM) e estocado sob refrigeração, conforme descrito por LIMA et al. (2015) com 

algumas modificações. 
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4.2.3.3 Ligação covalente multipontual (LCM)    

No processo de imobilização por ligação covalente multipontual foi necessário realizar 

a ativação do suporte, neste trabalho foram realizados diferentes protocolos de ativação com 

glicidol e amino-glutaraldeido. 

Glicidol 

Na ativação com glicidol foi utilizada a metodologia de GUISÁN (1988) com algumas 

modificações. A técnica consiste no contato 2 g de biochar em 40 mL de ácido nítrico a 10 % 

por 16 h em temperatura ambiente com agitação orbital e lavados exaustivamente com água 

destilada. Em seguida o biochar (2 g) ficou em contato com 15 g de NaOH diluídos em 30 mL 

de água e acrescentado posteriormente 6 mL de glicidol em agitação orbiltal por 16 h e 

lavados exaustivamente com água destilada e filtrados. O suporte ativado com o glicidol foi 

oxidado para a formação de cadeias mais curtas dos grupos glioxil. Para a oxidação 1 g do 

biochar ativado foi submerso em 7 mL de água e 3 mL de solução de periodato de sódio 

(0,1 M) mantido em agitação por 2 h e posteriomente lavado com água destilada.  

Após o processo de ativação foi realizada a quantificação dos grupos glioxil presentes 

na superfície do suporte, pela quantidade de periodato de sódio consumido durante a 

oxidação. A quantificação do periodato de sódio foi realizada em meio contendo bicarbonato 

de sódio pela medida de absorbância em espectrofotômetro UV/Visível a 480 nm. 

Amino-glutaraldeido 

No processo de imobilização amino-glutaraldeido o biochar foi primeiramente 

modificado quimicamente com grupo amino, de acordo com a metodologia descrita por 

LIMA et al. (2015) com algumas modificações. Para a modificação foi utilizado 1 g do 

biochar (inteiro ou triturado) em 22,5 mL de tolueno e 2,5 mL de 3- aminopropil 

trietoxissilano (ATPS) deixado em refluxo por 5 h. Após o período de ativação, lavou-se o 

suporte com acetona e em seguida o suporte foi seco em estufa a 60 °C por um período 

máximo de 24 h. Em seguida o biochar foi ativado com solução de glutaraldeido 2,5 % (v/v) 

em tampão fosfato de potássio (0,1 M e pH 7,0), na proporção 1 g de suporte para 10 mL de 

solução de glutaraldeido 2,5 % (v/v). Após a homogeneização, a mistura foi mantida sob 

agitação por 16 h à temperatura ambiente e em seguida foi lavado exaustivamente com água 

destilada e filtrados para imediata imobilização. A imobilização da LBC foi realizada segundo 
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MENDES et al. (2013) com algumas modificações. Em 10 mL de tampão fosfato de potássio 

pH 7,0 (10 ou 100 mM), foi empregado o carregamento de lipase de 1,5 mgproteínas /gsuporte. 

Posteriormente a solução enzimática foi adicionada ao meio na relação 1:10 (g de suporte: mL 

de solução enzimática). A suspensão foi mantida sob agitação orbital a 25 °C por um período 

de até 24 h. Em seguida, os derivados preparados foram lavados exaustivamente com tampão 

fosfato pH 7,0 (100 mM) e estocados sob refrigeração. 

4.2.3.4 Ligação cruzada e adsorção 

 Para a ligação cruzada e adsorção foi utilizada uma solução enzimática com 0,5 g 

de proteína em 5 mL de tampão fosfato pH 7 (100 mM) e 1 g do biochar, o qual foi 

adicionado lentamente 1,5 mL de acetona gelada (agente de precipitação) e deixado sob leve 

agitação por 30 min em temperatura ambiente. Em seguida, foi adicionado 0,03 mL de 

glutaraldeido (50 %) e mantido sob leve agitação por 3 h, após esse período foi realizada a 

lavagem com tampão fosfato pH 7 (100 mM) e estocados sob refrigeração. 

4.2.4 Determinação da atividade hidrolítica  

A atividade hidrolítica da enzima livre e imobilizada foi determinada por meio de 

hidrólise descrito por SOARES et al. (1999). O substrato foi preparado pela emulsão de 

50 mL de azeite de oliva e 50 mL de goma arábica a 7 % (m/v). A reação enzimática é 

formada por 5 mL de substrato, 2 mL de solução tampão fosfato de sódio pH 7,0 (0,1 M) e 

1 mL da solução enzimática diluída em tampão (0,1 g/mL) ou 0,1 g de enzima imobilizada. A 

temperatura da reação foi mantida a 37 °C em banho termostático por 10 min para o 

biocatalisador imobilizado ou 5 min para enzima livre, sob agitação constante de cerca de 

80 rpm. Após esse período, a reação foi interrompida pela adição de 2 mL de solução 

acetanólica (mistura de acetona, etanol (99 %) e água destilada (1:1:1)). Os ácidos graxos 

liberados foram titulados com solução de KOH (0,03 M), utilizando fenolftaleína como 

indicador. Os cálculos foram realizados pela equação 4.1 e uma unidade de atividade foi 

definida como a quantidade de enzima que libera 1 μmol de ácido graxo por minuto de 

reação, nas condições do ensaio. As atividades foram expressas em µmol/g.min (U/g). 

 
mt

VV BA






310
   Atividade


                   (4.1) 
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em que : m = massa da amostra utilizada na reação (g); µ = normalidade da solução de KOH 

(N); t = tempo de reação (min); VA = volume de KOH gasto na titulação da amostra (mL); 

VB = volume do KOH gasto na titulação do controle (mL). 

Rendimento de imobilização 

O rendimento de imobilização (RI %) foi calculado por meio da equação 4.2: 

100 RI
0


U

U s
                                (4.2) 

em que: U0 = unidades de atividade oferecidas para a imobilização; Us = unidades de 

atividade enzimática total presente no suporte (atividade x massa de biocatalisador 

imobilizado – base seca). 

4.2.5 Caracterização físico-química e morfológica dos biocatalisadores imobilizados 

Nesta sessão serão apresentados os métodos utilizados para caracterizar o biochar e os 

biocatalisadores imobilizados. 

4.2.5.1 Caracterização morfológica do biochar e dos biocatalisadores imobilizados 

As caracterizações morfológicas do suporte e dos biocatalisadores imobilizados foram 

analisadas, com a determinação da área específica, diâmetro e volume de poro, além da 

microscopia eletrônica de varredura. 

Caracterização morfológica em B.E.T. 

As áreas específicas do biochar e dos biocatalisadores imobilizados foram calculadas 

usando o método de Brunauer-Emmett-Teller. Os volumes dos poros e seus diâmetros foram 

calculados com base no modelo desenvolvido por Barret, Joyner e Halenda (BJH). As áreas 

específicas foram avaliadas de acordo com a adsorção de nitrogênio usando o equipamento 

NOVA 1200 (Quantachrome). 

Microscopia eletrônica de varredura (MEV) 

As análises das amostras de biochar e biocatalisadores imobilizados foram realizadas 

em um Microscópio Eletrônico de Varredura (MEV) (Hitachi S-3000N). As amostras foram 
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colocadas sobre o porta amostra do microscópio em fitas de carbono e sob vácuo, foram 

bombardeadas por feixes de elétrons que por sua vez interagem com os átomos da amostra. A 

partir da interação entre o feixe de elétrons e a amostra foram produzidas partículas e radiação 

que foram usadas para formar uma imagem ampliada da amostra. 

4.2.5.2. Caracterização físico-química 

Análise por espectroscopia no infravermelho por transformada de fourier (FTIR) 

As amostras de lipase livre, biochar e biocatalisadores imobilizados foram analisadas 

no equipamento de Análise FTIR (IR Prestige 21, Shimadzu). Os espectros foram obtidos na 

faixa de comprimento de onda de 400 a 4000 cm
-1

 para o acompanhamento dos 

procedimentos de imobilização. 

4.2.6 Reação convencional de transesterificação enzimática 

Todas as reações foram realizadas com 12 g de substrato que consiste em óleo de coco 

bruto e etanol, sem a adição de aditivos e uma proporção fixa de 20 % (m/m) do 

biocatalisador imobilizado em relação à massa total dos reagentes que participam da reação 

(FREITAS et al., 2009). As reações foram conduzidas em frascos hermeticamente fechados 

imersos em banho termostatizado com agitação a 150 rpm empregando-se etanol como 

solvente e óleo de coco bruto como fonte de triacilgliceróis. A condição para 

transesterificação foram nas razões molares óleo:etanol ( 1:7; 1:9; 1:10; 1:12) e temperatura 

de 40, 50 e 60 °C em diferentes tempos de reação (24, 48, 72 e 96 h). Ao final da reação as 

amostras foram lavadas por 3 vezes com solução saturada de NaCl para remoção do glicerol 

formado. A quantificação dos ésteres foi realizada por cromatografia gasosa (CG). 

Nas melhores condições encontradas nas reações de batelada realizadas foram 

utilizados aditivos. Analisou-se o efeito de concentração de água, terc-butanol e peneiras 

moleculares conforme descritos por BABAKI et al. (2015). Inicialmente, preparou-se 

âmbares com 0,3 g de biocatalisadores imobilizados e adicionou-se o óleo de coco e etanol na 

melhor razão molar 1:7. Em seguida foram variadas as concentrações de água (1; 2,5; 3,5; 5 e 

10 %) (v/v), peneiras moleculares (2,5; 5; 7,5 e 10 %) e terc-butanol (10, 20, 30, 40, 50 e 

60 %) (m/v). Em seguida as reações foram levadas ao banho térmico com agitação a 40 º C 
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por 96 h. Em seguida as amostras foram retiradas e purificadas para quantificação dos ésteres 

etílicos. 

4.2.7 Reações não convencionais de transesterificação enzimática 

4.2.7.1 Ultrassom 

 As reações de transesterificação enzimática foram realizadas conforme descrito por 

BATISTELLA et al. (2012) com algumas modificações em banho de ultrassom (Ultroniqui) 

com uma frequência de funcionamento de 25 kHz e uma potência máxima de saída de 220 W. 

As reações foram realizadas nas seguintes condições experimentais: Razão molar de 

óleo:etanol (1:5; 1:7; 1:9), temperatura de 40 °C, concentração de enzima imobilizada [E] de 

20 % (m/m) em relação à massa total dos reagentes que participam da reação e 100 % de 

potência de ultrassom por um período de 8 h. 

4.2.7.2 Micro-ondas 

As reações foram realizadas por irradiação num reator de micro-ondas (modelo Discover/ 

University-Wave, Cem Corporation), constituído por uma câmara interna cilíndrica de 75 mm 

de diâmetro e 100 mm de altura. A concepção cilíndrica garante a irradiação homogênea do 

volume de trabalho que, por exemplo, está ausente nos fornos de micro-ondas convencionais 

disponíveis no mercado e, frequentemente, utilizado em experiências sem modificações. A 

potência máxima de operação foi de cerca de 100 W. Um agitador magnético foi utilizado 

para realizar a mistura do meio reacional. O tempo de reação foi de 8 h. A temperatura foi 

controlada a 40 °C com o ar comprimido dentro da câmara monitorada por um sensor de 

infravermelho localizado na parte inferior da câmara. O volume oferecido no meio reacional 

para o reator de vidro foi 6 g de substrato que consiste em óleo de coco bruto e etanol anidro 

com diferentes razões molares (1:5, 1:7 e 1:9). A concentração de enzima imobilizada 

utilizada foi de 20 % em relação ao peso total dos reagentes envolvidos na reação. Além 

disso, o reator foi acoplado a um condensador de refluxo para evitar a perda de etanol como 

vapor. 

4.2.8 Quantificação dos ésteres etílicos  

As amostras foram quantificadas por cromatografia gasosa em equipamento Agilent 

Technologies (7820-A GC) acoplado ao detector de massas (MSD 5975), a coluna 
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Supelcowax10 (30 m X 0,25 mm ID X 0,25 μm de espessura). A temperatura do forno foi 

mantida a 130 ºC durante 2 min, posteriormente aumentada para 220 ºC a uma taxa de 

20 ºC/min, em seguida a temperatura foi elevada até 222 ºC com uma taxa de 0,5 ºC/min e por 

último para 250 ºC a uma taxa de 20 ºC/min e que permaneceu nesta temperatura por 3 min. 

O gás de arraste utilizado foi o hélio e fluxo de 1 mL/min. O injetor foi mantido em 250 ºC no 

modo split (1:30), com volume de injeção de 1 μL. A temperatura da detector foi mantida 

250 °C.  

As amostras foram preparadas dissolvendo 0,01 g de produto final em 10 mL de 

hexano. 100 μl dessa solução e 100 μl do padrão interno (heptadecanoato de metila na 

concentração de 25 mg/L) foram transferidos para um balão de 1 mL e completado com 

hexano. 1 μL dessa amostra foi injetada no sistema GC-MS. Todas as injeções foram 

realizadas em duplicata. 

O cálculo da porcentagem de ésteres da amostra foi realizado por padrão interno 

heptadecanoato de metila (C17:0), a partir da massa de biodiesel e das áreas correspondentes 

a cada composto e quantificação por meio da Equação 4.3, 

          ( )  
(     )

  
 
       

  
                                         (4.3) 

onde: AT: área total dos picos; PI: área do padrão interno; CPI: concentração do 

padrão interno; CE: concentração enzimática. 

4.2.9. Quantificação de mono, di e triacilglicerois  

A quantificação dos monoacilgliceróis, diacilgliceróis e triacilgliceróis foi 

determinada por cromatografia líquida de alta eficiência (HPLC) com método de gradiente 

ternário, adaptado de JEGANNATHAN et al., (2010) para as reações de transesterificação 

realizadas em batelada na temperatura de 40 °C. O equipamento utilizado foi o cromatógrafo 

Shimadzu LC-20AD, com coluna Allcrom 5uC18(2)100A (250 x 4,60mm) e detector UV-

VIS a 205 nm. A vazão de fluxo do solvente ternário (água (solvente A), metanol (solvente B) 

e iso-Propanol / n-hexano, 5:4 (v/v) (solvente C)) de 1,2 mL/min. A condição inicial foi de 5 % 

de A + 95 % de B, 100 % de B em 10 min, 60 % de B + 40 % de C em 40 min. Nos últimos 7 min 

foi retomado o gradiente inicial para restabelecer as condições iniciais de operação da coluna. A 

temperatura da coluna foi mantida a 40 ºC e injeção de 10μL. Os ácidos graxos foram 
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identificados pelo tempo de retenção dos padrões internos. 

O rendimento da reação de transesterificação foi calculado comparando a soma das áreas dos 

picos dos componentes do cromatograma.  

4.2.10 Estabilidade operacional na reação de transesterificação 

A estabilidade operacional do sistema imobilizado foi determinada na melhor 

condição determina da reação de transesterificação (razão molar óleo: etanol 1:7; 40°C e 96 h) 

em regime de bateladas consecutivas com reutilização do sistema imobilizado. Neste estudo 

foi empregada, em todas as bateladas, a mesma massa de biocatalisador imobilizado (20 % 

(m/m em relação à massa total dos reagentes) lavado com hexano após cada ciclo de 96 h.   
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Capítulo 5 

5. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

Neste tópico serão descritos os resultados quanto aos diferentes tratamentos do biochar 

de semente de goiaba para a imobilização da LBC a partir de estudos de protocolos de 

imobilização (adsorção física, imobilização hidrofóbica, ligação covalente unipontual e 

multipontual e ligação cruzada), caracterização morfológica e físico-química do suporte e dos 

biocatalisadores imobilizados. Além da aplicação do melhor biocatalisador imobilizado em 

reação de transesterificação do óleo de coco bruto em etanol. 

5.1 Tratamento do biochar para imobilização 

 Nesta etapa serão descritos os resultados referentes ao tratamento do biochar de 

semente de goiaba por técnicas convencionais (mufla (M)) e não convencionais (ultrassom 

(U) e micro-ondas (MI)). Após o tratamento do biochar foi realizada a caracterização 

morfológica e físico-química e a imobilização por adsorção física, aplicada em reação de 

hidrólise. 

5.1.1 Caracterização morfológica e físico-química 

Microscopia eletrônica de varredura (MEV) do biochar após o tratamento 

A microscopia eletrônica de varredura (MEV) foi usada para caracterizar a morfologia 

do biochar de semente de goiaba após os tratamentos convencionais e não convencionais. As 

micrografias resultantes são mostradas na Figura 5.1. Pode-se observar que o biochar sem 

tratamento apresenta uma estrutura superficial porosa e com cavidades irregulares (Figura 

5.1(a)).  

O biochar com tratamento em banho ultrassom é mostrado na Figura 5.1(e-g) verifica-

se um aumento dos poros presentes na superfície do biochar ao utilizar diclorometano 

(Figura 5.1(g)), possivelmente relacionados com a remoção dos resíduos de bio-óleo e cinzas 

presentes na superfície do biochar, desobstruindo os poros e tornando acessível para adsorção 

da LBC durante o processo de imobilização.  
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Nas amostras de biochar tratados com KOH (Figura 5.1(e)) nota-se na superfície 

aglomerados possivelmente relacionado aos resíduos do KOH que não foram totalmente 

removidos durante o processo de lavagem com água destilada a pH neutro, já ao utilizar a 

solução de H3PO4 (Figura 5.1(f)) a superfície do biochar não apresentou uma grande variação 

em relação ao biochar sem tratamento. O tratamento do biochar utilizando mufla é mostrado 

na Figura 5.1 (b-d), observa-se uma modificação na estrutura do biochar tornando-o frágil ao 

utilizar H3PO4 e diclorometano como mostra a Figura 5.1(c) e (d). Ao utilizar KOH (Figura 

(b)) verificou-se um maior número de poros na superfície do biochar, possivelmente 

relacionado à evaporação dos compostos impregnados de KOH, comportamento semelhante 

ao encontrado no estudo de FOO e HAMEED (2012a) para o biochar de casca de coco. 

No tratamento utilizando micro-ondas (Figura 5.1(h-i)) nota-se que não ocorreu uma 

grande modificação na superfície do biochar quando comparado com o tratamento utilizando 

a mufla, possivelmente relacionado à baixa temperatura alcançada no micro-ondas cerca de 

100 ºC quando comparado com a temperatura de 500 °C da mufla. Verificou-se que ao 

utilizar a solução de KOH a superfície do biochar apresentou aglomerados (Figura 5.1(h)) 

semelhantes aos encontrados no tratamento de ultrassom com a solução de KOH (Figura 

5.1(e)). Já ao utilizar a solução de H3PO4 nota-se uma superfície mais esbranquiçada 

provavelmente relacionada ao resíduo de H3PO4 não removido durante o processo de 

lavagem.  

a) 
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Figura 5.1 - MEV do biochar sem tratamento (a), tratamento em mufla com KOH (b), H3PO4 (c), DCM (d), biochar com o tratamento em banho de ultrassom 

com KOH (e), H3PO4 (f), DCM (g), tratamento em micro-ondas com KOH (h), H3PO4 (i).
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Análise FTIR do biochar após o tratamento 

Os espectros de FTIR obtidos para o biochar de semente de goiaba com os diferentes 

tratamentos são mostrados na Figura 5.2 (a-c). Todos os espectros exibem banda na região 

1590 cm
-1

 que está associada às vibrações da ligação C=C de grupos aromáticos. Além disso, 

observa-se também a vibração característica de estiramento da ligação γ-CH em torno de 

876 cm
-1

 (ZHAO et al., 2013 e CHEN et al., 2011).  
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Figura 5.2 - Espectro de FTIR do biochar sem tratamento (▬) e depois dos diferentes 

tratamentos: Mufla (a), Ultrassom (b) e Micro-ondas (c). Usando diferentes agentes químicos: 

DCM (▬), KOH (▬), H3PO4 (▬). 
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Os espectros do biochar com os diferentes tratamentos apresentaram uma variação 

mínima nas propriedades químicas da superfície em relação ao biochar sem tratamento. 

Observa-se um aumento na intensidade da banda em torno de 1570 cm-1 característica de 

grupo aromático C=C, atribuído à condensação dos anéis aromáticos, possivelmente 

relacionado à reação com os solventes e com o aquecimento (KLASSON et al., 2009). Os 

espectros do biochar tratado com H3PO4 exibem uma maior intensidade na banda na região 

de 995 cm-1 que está associada à vibração da ligação P-N (PAVIA et al., 2010). 

5.1.2 Imobilização da LBC por adsorção física em biochar após tratamento 

Após os tratamentos do biochar, foi realizada a imobilização da LBC por adsorção 

física, a fim de verificar a influência dos diferentes tratamentos no processo de imobilização. 

A Tabela 5.2 apresenta a atividade hidrolítica determinada na reação padrão de hidrólise do 

azeite de oliva do biocatalisador imobilizado por adsorção física nos diferentes biochar 

obtidos com os diversos tratamentos.  

Tabela 5.1 - Atividade hidrolítica da LBC imobilizada por adsorção física no biochar após os 

diferentes tratamentos. 

 

Tipos de 

tratamento 
Agente químico 

Siglas dos 

suportes 

Atividade 

hidrolítica (U/g) 

Mufla  

KOH  M-OH 317 ± 1,2 

H3PO4 M-H 154 ± 1,0 

Diclorometano M-DCM 240 ± 0,8  

Micro-ondas 
KOH MI-OH 210 ± 1,5 

H3PO4. MI-H 75 ± 1,0  

Ultrassom  
KOH  U-OH 154 ± 1,6 

H3PO4 U-H 146 ± 2,0 

 Diclorometano U-DCM 258 ± 0,9 

Sem tratamento   190 ± 1,4 
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No aquecimento convencional (mufla) verifica-se que o agente químico KOH 

apresentou uma melhor atividade hidrolítica, quando comparado com o uso do H3PO4 e 

diclorometano (DCM) como agente químico, representando um aumento de 52 % na atividade 

hidrolítica em relação ao biocatalisador imobilizado no biochar tratado com H3PO4 (M-H) e 

32 % em relação ao biocatalisador imobilizado no biochar tratado com diclorometano em 

micro-ondas (M-DCM). A maior atividade hidrolítica apresentada para este biocatalisador 

imobilizado está, possivelmente, relacionada à modificação em sua superfície com uma maior 

quantidade de poros disponíveis para a adsorção física da LBC, conforme observado na 

micrografia descrita na Figura 5.1(f), entretanto observou-se que estes biocatalisadores 

apresentaram baixa estabilidade mecânica durante o protocolo de imobilização da LBC por 

adsorção física. 

No tratamento com micro-ondas do biochar o comportamento foi semelhante ao 

apresentado no tratamento convencional, onde a utilização do KOH como agente químico 

apresentou um aumento de 64 % na atividade hidrolítica em relação ao tratamento com 

H3PO4. Como mencionado em diversos estudos, a utilização do KOH como agente químico 

no aquecimento convencional e não convencional mostra uma melhor capacidade de adsorção 

de compostos orgânicos, uma vez que apresenta uma maior área específica em relação ao 

tratamento utilizando ácido como agente químico (FOO e HAMEED, 2012 a-c; FOO e 

HAMEED, 2011b; MAO et al., 2015).  

Este fato sugere uma maior capacidade de modificação morfológica do biochar na 

presença de KOH o que possivelmente influenciou na capacidade de adsorção da LBC no 

biochar após os tratamentos. Em relação ao tratamento em ultrassom a atividade hidrolítica 

máxima de 258 U/g foi ao utilizar o diclorometano como agente químico, o que representa um 

aumento de 40 e 43 % em relação ao uso do KOH e H3PO4, respectivamente. Este resultado 

deve-se possivelmente à capacidade de remoção dos resíduos do bio-óleo da superfície do 

biochar pelo diclorometano em relação ao KOH e H3PO4 como indicado na micrografia 

(Figura 5.1(b-d)). 

Com base nestes resultados verificou-se que o melhor tratamento do biochar para a 

imobilização da LBC foi o tratamento por aquecimento convencional (mufla) utilizando como 

agente químico KOH (M-OH), que foi caracterizado morfológica e físico-químicamente. 
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5.1.3 Caracterização morfológica e físico-química dos biocatalisadores imobilizados  

Microscopia eletrônica de varredura (MEV) dos biocatalisadores imobilizados 

A microscopia eletrônica de varredura (MEV) foi usada para caracterizar a morfologia 

do biochar após o processo de imobilização. Verificou-se que o biocatalisador imobilizado 

com maior atividade hidrolítica (Tabela 5.2) foi utilizando o biochar ativado por aquecimento 

convencional com KOH (M-OH), as micrografias resultantes são mostradas na Figura 5.3  

Nota-se que o biochar (M-OH) apresentou uma boa resistência mecânica ao processo 

de imobilização, o qual manteve a sua estrutura morfológica. Também é possível observar que 

após o processo de imobilização da LBC os poros do biochar (M-OH) estão parcialmente 

preenchidos. 

 

 

 

 

 

 

Figura 5.3 - Microscopia eletrônica de varredura do biochar ativado com KOH em mufla (M-

OH) (a), biocatalisador imobilizado por adsorção física (M-OH-LBC) (b). 

Análise FTIR dos biocatalisadores imobilizados 

Os espectros de FTIR obtidos para o biocatalisador imobilizado com maior atividade 

hidrolítica são mostrados na Figura 5.4. Em comparação ao biochar ativado (M-OH) e ao 

imobilizado nota-se uma pequena variação nas propriedades químicas da superfície. O 

espectro do biocatalisador imobilizado exibe banda na região 1000 cm
-1

 que está associada às 

vibrações da ligação C-N característico do grupo amina que está presente na LBC.  

a) b) 
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Figura 5.4 - Espectro de FTIR para o biochar (M-OH) tratado em mufla com KOH (▬) e 

biochar (M-OH-BC) tratado após a imobilização da LBC (▬). 

De acordo com KUMAR et al. (2009) não é possível verificar grandes modificações 

nas propriedades químicas da superfície do suporte após o processo de imobilização, uma vez 

que a interação entre enzima e o suporte são complexas. 

5. 2 Imobilização da LBC em biochar por diferentes protocolos de imobilização   

Neste tópico serão descritos os resultados referentes aos diferentes protocolos de 

imobilização utilizados para a imobilização da LBC no biochar tratado em ultrassom com 

diclorometano, tendo em vista que este tratamento manteve a estabilidade mecânica do 

biochar em relação ao tratamento convencional com KOH que apresentou uma melhor 

atividade hidrolítica como mostrado no tópico anterior (5.1.2).  

Na Tabela 5.3 são apresentados os valores das atividades dos diferentes 

biocatalisadores e do rendimento de imobilização. A maior atividade encontrada foi para o 

biocatalisador imobilizado por ligação covalente unipontual possivelmente relacionado a uma 

maior estabilização da LBC, devido à presença do PEG-1500 durante o processo de 

imobilização. Comportamento semelhante foi observado em diversos trabalhos na literatura, 

que ao utilizar o PEG-1500 na imobilização proporcionou um aumento na atividade catalítica 

da enzima para outros suportes, tais como: sílica, nanoesferas (Fe3O4) e fosfato de zircônio 

(WU et al., 2001; SOARES et al., 2003; MENDES et al., 2006; DEVI et al., 2009; 

SHELDON e PELT 2013; SULAIMAN et al., 2014). 
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No estudo realizado por BLANCO e ROLDÁN (2017) foi avaliado o efeito do PEG 

com diferentes massas molares (1500, 3000 e 10000 g/mol) na imobilização da lipase de 

Candida antarctica B em sílica- octil. Os biocatalisadores imobilizados foram incubados em 

tolueno a 70 °C para verificar a estabilidade térmica, ao utilizar o PEG-1500 de menor massa 

molar foi alcançada a maior estabilidade térmica mantendo-se estável por 14 dias e com o 

controle e os PEG (3000 e 10000) os biocatalisadores imobilizados perderam 50 % da sua 

atividade inicial após 3 dias.  

De acordo com BLANCO e ROLDÁN (2017) este comportamento foi atribuído à 

redução da mobilidade da lipase que está relacionado com o não desdobramento da estrutura 

terciaria da lipase. Uma vez que as moléculas do PEG cercam a superfície da enzima que não 

está em contato com a sílica-octil e com isso impede o desdobramento da lipase. O PEG de 

menor massa molar por apresentar uma menor molécula tem uma maior facilidade e eficiência 

para o total recobrimento da superfície da lipase e assim reduzir flexibilidade da lipase. 

Entretanto, a rigidez excessiva da enzima pode reduzir a atividade catalítica devido ao 

impedimento de alterações conformacionais necessárias para facilitar o contato do substrato 

com o sitio ativo da enzima.  

Tabela 5.2 - Avaliação dos métodos de imobilização da LBC em biochar a partir da 

determinação da atividade de hidrólise e rendimento de imobilização na reação de hidrólise do 

azeite de oliva. 

Método de Imobilização 
Atividade 

(U/g) 

Rendimento 

de imobilização (%)* 
Referência 

Adsorção Física 258 54 Este trabalho 

Imobilização Hidrofóbica 118 11 Este trabalho 

Ligação Cruzada + 

Adsorção 
25,5 3,6 Este trabalho 

Ligação Covalente 

Unipontual 
833 89 

ALMEIDA et al., 

2015 

Ligação Covalente 

Multipontual (ATPS + 

GLU) pH 7 (100mM) 

156 12 Este trabalho 

Ligação Covalente 

Multipontual (Glicidol) 
- - Este trabalho 

* O rendimento de imobilização foi calculado pela eq. 4.2. 
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A segunda maior atividade (258 U/g) foi para o método de adsorção física com cerca 

de 54 % de rendimento de imobilização. Em estudos realizados anteriormente pelo grupo 

verificou-se uma elevada estabilidade operacional deste biocatalisador imobilizado, o qual 

manteve 50 % da atividade inicial após 16 ciclos em reações de hidrólise de azeite de oliva, 

atribuída ao caráter hidrofóbico do suporte que contribuiu no processo de interação entre a 

enzima e o suporte (ALMEIDA et al., 2015).  

O processo de imobilização por adsorção física de lipase em suportes hidrofóbicos está 

relacionado ao mecanismo de ação chamado de ativação interfacial característico na maioria 

das lipases, uma vez que as lipases apresentam seu sitio ativo coberto por uma “tampa” 

formada por uma cadeia polipeptídica, que pode isolá-lo do meio de reação (forma fechada) e 

na presença de uma interface, como uma mistura de água e óleo, a tampa é aberta permitindo 

acesso ao sítio ativo da enzima. Desta forma a imobilização de lipase em suportes 

hidrofóbicos tende a imobilizar em sua conformação aberta com o seu sítio ativo acessível ao 

substrato possibilitando uma melhor catálise (MANOEL et al., 2015; LIMA et al., 2015).  

No estudo realizado por KOPP et al. (2015) foi observada uma superativação da lipase 

de Pseudomonas fluorescens imobilizada em micropartículas magnéticas de sílica-octil. 

Atribuído ao fenômeno conhecido como hiperativação interfacial, pois em superfícies 

hidrofóbicas a imobilização de lipases pode favorecer a abertura da “tampa” de natureza 

hidrofóbica aumentando a atividade enzimática.  

Na literatura diversos estudos utilizam a imobilização por adsorção física com o uso 

de suportes orgânicos. BRÍGIDA et al.(2008) avaliaram a imobilização por adsorção física da 

lipase tipo B de Candida antartica imobilizada em fibra de coco verde que mostrou-se 92 

vezes mais estável do que a enzima livre. No estudo realizado por CRISTÓVÃO et al. (2011) 

foi avaliada a imobilização da lacase utilizando o método de adsorção física em fibra de coco, 

onde o sistema imobilizado apresentou uma maior estabilidade térmica e operacional quando 

comparando com a lacase livre.  

Em relação à imobilização hidrofóbica a baixa atividade encontrada pode ser atribuída 

a pequenas mudanças conformacionais na estrutura terciária da lipase, devido às interações 

hidrofóbicas entre a enzima e o suporte, favorecida pela baixa força iônica utilizada durante o 

processo de imobilização, uma vez que o biochar apresenta uma elevada hidrofobicidade este 

efeito proporcionou uma maior alteração na estrutura da lipase em relação ao processo de 
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imobilização por adsorção física, o que possivelmente proporcionou a baixa atividade do 

biocatalisador imobilizado.  

Comportamento semelhante foi relatado por LIMA et al. (2015) no estudo realizado 

com a lipase de Pseudomonas fluorescens imobilizada com baixa força iônica em suportes 

hidrofóbicos comerciais (Poliestireno e Amberlite), o qual apresentou baixa atividade nos 

biocatalisadores imobilizados com cerca de 15 e 26 % de atividade para o Poliestireno e 

Amberlite, respectivamente. 

No processo de imobilização multipontual, observou-se que a ativação com glicidol 

não foi realizada de maneira efetiva. Após ativação verificou-se cerca de 20 µmol/gsuporte de 

grupos aldeído presentes na superfície do suporte, pela quantidade de periodato de sódio 

consumido durante a oxidação. A baixa formação de grupos glioxil no suporte inviabiliza o 

processo de imobilização da LBC por ligação convalente multipontual. Já que o número de 

ligações covalentes entre o suporte e a enzima depende do grau de ativação do suporte 

(concentração de grupos aldeídos na superfície do suporte) e na concentração de grupos amina 

na molécula de enzima (RODRIGUES et al., 2008).  

No estudo realizado por RODRIGUES et al. (2008) na imobilização multipontual da 

lipase de Candida antarctica utilizando como suportes agarose e quitosana obtiveram na 

ativação com glicidol cerca de 1327 e 1835 µmol/gsuporte. Portanto, não foi realizado neste 

estudo o processo de imobilização multipontual ativado com glicidol da LBC no biochar visto 

que apresentou baixo grau de ativação.  

Entretanto, no processo de imobilização multipontual amino-glutaraldeido, na etapa de 

silanização com ATPs verificou-se que o biochar apresentou um recobrimento de cor 

esbranquiçada após o processo de silanização como mostra a Figura 5.5, o qual indica que 

houve uma modificação na superfície do biochar após o processo de silanização. Além disso, 

foi realizada a microscopia eletrônica de varredura no biochar após o processo de silanização 

com ATPs, conforme pode ser observado na Figura 5.6 (a-b) a superfície do biochar 

apresentou um total recobrimento com o ATPs. Contudo, no processo de imobilização da 

LBC apresentou baixa atividade, o que pode estar relacionado à alta reatividade dos grupos 

aldeídos inseridos após o processo de ativação com glutaraldeio (BARBOSA et al., 2013).  

Apesar da LBC ter como característica a facilidade de formar agregados entre si, 

devido aos seus bolsões hidrofóbicos, foi possível verificar que o processo de agregação e 
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b) a) 

adsorção no biochar não apresentou resultado promissor, possivelmente relacionado à baixa 

reatividade dos grupos presentes na superfície do biochar e também atribuído à utilização do 

glutaraldeido como agente reticulante, uma vez que a LBC apresenta elevada sensibilidade 

como relatado anteriormente. Com base nestes resultados o melhor biocatalisador imobilizado 

foi obtido pelo método de adsorção física no biochar tratado em ultrassom com 

diclorometano, sendo este biocatalisador selecionado para a aplicação em reações de 

transesterificação enzimática do óleo de coco bruto. 

 

  

 

 

 

 

 

Figura 5.5 - Biochar antes do processo de silanização com ATPs (A) e após o processo de 

silanização com ATPs (B) 

 

 

Figura 5.6 - Microscopia eletrônica de varredura do biochar sem silanização (a) e do biochar 

após silanização com ATPs (b). 

A 

B 

a) 



 

53 

 

 

5.3 Avaliação da lipase imobilizada em reação de transesterificação  

Após a seleção do melhor método de imobilização verificou-se o potencial da LBC 

imobilizada em biochar tratado em ultrassom com diclorometano na reação de 

transesterificação de óleo de coco bruto em etanol em reator batelada (método convencional).  

5.3.1 Reação de transesterificação em meio convencional  

As reações em batelada foram inicialmente realizadas para o biocatalisador imobilizado 

por adsorção física. A figura 5.7 (a-c) apresenta as conversões das reações de 

transesterificação do óleo de coco bruto, obtidas nas temperaturas de 40, 50 e 60 ºC, nas 

razões molares de (1:6, 1:7, 1:9, 1:10 e 1:12) e nos tempos de reação de (24, 48, 72 e 96 h). 

Verificou-se que o máximo rendimento global da reação, utilizando a enzima, imobilizada foi 

de 48 % na razão molar 1:7, 40 °C e com o tempo de reação de 96 h (Cromatrograma em 

anexo I). Observa-se que a maior conversão em ésteres etílicos foi alcançado com um maior 

tempo reacional para todas as temperaturas estudadas (Figura 5.7 a-c), possivelmente devido 

ao efeito de resistência à transferência de massa oferecida pelo suporte para a difusão do 

substrato no interior da matriz, isto é, a maior dificuldade de acessibilidade do substrato e da 

saída do produto do interior do sistema imobilizado conforme descrito por JEGANNATHAN 

et al. (2010) para a reação de transesterificação de óleo de palma e metanol utilizando a LBC 

imobilizada em k-carrageenan com máxima conversão em ésteres metílicos em 78 h.  

Em relação à temperatura, nas reações de transesterificação foi possível observar que a 

variação de temperatura não apresentou influência significativa e os valores máximos de 

conversão em ésteres etílicos são de 48, 30 e 35 % para as temperaturas de 40, 50 e 60 °C, 

respectivamente (Figura 5.7 a-c). Comportamento semelhante ao que é encontrado na 

literatura referente à variação da temperatura, em que alguns estudos de transesterificação 

enzimática não demostraram influência significativa na conversão em ésteres etílicos 

utilizando lipases na temperatura entre 30 e 60 ºC (FREITAS et al., 2009; GOG et al., 2012; 

AMINI et al., 2017; LI et al., 2017). No estudo realizado por AMINI et al. (2017) avaliaram a 

reação de transesterificação de óleo de semente de manjericão e metanol utilizando a lipase 

comercial Novozym 435, observaram um aumento de 30 % na conversão em ésteres metílicos 

com o aumento da temperatura de 30 para 40 °C e no intervalo de 40 a 60 °C, a temperatura 
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não influenciou na conversão em ésteres metílicos apresentando conversões similares de cerca 

de 88 %.  

LI et al. (2017) obtiveram comportamento semelhante ao estudarem a transesterificação 

de óleo de soja em metanol utilizando a LBC imobilizada em nanopartículas magnéticas. 

Verificaram que a temperatura ótima de reação foi de 45 ° C com uma conversão em ésteres 

metílicos de 86 % e ao avaliarem o efeito da temperatura na reação observaram um aumento 

na conversão em ésteres metílicos quando a temperatura reacional foi gradualmente 

aumentada de 35 para 45 °C e no intervalo de 45 a 60 °C a temperatura não influenciou na 

conversão de ésteres metílicos. Portanto, o perfil de reação de transesterificação em reator 

batelada utilizando óleo de coco bruto e etanol catalisado pela LBC imobilizada por ADS no 

biochar tratado foi similar aos descritos na literatura considerando a variação de temperatura.  

Já em relação à variação da razão molar foi possível observar que o aumento da razão 

molar óleo:álcool a partir de 1:7 não apresentou aumento significativo na conversão em 

ésteres etílicos. Perfil semelhante foi relatado por FREITAS et al. (2009) no estudo da reação 

de transesterificação de óleo de babaçu e etanol utilizando a LBC imobilizada covalentemente 

em sílica-PVA. Observaram que o excesso de etanol apresentou efeito negativo (inibição da 

atividade) para a LBC imobilizada e a máxima conversão em ésteres etílicos (98 %) foi obtida 

na razão molar de 1:7 a 39 °C por 72 h. OLIVEIRA et al. (2014) ao estudarem a LBC 

imobilizada em sílica modificada com líquido iônico prótico (pentanoato de N-

metilmonoetanolamina) obtiveram uma conversão máxima em ésteres etílicos de 51,90 %, na 

reação de transesterificação do óleo de babaçu em etanol na razão molar (óleo: álcool) de 1:7 

a 40 ºC por 48 h. De acordo com a literatura o excesso de álcool em reações de 

transesterificação com enzimas imobilizadas reduz a conversão em ésteres etílicos devido ao 

efeito de inativação do sistema imobilizado (ISO et al., 2001; HSU et al., 2003). 

Há estudos utilizando óleo de coco que contém elevada composição de ácido láurico em 

reações de transesterificação enzimática e química. No estudo de RIBEIRO et al. (2014) 

alcançaram êxito na reação de transesterificação do óleo de coco catalisada pela lipase 

comercial (Novozyme 435), com rendimento em ésteres etílicos em 80 % utilizando 7 % de 

enzima, razão molar óleo:etanol (1:10) e temperatura de 60 °C. Já o estudo de NAKPONG et 

al. (2010) analisou a transesterificação química de óleo de coco em metanol com o uso de um 

catalisador alcalino obtendo um rendimento de 98,4 % em ésteres metílicos. 
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A produção enzimática de ésteres etílicos a partir de óleos vegetais brutos possuem 

alguns fatores que afetam a eficiência do processo. Tendo em vista que os óleos vegetais, em 

sua forma bruta, são obtidos por meio de extração por solvente ou prensagem mecânica 

contendo uma grande quantidade de impurezas, tais como: antioxidantes, fosfolipídios, ácidos 

graxos livres, esteróis e água. Essas impurezas presentes nos óleos vegetais apresentam efeito 

significativo na reação de transesterificação e também podem interferir na separação dos 

ésteres e glicerol (MICHELIN et al., 2015; LAM et al., 2010). Neste sentido as conversões 

obtidas neste trabalho podem ser atribuídas às impurezas presentes no óleo vegetal, visto que 

o óleo de coco utilizado neste estudo foi na sua forma bruta.  

Entretanto, é importante salientar que neste estudo foi utilizado baixa carga enzimática 

(150 mg de lipase/ 1 g de suporte) no processo de imobilização conforme estabelecido no 

estudo de carregamento enzimático do biochar de semente de goiaba realizados em estudos 

anteriores (ALMEIDA et al., 2015). Consequentemente obteve-se baixa conversão em ésteres 

etílicos, quando comparado à literatura para a mesma lipase imobilizada em diferentes 

suportes conforme relatado anteriormente (FREITAS et al ., 2009; LI et al., 2017), uma vez 

que o  carregamento enzimático influencia na conversão em ésteres etílicos. 

Conforme foi observado por MEHRASBI et al. (2017) ao estudarem a reação de 

transesterificação de óleo de cozinha usando em metanol utilizando a lipase de Candida 

antarctica (CALB) imobilizada covalentemente em nanoparticulas magnéticas, verificaram 

uma influência na conversão em ésteres metílicos ao variar a concentração de enzima 

imobilizada (10 a 100 mg) no sistema reacional e a máxima conversão de 48 % em ésteres 

metílicos foi obtida ao utilizar 100 mg (55 mg CALB/1 g de suporte) a 50 °C por 96 h.  
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Figura 5.7 - Conversão em ésteres etílicos utilizando o biocatalisador imobilizado por 

adsorção física em biochar tratado em ultrassom com diclorometano, em diferentes razões 

molares e tempo de reação nas 

diferentes temperaturas estudadas: (a) 40 ºC; (b) 50 ºC e (c) 60 ºC. 
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5.3.2- Quantificação de mono, di e triacilgliceróis  

A quantificação de mono, di e triacilgliceróis foi realizada apenas na reação de 

transesterificação em batelada com o biocatalisador imobilizado por adsorção física na melhor 

temperatura (40 °C) e em todos os tempos de reação (24, 48, 72 e 96 h) e nas razões molares 

(1:6, 1:7, 1:9, 1:10 e 1:12). Conforme relatado por LOPRESTO et al. (2015) a reação de 

transesterificação catalisada por lipases ocorre em três etapas reversíveis com formação de  

intermediários mono e diacilgliceróis.  

Os resultados apresentados na Figura 5.8 mostram que a conversão total dos 

triacilgliceróis em monoacilgliceróis, diacilgliceróis e ésteres etílicos ocorreram no tempo de 

reação de 48 h para as razões molares 1:6 e 1:7, enquanto com o aumento da razão molar (1:9, 

1:10 e 1:12) o tempo reacional para a conversão total dos triacilgliceróis foi de 72 h. De 

acordo com TRUBIANO et al. (2007) o excesso de álcool na reação de transesterificação 

enzimática reduz a velocidade inicial da reação e apresenta um efeito negativo na lipase. 

Comportamento que pode ser explicado devido ao efeito de inibição do álcool, uma vez que o 

contato da enzima com a fase orgânica polar imiscível formada, como consequência de uma 

falta de solubilidade completa do álcool, bem como do produto glicerol, na fase oleosa 

(FREITAS et al., 2009).  

Na Figura 5.8 é também possível verificar o mesmo comportamento em relação à 

formação de monoacilgliceróis com o excesso de álcool na reação de transesterificação, em 

que é possível observar que nas razões molares 1:9, 1:10 e 1:12 a formação de 

monoacilgliceróis ocorreu de maneira mais lenta atingindo a máxima conversão com um 

maior tempo reacional de 96 h com cerca de 57, 50 e 50 %, respectivamente. E já com a 

menor razão molar (1:6) a máxima formação de monoacilgliceróis foi obtida com 48 h de 

reação com cerca de 46 %. Conforme relatado anteriormente a razão molar ótima foi de 1:7 

(Anexo II, Figura A3) apresentando uma máxima formação de monoacilgliceróis no menor 

tempo de reação (24 h) com cerca de 62 %. Em relação aos ésteres etílicos foi possível 

observar que na razão molar de 1:7 (Anexo II, Figura A3) obteve-se a máxima conversão com 

cerca de 40 % em 96 h. E nas razões molares óleo:álcool de 1:6, 1:9, 1:10 e 1:12 observa-se 

que as conversões são similares com máxima formação de cerca de 30 %. Verifica-se que o 

excesso de etanol não influenciou na conversão dos ésteres etílicos. 
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No estudo realizado por JEGANNATHAN et al. (2010), em que avaliaram o uso da 

lipase LBC encapsulada com k-carrageenan na reação de transesterificação de óleo de palma e 

metanol também observaram que a razão molar ótima óleo:metanol foi de 1:7. Em relação à 

formação de monoacilgliceróis foi observado o mesmo perfil em que a formação de 

monoacilgliceróis nas primeiras 6 horas de reação foi maior com cerca de 45 % e que ao final 

de 72 h a formação de monoacilgliceróis foi de 10 % e a conversão em ésteres metílicos foi de 

cerca de 85 %. Concluindo que a primeira e segunda etapa da reação de transesterificação 

com a lipase LBC ocorre em uma maior velocidade em relação à terceira etapa da reação, ou 

seja, à conversão de monoglicérideos para ésteres metílicos.  

No entanto, DANTAS et al. (2013), ao estudarem a influência de etanol na reação de 

transesterificação de óleo de canola utilizando a LBC livre verificaram que a concentração de 

monoglicérideos foi menor que a de diglicérideos, indicando que a etapa lenta da reação foi a 

transesterificação de diglicérideos para ésteres e monoglicérideos. A máxima conversão 

obtida para ésteres etílicos foi de 67 % na razão molar 1:9 a 37 °C. LOPRESTO et al. (2015), 

ao estudarem a reação de transesterificação de óleo de girassol e etanol utilizando a LBC 

imobilizada covalentemente em resina acrílica observaram o mesmo comportamento em 

relação à formação de mono e diglicérideos em que há uma máxima  formação de 

diglicérideos nas primeiras 3 h de reação mantendo estável até o tempo final, e a formação 

máxima de monoglicérideos foi obtida após 8 h de reação. A máxima conversão obtida para 

ésteres etílicos foi de 46 % a 37 °C em 9 h de reação, indicando que a etapa lenta da reação 

foi a transesterificação de diglicérideos para ésteres e monoglicérideos. 

Portanto, é possível observar que a LBC imobilizada por adsorção física em biochar de 

semente de goiaba apresentou o perfil de formação do monoglicérideos similar ao estudo de 

JEGANNATHAN et al. (2010) com máxima formação nas primeiras horas de reação. E já 

nos estudos realizados por DANTAS et al. (2013) e LOPRESTO et al. (2015) o 

comportamento da LBC na reação de transesterificação apresentou perfil contrário. Este 

comportamento da LBC pode ser explicado devido aos diferentes processos de imobilização 

utilizados, uma vez que a interação entre a enzima e o suporte pode influenciar no acesso do 

substrato ao sitio ativo da enzima em virtude de restrições estéricas ou mudanças 

conformacionais derivadas do tipo de ligação entre a enzima e o suporte 

(LOPRESTO et al., 2015).      
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Figura 5. 8 - Perfil de conversão mono (   ), di (   ) e Triacilgliceróis (   ) e de ésteres etílicos(  

) na reação de transesterificação de óleo de coco bruto a 40 ºC , 96 h e nas razões molares 

óleo:etanol 1:6,1:7,1:9,1:10,1:12. 
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5.3.3 Uso de Aditivos na reação de transesterificação 

Com intuito de aumentar a conversão em ésteres etílicos no sistema batelada foram 

utilizados aditivos, tais como: água, terc-butanol e peneiras moleculares em diferentes 

concentrações na melhor condição de reação determinada anteriormente, ou seja, na razão 

molar 1:7, 40 ºC e 96 h. De acordo com GOG et al. (2012) a presença de água em reações de 

transesterificação desempenha forte influência sobre a atividade catalítica e estabilidade da 

lipase, uma vez que as lipases apresentam uma “tampa” hidrofóbica em seu sitio ativo que ao 

interagir com a interface óleo:água apresenta mudança conformacional expondo o sitio ativo.  

Diversos estudos relatam que pequenas alíquotas de água aumentam a conversão de 

ésteres e que na presença de água em excesso as lipases tendem a realizar reação de hidrólise 

reduzindo a conversão em ésteres (KAIEDA et al., 2001; SHAH e GUPTA, 2007; 

GOG et al., 2012; BABAKI et al., 2015). Na Figura 5.9 observa-se o perfil de conversão em 

ésteres etílicos. Com o aumento da concentração de água há redução da conversão em ésteres, 

e que até mesmo em pequenas alíquotas de água a conversão não é melhorada. 

De acordo com BABAKI et al. (2015) a adição de álcoois terciários, tais como terc-

butanol e terc-amil em reações de transesterificação enzimática apresenta efeito positivo, 

tendo em vista que estes álcoois melhoram a solubilidade do subproduto glicerol e metanol no 

meio reacional reduzindo a inativação das lipases, o que resulta em um aumento no 

rendimento de transesterificação. Na Figura 5.10 mostrou-se o perfil de conversão em ésteres 

etílicos na presença de diferentes concentrações de terc-butanol adicionado na reação. Nota-se 

que a reação manteve-se de forma quase idêntica sem ou com a presença de 10-30 % de terc-

butanol, possivelmente este comportamento está relacionado com o uso do etanol que não 

apresenta um efeito deletério para a lipase quando comparado ao metanol. Acima de 30 % de 

terc-butanol apresenta uma redução na conversão em ésteres etílicos, comportamento 

semelhante ao relatado por BABAKI et al., (2015) na reação de transesterificação de óleo de 

canola com a lipase Thermomyces lanuginosus imobilizada em sílica.     
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Figura 5.9 - Perfil de conversão em ésteres etílicos na presença de 1; 2,5; 3,5; 5 e 10 % de 

água na reação de transesterificação de óleo de coco bruto na razão molar óleo:etanol 1:7, 

40 ºC e 96 h. 

 

0 10 20 30 40 50 60

10

20

30

40

50

C
o

n
v

er
sã

o
 (

%
)

Concentração de terc-butanol (%)

 

Figura 5.10 - Perfil de conversão em ésteres etílicos na presença de 10 -60 % de terc-butanol 

na reação de transesterificação de óleo de coco bruto na razão molar óleo:etanol 1:7, 40 ºC e 

96 h. 

Na Figura 5.11 apresenta-se o efeito da presença de peneira molecular em diferentes 

concentrações na reação de transesterificação de óleo de coco bruto. Nota-se uma redução de 

cerca de 10 % na conversão em ésteres etílicos com cerca de 5 % de peneira molecular, 

comportamento semelhante ao encontrado por BABAKI et al. (2015). De acordo com esses 
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autores o uso de adsorventes pode efetivamente controlar a concentração de água durante a 

transesterificação, como também reduzir a quantidade álcool no meio reacional, e assim 

reduzir a conversão em ésteres.  

Portanto, o uso de aditivos na reação de transesterificação utilizando óleo bruto, etanol 

e o biocatalisador selecionado não apresentou efeito significativo na conversão em ésteres 

etílicos.  
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Figura 5.11 - Perfil de conversão de ésteres etílicos na presença de 2,5; 5; 7,5 e 10 % de 

peneira molecular na reação de transesterificação de óleo de coco bruto na razão molar 
óleo:etanol 1:7, 40 ºC e 96 h. 

 

5.3.4 Uso da LBC em reações não convencionais de transesterificação enzimática 

Neste tópico verificou-se a substituição do processo convencional (batelada) para os 

processos não convencionais (ultrassom e micro-ondas) com o objetivo de intensificar o 

processo enzimático.  

 Ultrassom  

As reações em ultrassom foram inicialmente realizadas com intuito de verificar a 

cinética da reação com as seguintes condições experimentais: 100 % amplitude de irradiação, 

40 °C e com baixa carga enzimática de 10 % em massa do biocatalisador imobilizado por 

adsorção física. De acordo com Figura 5.12 a máxima conversão (6 %) foi alcançada com o 
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tempo de 8 h, verifica-se que a conversão apresentada foi menor ao encontrado nas reações 

em batelada (58 %). 
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Figura 5.12 - Cinética da reação de transesterificação enzimática assistida por ultrassom nas 

razões molares de óleo:etanol (1:5, 1:7, 1:9), temperatura de 40 °C e potência de 220 W.  

 

Com base nesses testes iniciais, foram realizadas reações com 20 % (m/m) do 

biocatalisador imobilizado e nas melhores condições experimentais anteriores. Os resultados 

apresentaram um aumento na conversão para cerca de 25 %, conforme apresentado na Tabela 

5.4. Desta forma, observou-se que o uso do ultrassom em reações de transesterificação 

utilizando a LBC não apresentou aumento na taxa de conversão em ésteres etílicos em 

comparação com as reações realizadas em batelada. 

Tabela 5.4 - Rendimento de conversão em ésteres etílicos na reação de 

transesterificação assistida por ultrassom com 100 % de amplitude de irradiação, 20 % (m/m) 

de biocatalisador imobilizado, 40 °C e 8 h. 

Razão Molar (óleo:etanol) Conversão (%) 

1:5 21,92 ± 0,05 

1:7 20,07 ± 0,02 

1:9 24,96 ± 0,23 
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Os efeitos da irradiação do ultrassom na atividade enzimática não estão apresentados na 

literatura de maneira consolidada. Em alguns casos, o uso do ultrassom resulta na perda de 

atividade enzimática, em outros leva ao aumento da taxa de reação. O ultrassom pode 

interferir nas características da enzima, causar distúrbios nas interações fracas e induzir 

mudanças conformacionais nas proteínas o  que altera sua estrutura devido à perturbação 

dinâmica causada pela irradiação do ultrassom (SHAH e GUPTA, 2008; TRENTIN et al., 

2015; ZENEVICZ et al., 2016). Neste estudo foi possível observar que a irradiação do 

ultrassom não apresentou aumento na taxa de reação da transesterificação do óleo de coco 

bruto utilizando a LBC imobilizada por adsorção física.  

No entanto, até o momento, o potencial do ultrassom não está bem conhecido, devido à 

falta de conhecimento dos efeitos moleculares exatos do ultrassom em enzimas e células vivas 

(SHAH e GUPTA, 2008; YU et al., 2010).  Estudos com catálise enzimática demostram que a 

irradiação do ultrassom oferece uma taxa de reação mais rápida para a produção de biodiesel, 

o aumento da taxa de reação é atribuído à superação das limitações de transferência de massa 

quando aplicado a um sistema de reação com duas fases (YU et al., 2010).  

BATISTELLA et al. (2012) avaliaram a influência da irradiação do banho de ultrassom 

na transesterificação enzimática do óleo de soja com etanol utilizando as enzimas comerciais 

Lipozyme RM IM e Novozym 435. A máxima conversão obtida foi de 86 % e 57 % para a 

Lipozyme RM IM (13 % em massa de enzima, 100 % de amplitude de irradiação e 57 °C) e 

Novozym 435 (27 % em massa de enzima, 40 % de amplitude de irradiação e 63 °C), 

respectivamente, com tempo de reação de 4 h e razão molar 1:3. No estudo realizado por 

MICHELIN et al. (2015) avaliaram a influência da irradiação do banho de ultrassom na 

reação de transesterificação do óleo não comestível de coco de macaúba e etanol com a lipase 

comercial Novozym 435. A máxima conversão obtida foi de 70 % com uma de irradiação de 

132 W, 65 °C e tempo de reação de 30 min.  

Micro-ondas  

As reações em micro-ondas foram realizadas com potência de 100 W, 20 % (m/m) de 

biocatalisador imobilizado por adsorção física, 40 °C e tempo de reação de 8 h. Os resultados 

apresentados mostram que a irradiação por micro-ondas não aumentou a taxa de reação da 

LBC apresentando baixas conversões em ésteres etílicos, cerca de 8 % em comparação com as 

reações em batelada como mostra a Tabela 5.5. 
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O uso do micro-ondas como fonte de energia, para aquecimento, é amplamente utilizado 

em química orgânica, o qual proporciona redução no tempo de reação e melhoria nas 

conversões. No estudo realizado por DA RÓS et al. (2012) verificaram a influência da 

irradiação por micro-ondas na reação de transesterificação de óleo de babaçu e etanol com a 

Lipase de Burkholderia cepacia imobilizada em sílica-PVA. Observou-se um aumento de 

aproximadamente 6 vezes na taxa de reação ao utilizar a irradiação de micro-ondas obtendo 

uma conversão de 100 % com um tempo de reação de 10 h e com o aquecimento 

convencional o mesmo resultado foi alcançado com 48 h de reação.  

Tabela 5.5 - Rendimento de conversão em ésteres etílicos em reações de 

transesterificação assistidas por micro-ondas com potência de 100 W, 20 % (m/m) de 

biocatalisador imobilizado, 40 °C e 8 h. 

Razão Molar (óleo:etanol) Conversão (%) 

1:5 6,11 ± 0,05 

1:7 7,91 ± 0,15 

1:9 5,93 ± 0,10 

 

Entretanto, neste trabalho os resultados demonstraram que o uso do micro-ondas não 

apresentou aumento na conversão em ésteres etílicos, possivelmente está relacionado com o 

efeito da irradiação no complexo enzima-suporte formado na imobilização por adsorção física 

da LBC no biochar de semente de goiaba. Tendo em vista que os trabalhos na literatura 

utilizaram LBC imobilizada por ligação covalente ou lipase comercial imobilizada (Novozym 

435), ou seja, o complexo formado entre enzima-suporte apresenta uma maior estabilidade 

quando comparado com o método de adsorção física que ocorre por meio de interações 

hidrofóbicas, iônicas e forças de Van Der Waals (NOGUEIRA et al., 2010; DA RÓS et al., 

2013).  

As reações enzimáticas são bastante complexas e os estudos com o uso da irradiação de 

micro-ondas em síntese enzimática permanecem ainda limitados (NOGUEIRA et al., 2010; 

DA RÓS et al., 2013). De acordo com REJASSE et al. (2007) a irradiação por micro-ondas 

pode influenciar nas propriedades estruturais e funcionais das enzimas, uma vez que a 

absorção direta da energia de micro-ondas no domínio polar da proteína poderia induzir 

modificação na flexibilidade da enzima, e consequentemente alterar as propriedades 
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enzimáticas. Portanto, o comportamento enzimático sob irradiação de micro-ondas ainda 

necessita ser mais explorada, pois os efeitos dependem do biocatalisador, da polaridade da 

reação e temperatura para o sistema proposto neste estudo. 

 5.5.5. Estabilidade operacional  

A partir da seleção do tratamento do biochar de semente de goiaba,  do método de 

imobilização e da escolha do processo convencional para a reação de transesterificação de 

óleo de coco bruto e etanol foi realizado o estudo de estabilidade operacional. A estabilidade 

operacional da LBC imobilizada por adsorção física em biochar tratado com DCM foi 

determinada na melhor condição da reação de transesterificação em batelada na razão molar 

óleo:etanol 1:7, 40 °C e em ciclos de 96h. Conforme apresentado na Figura 5.13 é possivel 

observar que o sistema imobilizado apresenta baixa estabilidade operacional reduzindo cerca 

de 70 % da conversão em ésteres etílicos incial no terceiro ciclo. A redução da conversão em 

ésteres etílicos, após a reutilização pode ser atribuido à dessorção da LBC do biochar uma vez 

que a imobilização de enzimas por ADS ocorre por meio de interações fracas (van der vals, 

hidrofóbica e ligações de hidrogênio) (YADAV et al., 2005). Outro fator que influência 

negativamente na conversão em ésteres etílicos está relacionado ao bloqueio dos poros do 

suporte pelo glicerol formado durante a transesterificação (WATANABE et al., 2000).   
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Figura 5. 13- Reutilização da LBC imobilizada em biochar por ADS em reação de 

transesterificação em batelada na razão molar 1:7 e 96 h de reação a 40 °C. 
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Capítulo 6  

6. CONCLUSÕES 

Com os diferentes tratamentos utilizados para a ativação do biochar foi possível 

observar que ocorreu mudanças morfológicas e físico-químicas e mostrou-se que o melhor 

tratamento para a imobilização da LBC foi o tratamento convencional com KOH que 

apresentou uma considerável alteração em sua estrutura em relação aos outros métodos 

utilizados. Entretanto no que se refere à estabilidade mecânica o tratamento em mufla 

apresentou baixa estabilidade quando comparado com o tratamento realizado em ultrassom, 

haja vista a necessidade da produção de biocatalisador mecanicamente estável foi utilizado 

para o desenvolvimento do trabalho o biochar tratado em ultrassom com diclorometano.  

  Na avaliação dos diferentes métodos de imobilização da LBC no biochar, verificou-se 

que o biochar não apresenta grupos reativos suficientes para a realização de imobilização 

covalente multipontual, apesar da inserção de grupos funcionais no biochar, os sistemas 

imobilizados por ligação covalente multipontual e ligação cruzada não apresentaram 

resultados viáveis, apenas o sistema imobilizado por adsorção física apresentou resultado 

promissor. O biocatalisador imobilizado (LBC imobilizada por adsorção física em biochar 

tratado em ultrassom com diclorometano) foi utilizado nas reações de transesterificação do 

óleo de coco bruto em diferentes condições reacionais. Verificou-se que a máxima conversão 

em ésteres etílicos foi de 48 % em batelada, nas seguintes condições: razão molar 1:7, 40 °C 

por 96 h e a máxima formação de monoacilgliceróis foi de 60 % na razão molar 1:7, 40 °C 

por 24 h. 

Em relação ao uso de aditivos na reação de transesterificação foi observado que a adição 

de água, peneira molecular e terc-butanol não apresentou aumento na conversão em ésteres 

etílicos. Como também não apresentou aumento na conversão em ésteres etílicos as reações 

de transesterificação assistidas por micro-ondas e ultrassom apresentando baixas conversões 

com cerca de 8 e 25 %, respectivamente, quando comparada com as reações em batelada. A 

partir dos resultados apresentados, pode-se concluir que a utilização do biochar como suporte 

para imobilização de enzima é uma alternativa promissora, bem como a utilização destes 

biocatalisadores imobilizados em reações de transesterificação de óleo de coco bruto com 

elevada formação de monoacilgliceróis. 
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ANEXOS 

 

ANEXO I 

 

Nesta sessão de anexos serão apresentados a tabela da lista de ésteres etílicos 

encontrados no óleo de coco bruto com o tempo de retenção (tR) (Tabela A1) e os 

cromatogramas referentes ao óleo de coco bruto (Figura A1) e da reação de transesterificação 

catalisada por lipase de Burkholderia cepacia imobilizada em biochar (tratado em ultrassom 

com diclorometano) por adsorção física (ADS) na melhor condição (razão molar de óleo e 

etanol de 1:7, 40 °C e tempo de 96 h) (Figura A2). 

Tabela A1 - Ésteres etílicos presentes no óleo de coco bruto utilizado para as reações de 

transesterificação.  

Pico tR (min) Éster 

1 3.0 Caprilato de etila  

2 4.3 Caproato de etila 

3 5.6 Laurato de etila 

4 6.8 Miristato de etila 

5 8.1 Palmitato de etila 

6 
8.6 Heptadecanoato de 

Metila (PI*) 

7 9.9 Linoleato de etila 

8 10.1 Oleato de etila 

9 10.6 Estearato de etila 

                   *PI = padrão interno 

 

Figura A1 – Cromatograma da quantificação dos ésteres etílicos para óleo de coco bruto. 
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Figura A2 - Cromatograma da quantificação dos ésteres etílicos para reação de 

transesterificação utilizando a lipase de Burkholderia cepacia imobilizada por ADS em 

biochar realizada na razão molar (óleo:etanol) 1:7 a 40 °C em 96 h. 
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ANEXO II 

 

Nesta sessão de anexos serão apresentados os cromatogramas referentes ao óleo de 

coco bruto e da reação de transesterificação catalisada por lipase de Burkholderia cepacia 

imobilizada em biochar (tratado em ultrassom com diclorometano) por adsorção física na 

razão molar de óleo:etanol de 1:7, 40 °C e nos tempos de reação 24, 48, 72 e 96 h (Figura 

A3). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura A3- Cromatograma de quantificação do Mono, di e Triacilgliceróis e ésteres etílicos 

para o óleo de coco bruto e na reação realizada à 40 °C, com razão molar 1:7 (óleo:álcool) 

utilizando a lipase de Burkholderia cepacia imobilizada em biochar nos tempo de reação de 

24 a 96h. . 
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ANEXO III 

 

Lista de divulgação dos resultados 

Dois trabalhos foram apresentados em congresso nacional e um artigo foi publicado em 

revista Qualis A1. 

 

 CONGRESSOS  

 

 Ano 2016 

Trabalho completo intitulado: APLICAÇÃO DA LIPASE DE Burkholderia cepacia 

IMOBILIZADA EM BIOCHAR NA TRANSESTERIFICAÇÃO DE ÓLEO DE COCO BRUTO. 

Apresentado no XXI Congresso Brasileiro de Engenharia Química, Fortaleza em setembro de 

2016.  

 

 Ano 2017 

Trabalho completo intitulado: USE OF ADDITIVES IN THE TRANSESTERIFICATION 

OF CRUDE COCONUT OIL USING LIPASE OF Burkholderia cepacia IMMOBILIZATION 

ONTO BIOCHAR. Apresentado no XXI Simpósio Nacional de Bioprocessos XII Simpósio de 

Hidrólise Enzimática de Biomassa, Aracaju em setembro de 2017.  

 

 ARTIGO  

 

O artigo intitulado: USE OF CONVENTIONAL OR NON-CONVENTIONAL 

TREATMENTS OF BIOCHAR FOR LIPASE IMMOBILIZATION, foi publicado em 2017 na 

Process Biochemistry v. 61, pg 124–129 (Qualis A1) sobre os tratamentos realizados no biochar 

para imobilização da lipase de Burkholderia cepacia.   
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