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RESUMO 

 

 

Neste estudo, a tripsina do pâncreas suíno foi imobilizada em um suporte heterofuncional 

preparado ativando o hidrogel de quitosana (Qui) com glutaraldeído (Glu) e, em seguida, 

funcionalizando-o com glicina (Qui–Glu–Gli). O desempenho catalítico da tripsina imobilizada 

nas reações de hidrólise foi comparado com o desempenho catalítico da enzima imobilizada em 

quitosana ativada com glutaraldeído (Qui–Glu) e hidrogel de quitosana (Qui). A concentração 

máxima de proteína imobilizada em Qui–Glu–Gli foi de aproximadamente 16 mg.g−1 a pH 9,0 

(5 mmol.L−1 de tampão de carbonato de sódio) a 25 °C a partir de uma carga de proteína 

oferecida de 20 mg.g−1. Esse biocatalisador apresentou uma atividade específica máxima (AE) 

de 33,1 ± 0,2 nmol.min−1.mg−1 para a hidrólise de benzoil-DL-arginina-p-nitroanilida 

(BAPNA), valores maiores quando comparados com o suporte clássico Qui-Glu (valores de AE 

variando entre 6,7 ± 0,1 nmol.min−1 .mg−1 e 8,1 ± 0,1 nmol.min−1 .mg−1). O modelo cinético de 

Elovich foi usado para descrever o processo de adsorção usando cargas iniciais de proteína 

baixas (3 mg.g-1) e altas (20 mg.g−1). O estudo de dessorção revelou uma taxa de 32% de 

dessorção da tripsina a pH 5,00 e 50 °C, na presença de detergente Triton-X, destacando a 

ocorrência de interações hidrofóbicas e iônicas entre a tripsina e o suporte. A temperatura ideal 

para a hidrólise de BAPNA catalisada pela tripsina imobilizada (60 °C) foi 10 °C mais alta do 

que a de sua forma solúvel. Além disso, a enzima imobilizada foi de 16 a 20 vezes mais estável 

do que sua forma solúvel a 50-55 °C. Estudos termodinâmicos, demonstraram que o fator de 

estabilização da enzima imobilizada foi de 20 vezes maior que a enzima livre para temperatura 

de 45 e 50 ºC. A hidrólise completa da albumina sérica bovina (ASB) a 37 °C foi alcançada 

após 2 horas usando uma enzima solúvel, enquanto, para sua forma imobilizada, o rendimento 

da hidrólise foi de 47%. Testes de reutilização revelaram que esse biocatalisador reteve 37% de 

sua atividade original após 10 lotes sucessivos de hidrólise. Com base nesses resultados, esse 

suporte pode ser usado como uma alternativa interessante para a produção de biocatalisadores 

heterogêneos com alta atividade catalítica e estabilidade térmica, apesar de apresentar baixo 

desempenho quando comparado com a enzima solúvel no processo de hidrólise da albumina 

sérica bovina. 

 

 

 

 

Palavras-chave: Tripsina do pâncreas suíno; Imobilização; Suporte heterofuncional; Estudos 

termodinâmicos; Hidrólise de proteínas.  



 

 

 

ABSTRACT 

 

In this study, trypsin from the porcine pancreas was immobilized on a heterofunctional support 

prepared by activating chitosan (Chit) hydrogel with glutaraldehyde (GA), then functionalizing 

it with glycine (Chit–GA–Gly). The catalytic performance of the immobilized trypsin in the 

hydrolysis reactions was compared with the catalytic performance of the immobilized enzyme 

on glutaraldehyde-activated chitosan (Chit–GA) and chitosan hydrogel (Chit). The maximum 

concentration of immobilized protein on Chit–GA–Gly was approximately 16 mg.g−1 at pH 9.0 

(5 mmol.L−1 buffer sodium carbonate) at 25 ◦C from an offered protein loading of 20 mg.g−1. 

This biocatalyst exhibited maximum specific activity (SA) of 33.1 ± 0.2 nmol.min−1 .mg−1 for 

benzoyl-DL-arginine-p-nitroanilide (BAPNA) hydrolysis, bigger values when compared to the 

classic Qui-Glu support. (SA values ranging between 6.7 ± 0.1 nmol.min−1 .mg−1 and 8.1 ± 0.1 

nmol.min−1 .mg−1). The Elovich kinetic model was used to describe the adsorption process 

using low (3 mg.g−1) and high (20 mg.g−1) initial protein loadings. The desorption study 

revealed a 32% desorption rate of trypsin at pH 5.00 and 50 °C, in the presence of Triton-X 

detergent, highlighting the occurrence of hydrophobic and ionic interactions between trypsin 

and the support. The optimum temperature for BAPNA hydrolysis catalyzed by the 

immobilized trypsin (60 ◦C) was 10 ◦C higher than that of its soluble form. Additionally, the 

immobilized enzyme was 16 to 20 times more stable than its soluble form at 50–55 ◦C. 

Thermodynamic studies have shown that the stabilization factor of the immobilized enzyme 

was 20 times greater than the free enzyme at temperatures of 45 and 50°C. Complete hydrolysis 

of bovine serum albumin (BSA) at 37 ◦C was achieved after 2 h using a soluble enzyme, while 

for its immobilized form, the hydrolysis yield was 47%. Reuse tests revealed that this 

biocatalyst retained 37% of its original activity after 10 successive hydrolysis batches. Based 

on these results, this support could be used as an interesting alternative for producing 

heterogeneous biocatalysts with high catalytic activity and thermal stability when producing 

protein hydrolysates. 

 

 

 

 

Keywords: Trypsin from porcine pâncreas; Immobilization; Heterofunctional support; 

Thermodynamics studies; Protein hydrolysis. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

 Enzimas são catalisadores metabólicos que consistem de proteínas altamente 

especializadas com habilidade de catalisar reações químicas específicas em sistemas biológicos, 

o que permite a ocorrência de uma variedade de reações bioquímicas endógenas por meio de 

uma via bem definida (CHANG; JOHN, 2018). As enzimas aceleram diversas reações 

biológicas essenciais na manutenção da vida humana e são catalisadores altamente seletivos e 

estão presentes em todos os seres vivos (SINGH; SINGH; PANDEY, 2019). 

Segundo Papadaki et al., 2020, o mercado global de enzimas foi avaliado em US$ 7,1 

bilhões em 2017 e é projetado atingir US$ 10,5 bilhões em 2024, com uma taxa de crescimento 

anual de 5,7% de 2018 a 2024. Vale destacar que a Europa contribuiu com um terço da produção 

global de enzimas em 2017. Globalmente, o setor de enzimas é majoritariamente liderado pelos 

segmentos de produtos alimentícios, bebidas e pela indústria farmacêutica, que têm impacto 

direto ou indireto no consumo humano (SINGH et al., 2016). 

Dentre as enzimas, as proteases desempenham um papel significativo no setor industrial 

como enzimas essenciais responsáveis por hidrolisar ligações peptídicas encontradas em 

proteínas de várias fontes (SHAMSI; PARVEEN; FATIMA, 2016). Elas podem ser 

classificadas com base em sua capacidade de quebrar ligações peptídicas em endopeptidases 

(EC 3.4.11-19) e exopeptidases (EC 3.4.21-19). As endopeptidases podem ser ainda 

categorizadas em subgrupos com base nos aminoácidos presentes em seus sítios catalíticos, 

nomeadamente serino, aspártico, cisteíno ou metalopeptidases (DORNELLES et al., 2018; 

GOETTIG, 2021). 

A tripsina (EC 3.4.21.4) pertence à família das serinoendopeptidases e serve como uma 

das principais enzimas digestivas secretadas pelo pâncreas dos animais. Seu papel vital no 

processo digestivo também envolve a ativação de zimógenos, nomeadamente 

quimotripsinogênio e procarboxipeptidase (NAVEED et al., 2021). Devido à sua natureza de 

enzima digestiva e alta especificidade, a tripsina possui inúmeras aplicações bioquímicas e 

industriais, permitindo um melhor controle na hidrólise de proteínas, devido à condições mais 

amenas do meio reacional (BURKHART et al., 2012; DENG; GRUPPEN; WIERENGA, 2018; 

KAUR; SINGH, 2022). Essa enzima tem sido utilizada no processamento de couro, análise de 

proteoma, para reduzir alergias a proteínas alimentares, gerar peptídeos bioativos e preparar 

produtos lácteos de fácil digestão para bebês (BOUGATEF, 2013; LACROIX et al., 2017; 

NATH et al., 2020; TAVANO et al., 2018; WANG et al., 2017). No entanto, apesar de suas 
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diferentes aplicações industriais, existem certas limitações, como baixa estabilidade sob 

condições específicas de processo (altas temperaturas, presença de solventes orgânicos e 

condições de pH extremo), juntamente com desafios na separação da enzima do produto final, 

dificultando sua recuperação e subsequente reutilização (BASSO; SERBAN, 2019; BOLIVAR; 

WOODLEY; FERNANDEZ-LAFUENTE, 2022; MAGHRABY et al., 2023). Para superar 

essas limitações, foram propostas estratégias de imobilização de enzimas que permitiriam o uso 

repetido de enzimas como a tripsina do pâncreas suíno, facilitando assim a recuperação eficiente 

dos meios de reação, simplificando os processos de separação e reduzindo os riscos de 

contaminação tanto nas enzimas quanto nos produtos finais (AYBASTIER; DEMIR, 2010; 

BASHIR; SOOD; BANDRAL, 2020; BERNAL; RODRÍGUEZ; MARTÍNEZ, 2018; 

CAVALCANTE et al., 2021; CHANG et al., 2009; GUZIK; HUPERT-KOCUREK; 

WOJCIESZYNSKA, 2014; RODRIGUES et al., 2021; ZDARTA et al., 2018). Enzimas 

imobilizadas, em comparação com suas contrapartes solúveis, podem mostrar estabilidade 

aprimorada se realizadas adequadamente (GUZIK; HUPERT-KOCUREK; 

WOJCIESZYNSKA, 2014; TONINI; ASTRUP, 2012), ampliando a janela de operação. É 

crucial observar que a imobilização da tripsina reduz significativamente o risco do processo de 

autólise ocorrer. (CHERRY; FIDANTSEF, 2003; MASSOLINI; CALLERI, 2005; SASAI et 

al., 2017). 

Uma etapa importante para a imobilização enzimática é a escolha do material do suporte, 

o qual pode afetar significativamente a atividade e estabilidade das enzimas (BOLIVAR; 

WOODLEY; FERNANDEZ-LAFUENTE, 2022; SANTOS, et al., 2015). Além disso, as 

matrizes devem possuir resistência a ataques microbianos, apresentar estabilidade mecânica e 

não ser tóxicas (BRENA; GONZÁLEZ-POMBO; BATISTA-VIERA, 2013; WAHAB et al., 

2020). Várias matrizes, incluindo quitosana (KIM; LEE, 2019), agarose (MIGUEZ; SOUSA; 

TAVANO, 2023), sílica (LIU et al., 2019), e polímeros sintéticos como o álcool polivinílico 

(PVA) (SAHIN; OZMEN, 2020), têm sido empregadas na imobilização da tripsina. Dentre os 

métodos utilizados, a adsorção física é o método mais empregado por manter a alta atividade 

catalítica e estabilização, além de preservar a estrutura nativa de diferentes enzimas industriais 

devido à ausência de modificações químicas. Porém, a dessorção de algumas moléculas de 

enzimas das superfícies externas e/ou internas dos suportes torna-se um problema (GARCIA-

GALAN et al., 2011). Dessa forma, uma abordagem eficaz seria o uso de um suporte 

heterofuncional, que é definido como aquele que possui funcionalidades distintas em sua 

superfície capazes de interagir com uma enzima, tanto por interações químicas e/ou físicas, o 

que evita a inativação de proteases por precipitação, autólise e/ou distorção de sua estrutura 
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(BARBOSA et al., 2013; LIU et al., 2021; WAHAB et al., 2020). Para a construção dos 

suportes heterofuncionais, a superfície dos materiais pode ser ativada usando agentes 

bifuncionais específicos, como o glutaraldeído, a divinilsulfona, epóxi ou silanos (AGHAEI; 

YASINIAN; TAGHIZADEH, 2021; MACHADO et al., 2019; MIGUEZ et al., 2018; 

PINHEIRO et al., 2019; VASCONCELOS et al., 2020). 

Portanto o material escolhido foi a quitosana, extensivamente utilizada como matriz de 

suporte para a imobilização de enzimas (CARNEIRO et al., 2014; DIVIESTI; HOLZ, 2023; 

NUNES et al., 2021; OKURA et al., 2020; URRUTIA et al., 2018), é derivada da desacetilação 

da quitina, um polissacarídeo encontrado em várias fontes, incluindo o exoesqueleto de insetos 

e crustáceos, como caranguejos, camarões e lagostas (AZMANA et al., 2021; KOU; PETERS; 

MUCALO, 2021). Este biomaterial é um subproduto abundante da indústria pesqueira (KOU; 

PETERS; MUCALO, 2021), e tem aplicações específicas em medicamentos de liberação 

controlada, alimentos funcionais e conservantes alimentares (ARANAZ et al., 2009). A 

quitosana é altamente adequada para a imobilização de enzimas – uma vez que é não tóxica – 

fácil de biodegradar, altamente biocompatível e possui uma forte afinidade por proteínas 

(RIBEIRO et al., 2021). Sua estrutura contém diferentes grupos, como hidroxil e amino livre, 

o que facilita ainda mais a imobilização de enzimas (SOOZANIPOUR et al., 2019; WAHBA, 

2017). No entanto, a modificação de sua estrutura química é preferível quando se busca obter 

um material mais resistente quimicamente. Além disso, ao imobilizar a enzima covalentemente 

no suporte, seus grupos amino são modificados com uma variedade de grupos capazes de reagir 

covalentemente com outras enzimas, transformando-o em um suporte heterofuncional, como 

exemplificado na quitosana (BASHIR; SOOD; BANDRAL, 2020; PINHEIRO et al., 2019). 

Para esse projeto foi utilizado o glutaraldeído, que é um dos agentes bifuncionais mais 

comumente usados para ativar suportes aminados, como a quitosana, em processos de 

imobilização de enzimas (BARBOSA et al., 2014). Por meio de ligações covalentes, ele 

interage com vários grupos químicos presentes na estrutura da proteína, em particular grupos 

amino primários, tióis, fenóis e imidazol (BARBOSA et al., 2013, 2014; ELIAS et al., 2018; 

KIM; LEE, 2019; MONTEIRO; AIROLDI, 1999). O grupo amino mais reativo que auxilia na 

ligação covalente da proteína ao suporte, por meio de um reticulador, é geralmente o grupo 

amino terminal (SASAI et al., 2017). A reação do glutaraldeído com grupos amino primários 

da enzima e do suporte é capaz de produzir um suporte heterofuncional dotado da capacidade 

de apresentar interações físicas e químicas com enzimas (BASHIR; SOOD; BANDRAL, 2020; 

PINHEIRO et al., 2019; WAHAB et al., 2020). 
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Neste sentido, o objetivo do estudo foi projetar um suporte heterofuncional derivado de 

um hidrogel de quitosana (Qui–Glu–Gli) para imobilizar a tripsina do pâncreas suíno. Este 

suporte conterá grupos catiônicos tanto provenientes do suporte quanto da glicina, bem como 

grupos aniônicos da glicina e certa hidrofobicidade dos grupamentos de glutaraldeído, 

resultando em uma forte capacidade de adsorção. A tripsina fisicamente imobilizada será 

subsequentemente usada para hidrolisar a albumina sérica bovina (ASB) em um sistema em 

batelada (SHU et al., 2015). Esse suporte heterofuncional foi preparado por meio da ativação 

sequencial de hidrogéis de quitosana com glutaraldeído, seguida da funcionalização do 

glutaraldeído com glicina, e foi inicialmente utilizado para imobilizar eficientemente uma 

lipase microbiana, exibindo alta atividade catalítica e estabilidade operacional em uma reação 

de esterificação (OKURA et al., 2020).  

É importante ressaltar que nossa revisão bibliográfica na base de dados Scopus não 

revelou nenhuma aplicação anterior deste suporte na imobilização de proteases, incluindo a 

tripsina do pâncreas suíno, destacando a contribuição inovadora do estudo. A investigação 

envolve a avaliação da influência do pH na imobilização da tripsina e na carga, além da 

realização de estudos cinéticos de adsorção no suporte preparado, seguido de testes de 

dessorção da tripsina. O estudo também inclui uma avaliação da influência da temperatura na 

atividade da enzima e em sua estabilidade térmica, e determina os parâmetros cinéticos e 

termodinâmicos. Preparações tanto de tripsina solúvel quanto imobilizada foram empregadas 

na hidrólise da proteína ASB, que foi selecionada devido à sua solubilidade em água e estrutura 

bem conhecida (BUJACZ, 2012). Para avaliar a aplicabilidade prática deste biocatalisador, 

conduzimos testes de reutilização em um sistema sequencial em batelada, empregando um 

substrato que replica de perto as condições de um substrato de ASB utilizado na indústria para 

a produção de peptídeos (ATACAN; ÇAKIROǦLU; ÖZACAR, 2016). 
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2 OBJETIVOS 

 

O objetivo geral é a produção de um biocatalisador heterofuncional a base de quitosana 

modificada, para a imobilização da tripsina de pâncreas suína capaz de aumentar sua 

estabilidade térmica e operacional sem que haja significativa perda de atividade hidrolítica, 

tornando-se capaz de produzir hidrolisados proteicos. 

 

Levando em consideração estes aspectos, o objetivo geral do projeto foi alcançado 

mediante à execução das seguintes etapas: 

 

a) Preparação das partículas de quitosana-glutaraldeído-glicina (Qui-Glu-Gli) 

preparado via sequencial ativação do hidrogel de quitosana; 

b) Avaliar e caracterizar o derivado, determinando suas propriedades catalíticas, bem 

como selecionar o biocatalisador com a maior atividade catalítica e concentração de 

proteínas imobilizadas; 

c) Avaliação do impacto do pH de imobilização no desempenho da imobilização, na 

atividade hidrolítica e na atividade específica; 

d) Avaliação do impacto do tempo na etapa de imobilização da tripsina de pâncreas 

suína por meio da aplicação de análises cinéticas de adsorção, empregando modelos 

cinéticos de adsorção; 

e) Avaliação do potencial de dessorção da tripsina de pâncreas suína sob condições 

variadas de força iônica, valores de pH na solução e a presença de detergentes, a fim 

de caracterizar as diversas formas de interação entre a enzima e o suporte; 

f) Avaliação da influência da temperatura na atividade da tripsina de pâncreas suína; 

g) Avaliação da estabilidade térmica da tripsina de pâncreas suína em suas formas 

solúvel e imobilizada, juntamente com a determinação dos parâmetros cinéticos e 

termodinâmicos associados; 

h) Condução da hidrólise da albumina sérica bovina com o intuito de avaliar o 

desempenho potencial do produto derivado da hidrólise proteica, comparativamente 

à enzima solúvel; 

i) Realizar um estudo de estabilidade operacional para avaliar a viabilidade de 

reutilizar o derivado desenvolvido em várias iterações durante a hidrólise da 

proteína da albumina sérica bovina.  
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3 REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

 

3.1 HIDRÓLISE DE PROTEÍNA  

 

Uma proteína é uma macromolécula geralmente composta por uma variedade de 

aminoácidos diferentes (AAs), ligados entre si por meio de ligações peptídicas. A proteína é 

um componente importante dos tecidos animais (por exemplo, músculo esquelético, glândulas 

mamárias, fígado e intestino delgado) e produtos derivados (por exemplo, carne, leite, ovos e 

lã) (MOORE; STEIN, 1948; MUSTATEA et al., 2019). 

A hidrólise de proteína é um processo químico ou enzimático no qual ocorrem a 

clivagem das ligações peptídicas que mantêm as proteínas unidas, resultando na divisão das 

proteínas em fragmentos menores, como peptídeos e aminoácidos. Consiste em um processo 

importante em várias aplicações industriais, incluindo na produção de alimentos, suplementos 

nutricionais, produtos farmacêuticos e produtos químicos, pois pode melhorar a digestibilidade, 

a solubilidade e a funcionalidade das proteínas (TAVANO, 2013). 

O método de escolha para a hidrólise de proteínas depende de suas fontes. Por exemplo, 

as proteínas provenientes de penas, cerdas, chifres, bicos ou lã contêm a estrutura de queratina 

e, portanto, são geralmente hidrolisadas por tratamento ácido ou alcalino, ou por queratinases 

bacterianas (TACIAS-PASCACIO et al., 2020). Em contraste, produtos de origem animal (por 

exemplo, caseína, soro, intestino e carne) e ingredientes vegetais (por exemplo, proteínas de 

soja, trigo, arroz, ervilha e algodão) frequentemente são submetidos à hidrólise enzimática ou 

microbiana geral (TACIAS-PASCACIO et al., 2020; TAVANO, 2013; TAVANO et al., 2018). 

Os processos químicos, incluindo a hidrólise alcalina ou ácida, tendem a ser difíceis de 

controlar e produzem produtos com aminoácidos modificados. Portanto, condições 

convencionais de hidrólise ácida para a determinação de aminoácidos, que envolvem o uso de 

ácido forte em altas temperaturas acima de 100 ºC durante longos períodos de tempo, podem 

resultar na destruição do triptofano. (MUSTATEA et al., 2019; TSUGITA; SCHEFFLER, 

1982). A hidrólise alcalina pode reduzir quimicamente o conteúdo de cistina, arginina, treonina, 

serina, isoleucina e/ou lisina e formar resíduos de aminoácidos incomuns (WEFSH et al., 1974). 

A hidrólise enzimática pode ser realizada em condições suaves e evitar os ambientes extremos 

necessários para tratamentos químicos. Geralmente, os processos enzimáticos evitam reações 

secundárias e não diminuem o valor nutricional da fonte de proteína (TAVANO, 2013). 

Diferentes enzimas proteolíticas são usadas para hidrólise, como papaína, pepsina, pancreatina, 

tripsina, quimotripsina, álcalis, termolisina, juntamente com as enzimas de fontes bacterianas e 
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fúngicas, dependendo sobre a proteína-mãe para produzir hidrolisados de proteína  

(KORHONEN; PIHLANTO, 2006). 

 

3.2 PROTEASES  

 

As proteases (também conhecidas como peptidases, enzimas proteolíticas e hidrolases 

de ligação peptídica) desempenham papéis importantes nas vias biológicas dos seres vivos. Elas 

desempenham uma importância fundamental, mesmo nos organismos mais primitivos (SINGH 

et al., 2016). São um grupo importante de enzimas industriais e correspondem a quase 60% de 

todo o mercado de enzimas, representando também 40% das vendas globais totais de enzimas 

(MUTHULAKSHMI et al., 2011; SHARMA et al., 2019). São classificadas de diversas formas, 

e a diferenciação fundamental entre as proteases ocorre devido à seletividade na quebra das 

ligações peptídicas, o que leva à classificação das proteases em endopeptidases e exopeptidases 

(SINGH; SINGH; PANDEY, 2019). 

Exopeptidases catalisam a quebra de ligações peptídicas de proteínas distintas 

adjacentes aos terminais carboxila e amino presentes no substrato. Dependendo da precisão 

quanto ao local de ação, seja o terminal C ou N, são adicionalmente classificadas em duas 

principais categorias: carboxipeptidases ou aminopeptidases (SANI et al., 2017; TACIAS-

PASCACIO et al., 2020). Por outro lado, as endopeptidases quebram a ligação peptídica no 

interior da cadeia proteica (DORNELLES et al., 2018). 

É importante notar que a função hidrolítica das proteases não ocorre aleatoriamente e 

varia entre diferentes proteases. Elas apresentam especificidades e seletividades distintas, 

resultando em uma grande variedade de produtos finais na hidrólise de proteínas, mesmo 

quando se utiliza o mesmo extrato proteico como substrato. Essas diferenças nas ações das 

proteases podem ser consideradas uma vantagem, pois proporcionam uma ampla variedade de 

"ferramentas" a serem escolhidas, permitindo a obtenção de uma ampla gama de produtos finais 

a partir da mesma fonte de proteína hidrolisada (NAVEED et al., 2021; SOUZA JÚNIOR et 

al., 2020). Essas características das proteases derivam da interação do centro ativo da enzima 

com a cadeia proteica do substrato, o que é altamente influenciado pela configuração do sítio 

ativo da enzima. Além disso, as proteases podem ser classificadas em grupos com base em suas 

características estruturais e sítios catalíticos, incluindo peptidases aspárticas, cisteínicas, de 

metal e de serina, bem como aquelas com mecanismos catalíticos mistos ou de tipo 

desconhecido (DORNELLES et al., 2018). 
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3.2.1 Proteases na indústria 

 

As proteases são amplamente utilizadas em muitas indústrias biotecnológicas 

(SIRISHA; JAIN; JAIN, 2016). O uso de enzimas proporcionou oportunidades para o 

desenvolvimento de química industrial verde, moderna e sustentável devido à sua excepcional 

especificidade, condições de reação suaves, economia, simplicidade e processos econômicos 

(BASSO; SERBAN, 2019). Cerca de 60% do mercado industrial de enzimas era atendido por 

enzimas hidrolíticas, como lipase, protease e amilase, por exemplo (BASHIR; SOOD; 

BANDRAL, 2020). Foi relatado que 60% das enzimas utilizadas pela indústria são empregadas 

por grandes setores, como o de produtos de limpeza, têxteis, panificação e ração animal. 

(NAVEED et al., 2021). 

A atuação das proteases na indústria dos alimentos, têm sido cruciais na produção de 

hidrolisados proteicos para melhorar a qualidade nutricional de alimentos e rações, sendo 

essenciais no tratamento de distúrbios digestivos. Podem ser obtidas de diversos substratos e 

proteases comerciais (BUENO et al., 2020; LAMBRÉ et al., 2021). São amplamente aplicadas 

na indústria alimentícia, em processos como a maceração de cereais, produção de cerveja, 

clarificação de cerveja, coagulação de queijos e fabricação de produtos de panificação. Na 

indústria de laticínios, modificam o sabor e reduzem a lactose. Sua versatilidade e importância 

se estendem por diferentes áreas, contribuindo para a produção de alimentos de qualidade 

(MUSTATEA et al., 2019; TAVANO et al., 2018). 

Nas indústrias de detergentes, as proteases desempenham um papel essencial, 

representando cerca de 30% da produção global de enzimas e sendo fundamentais em diversas 

aplicações na biotecnologia industrial (NAVEED et al., 2021). As enzimas auxiliam na 

remoção de manchas difíceis de serem eliminadas apenas com surfactantes convencionais. As 

proteases têm um importante papel na hidrólise de grandes moléculas proteicas associadas a 

manchas persistentes. Durante a hidrólise, as ligações peptídicas que mantêm a molécula 

proteica unida são quebradas, liberando polipeptídeos menores e aminoácidos (HOU et al., 

2017; ROCHA; GONALVES; TEIXEIRA, 2011). 

  A indústria de processamento de couro envolve diversas etapas, como maceração, 

curtimento, remoção de pelos, neutralização, desengorduramento e decapagem, que 

frequentemente utilizam produtos químicos nocivos, como cal, sal, solventes e sulfeto de sódio, 

resultando em poluição ambiental (FANG et al., 2017). O colágeno é a principal proteína 

encontrada no couro, mas é essencial remover outros componentes não relacionados ao 

colágeno para determinar a maciez e durabilidade finais do couro (FANG et al., 2017). O uso 
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de enzimas, como proteases, em substituição aos produtos químicos, busca reduzir a poluição 

ambiental e alcançar uma remoção eficiente das proteínas indesejadas na produção de couro 

(CERA; DI, 2009). 

Na indústria de cosméticos, as proteases atuam na quebra de ligações peptídicas que 

unem queratina, elastina e colágeno na pele (VASCONCELOS et al., 2020). Enzimas como 

bromelina, papaína e outras têm sido empregadas para suavizar e esfoliar a pele. Essas proteases 

desempenham um papel na renovação celular, removendo células mortas da epiderme e 

estimulando a substituição por células semelhantes, enquanto exercem atividade ceratolítica 

(TACIAS-PASCACIO; MORELLON-STERLING et al., 2021). 

Outros segmentos da indústria também utilizam as proteases na indústria química como 

a produção de ésteres e peptídeos na presença de solventes, na indústria farmacêutica as 

proteases são utilizadas na cicatrização (VASCONCELOS et al., 2020). Além da utilização na 

produção de cosméticos, e no tratamento de resíduos(NAVEED et al., 2021). 

 

3.3 TRIPSINA 

 

As proteases de serina desfrutam de uma ampla diversidade na natureza, ocorrendo não 

apenas em todo o reino dos organismos celulares, mas também estão presentes em muitos 

genomas virais. Das enzimas proteolíticas conhecidas, um terço delas são proteases de serina. 

Geralmente, essas proteases são endopeptidases, nas quais a clivagem da ligação ocorre na 

porção central da cadeia. Algumas delas são exopeptidases, que destacam aminoácidos do final 

da sequência de polipeptídeo. Seu nome origina-se do resíduo de Serina, que é nucleofílico e 

reside no sítio ativo da enzima. Um intermediário acil-enzima é formado pelo ataque do resíduo 

de serina na extremidade carbonila da próxima ligação de substrato de peptídeo. (KUMAR, 

DINESH et al., 2019; PAGE; DI CERA, 2008). 

Dentro dessa família de proteases de serina, a tripsina (EC 3.4.21.4) ocupa um lugar de 

destaque. Ela pertence à família de serina endoproteases e atua como uma das principais 

enzimas digestivas secretadas pelo pâncreas de animais. Têm seu papel vital no processo 

digestivo que envolve a ativação de zimógenos, como o quimotripsinogênio e o 

procarboxipeptidase (NAVEED et al., 2021). Em comparação com outras tripsinas, como a 

bovina ou a humana, a tripsina do pâncreas suíno exibe a maior atividade na hidrólise de 

proteínas (DENG; GRUPPEN; WIERENGA, 2018). Sua estrutura é caracterizada por uma 

conformação composta por duas folhas beta antiparalelas, cada uma com seis hastes. Os 

resíduos catalíticos estão posicionados na interface entre essas folhas beta. Aminoácidos como, 
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His 57 e Asp 102 têm origem na barra beta N-terminal, enquanto Ser 195 tem origem na barra 

C-terminal (NIEMIROWICZ; FRASCH; JOSÉ CAZZULO, 2013), como demonstrado na 

Figura 1. A tripsina compartilha essa dobradura com outras proteinases pancreáticas, como a 

quimotripsina (BODE; FEHLHAMMER; HUBER, 1976). 

 

Figura 1 – Representação em cartoon da estrutura tridimensional da tripsina do 

pâncreas suíno (Sus scrofa) (TRANSUE et al., 2004). Esta estrutura 

ilustra as duas estruturas de barril beta da enzima. As linhas cor-de-

rosa representam as conexões entre os resíduos catalíticos formados 

por His57, Asp102 e Ser195. Código PDB 1S81. 

     

                               Fonte: Do Autor. 

 

Especificamente, a tripsina hidrolisa as ligações carboxi-terminais (C-terminais) de 

aminoácidos catiônicos, como arginina e lisina (PERERA et al., 2015). O mecanismo de 

catálise, frequentemente referido como o sistema de transmissão de carga, baseia-se em três 

resíduos essenciais: 'Ser' 195, 'His' 57 e 'Asp' 102, que formam a tríade catalítica, como 
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mencionado anteriormente. Nessa tríade, o 'Ser' atua como nucleófilo, dando início à reação, 

enquanto o 'His' desempenha um papel duplo. Na primeira etapa, chamada de acilação, o 'His' 

catalítico age como uma base geral, recebendo um íon de hidrogênio do grupo hidroxila do 'Ser' 

catalítico, o que promove a formação do intermediário tetraédrico. Posteriormente, na mesma 

etapa, o 'His' catalítico age como um ácido, doando o próton adquirido para o grupo amina que 

é liberado quando o intermediário tetraédrico colapsa, ligando assim a primeira etapa com a 

segunda utilizando a ‘His’. Semelhante à primeira etapa, na segunda etapa, denominada de 

deacetilação, o 'His' catalítico atua como uma base para ativar uma molécula de água, seguido 

de seu papel como ácido ao doar um próton para o oxigênio da hidroxila do 'Ser' que está sendo 

liberado. A presença do 'Asp' é fundamental para posicionar adequadamente o 'His' e formar 

uma ligação de hidrogênio. Essa orientação facilita a remoção do próton do 'Ser', gerando um 

nucleófilo altamente reativo. Esse sistema de transmissão de carga é uma característica comum 

a todas as outras serina proteases relacionadas, bem como a proteinases bacterianas, como a 

subtilisina (BRUGGEN E MOL BIO, 1969; HEDSTROM, 2002; KASSERRA E LAIDLER, 

1969). O mecanismo da tripsina pode ser acompanhado pela Figura 2. 

 

Figura 2 – A representação gráfica do mecanismo de reação da tripsina utiliza setas para indicar 

a direção do fluxo de elétrons em cada fase. Na primeira etapa ocorre a formação de 

um intermediário acil-enzima, que resulta na liberação da porção N-terminal da 

ligação peptídica clivada. Em seguida, na etapa subsequente, uma molécula de água 

(H2O), ativada pela histidina (His), interage com o intermediário acil-enzima, 

ocasionando a liberação da porção C-terminal da ligação peptídica clivada.  

Fonte: VANDERMARLIERE; MUELLER; MARTENS, 2013. 
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A utilização satisfatória da tripsina e de outras enzimas na indústria requer atender a 

algumas necessidades essenciais, pois alta eficiência e estabilidade térmica são cruciais na 

aplicação industrial de protease, o ambiente industrial desafiador frequentemente dificulta o uso 

de enzimas nativas, onde a temperatura desempenha um papel crítico na eficiência enzimática. 

(LONHIENNE et al., 2000; SAQIB; SIDDIQUI, 2018; SILVA et al., 2018). Além disso, nas 

reações em batelada, a estabilidade e reutilização de enzimas solúveis representam desafios a 

serem superados. Para atender a essas necessidades, as técnicas de imobilização de enzimas em 

suportes sólidos se destacam como uma abordagem promissora para tornar seu uso conveniente 

e econômico, facilitando a reutilização e aprimorando a estabilidade (BOUDRANT; 

WOODLEY; FERNANDEZ-LAFUENTE, 2020; GUISAN et al., 2020; REMONATTO et al., 

2022).  

Outro problema a ser considerado é a autólise das proteases, uma característica 

indesejável na qual uma molécula de protease se torna o substrato da própria enzima. Para evitar 

esse fenômeno, costuma-se empregar baixas concentrações de proteases, o que, por sua vez, 

possa diminuir a taxa de reação. A imobilização é uma técnica eficaz para superar essa 

limitação, pois as proteases são impossibilitadas de interagir mutuamente na forma imobilizada 

(TAVANO et al., 2018). Isso proporciona benefícios como controle de processo, redução de 

custos e fácil separação das enzimas após a transformação catalisada (GUISAN et al., 2020). 

 

3.4 IMOBILIZAÇÃO DE ENZIMAS 

 

Apesar das vastas vantagens associadas ao uso de enzimas em comparação com 

catalisadores tradicionais, surgem algumas complicações ao utilizá-las em suas formas brutas 

(BRADY; JORDAAN, 2009) A utilização de enzimas em algumas aplicações em larga escala 

não é a escolha ideal para a catálise, uma vez que essas moléculas de proteínas são tipicamente 

instáveis, têm uma vida útil curta e podem ser facilmente inativados por vários mecanismos. As 

enzimas são altamente sensíveis a diversas condições rigorosas de processo por exemplo, 

temperatura elevada, pH extremo, etc.) (RIBEIRO et al., 2011). Além disso, várias questões 

técnicas surgem com o uso de enzimas em aplicações industriais, tornando-as praticamente não 

confiáveis. Por exemplo, a maioria dos tipos de enzimas opera melhor quando dissolvida em 

água em sistemas de catálise homogênea, ao contrário dos catalisadores químicos heterogêneos 

convencionais (BRADY; JORDAAN, 2009). Os métodos tradicionais para recuperação e 

reutilização de enzimas, por sua vez, são muito difíceis de serem alcançados. Conforme 

ilustrado na Quadro 1, tais problemas podem ser prevenidos ou, pelo menos, reduzidos por meio 
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do uso de diferentes técnicas de imobilização (RIBEIRO et al., 2011; SHELDON; PELT, 

2013).  

 

Quadro 1 – Problemas associados ao uso de enzimas (direita) e as vantagens dos processos de 

imobilização (esquerda). 

• Alta estabilidade; 

• A enzima e o suporte são fáceis de 

serem recuperados; 

• Possibilidade de utilização em 

meio não aquoso; 

• Possibilidade de aumento da 

atividade catalítica; 

• Reutilização da enzima; 

• Baixa estabilidade; 

• Alta sensibilidade as condições do 

processo; 

• Facilmente inativada por diversos 

mecanismos; 

• Dificuldade de recuperação e 

reutilização; 

Fonte: BASSO; SERBAN, 2019. 

  

A pesquisa sobre a imobilização de enzimas tem sido muito atrativa por conta de sua 

aplicação industrial. A definição de uma enzima imobilizada é a “enzima fisicamente confinada 

ou localizada em certa região definida do espaço, com retenção de sua atividade catalítica, que 

pode ser utilizada repetida e continuamente” (BICKERSTAFF, 1997). As tecnologias de 

imobilização vêm cada vez mais progredido gradualmente, o recente avanço nas tecnologias de 

biotecnologia e nanotecnologia reacendeu consideravelmente o interesse nas estratégias de 

imobilização de enzimas. Algumas dessas estratégias envolvem a fixação ou aprisionamento de 

enzimas em materiais de suporte sólidos (ZDARTA et al., 2018). Os pesquisadores propuseram 

diversos materiais de suporte, bem como abordagens benéficas para a imobilização de enzimas. 

A principal função desses suportes é estabilizar as estruturas das enzimas, preservando assim 

sua eficácia e tornando-as mais resistentes ao ambiente reacional (GUISAN et al., 2020). 

A imobilização de enzimas oferece a vantagem de facilitar a recuperação tanto das 

enzimas usadas quanto dos materiais de suporte, o que é particularmente benéfico em aplicações 

nas áreas de alimentos, medicina e farmacêutica (BERNAL; RODRÍGUEZ; MARTÍNEZ, 

2018; SINGH et al., 2016). As enzimas em suas formas imobilizadas apresentam uma 

estabilidade muito maior e são mais fáceis de manusear em comparação com suas formas 

solúveis (BRADY; JORDAAN, 2009). Além disso, as reações enzimáticas podem ocorrer em 

meios não aquosos, onde os suportes sólidos preservam os componentes das enzimas, tornando-
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as mais robustas, o que melhora sua atividade catalítica e permite que sejam reutilizadas várias 

vezes (RODRÍGUEZ-NÚÑEZ; BERNAL; MARTÍNEZ, 2021; SHELDON, 2007). Outra 

vantagem do processo de imobilização é que os catalisadores podem transitar de formas 

homogêneas para heterogêneas após a ligação enzimática, facilitando a separação das enzimas 

e a produção de produtos com alta pureza (HANEFELD; MAGNER, 2013). Diversos métodos 

de imobilização têm sido empregados até o momento, incluindo encapsulamento, reticulação, 

ligação covalente, adsorção e aprisionamento, conforme ilustrado na Figura 3. 

 

            Figura 3 – Métodos de imobilização enzimática. 

 

Fonte: ZHAO et al., 2015. 

 

A Figura 3 apresenta os métodos de imobilização, que são divididos em três categorias: 

ligação cruzada, aprisionamento e a enzima ligada diretamente a um suporte (BILAL; IQBAL, 

2019). Cada método pode influenciar a enzima e suas propriedades, como atividade, 

estabilidade e seletividade (HANEFELD; MAGNER, 2013). Na técnica de aprisionamento, a 

enzima fica fisicamente aprisionada em uma rede polimérica, como alginato, colágeno, agarose, 

gelatina e poliacrilamida, impedindo o contato direto com o ambiente. O aprisionamento é a 

estratégia mais simples de imobilização enzimática e não causa alterações estruturais. No 
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entanto, essa abordagem é caracterizada por uma baixa carga enzimática e limitações na 

transferência de massa (THANGARAJ; SOLOMON, 2019). O método de imobilização por 

ligação cruzada, ou reticulação intermolecular de proteínas, cria um agregado de enzimas 

insolúveis, proporcionando alta estabilidade, mas pode causar um alto impedimento estérico ao 

substrato, tornando-o incapaz de alcançar o sítio ativo da enzima (ZHOU et al., 2015). Esse 

método depende do uso de reagentes de acoplamento para reticular as moléculas da enzima. 

Agentes floculantes, como poliaminas, polietilenimina, sulfonatos de poliestireno e vários 

fosfatos, têm sido amplamente utilizados. Os métodos químicos de reticulação geralmente 

envolvem ligações covalentes entre enzimas usando reagentes bi ou multifuncionais, como o 

glutaraldeído (THANGARAJ; SOLOMON, 2019; VOBĚRKOVÁ et al., 2018). 

Por fim, os métodos de imobilização de enzimas ligadas a um suporte sólido podem 

ocorrer por interações covalentes entre a enzima e um suporte sólido insolúvel, ou pela adsorção 

da enzima na superfície do suporte (MERYAM SARDAR, 2015; THANGARAJ; SOLOMON, 

2019). A imobilização por ligação covalente é uma técnica bem estabelecida de imobilização 

de enzimas que é realizada conectando as enzimas a materiais de suporte (por exemplo, sílica 

porosa, poliacrilamida, agarose, vidro poroso etc.) por meio de ligações altamente estáveis e 

fortes. A ligação covalente possui muitas vantagens, como a produção de enzimas mais estáveis 

com a possibilidade de recuperação das enzimas para serem reutilizadas. A ligação covalente 

também aumenta a sua estabilidade (WELTZ et al., 2020). A imobilização de enzimas por 

ligação covalente ao suporte é irreversível devido à forte interação entre a enzima e o suporte. 

Essa interação ocorre entre os grupos funcionais presentes nas enzimas e os grupos presentes 

na matriz do suporte (RODRIGUES et al., 2021). 

A imobilização por adsorção é uma técnica simples de imobilização em que a 

imobilização reversível é alcançada. Essa técnica depende principalmente da adsorção física. 

Os materiais aplicados para que a adsorção ocorra incluem resinas de troca iônica, alumina, 

carvão ativado, dentre outros (DATTA; CHRISTENA; RAJARAM, 2012). Este método é 

relativamente barato e de fácil implementação, no entanto, possui uma fraca força de ligação 

(ligações de hidrogênio, interações iônicas, ligações hidrofóbicas, etc.) entre o suporte e a 

enzima, para que ocorra uma adsorção adequada, algumas condições devem ser atendidas, ou 

seja, a afinidade entre a enzima e o suporte é de vital importância (BERNAL; RODRÍGUEZ; 

MARTÍNEZ, 2018). 

A ligação iônica é uma técnica direta, simples, econômica e reversível de imobilização 

que envolve a interação iônica entre as enzimas e os materiais de suporte. A característica 

principal dessa imobilização não covalente é que o procedimento pode ser revertido facilmente 
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alterando a temperatura e a força iônica (MIGUEZ, et al., 2018). Os materiais de suporte usados 

nessa técnica de imobilização geralmente devem ser carregados eletricamente (TAPDIGOV, 

2021). A ligação iônica pode ser facilmente desfeita através de alterações no pH ou por meio 

da precipitação das enzimas devido à adição de sais. Para manter um pH ótimo durante a reação, 

é feito um controle simples da acidez/alcalinidade na mistura, uma vez que a matriz que 

imobiliza a enzima é constantemente carregada eletricamente. A presença de um suporte com 

carga elétrica pode acarretar em algumas complicações, como a distorção na estrutura da 

enzima, alterações na cinética enzimática, entre outros. Além disso, cargas excessivas podem 

prejudicar a catálise enzimática, o que pode resultar em uma diminuição no rendimento do 

produto (FUENTES et al., 2007; MORELLON-STERLING et al., 2022). 

 

3.4.1 Imobilização em suporte heterofuncionais 

 

É fundamental reconhecer que a imobilização não garante, necessariamente, a 

estabilidade da enzima. Na verdade, se o protocolo de imobilização não for meticulosamente 

projetado, permitindo, por exemplo, interações não controladas entre a enzima e o suporte, as 

enzimas imobilizadas podem, em vez disso, ser menos estáveis do que suas contrapartes 

solúveis (BARBOSA et al., 2013). 

Diante dessa necessidade, muitos pesquisadores têm se empenhado em compreender e 

controlar o processo de imobilização de enzimas, visando a utilizar essa abordagem como uma 

ferramenta poderosa para aprimorar as propriedades das enzimas, como estabilidade, atividade, 

seletividade e redução de inibições (BEZERRA et al., 2020). 

A seleção do protocolo de imobilização e da matriz de suporte mais apropriados 

depende, principalmente, das condições do processo catalítico e da natureza da enzima 

envolvida. Para uma escolha adequada do método de imobilização, alguns aspectos-chave 

devem ser considerados: (1) a escolha criteriosa do suporte (com uma ampla área interna e alta 

densidade de grupos reativos); (2) as características dos grupos reativos no suporte (idealmente, 

devem apresentar baixo impedimento estérico para interagir com a enzima e alta estabilidade 

nas condições de imobilização); e (3) condições de imobilização adequadas (que favoreçam 

tanto a reatividade dos grupos funcionais do suporte quanto a atividade catalítica da enzima). 

Portanto, as técnicas de imobilização de enzimas podem aprimorar as aplicações 

biotecnológicas destes biocatalisadores que, de outra forma, não seriam comumente adequados 

para a utilização industrial (BARBOSA et al., 2013; BILAL et al., 2019; HANEFELD; CAO; 

MAGNER, 2013; SILVA et al., 2018). 
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Nesse sentido, uma estratégia potencialmente mais eficaz para imobilizar proteínas em 

várias orientações envolve a adoção de diferentes métodos de imobilização. A imobilização de 

enzimas em um suporte pode atingir maior versatilidade ao utilizar suportes multifuncionais. O 

termo "suporte heterofuncional" é atribuído àqueles que apresentam várias funcionalidades em 

sua superfície, sendo essas funcionalidades introduzidas tanto por acaso quanto de forma 

planejada, o que os capacita a interagir com grupos específicos de uma enzima em diferentes 

circunstâncias (BARBOSA et al., 2013; ZAAK; SASSI; FERNANDEZ-LAFUENTE, 2018). 

Além disso, a utilização de diferentes grupos funcionais (como octil, grupos amino primários e 

secundários, trocadores iônicos e quelatos metálicos) e grupos reativos (incluindo glicoxila, 

epóxi, aldeído, divinil sulfona, amino ou grupos glutâmicos) demonstra ser altamente eficaz 

para a adsorção física de proteínas por meio de seus grupos nucleofílicos, capazes de auxiliar 

na fabricação de suportes com capacidade de interação com a enzima de maneira 

heterofuncional (BEZERRA et al., 2020; RANJBARI et al., 2019; ZDARTA et al., 2018). 

Além disso, para alcançar uma imobilização enzimática eficaz, é crucial considerar as 

propriedades do material de suporte e a utilização de compostos ativadores, como o 

glutaraldeído. As propriedades ideais do suporte incluem resistência física à compressão, 

hidrofilicidade, inércia em relação às enzimas, facilidade de derivatização, biocompatibilidade, 

resistência ao ataque microbiano e disponibilidade a baixo custo (MERYAM SARDAR, 2015). 

Uma variedade de materiais poliméricos naturais, como celulose, alginato, quitina, 

colágeno, carragenina, quitosana, amido, sefarose, pectina, são amplamente utilizados como 

suportes devido às suas propriedades vantajosas. Além disso, materiais poliméricos sintéticos 

oferecem boa estabilidade mecânica e são facilmente modificáveis (BONAZZA et al., 2018; 

SIRISHA, JAIN; JAIN, 2016). 

Também são empregados suportes inorgânicos, como alumina, sílica, zeólitas e sílicas 

mesoporosas, para a imobilização de enzimas. A escolha do suporte apropriado desempenha 

um papel fundamental na eficiência da imobilização enzimática (MACHADO et al., 2019; 

ZDARTA et al., 2015, 2018; ZUCCA; SANJUST, 2014). 

Alguns desses materiais estão dispostos na Quadro 2, tornando possível identificar a sua 

utilização na formação de suportes heterofuncionais utilizados na imobilização de enzimas. 
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Quadro 2 – Enzimas imobilizadas em suporte heterofuncional. 

Matriz de 

imobilização 
Grupo reativo Enzima (Fonte) Referência 

Closite 30B Epóxido 
Lipase  

(Candida Rugosa) 

(AGHAEI; YASINIAN; 

TAGHIZADEH, 2021) 

Quitosana Glutaraldeído 

Lipase  

(Thermomyces 

Lanuginosus) 

(OKURA et al., 2020) 

Octil Sepharose 

CL-4B e sílica 
Glutaraldeído 

Tripsina  

(Bos taurus) 
(SANTOS et al., 2023) 

Quitosana Divinil Sulfona 
Lipase B  

(Candida antarctica) 
(PINHEIRO et al., 2019) 

Agarose Epóxido 
Proteína recombinante 

A (Staphylococcus) 
(ZHANG et al., 2020) 

Carbono Ativado Glutaraldeído 
Tripsina  

(Thunnus alalunga) 
(POONSIN et al., 2020) 

Lignocelulose Glutaraldeído 
Tripsina  

(Bos taurus) 
(BASSAN et al., 2016) 

Agarose Vinil Sulfona 
β-galactosidase  

(Aspergillus oryzae) 

(ZAAK; SASSI; 

FERNANDEZ-

LAFUENTE, 2018) 

Carbono Ativado Glutaraldeído 
Pepsina  

(Sus scrofa) 
(SANTOS, et al., 2022) 

Agarose Divinil Sulfona 
Tripsina  

(Bos taurus) 

(DOS SANTOS et al., 

2015) 

Fonte: Do Autor. 

 

3.5 QUITOSANA 

 

A quitina (β-(1-4)-poli-N-acetil-D-glucosamina) é um polímero natural. Pode ser 

encontrada nos exoesqueletos de camarões, caranguejos, cutículas de insetos e paredes celulares 
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de fungos (KOU; PETERS; MUCALO, 2021). Diferentes organismos apresentam variações 

nos teores de quitina (%), como por exemplo as cascas de crustáceos geralmente apresentam 

uma constituição em torno de 30% - 50% de carbonato de cálcio e 20% - 30% de quitina, 

enquanto em alguns gêneros de lagostas, a casca pode chegar a 60% - 75% de conteúdo de 

quitina (ARBIA et al., 2003; SYNOWIECKI; AL-KHATEEB, 2003). 

Para a obtenção da quitosana pelos subprodutos marinhos como crustáceos, é utilizada 

a reação de desacetilação (Figura 4) utilizando uma solução de KOH, com a reação sendo 

conduzida a uma temperatura de aproximadamente 100 °C por 1-12 horas e produzem quitosana 

insolúvel em água com um grau de desacetilação (GD) de 85% - 99% (NO; MEYERS, 1995). 

A reação consiste na remoção dos grupos acetila da quitina, resultando na formação de 

quitosana. Esse processo ocorre em duas etapas: primeiro, ocorre a hidrólise em uma solução 

alcalina, como hidróxido de sódio ou potássio, e em seguida, a quitosana é isolada. Durante a 

hidrólise, os grupos acetila são quebrados e o acetato de sódio ou potássio são liberados como 

subprodutos. A quitosana resultante tem um grau de desacetilação variável, dependendo das 

condições da reação, e possui propriedades diferentes da quitina, sendo útil em diversas 

aplicações industriais e biomédicas (METHACANON et al., 2003). 

 

Figura 4 – Obtenção de quitosana a partir da quitina por meio do 

processo de desacetilação. 

 

Fonte: AZMANA et al., 2021 



32 

 

A quitosana é um polímero aprovado pela FDA (“Food and Drug Administration”), 

agência regulatória americana, que consiste em unidades de 2-amino-2-desoxi-β-D-glicose 

ligadas por ligações β-1,4 (glicossamina desacetilada) e unidades de N-acetil-D-glicosamina. 

Ela possui um peso molecular mais baixo e menor cristalinidade do que a quitina, com um peso 

molecular superior a 100 kDa (AZMANA et al., 2021; NO; MEYERS, 1995). A estrutura da 

quitosana é semelhante à celulose, exceto que o grupo hidroxila (-OH) na posição C-2 da 

celulose é substituído por um grupo amino (-NH2) na quitosana, de acordo com a Figura 5. 

A quitosana apresenta diversos benefícios, como biocompatibilidade, não toxicidade e 

biodegradabilidade, tornando-a adequada para uso em medicina, cosméticos, embalagens de 

alimentos e purificação de água (KUMARI et al., 2016). Sua capacidade de formação de filmes 

finos resistentes e estabilidade térmica a torna valiosa na indústria de embalagens 

(RODRIGUES et al., 2020). Os bionanocompósitos à base de quitosana também demonstram 

excelentes propriedades mecânicas como estabilidade térmica, reforçando sua utilidade em 

várias aplicações (RODRIGUES et al., 2020). A quitosana ainda exibe forte atividade 

antimicrobiana e antioxidante, com potencial contra fungos, o que a torna promissora para 

tratamentos médicos e controle de doenças em plantas (BUTNARU et al., 2019). Seu uso pode 

prolongar a vida útil dos produtos, resultando em benefícios econômicos e de saúde (DAI et al., 

2011; RODRIGUES et al., 2020). A quitosana é um polímero biologicamente compatível 

aprovado para uso na dieta no Japão, Finlândia e Itália (LORENA et al., 2017; YOUNES; 

RINAUDO, 2015). 
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Figura 5 – Estrutura do copolímero da celulose, quitina e quitosana. 

 

               Fonte: LORENA et al., 2017. 

 

Em sua estrutura a quitosana possui três posições reativas: um grupo amino (-NH2) e 

dois grupos hidroxila (-OH) em cada resíduo glicosídico. O grupo amino desempenha um papel 

fundamental, uma vez que é sensível ao pH, conferindo à quitosana sua natureza catiônica e 

regulando suas diversas características físico-químicas (YOUNES; RINAUDO, 2015). A 

solubilidade da quitosana é influenciada pela protonação dos grupos amino em pHs mais baixos, 

permitindo que ela se dissolva e forme polissacarídeos catiônicos solúveis. Em pHs acima de 

6, os grupos amino perdem a protonação, tornando a quitosana insolúvel. Além disso, a 
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solubilidade da quitosana é afetada pela posição dos grupos acetila na cadeia, pelos métodos de 

desacetilação e pela força iônica do meio. Em pH ácido, a quitosana pode exibir propriedades 

quelantes para diversos íons metálicos, seja por meio de grupos amino livres (em pH próximo 

ao neutro) ou por atração eletrostática em grupos amino protonados (em soluções ácidas) 

(HUSAIN et al., 2017; MORENO et al., 2018). 

A presença de grupos amino reativos (-NH2) e grupos hidroxila reativos (-OH) na cadeia 

polimérica facilita a conveniente modificação química da molécula de quitosana, sem alterar 

sua estrutura básica (KUMARI et al., 2016). Esses grupos funcionais são capazes de reagir com 

um grande número de agentes ativadores como divinilsulfona, agentes à base de epóxi e 

aldeídos, etc. Esta modificação química permite a introdução de grupos funcionais no 

biopolímero para acoplamento com aminoácidos e proteínas e melhorar suas propriedades 

mecânicas (BEZERRA et al., 2020; MENDES et al., 2011; MONTEIRO; AIROLDI, 1999; 

PINHEIRO et al., 2019). 

 

3.6 GLUTARALDEÍDO 

 

O glutaraldeído é amplamente empregado como um dos principais agentes para 

melhorar a eficácia da imobilização de enzimas na superfície de suportes. Sua notável 

reatividade com proteínas em torno do pH neutro é resultado da existência de diversos resíduos 

reativos nas proteínas, bem como de várias formas moleculares do glutaraldeído em solução 

aquosa, o que possibilita a ocorrência de diversos mecanismos de reação distintos. (BARBOSA 

et al., 2014; MIGNEAULT et al., 2018; MONTEIRO et al., 2019).  

Os grupos glutaraldeído introduzidos nas superfícies de suporte podem reagir com 

outros grupos amino livres contidos na superfície do suporte e nas proteínas ou com grupos 

amino que já reagiram com uma molécula de glutaraldeído, embora também possam reagir 

eventualmente com outros grupos nucleofílicos como grupamentos imidazol, fenol e tiol 

(BARBOSA et al., 2014). Os mecanismos envolvidos na reação do glutaraldeído com 

aminoácidos ou estruturas proteicas são altamente complexos devido à forte influência de 

alguns parâmetros como concentração de glutaraldeído, valor de pH, densidade de grupos no 

suporte, tempo de reação, sua reatividade e estrutura química (MONSAN, 1977). Relatos 

anteriores demonstraram as diferentes formas de glutaraldeído obtidas em soluções aquosas 

(MIGNEAULT et al., 2004; BARBOSA et al., 2014).  

Em uma visão geral publicada por Migneault et al. 2004, treze possíveis formas 

moleculares de glutaraldeído em solução aquosa foram identificadas com base em relatórios 
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anteriores como observado na Figura 6. A ativação de vários suportes tem sido realizada 

preferencialmente em condições moderadas (pH ≤ 7,0) devido à baixa estabilidade química do 

glutaraldeído e à ocorrência de reações de polimerização do mesmo em condições alcalinas 

(BARBOSA et al., 2014; MONSAN, 1977). 

 

Figura 6 – Grupos reativos formados pela ativação do glutaraldeído. 

 

Fonte: MIGNEAUT et al., 2004. 

 

A ativação de suportes de quitosana, com glutaraldeído promove a preparação de 

suportes heterofuncionais com diferentes grupos funcionais em suas superfícies capazes de 

interagir com enzimas via quimissorção (ligação covalente) e fisissorção (interações iônicas, 

ligações de hidrogênio e ativação interfacial) (BARBOSA et al., 2014). Esses diferentes 

mecanismos de interação entre enzimas e superfícies de suporte heterofuncionais são uma 

importante ferramenta para fornecer biocatalisadores industriais com alta estabilidade, 

atividade catalítica e seletividade (BARBOSA et al., 2013; PINHEIRO et al., 2019; SANTOS 

et al., 2015). 
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4 MATERIAIS E MÉTODOS 

 

4.1 MATERIAIS 

 

A tripsina de pâncreas suína (T-0303, Type IX-S, liofilizada, 13.000-20.000 BAEE 

unidades.mg-1 proteína), o substrato sintético BAPNA (benzoil-DL-arginina-p-nitroanilida), o-

ftalaldeído (OPA), albumina sérica bovina (ASB), 2,2'-azinobis (ácido 3-etilbenzotiazolina-6-

sulfônico) sal de diamônio (ABTS) e o tensoativo não iônico Triton™ X-100 (Polietilenoglicol 

terc-octilfenil éter) foram adquiridos da Sigma-Aldrich (Sigma Chemical Co., St. Louis, MO, 

EUA). A Quitosana de camarão (forma em pó com grau de desacetilação de 75-85% e 

distribuição de massa molecular entre 50 e 190 kDa) também foi adquirida da Sigma-Aldrich. 

A solução de glutaraldeído (25% v.v-1) e glicina foram adquiridos da Synth® (São Paulo, SP, 

Brasil). Todos os demais reagentes químicos e solventes orgânicos foram de grau analítico 

adquiridos da Synth®. 

 

4.2 PREPARAÇÃO DOS SUPORTES HETEROFUNCIONAIS 

 O hidrogel de quitosana ativado com glutaraldeído (Qui-Glu) foi preparado com base 

em um estudo anterior (MENDES et al., 2011). Cinco gramas de quitosana em pó foram 

adicionados a 100 mL de uma solução de ácido acético glacial a 5% (v.v−1) a 25 °C por 4 horas 

sob agitação mecânica a 1000 rpm. A solução resultante foi então introduzida por seringa em 

uma solução de NaOH 0,1 mol.L−1 (Qui:NaOH 1:10 v.v−1), submetida a agitação mecânica 

suave a 100 rpm, 25 °C, por 12 horas para produzir o hidrogel de quitosana (Qui). Em seguida, 

a suspensão foi filtrada em um funil de Büchner, lavada minuciosamente com água destilada 

até atingir pH 7,0 e armazenada em uma solução de etanol a 70% (v.v−1) a 4 °C. Em seguida, 

10 g de hidrogel de quitosana (Qui) foram imersos em uma solução de glutaraldeído preparada 

pela adição de 11,2 mL de solução de fosfato de sódio a 0,2 mol.L−1 a pH 7,0 a 16,8 mL de uma 

solução de glutaraldeído a 25% (v.v−1). A suspensão foi submetida a agitação mecânica 

contínua (200 rpm) a 25 °C por 1 hora para obter o hidrogel de quitosana ativado com 

glutaraldeído (Qui-Glu). Este suporte ativado foi então filtrado em um funil de Büchner com 

papel filtro Whatman Nº 41 e lavado minuciosamente com água destilada. Finalmente, o suporte 

heterofuncional (Qui–Glu–Gli) foi preparado suspendendo 10 g de Qui–Glu em 90 mL de uma 

solução de glicina a 0,5 mol.L−1 a pH 8,0 e 25 °C sob agitação orbital (200 rpm) por 48 horas. 

O suporte resultante foi filtrado em um funil de Büchner com papel filtro Whatman Nº 41 e 
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lavado completamente com água destilada. O suporte foi armazenado em uma solução de etanol 

a 70% (v.v−1) a 4 °C até o uso. 

4.3 PROCEDIMENTO DE IMOBILIZAÇÃO DA TRIPSINA EM HIDROGEL DE QUI-

GLU-GLI 

 

O procedimento de imobilização da tripsina nos suportes foi conduzido seguindo os 

métodos estabelecidos em estudos anteriores dentro do nosso grupo de pesquisa (ALVES et al., 

2017; MIRANDA et al., 2014). O processo de imobilização envolveu a preparação de uma 

suspensão combinando a solução enzimática, previamente misturada com uma solução tampão 

de 5 mmol.L−1 e o suporte na proporção de 1:20 (m.v−1) (suporte/solução de tripsina). A 

suspensão de imobilização foi então incubada a 25 °C em um shaker orbital (200 rpm) por 12 

horas de tempo de contato. Os biocatalisadores heterogêneos foram preparados oferecendo 

cargas iniciais de proteína de 3 mg.g−1 de suporte (baixa carga) e 20 mg.g−1 (alta carga). Uma 

vez que a enzima foi imobilizada, os biocatalisadores preparados foram filtrados a vácuo usando 

um funil de Büchner com papel de filtro Whatman Nº 41 e lavados exaustivamente com água 

destilada. O processo de adsorção foi monitorado pela concentração de proteína desaparecida 

do sobrenadante. Após a imobilização, os biocatalisadores preparados foram estocados a 4 °C 

em geladeira por 24 h. Neste estudo, os biocatalisadores foram preparados em baixa força iônica 

(solução tampão de 5 mmol.L-1) para evitar uma possível competição entre os íons do tampão 

com grupos iônicos provenientes da estrutura da enzima que interagem com a superfície do 

suporte.  

 A concentração de proteína foi determinada utilizando o método de Bradford 

(BRADFORD, 1976) empregando ASB como padrão. A concentração de proteína imobilizada 

foi determinada (Qe – mg.g-1 de suporte) foi calculada segundo a Equação (1) (ALVES et al., 

2017; LAGE et al., 2016): 

 

𝑄𝑒 =  
𝑉 ×  (𝐶0 − 𝐶𝑒)

𝑚
 (1) 

 

onde V é o volume de solução enzimática (mL); C0 é a concentração de proteína inicial (mg.mL-

1), Ce é a concentração de proteína após imobilização (mg.mL-1) e m é a massa de suporte (g). 

 As atividades enzimáticas da tripsina solúvel e imobilizada foram medidas utilizando o 

BAPNA como substrato (919,7 µmol.L−1) a pH 8,0 (fosfato de sódio 50 mmol.L−1) a 37 °C sob 

agitação constante (200 rpm) (PESSATO; TAVANO, 2015). A reação foi realizada usando 1,0 
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mL de solução de BAPNA e 100 µL de solução enzimática em uma cubeta de quartzo com um 

caminho ótico de 1 cm. A mistura de reação foi incubada a 37 °C por 10 minutos e interrompida 

pela adição de 250 µL de ácido acético glacial a 30% (v.v−1) no meio. A reação foi monitorada 

espectrofotometricamente a 410 nm. A atividade enzimática foi calculada usando uma curva 

analítica construída de p-nitroanilina (o produto liberado após a hidrólise do BAPNA – Figura 

7). A atividade foi expressa em nmol.g−1 (para a enzima imobilizada) e nmol.mL−1 (para a 

enzima solúvel). 

 

Figura 7 – Reação de hidrólise de BAPNA (N-alfa- benzoil-DL-arginina-p-nitroanilina), 

substrato da tripsina. 

 

N-alfa-benzoil-DL-arginina-p-nitroanilina + H2O = N-alfa-benzoil-DL-arginina     +     p-nitroanilina 

            Fonte: Do Autor. 

 

 A atividade específica (AE – nmol.min−1.mg−1) do biocatalisador heterogêneo foi 

determinada estabelecendo a relação entre a atividade enzimática e a concentração de proteína 

imobilizada (Equação (2)) (ALVES et al., 2017; LAGE et al., 2016): 

 

𝐴𝐸 =
𝐴𝐻

𝑃𝐼
 (2) 

 

onde AH é a atividade hidrolítica aparente do biocatalisador preparado (nmol.min−1.g−1 de 

biocatalisador) e Qe é a concentração de proteína imobilizada (mg de enzima.g−1 de 

biocatalisador).  

O rendimento de imobilização (RI) foi determinado de acordo com a Equação (3) 

(LAGE et al., 2016): 

 

𝑅𝐼 =  
(𝐴𝐻0 − 𝐴𝐻𝑒)  ×  100

𝐴𝐻0
 (3) 
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onde HA0 é a atividade hidrolítica inicial (nmol.min−1.mL−1), e HEe é a atividade hidrolítica 

residual no sobrenadante após a imobilização (nmol.min−1.mL−1) (BOUDRANT; WOODLEY; 

FERNANDEZ-LAFUENTE, 2020). 

 

4.4 INFLUÊNCIA DO PH NO PROCESSO DE IMOBILIZAÇÃO 

 

Foram avaliados 3 tipos de suportes preparados: quitosana (Qui), quitosana ativada com 

glutaraldeído (Qui-Glu) e o suporte de quitosana ativada com glutaraldeído e glicina (Qui-Glu-

Gli). A influência do pH do meio nos parâmetros de imobilização foi examinada em um 

intervalo de pH de 4,0 a 10,0, usando tampões apropriados para cada faixa de pH, com uma 

concentração de 5 mmol.L-1. Para pH entre 4,0 e 5,0, utilizou-se tampão acetato de sódio; para 

pH entre 6,0 e 8,0, tampão fosfato de sódio; e para pH entre 9,0 e 10,0, tampão carbonato de 

sódio. Essas investigações foram conduzidas com o uso de um biocatalisador preparado com 

uma alta carga de proteína (20 mg.g-1). Os ensaios foram realizados ao longo de 12 horas, com 

agitação a 200 rpm e a uma temperatura de 25 ºC. 

 

4.5 INFLUÊNCIA DO TEMPO DE IMOBILIZAÇÃO: ESTUDOS DE ADSORÇÃO 

CINÉTICA 

 

 O estudo da cinética de adsorção da tripsina pancreática suína no suporte de quitosana 

ativada com glutaraldeído e glicina (Qui-Glu-Gli) foi estudada sob condição de baixo 

carregamento (3 mg.g-1) e alto carregamento (20 mg.g-1) de proteína. O processo de 

imobilização foi monitorado medindo a concentração de proteína residual no sobrenadante da 

suspenção, pelo método de Bradford (BRADFORD, 1976). Os estudos foram realizados 

aplicando três modelos cinéticos não lineares convencionais aos dados obtidos 

experimentalmente, a saber, o modelo de pseudo-1ª ordem (Equação (4)), pseudo-2ª ordem 

(Equação (5)) e Elovich (Equação (6)) (TAN; HAMEED, 2017), foram ajustados aos dados 

obtidos experimentalmente:      

                                

qt = qe  ×  (1 − e−k1 × t) 

 
(4) 
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qt =  
k2  ×  qe

2  ×  t

1 × k2  ×  qe  ×  t 
 

 

(5) 

𝑞𝑡 =  
ln  (𝛼 + 𝛽)

𝛽
+

ln (𝑡)

𝛽
 (6) 

 

 onde qt e qe são as quantidades de tripsina adsorvida em um determinado momento t e no 

equilíbrio (mg.g−1), respectivamente; k1 (min−1) e k2 (mg.g−1.min−1) são as constantes de taxa 

de adsorção de primeira e segunda ordem, respectivamente; α é a taxa de adsorção inicial 

(mg.g−1.min−1); β é a constante de dessorção (g.g−1.mg−1); e t é o tempo de contato. 

 

4.6 INFLUÊNCIA DE PARÂMETROS NO PROCESSO DE DESSORÇÃO DA TRIPSINA 

 

A influência do pH, força iônica, temperatura e do uso de um emulsificante/tensoativo 

não iônico (Triton X-100) na dessorção da tripsina imobilizada no suporte de quitosana (Qui–

Glu–Gli) foi minuciosamente avaliada. Este estudo foi conduzido com um biocatalisador 

preparado com uma carga elevada de imobilização de proteína (20 mg.g-1) a fim de assegurar a 

sensibilidade do método de detecção de proteína. Foram examinados valores de pH que 

variaram de 5,0 (utilizando tampão acetato de sódio) a 9,0 (utilizando tampão carbonato de 

sódio), e o detergente Triton X-100 (0,5% v.v-1) foi utilizado juntamente com tampão acetato 

de sódio 5,0 em diferentes concentrações das soluções. O biocatalisador foi incubado por 24 

horas, mantendo temperaturas de 25 °C e 50 °C, com agitação a 200 rpm, e variações na força 

iônica de 50, 100, 250, 500, 750 e 1000 mmol.L-1. 

 

4.7 INFLUÊNCIA DA TEMPERATURA NA ATIVIDADE DE TRIPSINA SOLÚVEL E 

IMOBILIZADA 

A influência da temperatura na atividade de tripsina solúvel e imobilizada foi avaliada com 

uma carga de 3 mg.g−1 para minimizar os efeitos de difusão na atividade da enzima. A atividade 

da enzima foi avaliada a várias temperaturas, variando de 25 °C a 80 °C, com incrementos de 

5 °C. Neste estudo, o valor de atividade hidrolítica mais alto observado foi considerado como 

100% (atividade relativa de 100% corresponde a 86,6 nmol.min−1.mL−1 para a enzima solúvel 

e 263,4 nmol.min−1.g−1 para a tripsina imobilizada). As reações foram realizadas em fosfato de 

sódio a 50 mmol.L−1 e pH 8,0. 
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4.8 ESTABILIDADE TÉRMICA: ESTIMATIVA DE PARÂMETROS CINÉTICOS E 

TERMODINÂMICOS 

 O ensaio da estabilidade térmica da tripsina imobilizada em suporte de quitosana (Qui-

Glu-Gli), com uma carga de 3 mg.g−1 para minimizar os efeitos de difusão na estabilização da 

enzima, foi inicialmente realizado pela incubação da enzima imobilizada em fosfato de sódio a 

50 mmol.L−1 e pH 7,0 a temperaturas variando de 37 °C a 55 °C. Amostras foram retiradas 

periodicamente e imediatamente resfriadas em um banho de gelo para interromper a inativação. 

A atividade residual foi avaliada a 37 °C e pH 8,0, como descrito na Seção 2.3. A atividade 

hidrolítica inicial foi considerada como atividade relativa 100% (ou seja, 1 para este estudo, o 

que corresponde a 86,6 nmol.min−1.mL−1 para a enzima solúvel e 263,4 nmol.min−1.g−1 para a 

tripsina imobilizada). As constantes de inativação (kd) e os tempos de meia-vida (t1/2) foram 

determinados usando o modelo de decaimento exponencial não linear proposto por Sadana e 

Henley, Equações (7) e (8), respectivamente (SADANA; HENLEY, 1987). Os dados 

experimentais foram analisados usando o software Origin Pro, versão 8.3. 

 

𝑎𝑟 =  𝛼 + (1 − 𝛼)  × 𝑒−𝑘𝑑×𝑡 

 

(7) 

𝑡1
2⁄ =

ln (0,5 − 𝛼)

𝑘𝑑 (1 − 𝛼)
 

 

(8) 

 

onde ar é a atividade relativa (adimensional); α é a razão entre a atividade específica do estado 

final (E1) e o estado inicial (E); kd é a constante de taxa de inativação térmica (min−1); t é o 

tempo de inativação térmica (min); e t1/2 é a meia-vida (min). 

 O fator de estabilização (FE) foi calculado como a razão entre as meias-vidas da tripsina 

imobilizada (t1/2
imob) e solúvel (t1/2

solub) nas mesmas condições experimentais, como mostrado 

na Equação (9): 

 

𝐹𝐸 =
𝑡1

2⁄ 𝑖𝑚𝑜𝑏𝑖𝑙𝑖𝑧𝑎𝑑𝑎

𝑡1
2⁄ 𝑠𝑜𝑙ú𝑣𝑒𝑙

 (9) 

 

A energia de inativação térmica (Ed) da tripsina solúvel e imobilizada foi determinada 

usando a equação de Arrhenius linearizada (gráfico de lnkd em função do inverso da temperatura 

absoluta - 1/T), conforme mostrado na Equação (10) (KUMAR et al., 2013): 
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𝑙𝑛𝑘𝑑 = ln 𝐴 −
𝐸𝑑

𝑅
×

1

𝑇
× 103

 (10) 

 

onde A é o fator de frequência, e R é a constante dos gases ideais (8,314 10−3 kJ.mol−1.K−1).  

Os valores de entalpia (∆H#), energia Gibbs (∆G#) e entropia (∆S#) para a inativação 

térmica da tripsina solúvel e imobilizada do pâncreas suíno foram determinados usando as 

equações 11, 12 e 13, respectivamente:  

 

∆𝐻# = 𝐸𝑑 − 𝑅𝑇 

 

(

(11) 

∆𝐺# = −𝑅𝑇 𝑙𝑛 (
𝑘𝑑

𝑘𝐵
×

ℎ

𝑇
) 

 

(

12) 

∆𝑆# =
∆𝐻# − ∆𝐺#

𝑇
 

(

(13) 

 

 

onde T é a temperatura absoluta (K), h é a constante de Planck (6,626 × 10–34 J.s ou 1,104 × 10–

35 J.min), e kB é a constante de Boltzmann (1,3807 × 10–23 J.K−1). 

 

4.9 HIDRÓLISE DA ALBUMINA SÉRICA BOVINA (ASB) CATALISADA POR 

TRIPSINA SOLÚVEL E IMOBILIZADA E TESTES DE ESTABILIDADE 

OPERACIONAL 

 

Os experimentos de hidrólise foram realizados preparando soluções de ASB com 

concentração fixa (8 mg.mL−1) em água destilada a pH 8,0. As proteólises foram realizadas em 

tubos de ensaio (10 mL) contendo 1 mL de solução de ASB imersa em um banho-maria 

controlado a 37 °C por 2 horas sob agitação mecânica constante (200 rpm), seguindo a 

metodologia descrita em um estudo anterior (PESSATO; TAVANO, 2015). Em seguida, os 

biocatalisadores foram adicionados às misturas de reação na proporção de 0,32 mg de proteína, 

o que corresponde a 20 mg de tripsina imobilizada ou 20 µL de tripsina solúvel. Alíquotas do 
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sobrenadante foram coletadas em intervalos de tempo diferentes. O grau de hidrólise foi 

determinado medindo o aumento de grupos amino livres causado pela liberação de novos 

peptídeos usando o reagente OPA (o-ftaldialdeído) (CHURCH et al., 1983). Resumidamente, 

alíquotas das amostras variando de 0 a 130 µL foram misturadas com 1,0 mL de reagente OPA 

recém-preparado. O reagente OPA foi preparado diariamente combinando 25 mL de tetraborato 

de sódio a 100 mmol.L−1, 2,5 mL de SDS a 20% (m.v−1), 40 mg de OPA em 1 mL de metanol 

e 100 µL de α-mercaptoetanol, e então ajustado para 50 mL com água destilada. Após uma 

breve mistura, a absorbância a 340 nm foi medida exatamente após 2 minutos. Uma curva-

padrão usando L-Leucina foi construída para determinar o número de grupos amino primários 

relacionados ao grau de hidrólise (% H) de ASB, como mostrado na Equação (14) (PESSATO; 

TAVANO, 2015): 

 

%H =
(𝐴𝐴𝑠 − 𝐴𝐴𝑏𝑒)𝑥100

𝐴𝐴𝑡𝑚
 (14) 

 

onde: AAs=mol de grupos amino livres determinados no sobrenadante da amostra, 

AAbe=mol de grupos amino livres determinados no sobrenadante do branco das enzimas 

(apenas enzimas e tampão como usado no ensaio da amostra e AAtm=mol total de grupos alfa-

amino na amostra estimado pela massa total de proteína na amostra e a massa molecular média 

dos aminoácidos (113 g.mol-1), na qual cada aminoácido representa um grupo alfa-amino. 

 Testes de reutilização do biocatalisador também foram realizados, incluindo dez ciclos 

sucessivos de reação de hidrólise de ASB, cada um com duração de 2 horas, como previamente 

relatado na reação de hidrólise de ASB. Após cada lote, o biocatalisador heterogêneo preparado 

foi recuperado por filtração a vácuo em um funil de Büchner usando papel de filtro Whatman 

Nº 41. Em seguida, foi lavado com água destilada para eliminar moléculas de produto e 

substrato residual das partículas do biocatalisador. O biocatalisador lavado foi então adicionado 

a uma nova solução de substrato para iniciar um novo lote de reação. 
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5 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

 No presente estudo, a tripsina foi imobilizada em suporte de quitosana ativada com 

glutaraldeído, onde temos sua estrutura representada pela Figura 8, um possível mecanismo 

apresentado por OKURA et al. (2020), baseado nas propriedades do glutaraldeído em meio 

aquoso e em trabalhos anteriores (BILAL; IQBAL, 2019; MONTEIRO JR.; AIROLDI, 1999; 

CAI et al. 2016; MONSAN, 1978; MIGNEAULT et al., 2004; BARBOSA et al., 2014).
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Figura 8 – Esquema representativo de preparação do suporte heterofuncional (Qui-Glu-Gli).

 

      Fonte: (OKURA et al., 2020).
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 As etapas se iniciam com a ativação do hidrogel de quitosana com dímeros de 

glutaraldeído obtidos via condensação aldólica (CAI et al., 2016), e funcionalização com 

glicina. Neste mecanismo proposto, é possível observar que a tripsina pode ser imobilizada por 

diferentes estratégias como: (i) via ligação covalente de grupos funcionais da enzima com 

grupos aldeídos livres do glutaraldeído e seu dímero, (ii) adsorção iônica de grupos carboxilato 

(−COO-) da enzima com grupos imina protonados (−C=NH+) dos grupos suporte e carboxilato 

do suporte com grupos amino protonados de tripsina – amino terminal e grupos amino de 

resíduos de lisina e arginina, (iii) adsorção física via interações hidrofóbicas – mecanismo de 

“ativação interfacial” com carbono introduzido e (iv) ligações de hidrogênio entre a enzima e 

os grupos hidroxila e amino livres das unidades de glucosamina da quitosana (SILVA et al., 

2018; GUISAN et al., 2020). Além disso, também são mostradas as reações de reticulação intra 

e intermoleculares formadas na ativação da quitosana com glutaraldeído que são responsáveis 

pela melhora de sua estabilização estrutural contra tensão de cisalhamento e alterações de pH 

(BILAL; IQBAL, 2019; MONTEIRO JR.; AIROLDI, 1999).  

 

5.1 INFLUÊNCIA DO PH DA SOLUÇÃO NA IMOBILIZAÇÃO DE TRIPSINA EM 

DIFERENTES SUPORTES 

 

Neste estudo, a influência do pH da solução (variando de 4,0 a 10,0) no processo de 

imobilização da enzima foi inicialmente avaliada usando Qui–Glu–Gli. O ponto isoelétrico (pI) 

da tripsina do pâncreas suíno varia de 10,1 a 10,5 (BUCK; VITHAYATHIL; SORD, 1962), 

enquanto o pI do suporte Qui–Glu–Gli é pH 4,7 (OKURA et al., 2020). O desempenho deste 

suporte foi então comparado com o de hidrogel de quitosana sem etapas adicionais de ativação, 

e o suporte clássico hidrogel de quitosana ativada com glutaraldeído (Qui–Glu). Esses testes 

foram conduzidos em baixa concentração (5 mmol.L−1) para evitar potencial competição entre 

os íons na solução e os grupos iônicos presentes na superfície dos três suportes testados, todos 

sob alta carga de proteína (20 mg.g−1). Os parâmetros de imobilização para os diferentes 

processos de imobilização e biocatalisadores heterogêneos preparados estão resumidos na 

Tabela 1. 
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Tabela 1 – Influência do pH nos parâmetros de imobilização da tripsina do pâncreas suíno em 

hidrogéis de quitosana (Qui), quitosana-glutaraldeído (Qui-Glu) e quitosana-

glutaraldeído-glicina (Qui–Glu–Gli). 

Suporte pH 
Qea 

(mg.g-1) 

RIb
 

(%) 

AHc 

(nmol.g-1) 

AEd 

(nmol.mg-1) 

Qui–Glu–Gli 

4.0 6.8 ± 0.2 30.7 ± 0.5 18.1 ± 2.0 2.7 ± 0.3 

5.0 5.4 ± 0.3 25.6 ± 1.1 29.7 ± 0.8 4.4 ± 0.1 

6.0 6.8 ± 0.1 32.4 ± 0.5 45.5 ± 0.9 6.7 ± 0.1 

7.0 9.1 ± 0.3 44.5 ± 1.1 115.5 ± 3.7 17.3 ± 0.5 

8.0 11.7 ± 0 56.2 ± 0.2 163.3 ± 2.4 23.8± 0.4 

9.0 16.2 ± 0.2 81.0 ± 0.2 224.8 ± 1.6 33.1 ± 0.2 

10.0 15.1 ± 0.1 71.6 ± 0.2 117.2 ± 5.9 26.1 ± 0.9 

Qui 

8.0 2.1 ± 0.4 10.5±1.8 57.6 ± 5.7 26.9 ± 2.7 

9.0 3.8 ± 0.3 19.8 ± 1.4 84.3 ± 2.6 21.9 ± 0.7 

Qui–Glu 

7.0 20.0 100.0 161.5 ± 1.1 8.1 ± 0.1 

8.0 20.0 100.0 139.3 ± 2.2 7.1 ± 0.2 

9.0 19.1 ± 0.2 98.6 ± 0.8 129.1 ± 2.1 6.7 ± 0.1 

Fonte: Do Autor. 

Legenda: a) Proteína imobilizada;  

                b) Rendimento de imobilização;  

                c) Atividade hidrolítica;  

                d) Atividade específica; 
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Com base nos resultados, a capacidade de adsorção do suporte recém-preparado (Qui-

Glu-Gli) aumentou com o aumento do pH da solução. Isso está de acordo com o ponto 

isoelétrico elevado da tripsina (entre 10,1 e 10,5) (BUCK; VITHAYATHIL; SORD, 1962), o 

que significa que a proteína terá predominantemente caráter catiônico em pH inferior a 10. Em 

condições ácidas (pH entre 4,0 e 6,0), observamos a menor quantidade de proteína imobilizada, 

variando de 5,4 ± 0,3 a 6,8 ± 0,1 mg de enzima por grama de suporte.  

Em um meio de pH neutro, pode ser observado um aumento na quantidade de proteína 

imobilizada, cerca de 9 mg por grama de suporte (RI=44,5%). Quando o pH da solução foi 

elevado de 7,0 para 9,0 (diminuindo o caráter catiônico da enzima, mas ao mesmo tempo 

diminuindo o caráter catiônico da quitosana e do grupo de amina da glicina, mas destacando o 

caráter aniônico do grupo carboxílico da glicina), a concentração de proteína imobilizada quase 

dobrou, aumentando de 9,1 ± 0,3 mg por grama (pH 7,0) para 16,2 ± 0,2 mg por grama (pH 

9,0), resultando em um IY mais elevado, aproximadamente 81% (ver Tabela 1). Da mesma 

forma, os maiores valores de atividade hidrolítica (AH=224,8 ± 1,6 nmol por grama) e atividade 

específica (AE=33,1 ± 0,2 nmol por mg de proteína imobilizada) também foram observados em 

pH 9,0.  

Esses resultados demonstram claramente a forte influência do caráter iônico nas 

superfícies da enzima e do suporte durante o processo de imobilização. Portanto, a adsorção 

por meio de interações iônicas é um dos mecanismos envolvidos no processo de imobilização, 

o que está de acordo com um estudo anterior sobre a imobilização da lipase de Thermomyces 

lanuginosus (LTL) usando esse suporte heterofuncional.  

Em valores de pH abaixo de 10,1, a enzima se torna carregada positivamente. 

Consequentemente, a interação da enzima ocorre por meio de grupos carregados positivamente 

na superfície (grupos amino protonados de lisina, arginina e resíduos amino terminais) com os 

grupos carboxilato introduzidos pela funcionalização com glicina.  

A imobilização em pH superior ao ponto isoelétrico do suporte confere ao suporte uma 

carga negativa (devido ao aumento da densidade de cargas negativas da desprotonação dos 

grupos carboxilato introduzidos pela funcionalização com glicina). Dessa forma, a interação 

entre a enzima e o suporte é influenciada por interações preferenciais entre esses grupos e os 

grupos amino protonados na superfície da enzima.  

Em pH 9,0 o meio em que o suporte exibiu a maior capacidade de adsorção e 

desempenho catalítico (expresso em valores de AH e AE), a interação entre a enzima e o suporte 

pode envolver as interações mencionadas anteriormente. Além disso, outras interações iônicas 

podem ocorrer entre os grupos carboxilato desprotonados de resíduos de aspartato e glutamato, 



49 

 

bem como o grupo carboxílico terminal, com grupos amino protonados no suporte de quitosana 

introduzidos pela funcionalização com glicina, contribuindo ainda mais para o processo de 

imobilização. Deve-se notar que a imobilização de enzimas por meio de interações iônicas é 

um processo heterogêneo e multiponto que envolve vários grupos iônicos da enzima e do 

suporte (SOTO; ESCOBAR; MESA, 2017), mesmo de natureza diferente (BOUDRANT; 

WOODLEY; FERNANDEZ-LAFUENTE, 2020). 

As interações hidrofóbicas geradas pela presença de moléculas de glutaraldeído também 

parecem desempenhar um papel crítico no processo de imobilização, visto que a capacidade 

máxima de adsorção não ocorre no ponto isoelétrico médio do suporte e da enzima (OKURA 

et al., 2020). Isso indica que a interação entre a enzima e o suporte preparado é um processo 

complexo que envolve diferentes tipos de interações. 

O hidrogel de quitosana (Qui) sem modificação química, que é apenas um trocador 

aniônico, apresentou uma capacidade de imobilização relativamente baixa dentro da faixa de 

pH ideal de 8,0 a 9,0, resultando em menos de 4 mg por grama (ou um RI inferior a 20%), uma 

vez que a proteína se torna um polímero multicatiônico sob essas condições. Além disso, os 

valores de atividade hidrolítica foram comparativamente mais baixos, variando de 57,6 ± 5,7 

nmol.g-1 a pH 8,0 a 87,3 ± 2,6 nmol.g-1 a pH 9,0, em comparação com os valores de atividade 

hidrolítica obtidos ao usar Qui-Glu-Gli. Por outro lado, os valores de atividade específica, 

variando de 26,9 ± 2,7 nmol.mg-1 a pH 8,0 a 21,9 ± 0,7 nmol.mg-1 a pH 9,0, foram mais elevados 

do que os obtidos com a enzima imobilizada no novo suporte, o que pode ser atribuído a 

menores limitações para a difusão do substrato, já que o tratamento com glutaraldeído pode 

reduzir o diâmetro dos poros. Além disso, como a carga da enzima é menor, os efeitos das 

limitações de difusão do substrato também são menores. 

A tripsina foi completamente imobilizada em Qui-Glu dentro da faixa de pH ideal de 

7,0 a 9,0. O processo de imobilização nesse suporte é atribuído às primeiras trocas 

iônicas/interações hidrofóbicas, seguidas pela formação de ligações covalentes entre grupos 

reativos da enzima e grupos de glutaraldeído introduzidos no suporte (OKURA et al., 2020). 

Sob essas condições experimentais, observamos atividade hidrolítica máxima de 161,5 ± 1,1 

nmol.g-1 a pH 7,0. No que diz respeito à atividade específica, esses valores foram quase duas 

vezes menores do que os obtidos para o suporte heterofuncional Qui-Glu-Gli. 

Consequentemente, o valor de pH de imobilização da enzima foi fixado em pH 9,0 usando Qui-

Glu-Gli como suporte. Os suportes Qui e Qui-Glu foram excluídos de estudos subsequentes 

devido aos valores superiores de atividade catalítica do biocatalisador preparado usando Qui-

Glu-Gli. 
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5.2 INFLUÊNCIA DO TEMPO NO PROCESSO DE IMOBILIZAÇÃO: ESTUDOS 

CINÉTICOS DE ADSORÇÃO 

 

Neste estudo, a influência do tempo no processo de imobilização da enzima em Qui–

Glu–Gli foi avaliada usando cargas iniciais baixas (3 mg.g−1) e altas (20 mg.g−1) de proteína. 

Esses testes foram conduzidos em 5 mmol.L−1 de carbonato de sódio a pH 9,0 e 25 °C, com 

agitação mecânica a 200 rpm. Conforme mostrado na Figura 9A–C, aumentar o tempo de 

contato aumenta a quantidade de enzima adsorvida no suporte. 

 

Figura 9 – Modelos cinéticos de adsorção não lineares de pseudo-primeira ordem (A), pseudo-

segunda ordem (B) e Elovich (C) para a imobilização de tripsina do pâncreas suíno 

em Qui–Glu–Gli a 25 °C e 200 rpm a pH 9,0 (em tampão de carbonato de sódio a 5 

mmol.L−1), utilizando cargas iniciais de proteína de 3 mg.g−1 e 20 mg.g−1 de suporte. 

  

 

Fonte: Do autor.  
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 O equilíbrio no processo de adsorção conduzido com baixa carga de proteína (3 mg.g−1) 

foi alcançado após 60 minutos de contato. No entanto, o processo de imobilização, quando 

realizado com uma carga de proteína alta (20 mg.g−1), só atingiu o equilíbrio após 300 minutos 

de tempo de contato devido a possíveis agregações de moléculas de enzima e aumento da 

viscosidade no meio reacional, exigindo, assim, tempos de contato mais longos. 

Para obter uma compreensão mais aprofundada do processo de adsorção da enzima no 

suporte heterofuncional preparado, os modelos cinéticos não lineares de pseudo-primeira 

ordem, pseudo-segunda ordem e Elovich foram ajustados aos dados experimentais resultantes. 

O coeficiente de correlação (R2) foi usado para selecionar o modelo cinético mais apropriado 

para o processo de adsorção. Como mostrado, os modelos cinéticos pseudo-primeira ordem 

(Figura 9A) e pseudo-segunda ordem (Figura 9B) produziram os valores mais baixos de R2 para 

as duas cargas avaliadas (0.7863 ≥ R2 ≥ 0.9483). No entanto, o modelo cinético de Elovich 

(Figura 9C) produziu os valores mais altos de coeficiente de correlação (R2 = 0.9748 para carga 

de 3 mg.g−1 e R2 = 0.9532 para carga de 20 mg.g−1) e, portanto, foi selecionado para descrever 

a cinética da imobilização de tripsina no suporte selecionado. Esse modelo não prevê nenhum 

mecanismo definido para o processo de adsorção devido à alta heterogeneidade do suporte 

(TAN; HAMEED, 2017), resultante da introdução de diferentes grupos reativos na superfície, 

como mencionado anteriormente. A imobilização da enzima por meio de várias interações pode 

contribuir para a estabilização, o que é um requisito essencial ao preparar biocatalisadores 

altamente estáveis e ativos. 

 

5.3 EFEITO DA CONCENTRAÇÃO NA DESSORÇÃO DA TRIPSINA  

 

 A influência do pH, concentração do tampão (100 a 1000 mmol.L-1), presença de 

detergente e temperatura (25 e 50 °C) no processo de dessorção da enzima foi avaliada em 

nosso estudo para obter uma compreensão melhor do processo de imobilização. Conforme 

mostrado na Tabela 2, esses testes foram conduzidos a pH 5.0 porque, nesse valor de pH, a 

concentração mais baixa de proteína imobilizada foi obtida (5,4 ± 0,3 mg.g-1 de proteína 

imobilizada usando uma carga inicial de proteína de 20 mg.g-1 de suporte – ver Tabela 1). Isso 

sugere que há menos interação entre a enzima e o suporte sob essa condição experimental, o 

que pode favorecer o processo de dessorção. Esses resultados foram então comparados com os 

dados obtidos a pH 9.0 - o valor de pH correspondente à concentração máxima de proteína 

imobilizada (16,2 ± 0,2 mg.g-1 de suporte, o que corresponde a um rendimento de imobilização 

de 81% – ver Tabela 1). 
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Tabela 2 – Testes de dessorção da tripsina do pâncreas suíno imobilizada em hidrogel de Quit–

Glu–Gli em diferentes valores de pH, concentração do tampão, detergente e 

temperatura. Este estudo foi realizado com agitação mecânica constante (200 rpm), 

massa de biocatalisador (0,2 g equivalente a 3,2 mg de proteína) e volume da 

solução de dessorção (6 mL). 

Tampão pH 

Concentração 

do tampão 

(mmol.L-1) 

Temperatura 

(°C) 

Proteína 

Dessorvida 

(%) 

Acetato de 

sódio 
5.0 

50 

25 

1,0 ± 0,2 

100 1,5 ± 0,2 

250 1,8 ± 0,3 

500 2.1 ± 0,7 

750 3,6 ± 0,5 

1000 7,1 ± 0,7 

1000 50 7,2 ± 0,5 

Acetato de 

sódio + 0.5% 

(v.v-1) Triton X 

- 100 

5.0 

1000 25 29,6 ± 2,4 

100 

50 

24,6 ± 1,2 

1000 31,6 ± 1,5 

Carbonato de 

sódio 
9.0 

50 

25 

0 

100 0 

250 0 

500 0 

750 0 

1000 1,1 ± 0,4 

Fonte: Do Autor. 

 

 O aumento da força iônica de 50 para 1000 mmol.L-1 a 25 °C resultou em um aumento, 

mesmo que muito pequeno de dessorção da enzima (de 1,0 ± 0,2% para 7,2 ± 0,5%). Isso pode 

ser atribuído à competição entre os grupos iônicos da enzima e os íons do tampão. No entanto, 

a porcentagem de dessorção da enzima foi baixa, destacando a forte interação da enzima com 
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o microambiente do suporte heterofuncional preparado, muito provavelmente apontando para 

o papel das interações hidrofóbicas na imobilização da enzima.  

Para explorar o impacto de maior concentração do tampão e temperatura, um ensaio foi 

realizado no valor máximo de 1000 mmol.L-1 e 50 °C. Temperaturas mais elevadas tendem a 

aumentar a repulsão eletrostática entre o adsorvente (suporte) e a molécula adsorvida (enzima), 

potencialmente facilitando a dessorção (MOMINA; MOHAMMAD; SUZYLAWATI, 2020). 

Posteriormente, foram realizados testes para confirmar possíveis interações hidrofóbicas entre 

a enzima e o suporte, usando o detergente não iônico Triton X-100 0,5% (v.v-1), nas mesmas 

condições previamente apresentadas de força iônica e temperatura. Este detergente foi 

escolhido devido ao seu uso neste suporte Qui–Glu–Gli para a dessorção da lipase (OKURA et 

al., 2020). A dessorção máxima foi de aproximadamente 32%, usando alta força iônica e 

detergente a uma temperatura de 50 ºC. Esse resultado, quando comparado com a ausência de 

detergente ou baixa força iônica (dessorção máxima de 7,2%), demonstra que aproximadamente 

25% das enzimas imobilizadas estão interagindo hidrofobicamente com o suporte. Além disso, 

as temperaturas elevadas reduzem a viscosidade do meio, melhorando a difusão iônica para as 

superfícies externas e internas do adsorvente (suporte).  

Surpreendentemente, o aumento da temperatura não aumentou consideravelmente a 

porcentagem de dessorção, apenas um aumento de 2% em comparação com os resultados 

obtidos a 25 °C (29,6 ± 2,4%), quando se usa detergente, resulta em uma maior dessorção. 

Testes subsequentes de dessorção foram realizados a 25 °C usando os mesmos valores de força 

iônica a pH 9.0, onde ocorreu a máxima interação enzima/suporte. Nessas condições, a taxa de 

dessorção permaneceu em apenas 1%, mesmo na maior força iônica avaliada neste estudo (1000 

mmol.L-1). 

A tripsina do pâncreas suíno é uma enzima com massa molecular de 23,4 kDa e um pI 

variando de 10,1 a 10,5 (BUCK; VITHAYATHIL; SORD, 1962). Consequentemente, nos 

valores de pH de dessorção testados, a enzima mostra uma presença substancial de grupos 

iônicos (aminos protonados e carboxilatos), promovendo interações fortes com muitos grupos 

iônicos no suporte. Além disso, com o uso de detergente, foi possível identificar uma interação 

hidrofóbica entre a enzima e o suporte. Devido ao seu peso molecular relativamente baixo, a 

enzima se imobiliza preferencialmente na superfície interna do suporte, o que pode dificultar o 

processo de dessorção (gradientes de concentração iônica entre o meio externo e interno do 

biocatalisador heterogêneo). Diante disso, os mecanismos de interação mencionados 

anteriormente também podem estar envolvidos no processo de imobilização. Portanto, não 
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conseguimos explicar os mecanismos precisos que sustentam a imobilização da enzima, dada a 

complexidade do sistema, como foi descrito nos estudos cinéticos na Seção 3.2.  

Contudo, esses resultados destacam que, mesmo em condições elevadas de força iônica, 

temperatura e na presença de detergente, a enzima permanece fortemente ligada ao suporte. 

Isso pode levar a resultados promissores em testes de estabilidade térmica e testes de 

reutilização sucessiva em batelada (reuso), que são importantes ao preparar biocatalisadores 

heterogêneos industriais. 

 

5.4 INFLUÊNCIA DA TEMPERATURA NA ATIVIDADE DA TRIPSINA SOLÚVEL E 

IMOBILIZADA  

 

A influência da temperatura na atividade, tanto da tripsina solúvel quanto da tripsina 

imobilizada, foi investigada entre 25 e 80 °C. Este estudo foi conduzido em baixa força iônica 

(5 mmol.L−1) tampão fosfato de sódio a pH 8,0, com agitação mecânica contínua a 200 rpm 

(Figura 10). 

 

Figura 10 – Influência da temperatura na atividade da tripsina solúvel e imobilizada do pâncreas 

suíno em Qui–Glu–Gli com uma carga inicial de proteína de 3 mg.g−1 a pH 8,0 

(fosfato de sódio a 50 mmol.L−1 de tampão) usando o substrato BAPNA, conforme 

descrito na metodologia. A atividade relativa de 100% corresponde a 86,6 

nmol.min−1.mL−1 para a enzima solúvel e 263,4 nmol.min−1.g−1 para a tripsina 

imobilizada. 

 

                  Fonte: Do Autor. 
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A máxima atividade relativa para a tripsina solúvel foi observada a 50 °C, enquanto para 

a tripsina imobilizada, foi encontrada a 60 °C. Dentro da faixa de temperatura de 55 a 80 °C, a 

tripsina imobilizada apresentou uma atividade relativa mais alta do que a enzima solúvel. Esses 

resultados fornecem evidências claras da estabilização térmica aprimorada da enzima após a 

imobilização no suporte heterofuncional, como descrito anteriormente, por meio de várias 

interações. 

 

5.5 TESTES DE ESTABILIDADE TÉRMICA E ESTIMATIVA DE PARÂMETROS 

CINÉTICOS E TERMODINÂMICOS 

 

Testes de estabilidade térmica foram conduzidos na tripsina do pâncreas suíno em suas 

formas solúvel e imobilizada. A investigação ocorreu a pH 7,0 (fosfato de sódio a 50 mmol.L−1)  

e abrangeu uma faixa de temperatura de 37 a 55 °C. Como mostrado na Figura 11A–D, a 

inativação da enzima aumentou com a temperatura de incubação. 
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Figura 11 – Curvas de inativação térmica da tripsina solúvel (■) e imobilizada (□) do pâncreas 

suíno por incubação        a 37 °C (A), 45 °C (B), 50 °C (C) e 55 °C (D). Os testes de 

inativação realizados a pH 7,0 (fosfato de sódio a 50 mmol.L−1). A atividade relativa 

de 100% (ou ar = 1) corresponde à AH inicial para a tripsina solúvel (86,6 

nmol.min−1.mL−1) e a tripsina imobilizada (263,4 nmol.min−1.g−1). 

  

Fonte: Do autor. 

 

As constantes de inativação térmica (kd) mostraram um aumento gradual, acompanhado 

por uma diminuição nos valores de meia-vida (t1/2), à medida que a temperatura aumentou 

(Tabela 3). Para a tripsina solúvel, os valores de kd variaram de 0,01262 min−1 (t1/2 = 340 min) 

a 37 °C a 0,14721 min−1 (t1/2 = 4,5 min) a 55 °C, enquanto para a tripsina imobilizada, a faixa 

foi de 0,00077 min−1 (t1/2 = 2100 min) a 37 °C a 0,01600 min−1 (t1/2 = 72 min) a 55 °C. 
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Tabela 3 – Valores dos parâmetros cinéticos e termodinâmicos da inativação térmica da                 

tripsina suína solúvel e imobilizada em diferentes temperaturas. 

Parâmetro Biocatalisador 

Temperatura 

(°C) 

37 45 50 55 

R2 

Sa 0,97521 0,98830 0,99503 0,96078 

Ib 0,96722 0,98837 0,97837 0,98275 

kd (min-1) 

Sa 0,01262 0,03123 0,07999 0,14721 

Ib 0,00077 0,00188 0,00593 0,01600 

t1/2 (min) 

Sa 340 23 8 4.5 

Ib 2100 485 164 72 

FE 

Sa 1 1 1 1 

Ib 6,2 21.1 20.5 16.0 

Ed  

(kJ.mol-1) 

Sa 121,7 

Ib 147,2 

ΔH#  

(kJ.mol-1) 

Sa 119,1 119,0 119,0 118,9 

Ib 
144,6 144,5 144,5 144,4 

ΔG#  

(kJ.mol-1) 

Sa 85,9 85,8 84,7 84,4 

Ib 93,1 93,3 91,7 90,4 

ΔS#  

(J.mol-1.K-1) 

Sa 106,9 107,1 110,6 111,5 

Ib 166,0 165,4 170,4 174,2 

Fonte: Do Autor. 

Legenda: a) Tripsina solúvel;  

                 b) Tripsina imobilizada; 

 

Os parâmetros termodinâmicos aparentes da inativação térmica também foram 

determinados e estão resumidos na Tabela 3. A 50 °C, cerca de 40% da atividade inicial foi 
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retida pela tripsina solúvel após 12 minutos de incubação, enquanto a tripsina imobilizada 

manteve uma atividade semelhante após 3 horas de incubação. O fator de estabilização máximo, 

aproximadamente 20 vezes, foi observado a 40 °C e 50 °C, seguido por incubação a 55 °C (FE 

= 16) e 37 °C (FE = 6,2). A estimativa dos parâmetros termodinâmicos fornece informações 

essenciais sobre o mecanismo de inativação da enzima (MIRANDA et al., 2014). Os valores 

de energia de inativação térmica (Ed) para a tripsina solúvel e imobilizada foram determinados 

traçando os valores do logaritmo natural da constante de inativação térmica (ln kd) versus o 

inverso da temperatura absoluta (1/T) - Equação de Arrhenius (Figura 12). Os valores de 

energia de inativação térmica para a tripsina solúvel e imobilizada foram determinados como 

121,7 e 147,2 kJ.mol−1, respectivamente. Esses resultados demonstram que a tripsina 

imobilizada requer uma energia de inativação mais alta em comparação com a enzima solúvel. 

Essas descobertas estão em consonância com estudos anteriores relatados na literatura 

(BEZERRA et al., 2017, 2020; FARIA et al., 2021; MANRICH et al., 2008; MENDES et al., 

2011). 

 

Figura 12 – Determinação da energia de inativação térmica (Ed) para a tripsina solúvel (■) e 

imobilizada (□) do pâncreas suíno por meio da equação de Arrhenius. 

 

              Fonte: Do autor. 

 

A Tabela 3 também mostra os valores dos parâmetros termodinâmicos aparentes, 

incluindo entalpia (∆H#), energia de Gibbs (∆G#) e entropia (∆S#). As formas solúvel e 

imobilizada da tripsina apresentaram valores de ∆H# de aproximadamente 119 e 144 kJ mol−1, 

respectivamente. Esses resultados indicam que mais energia é necessária para a inativação 
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térmica da enzima em sua forma imobilizada (SAQIB; SIDDIQUI, 2018; VIEILLE; ZEIKUS, 

1996), como mencionado anteriormente. Além disso, os valores positivos indicam que o 

processo de inativação térmica é endotérmico, exigindo energia térmica para romper interações 

intermoleculares, como ligações de hidrogênio, interações hidrofóbicas e/ou iônicas, que 

estabilizam a estrutura nativa da enzima (SAQIB; SIDDIQUI, 2018; VIEILLE; ZEIKUS, 

1996). 

A enzima imobilizada também apresentou valores mais altos de ∆G# em comparação 

com a enzima solúvel, sugerindo uma maior resistência da enzima imobilizada à distorção 

térmica dentro da faixa de temperatura avaliada (37 °C a 55 °C). Como apresentado na Tabela 

3, os valores positivos obtidos para ∆S# variaram de 106,9 a 111,5 J mol−1.K−1 e de 166,0 a 

174,2 J mol−1.K−1 para tripsina solúvel e imobilizada, respectivamente. Esses valores positivos 

de ∆S# confirmam uma modificação química irreversível nas cadeias polipeptídicas das 

enzimas, resultando em estruturas aleatórias e aumento da desordem em suas configurações 

(GOHEL; SINGH, 2013; VIEILLE; ZEIKUS, 1996). Isso também indica que o biocatalisador 

preparado era termodinamicamente mais estável do que a forma solúvel da enzima, 

confirmando a superior estabilização térmica da tripsina imobilizada em comparação com sua 

forma solúvel. 

 

5.6. AVALIAÇÃO DO DESEMPENHO CATALÍTICO DA TRIPSINA SOLÚVEL E 

IMOBILIZADA NA REAÇÃO DE HIDRÓLISE DE ASB E TESTES DE 

ESTABILIDADE OPERACIONAL 

 

Neste estudo, o desempenho catalítico da tripsina solúvel e imobilizada na hidrólise de 

ASB foi analisado. Antes disso, foram realizados testes com a enzima solúvel para medir o 

tempo necessário para a conversão máxima do produto de hidrólise. O tempo de reação 

determinado foi de 2 horas, este tempo foi previamente estabelecido devido ao tempo de reação 

máximo atingido pela enzima livre, que foi capaz de converter 100% do reagente em produto. 

Portanto, os experimentos foram realizados comparativamente nesse espaço de tempo de 2 

horas para comparar o desempenho da hidrólise do ASB com a enzima solúvel e imobilizada, 

conforme mostrado na Figura 13. 
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Figura 13 – Perfil de hidrólise de ASB catalisado pela tripsina solúvel do pâncreas suíno 

imobilizada a 37 °C na ausência de tampão (água destilada - pH 8,0). 

 

Fonte: Do autor. 

 

  A Figura 13 ilustra os perfis de hidrólise de ASB tanto para a tripsina solúvel quanto 

para a tripsina imobilizada após 120 minutos, onde a conversão máxima atingiu 100% e 47%, 

respectivamente, representando a liberação de 381,3 nmol e 178,1 nmol de grupos α-amino por 

miligrama de proteína. Usando a enzima imobilizada, é claramente visível um tempo de espera 

aparente - um tempo de espera que não é visualizado com a enzima solúvel. No caso da hidrólise 

de proteínas, existem alguns problemas. Em primeiro lugar, o substrato é muito grande; dessa 

forma, apenas moléculas de enzima devidamente orientadas podem agir contra ele, enquanto 

todas as moléculas de enzima podem atacar o pequeno substrato sintético. Uma vez que as 

proteases com a orientação adequada começam a hidrolisar a ASB, os fragmentos de tamanho 

menor podem ser atacados por outras moléculas de enzima imobilizadas (MORELLON-

STERLING et al., 2022; TACIAS-PASCACIO; CASTAÑEDA-VALBUENA; et al., 2021; 

TACIAS-PASCACIO; MORELLON-STERLING; et al., 2021). Além disso, o grande tamanho 

da ASB aumentará a falta de substrato para as moléculas internas de enzima imobilizadas 

devido a problemas de difusão do substrato; além disso, a redução do tamanho da ASB ao longo 

da reação pode reduzir esse problema (MORELLON-STERLING et al., 2022; TACIAS-

PASCACIO; CASTAÑEDA-VALBUENA; et al., 2021; TACIAS-PASCACIO; 
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MORELLON-STERLING; et al., 2021). No entanto, não há um curso claro de reação 

exponencial. Esses resultados demonstram que a realização da hidrólise usando as novas 

enzimas imobilizadas é viável, embora mais lenta. Apesar de problemas potenciais como 

dificuldades de difusão e subsequente redução na velocidade da reação, é importante considerar 

as vantagens de lidar com o biocatalisador heterogêneo com facilidade e a possibilidade de 

reutilização. 

A reutilização de enzimas imobilizadas é um aspecto crucial de sua aplicabilidade em 

processos industriais. Para demonstrar os benefícios do procedimento de imobilização, foi 

realizado um estudo sobre a reutilização do biocatalisador, realizando lotes sucessivos de 

hidrólise de ASB, como descrito anteriormente. Conforme mostrado na Figura 14, a atividade 

relativa da tripsina imobilizada em quitosana modificada (Qui–Glu–Gli) diminuiu 

gradualmente com o aumento do número de lotes. Nos três primeiros lotes, o biocatalisador 

reteve 97% da porcentagem de hidrólise no primeiro ciclo. No entanto, do quarto ao sexto lote, 

houve uma queda na porcentagem de hidrólise para cerca de 69%, seguida por uma diminuição 

adicional nos sétimo e oitavo lotes para cerca de 55%. Finalmente, após o décimo lote, a tripsina 

imobilizada reteve 35% de sua atividade inicial. Uma explicação possível para a perda gradual 

da atividade catalítica é o acúmulo de substrato e/ou produtos não convertidos adsorvidos na 

enzima ou no suporte, que podem bloquear parcialmente o acesso das moléculas de ASB ao 

centro ativo da enzima. Resultados semelhantes foram observados em estudos anteriores para 

a tripsina, documentados na literatura especializada (ASLANI; ABRI; PAZHANG, 2018; 

MAGEED; EZZ; RADWAN, 2019; MANOEL et al., 2015; POONSIN et al., 2020). 
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Figura 14 – Testes de estabilidade operacional (reutilização) da tripsina do pâncreas suíno 

imobilizada em Qui–Glu–Gli na hidrólise de ASB após lotes sucessivos de 120 

minutos cada. As reações de hidrólise foram conduzidas a 37 °C na ausência de 

tampão. 

 

Fonte: Do autor. 
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6 CONCLUSÃO 

  

A pesquisa conduzida com êxito utilizou um suporte heterofuncional à base de quitosana 

para imobilizar a enzima industrial tripsina de pâncreas suíno, mantendo uma atividade 

catalítica substancial, como evidenciado pela concentração significativa de proteína 

imobilizada. Pelos ensaios que avaliaram o tempo de adsorção, empregando modelos cinéticos 

e investigando estudos de dessorção, foi possível analisar a versatilidade do suporte 

heterofuncional, o qual foi capaz de interagir com a enzima de várias maneiras, incluindo 

interações hidrofóbicas, iônicas e possíveis ligações covalentes. Além disso, os testes realizados 

a uma temperatura de 50 °C, na qual o biocatalisador apresentava atividade máxima, revelaram 

que o fator de estabilização foi 20 vezes maior em comparação com a tripsina solúvel.  

É notável que a tripsina imobilizada demonstrou excelente estabilidade operacional, 

mantendo cerca de 37% de sua atividade inicial mesmo após 10 ciclos sucessivos de hidrólise 

de ASB. Esse processo de imobilização eficaz superou as limitações inerentes às enzimas 

solúveis, como solubilidade em água e reutilização limitada, oferecendo maior estabilidade 

estrutural e facilitando sua aplicação em processos industriais. Esses resultados promissores 

abrem portas para avanços significativos na indústria, onde a enzima tripsina imobilizada pode 

ser um componente valioso em diversas aplicações. As diferentes estratégias empregadas para 

a imobilização da enzima estabeleceram uma forte ligação com o suporte, tornando-o promissor 

para aplicações em processos industriais, como a hidrólise de proteínas para obtenção de 

peptídeos. 
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7 SUGESTÕES PARA TRABALHOS FUTUROS 

 

Com base nos resultados preliminares podemos sugerir: 

 

a) Otimização da reação da hidrólise; 

 

b) Utilização do suporte preparado para a imobilização de outras proteases (papaína, 

alcalase, quimotripsina, etc.);  

 

c) Avaliação de hidrólise de outras proteínas de interesse industrial, assim como a 

caracterização da bioatividade dos peptídeos formados; 

 

d) Utilização do derivado estudado em reatores batelada e contínuo
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