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RESUMO 

 

A raiz yacon (Smallanthus sonchifolius) se evidencia como uma alternativa a fonte de enzimas 

peroxidase, por suas vantagens em relação a custo e seu fácil cultivo. Desta forma, este estudo 

teve como objetivo extrair, imobilizar e caracterizar a peroxidase obtida da raiz yacon para 

potencial aplicação na bioconversão de 2,4 diclorofenol em efluentes e avaliação do seu 

potencial toxicológico. A YPP imobilizada mostrou máxima atividade a 50 °C e pH 13, 

utilizando pirogalol como substrato padrão. Houve estabilidade térmica para temperatura de 50 

°C até 45 min de incubação, para 60 °C manteve-se estável até 30 min, porém a atividade 

enzimática reduziu drasticamente quando incubada 70 °C. Foi identificado que o mecanismo 

das reações segue um modelo de Ping-Pong Bi–Bi. Os íons metálicos K+, Na+, Mg2+, 

apresentaram efeito inibitório para YPP imobilizada em destaque para o Cu2+ (90% de inibição) 

seguido do Zn2+ (80% de inibição), somente o Ca2+, não influenciou significativamente na 

atividade enzimática. Quando armazenada, em temperatura ambiente, sob refrigeração e sob 

congelamento, a solução enzimática apresentou melhor estabilidade e conservação de sua 

atividade sob refrigeramento. Na bioconversão de 2,4 diclorofenol, a YPP imobilizada mostrou 

máxima atividade a 40 °C e pH 6,8. A melhor eficiência de bioconversão (+ de 80%) foi 

alcançada em uma concentração de peróxido de hidrogênio de 0,50 mM, após 360 minutos de 

reação. Quanto ao reuso das cápsulas com YPP imobilizada, constatou-se que há possibilidade 

de reuso em até 2 ciclos. Através do processo de fluxo contínuo foi possível constatar que a 

YPP imobilizada apresenta grande potencial de uso, mantendo, ao longo de três dias, 

aproximadamente 50% de remoção do 2,4 DCP. Os efeitos toxicológicos do efluente bruto e 

tratado foram avaliados utilizando Lactuca sativa L. var. Buttercrunch e Allium cepa como 

bioindicadores. O efluente tratado apresentou redução da toxicidade, quando comparado ao 

bruto, para L. sativa e A. cepa mas ainda assim, conferiu toxicidade. Os resultados sugerem que 

a peroxidase da casca da raiz yacon imobilizada via EDC/NHS apresenta potencial e pode ser 

uma alternativa a ser explorada em processos de biocatálise e na bioconversão de compostos 

fenólicos em efluentes. 

 

Palavras-chave: Yacon. Peroxidase. Imobilização. 2,4 Diclorofenol. Toxicidade 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

ABSTRACT 

 

Yacon roots (Smallanthus sonchifolius) stands out as an alternative source of peroxidase 

enzymes, due to advantages such as low cost and easy cultivation. This study aimed to extract, 

immobilize and characterize peroxidase enzyme extracted from the yacon root, as well as to 

apply it in the bioconversion of 2.4 dichlorophenol, in effluent, and to evaluate its toxicological 

potential. The immobilized YPP showed maximum activity at 50 °C and pH 13, using 

pyrogallol as the standard substrate. There was thermal stability at a temperature of 50 °C up to 

45 min of incubation, for 60 °C it remained stable up to 30 min, but the enzymatic activity 

drastically reduced when incubated at 70 °C. It was identified that the reaction mechanism 

follows a Ping-Pong Bi-Bi model. The metallic ions K+, Na+, Mg2+, showed an inhibitory effect 

for immobilized YPP, specially for Cu2+ (90% inhibition) followed by Zn2+ (80% inhibition), 

only Ca2+ did noy significantly influence the enzymatic activity. When stored at room 

temperature, under refrigeration and under freezing, the enzymatic solution showed better 

stability and conservation of its activity under refrigeration. In the 2,4 dichlorophenol 

bioconversion, the immobilized YPP showed maximum activity at 40 °C and pH 6,8. The best 

bioconversion efficiency (+80%) was achieved at a hydrogen peroxide concentration of 0,50 

mM, after 360 minutes of reaction. As for the reuse of capsules with immobilized YPP, it was 

found that there is a possibility of reuse in up to 2 cycles. Through the continuous flow process, 

it was possible to verify that the immobilized YPP has great potential use, maintaining, over 

three days, approximately 50% of 2,4 DCP removal. The toxicological effects of raw and 

treated effluent were evaluated using Lactuca sativa L. var. Buttercrunch and Allium cepa as 

bioindicators. The treated effluent showed a reduction in toxicity, when compared to the raw 

one, for the L. sativa and A. cepa but still, it conferred toxicity. The results suggest that yacon 

root peroxidase immobilized by EDC/NHS has potential and may be an alternative to be 

explored in biocatalysis and in the bioconversion of phenolic compounds in effluents. 

 

Keywords: Yacon. Peroxidase. Immobilization. 2,4 dichlorophenol. Toxicity. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

Peroxidases (EC 1.11.1.7) são heme proteínas que reduzem o peróxido de hidrogênio 

enquanto catalisam a oxidação de compostos orgânicos e inorgânicos (BILAL et al., 2016). 

Identificadas como oxidorredutases, as peroxidases tem sido amplamente utilizadas e catalisam 

a reação redox subsequente (LAVERY et al., 2010):  

 

H2O2 + Substrato reduzido ← peroxidase → 2H2O + Substrato oxidado 

 

Classificada em duas famílias, vegetal e animal, (ELSAYED et al., 2018) são 

encontradas em plantas, vertebrados, micróbios e fungos, assim, peroxidases podem ser 

distribuídas em três classes principais (KUMAR et al., 2011), sendo a classe III, a que será 

abordada neste estudo. A classe III é composta por peroxidases secretoras de plantas que 

possuem um grupo prostético ferriprotoporfitina IX. Pode- se destacar que a mesma, devido a 

suas multifunções e especificidade aos substratos, encontra-se em diversas aplicações 

comerciais (KUMAR et al., 2011), como na construção de biossensores e kits para diagnósticos 

(CENTENO; SOLANO; CASTILLO, 2017; KAFI et al., 2018), na biotransformação de 

compostos orgânicos, no tratamento de efluentes industriais contendo corante (FRITZKE, 

2019), tratamento de efluentes industriais contendo fenol (SOUZA, 2020), entre outros 

processos.  

Diversas fontes de peroxidase de origem vegetal já foram descritas na literatura, pode-

se citar a peroxidase das folhas de cedro Cedrela fissilis (FRITZKE, 2019), da folha de 

tamareira Phoenix dactylifera (SAUD AL-BAGMI et al., 2019a), bulbos de jaca Artocarpus 

heterophyllus (TAO et al., 2018), dentre outras. Porém, a que possui comercialização é a 

peroxidase da raiz forte (Armoracia rusticana), conhecida como HRP (KUMAR et al., 2011), 

uma peroxidase de fácil extração e alta disponibilidade, com uso de nível laboratorial ao 

industrial, inclusive no tratamento de efluentes industriais contaminados com fenol (BILAL et 

al., 2016). 

Compostos fenólicos são conhecidos como poluentes prioritários devido seu efeito 

mutagênico e sua toxicidade em baixas doses (WANG et al., 2015), esses compostos tendem a 

persistir e acumular-se no ambiente e na cadeia alimentar (VÍCTOR-ORTEGA; OCHANDO-

PULIDO; MARTÍNEZ-FÉREZ, 2016). Compõe os principais subprodutos industriais 

(petróleo, químicos e plásticos) e agrícolas e podem ser encontrados em águas superficiais, bem 

como em amostras alimentares e clínicas (ISPAS et al., 2010). O fenol não é facilmente 
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biodegradável, e ainda, é relatado tóxico e inibidor de crescimento para diversos 

microrganismos, mesmo para aqueles que a espécie tem a capacidade de metabolizá-lo como 

substrato de crescimento (CARABAJAL et al., 2016b). A degradação enzimática de fenóis em 

formas menos tóxicas tem sido sugerida como método de tratamento, assim,  diversas enzimas 

que catalisam a oxidação de fenóis têm sido utilizadas para este fim, como a HRP (ISPAS et 

al., 2010). Contudo, devido ao seu alto custo e utilização comercial em outros processos, se 

torna inviável para aplicação no tratamento de efluentes, devido a este fato, outras fontes de 

peroxidases vegetais tem sido estudadas para esta finalidade (DEVA et al., 2014). 

Na busca por enzimas alternativas, a raiz yacon (Smallanthus sonchifolius) se evidencia. 

Nativa dos Andes e cultivada por seus tubérculos, comumente é utilizada na forma de alimento 

na América do Sul (VALENTOVÁ, K. ULRICHOVÁ, 2003). Após estudos de extração, 

purificação e caracterização da enzima, notou-se que a peroxidase 

da yacon apresenta características adequadas para aplicação no tratamento de efluentes 

fenólicos (SOUZA, 2020). Para que enzimas possam ser utilizadas em processos de tratamento 

contínuo, é interessante o uso dela na forma imobilizada para otimização e redução de perdas 

(MATEO et al., 2007). A aplicação de enzimas imobilizadas tem ganho maior espaço nos 

estudos científicos devido ao seu baixo impacto nos ecossistemas e baixo custo (MATTO; 

HUSAIN, 2009). 

Destaca-se que não existem estudos definitivos sobre a aplicação da peroxidase de 

yacon imobilizada no tratamento de efluentes contendo compostos fenólicos, desta forma, o 

presente trabalho teve como objetivo caracterizar a enzima peroxidase obtida das cascas da raiz 

yacon na forma imobilizada, caracterizá-la de forma bioquímica e estrutural, aplicá-la na 

bioconversão de fenol em efluente e por fim avaliar toxicidade do efluente tratado. 

 

1.1 OBJETIVOS 

 

1.1.1 Objetivo Geral 

 

O objetivo geral do estudo foi extrair, imobilizar e caracterizar a peroxidase obtida 

da raiz yacon, aplicar na bioconversão de fenol em efluente e avaliar o potencial 

toxicológico do efluente tratado. 

 

1.1.2 Objetivos Específicos 
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I- Avaliar o desempenho da peroxidase obtida da yacon no tratamento de efluentes na 

forma imobilizada; 

II- Atribuir um ganho em termos de estabilidade operacional e de estocagem por meio 

de técnica de imobilização nas enzimas peroxidase da yacon;  

III- Estudar a influência da estocagem das enzimas imobilizadas no tratamento de 

efluentes; 

IV- Avaliar o efeito do tratamento enzimático na toxicidade dos efluentes submetidos 

ao contato com a peroxidase da yacon, a partir de testes de fitotoxicidade e citotoxicidade; 

V- Determinar o número de ciclos de reuso da peroxidase na bioconversão de fenol em 

efluentes; 

 

2 REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

 

Peroxidases (heme proteínas) são enzimas (EC 1.11.1.7) que catalisam a oxidação de 

compostos orgânicos e inorgânicos na presença de peróxidos (PANDEY et al., 2017a). O grupo 

prostético ferriprotoporfirina IX é uma característica comum de todas as peroxidases heme.  

Este grupo consiste de quatro anéis pirrólicos ligados por pontes de metileno com ferro (III), 

como átomo central (DUNFORD, H; STILLMAN, 1976). Estas enzimas são classificadas em 

duas famílias principais (vegetal e animal) e sua massa molecular pode que variar de 30 a 150 

kDa (ELSAYED et al., 2018). 

A enzima peroxidase com utilização consolidada é a HRP (Armoracia rustica), extraída 

da raiz forte. A HRP é a enzima mais estudada devido a sua disponibilidade, sua fácil extração 

e o aumento da sua aplicação potencial que vai dos níveis laboratoriais até o industrial. 

Aplicações mais recentes da HRP incluem, efluentes contendo compostos fenólicos, síntese 

orgânica, eliminação de compostos tóxicos da água, desintoxicação de efluentes industriais, 

finalidade analítica e tratamento de câncer (BILAL et al., 2016). No entanto, devido ao seu alto 

custo, torna-se inviável para aplicação no tratamento de efluentes em larga escala, por este 

motivo peroxidases de outras fontes vêm sendo estudadas (DEVA et al., 2014). As peroxidases 

de plantas e microrganismos podem ser mais baratas que a peroxidase da raiz forte, o que torna 

sua aplicação promissora no tratamento de efluentes (MACIEL et al., 2007). 

O Quadro 1 apresenta algumas das peroxidases já estudadas, bem como sua fonte de 

origem e características de pH e temperatura relacionadas a um determinado substrato. 
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Quadro 1 - Peroxidases de diferentes fontes vegetais, melhores faixas de pH, 

temperatura e substrato utilizado. 

Matéria 

Vegetal 
pH Temperatura Substrato Referência 

Folhas de 

Tamareira 

(Phoenix 

dactylifera) 

4,5 75ºC Guaiacol 

(SAUD 

AL-

BAGMI et 

al., 2019a) 

Folhas de 

Algaroba 

(Prosopis 

juliflora) 

5,0 a 7,0 40ºC Guaiacol 
(SINGH et 

al., 2017) 

Folhas de 

Nim 

(Azadirachta 

indica) 

5,0 40ºC Guaiacol 

(PANDEY 

et al., 

2017b) 

Folha de 

Leitero-

vermelho 

(Euphorbia 

conitifolia) 

6,0 50ºC Guaiacol 

(KUMAR 

et al., 

2011) 

Folhas de 

Cedro 

(Cedrela 

fissilis) 

5,0 a 6,0 40ºC Guaiacol 
(FRITZKE, 

2019) 

Folhas de 

Couve 

(Brassica 

olearacea 

var. capitata) 

5,5 55ºC Guaiacol 

(KHARAT

MOL; 

PANDIT, 

2013) 

Casca de 

Laranja 

(Citrus 

cinenses) 

6,0 30ºC Guaiacol 

(VETAL; 

RATHOD, 

2015) 

Casca da 

Árvore 

Bálsamo da 

Arábia 

(Commiphora 

gileadensis) 

7,0 55ºC Guaiacol 

(ALMULA

IKY; AL-

HARBI, 

2019) 

Raízes de 

Nabo 

(Brassica 

rapa subsp. 

Rapa) 

5,5 a 6,0 50 a 60ºC ABTS 

(QUINTA

NILLA-

GUERRER

O et al., 

2008a) 

Raízes de 

Feijão Verde 

(Vigna 

radiata) 

5,5 40ºC 

o-

Dianisidin

a 

(BASHA; 

RAO, 

2017) 
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Bulbos de 

Jaca 

(Artocarpus 

heterophyllus) 

5,5 55 a 60ºC 

o-

Fenilenod

iamina 

(TAO et 

al., 2018) 

Caule de 

Leucena 

(Leucaena 

leucocephala) 

5,0 55ºC Guaiacol 

(PANDEY; 

DWIVEDI, 

2011) 

Melão de São 

Caetano 

(Momordica 

charantia) 

3,0 40ºC - 

(MATTO; 

HUSAIN, 

2009) 

Alface 

(Lactuca 

sativa) 

6,0 a 8,0 30 a 40ºC Guaiacol 

(ALTUNK

AYA; 

GÖKMEN, 

2011) 
Fonte: Elaborado pela autora (2021). 

 

Observa-se que, para a maioria das matrizes vegetais relatadas no Quadro 1, os pHs de 

melhor atuação da peroxidase estão entre 5 e 6. Em relação a temperatura, também se observa 

que a faixa de atividade ótima fica em torno de 40°C, porém algumas peroxidases são resistentes 

a maiores temperaturas sem sofrer significativa perda de atividade. 

A atividade enzimática é a velocidade com que uma enzima transforma o substrato em 

produto. As condições ótimas para a catálise por diferentes peroxidases não são idênticas. Sua 

atividade depende em grande parte de fatores ambientais, como pH e temperatura, portanto 

identificar essas faixas é essencial para alcançar a melhor eficiência enzimática (SAUD AL-

BAGMI et al., 2019b). Como foi visto no Quadro 1, diversas peroxidases de fontes vegetais, 

vêm sendo caracterizadas e tendo sua aplicação estudada, uma vez que a especificidade 

relacionada aos substratos e as propriedades dessas enzimas justificam sua aplicação (VETAL; 

RATHOD, 2015). 

A raiz yacon (Smallanthus sonchifolius) é nativa dos Andes, cultivada por seus 

tubérculos e é utilizada para alimentação, inclusive na América do Sul (VALENTOVÁ, K. 

ULRICHOVÁ, 2003). Essa raiz com cerca de 90% de umidade (b.u), possui características 

biológicas que a fizeram ganhar atenção a nível mundial, como seu fácil cultivo, alta 

concentração de antioxidantes, adaptação a climas variáveis e ainda dispor de propriedades 

nutritivas e medicinais (PERUSSELLO et al., 2015).  Porém, quando se trata de alimentação, a 

enzima podem causar o escurecimento da raiz e, desta forma, os estudos nessa área são voltados, 

sobretudo, para a sua inativação (FANTE et al., 2013a; LAGO; NOREÑA, 2014). 
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As enzimas peroxidases catalisam reações com alta especificidade e eficiência, porém 

esses processos podem ser prejudicados devido à cinética desfavorável entre a enzima e o 

poluente. Também a aplicação industrial generalizada é dificultada pela falta de estabilidade 

operacional em longo prazo, armazenamento e sua reutilização. Essas desvantagens podem ser 

superadas através da imobilização enzimática (MATTO; HUSAIN, 2009). O aumento de 

métodos de imobilização gera uma significativa aplicação de oxirredutases em diversos 

processos tecnológicos, pois esses métodos tornam as enzimas mais resistentes a mudanças de 

parâmetros ambientais ou compostos interferentes (GUZIK; HUPERT-KOCUREK; 

WOJCIESZYNSKA, 2014). Para isto, é importante selecionar a matriz sólida apropriada para 

imobilização, algumas matrizes já são utilizadas como o alginato, carvão ativado, espumas de 

poliuretano e kappa-carragenana (CARABAJAL et al., 2016a).  O encapsulamento de enzimas 

em alginato atrai muita atenção devido a sua adequação como suporte à imobilização de 

enzimas e sua fácil preparação. As cápsulas de alginato fornecem uma boa resistência mecânica, 

baixo custo e alta eficiência para degradação de compostos orgânicos de origem e natureza 

diferentes (BOUCHERIT; ABOUSEOUD; ADOUR, 2013; WON et al., 2005). Pesquisadores 

vêm conduzindo experimentos usando alginato para imobilização de peroxidases, e os ensaios 

apresentam excelentes resultados em termos de estabilidade, reutilização e remoção de 

poluentes em efluentes de águas residuárias  (DAÂSSI et al., 2014; MATTO; HUSAIN, 2009). 

Ao referir-se a poluentes orgânicos, o grupo dos fenóis e seus derivados são os principais 

subprodutos industriais (petróleo, químicos e plásticos) e agrícolas que podem ser encontrados 

em águas superficiais bem como em amostras alimentares e clínicas (ISPAS et al., 2010). 

Conhecidos como poluentes prioritários devido seu efeito mutagênico e sua toxicidade em 

baixas doses (WANG et al., 2015), os fenóis clorados, como o 2,4 diclorofenol, ou 2,4 DCP, é 

um exemplo de composto encontrado em herbicidas utilizados na agricultura que gera grande 

preocupação (YANG et al., 2017). 

A bioconversão enzimática de compostos fenólicos vem sendo estudada há anos e foi 

proposta pela primeira vez em 1981. Desde então, seu uso é melhorado para aumento de 

eficiência, técnicas e viabilidade econômica, além de ser testado em efluentes de diversas 

origens e compostos (SOUZA, 2020). Há diversas vantagens em um tratamento de efluentes 

baseado em enzimas sobre os tratamentos biológicos, químicos e físicos convencionais. Na 

maioria dos casos, os processos de tratamento físico-químicos não são muito seletivos em 

número de poluentes removidos e podem se tornar caros para resíduos de alta resistência, 

portanto esses tratamentos são economicamente mais viáveis para águas residuais diluídas. As 

enzimas atuam com maior especificidade, o que permite que o tratamento seja direcionado ao 
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poluente. No tratamento, a enzima catalisa a oxidação de compostos aromáticos com o peróxido 

de hidrogênio, o qual gera radicais que acoplam-se para formar oligômeros maiores que são 

praticamente insolúveis em água e podem ser facilmente separados por filtração ou 

sedimentação, o qual torna esse tipo de tratamento o mais recomendado para remoção de fenol 

(CAZA et al., 1999; ISPAS et al., 2010).  

Considerando a avaliação da toxicidade em efluentes tratados com peroxidases, a maioria 

dos estudos avaliam este efeito com plantas, pois estas apresentam vantagens em relação ao 

custo e agilidade, comparados a ensaios realizados com animais e/ou microrganismos. Os 

estudos mostraram que os resultados da avaliação apresentam redução na toxicidade do efluente 

ao utilizar a peroxidase em seu tratamento. Destaca-se também que as espécies mais utilizadas 

na avaliação de fitotoxicidade e citotoxicidade são, respectivamente o Alface (Lactuca sativa) e 

a cebola (Allium cepa), pelo seu rápido crescimento, fácil manuseio e sensibilidade a compostos 

químicos, podendo ser aplicados também em estudos com efluentes contendo fenol (SOUZA, 

2020). 
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3 EXTRAÇÃO, IMOBILIZAÇÃO EM CÁPSULAS DE ALGINATO E 

CARACTERIZAÇÃO BIOQUÍMICA E ESTRUTURAL DA PEROXIDASE OBTIDA 

DA CASCA DA RAIZ YACON (Smallanthus sonchifolius) 

 

RESUMO 

 

A raiz yacon (Smallanthus sonchifolius) se evidencia como uma fonte alternativa de enzimas 

peroxidase, por suas vantagens em relação a custos e fácil cultivo. Desta forma, este estudo teve 

como objetivo extrair, imobilizar e caracterizar a peroxidase obtida da raiz yacon para potencial 

aplicação em processos de tratamento industriais. A YPP imobilizada mostrou máxima 

atividade a 50 °C e pH 13, utilizando pirogalol como substrato padrão. Houve estabilidade 

térmica para temperatura de 50 °C até 45 min de incubação, para 60 °C manteve-se estável até 

30 min, porém a atividade enzimática reduziu drasticamente quando incubada 70 °C. Foi 

identificado que o mecanismo das reações segue um modelo de Ping-Pong Bi–Bi. Os íons 

metálicos K+, Na+, Mg2+, apresentaram efeito inibitório para YPP imobilizada em destaque para 

o Cu2+ (90% de inibição) seguido do Zn2+ (80% de inibição), somente o Ca2+, não influenciou 

significativamente na atividade enzimática. Quando armazenada, em temperatura ambiente, sob 

refrigeração e sob congelamento, a solução enzimática apresentou melhor estabilidade e 

conservação de sua atividade sob refrigeramento. Os resultados sugerem que a peroxidase de 

casca de yacon imobilizada em cápsulas de alginato via EDC/NHS apresenta potencial e pode 

ser uma alternativa a ser explorada em processos de biocatálise. A peroxidase da casca da raiz 

de Yacon, imobilizada em cápsulas de alginato via EDC/NHS apresenta potencial de aplicação 

sendo uma alternativa à HRP no tratamento de águas, efluentes e no desenvolvimento de 

biossensores, além de outros processos de biocatálise 

 

Palavras-chave: Yacon. Peroxidase. Imobilização. Alginato de Sódio 

 

3.1 INTRODUÇÃO 

 

Peroxidases (heme proteínas) são enzimas oxirredutases, que catalisam a oxidação de 

diversos tipos de substratos, como fenóis, utilizando o peróxido de hidrogênio ou 

hidroperóxidos orgânicos como aceptor final de elétrons (ELY; KEMPKA; SKORONSKI, 

2016; QUINTANILLA-GUERRERO et al., 2008b). As peroxidases possuem aplicação 

industrial como no tratamento de efluentes e processamento de alimentos e também em 
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processos clínicos e de biotecnologia (BASHA; PRASADA RAO, 2017). A enzima extraída da 

raiz forte (Armoracia rustica), conhecida como HRP, é a peroxidase mais comumente utilizada 

no mercado, e seu uso varia desde o desenvolvimento de biossensores até sua incorporação em 

kits de diagnósticos clínicos, inviabilizando economicamente o seu uso em larga escala para o 

tratamento de efluentes (CENTENO; SOLANO; CASTILLO, 2017). Assim, pesquisas vem 

sendo desenvolvidas, explorando novas fontes de peroxidases com menor custo e fácil 

disponibilidade (BASHA; PRASADA RAO, 2017).  

Na busca por enzimas alternativas, a raiz yacon (Smallanthus sonchifolius) se evidencia. 

Nativa dos Andes, é cultivada por seus tubérculos e utilizada como alimento na América do Sul 

(VALENTOVÁ, K. ULRICHOVÁ, 2003).  Com efeitos potenciais de melhora na saúde 

humana, a yacon é recomendada para quem sofre de diabetes e disfunções intestinais e renais, 

visto que possui propriedades prebióticas e antioxidantes (LAGO; NOREÑA, 2014). A raiz é 

conhecida pelo seu rápido escurecimento, que ocorre devido a presença de compostos fenólicos 

e as enzimas peroxidase e polifenoloxidase (PADILHA et al., 2009). Desta forma, os estudos 

da raiz yacon são voltados, sobretudo, para a inativação enzimática (FANTE et al., 2013b; 

LAGO; NOREÑA, 2014). Em seu cultivo, são observadas algumas vantagens em seu cultivo 

como adaptabilidade a diversas condições climáticas. Vinculado aos benefícios gerados a saúde 

da população, a yacon representa um vegetal a ser explorado com potenciais aplicações 

agrícolas, tecnológicas e científicas (SANTANA; CARDOSO, 2008). Sendo assim, após 

consultados estudos de extração, purificação e caracterização da enzima, notou-se que 

a peroxidase da yacon apresenta características adequadas para aplicação no tratamento de 

efluentes (SOUZA, 2020). 

Contudo, as peroxidases podem ter seu desempenho afetado por alguns fatores como 

altas temperaturas, ambientes ácidos e interação enzima efluente (ASAD et al., 2011; 

KALAIARASAN; PALVANNAN, 2014). Outros aspectos como reutilização e 

armazenamento das enzimas também afetam seu uso, ademais em escala industrial, essas 

desvantagens podem ser suprimidas através da imobilização enzimática (MATTO; HUSAIN, 

2009). A imobilização faz possível a obtenção de enzimas mais estáveis e que possam ser 

reutilizadas, além de adquirir maior resistência a alterações ambientais (GUZIK; HUPERT-

KOCUREK; WOJCIESZYNSKA, 2014). Diversas matrizes sólidas vem sendo utilizadas para 

este processo, dentre essas, o alginato de sódio apresenta-se como uma matriz adequada para 

imobilização, a qual ainda oferece uma boa resistência mecânica a enzima (CARABAJAL et 

al., 2016b; WON et al., 2005). 
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Destaca-se que não há estudos definitivos sobre a caracterização da peroxidase de yacon 

imobilizada, assim, o presente trabalho teve como objetivo extrair, imobilizar e caracterizar de 

forma bioquímica e estrutura,l a peroxidase obtida das cascas da raiz yacon. 

 

3.2 MATERIAIS E MÉTODOS 

 

3.2.1 Materiais 

 

 Os principais reagentes utilizados foram: Alginato de Sódio (Sigma Aldrich), peróxido 

de hidrogênio 30% (Química Moderna), ácido cítrico (Neon), ácido clorídrico (Neon), fosfato 

de sódio monobásico (Neon), fosfato de sódio bibásico (Neon), fosfato de potássio monobásico 

(Dinâmica), fosfato de potássio bibásico (Dinâmica), cloreto de sódio (Neon), cloreto de cálcio 

(Neon), cloreto de amônio (Neon), EDC (Sigma Aldrich), hidróxido de sódio (Biotec), 

hidróxido de amônio (Alphatec), glicina (Vetec), NHS (Sigma Aldrich), Pirogalol (Reatec), 

MES (Sigma Aldrich), sulfato de amônio (Neon), sulfato de potássio (Dinâmica), sulfato de 

sódio (Biotec), sulfato de cálcio (Dinâmica), sulfato de cobre (Neon), sulfato de zinco 

(Dinâmica), sulfato de magnésio (Neon), PEG 6000 (Dinâmica), persulfato de sódio (Sigma 

Aldrich), 4- aminoantipirina (Reatec) e 2,4 diclorofenol (Sigma Aldrich). 

Os principais equipamentos utilizados foram: espectrofotômetro (Prove 100), centrífuga 

de bancada (Kasvi), banho de agitação orbital (Ultronique/Eco sonics), bomba a vácuo (Solab 

SL60), estufa (Cienlab S-350), pHmetro digital (Kasvi), geladeira (Consul), freezer (Consul), 

mixer (Electrolux), shaker (Solab SL222), vórtex (Kasvi), termomix (Kasvi), bomba de infusão 

peristáltica (Icatu da Samtronic), coluna de vidro (Sigma Aldrich) e microscópio de bancada 

(Zeiss). 

 

3.2.2 Matéria prima para extração da peroxidase 

 

A Yacon (Smallanthus sonchifolius) foi adquirida no comércio local de Lages/SC onde 

foram procuradas raízes com características similares para compra, após isto, foram 

imediatamente armazenadas em saco plástico sob refrigeração (5ºC) até o uso, a yacon foi 

deixada de molho em água destilada por 15 minutos, após este período foram secas com papel 

toalha e descascadas. Não foi necessário descascá-las em forma e tamanho específico pois 

posteriormente seriam trituradas. 
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3.2.3 Extração da peroxidase, imobilização e caracterização das cápsulas 

 

3.2.3.1 Extração da peroxidase a partir da casca da raiz yacon (Smallanthus sonchifolius) 

 

A extração da peroxidase, foi realizada utilizando uma relação 1:1 (m v-1) de cascas e 

solução tampão fosfato de potássio 0,1 M pH 6,0. As cascas e a solução tampão foram 

homogeneizadas com um mixer, e a mistura filtrada em papel filtro (Whatman nº1) e uma 

camada de gaze de algodão, com auxílio de uma bomba a vácuo, sendo removidas as partículas 

sólidas. Posterior a filtragem, o extrato foi centrifugado a 4000 rpm por 10 minutos, para 

retirada do material insolúvel, e armazenado a 5°C (SAUD AL-BAGMI et al., 2019b). 

 

3.2.3.2 Purificação parcial do extrato enzimático 

 

Para purificação parcial do extrato enzimático, foi utilizado 14 % de polietilenoglicol 

6000 (PEG) e 10 % de sulfato de amônio, em relação ao volume de extrato. Inicialmente, o 

extrato foi mantido a 100 rpm/5°C e, na sequência foi adicionado o sulfato de amônio seguido 

do PEG até que ambos fossem dissolvidos (cerca de 2 horas). Após este processo, a amostra foi 

armazenada a 5ºC por 24h. Após este, foi retirada a espuma remanescente do extrato, e o líquido 

total então foi centrifugado a 4000 rpm até restar somente um líquido de coloração clara. O 

extrato parcialmente purificado foi armazenado a 5°C (PANDEY et al., 2017b). 

 

3.2.3.3 Imobilização da peroxidade via EDC/NHS 

 

As cápsulas de alginato foram obtidas a partir de uma solução de 3,5% (m v-1) de 

alginato de sódio, homogeneizada a 50ºC, resfriada e gotejada, com o uso de uma seringa 

hipodérmica com agulha (0,7x 25 mm) em uma solução de cloreto de cálcio 4% (m/v). As 

cápsulas foram mantidas em agitador magnético com baixa rotação até o completo gotejamento 

de toda a solução de alginato de cálcio. Na sequência, as cápsulas foram armazenadas na própria 

solução de cloreto de cálcio a 5°C. 

Para o preparo do suporte de imobilização, utilizou-se uma metodologia que objetiva a 

ligação covalente entre o grupamento carboxila do suporte de alginato de cálcio e o grupo amina 

da enzima (MERCK MILLIPORE, 1995). Para tanto, utilizou-se a via EDC (N-3-

dimetil monopropil etilcarbodiimide hidrocloreto) /NHS (N-Hidroxisuccinimida). A partir de 

um volume conhecido de cápsulas de alginato de cálcio, foram adicionados 7,0 mL de H2O 
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ultrapura, 2,5 mL de solução tampão de sal hemissódico de ácido 2- N- morfolino etassulfônico 

(MES) 200mM (pH 6) e 250 µL de solução de NHS (200mM). A mistura foi mantida em 

ultrassom de baixa frequência 30 min. Após, foi adicionada 250 µL da solução de EDC (80mM) 

e a mistura, mantida em agitação (200 rpm) por 2h. Ao final das etapas, as cápsulas foram 

lavadas por imersão com uma solução tampão MES 50mM (pH 6). 

Para imobilização da enzima, foram misturadas as cápsulas obtidas da etapa anterior, 

H2O ultrapura, solução tampão MES 200mM (pH 6) e o extrato da peroxidase parcialmente 

purificado, na proporção de 2:1:1. A mistura foi mantida em agitação orbital (200 rpm), a 20ºC, 

4h. As cápsulas, contendo a peroxidase imobilizada, foram lavadas com H2O ultrapura e 

armazenadas a 5°C somente as cápsulas em um becker. 

 

3.2.4 Caracterização das cápsulas  

 

3.2.4.1 Caracterização do diâmetro e umidade 

 

Para a determinação do diâmetro médio das cápsulas de alginato com e sem enzima 

imobilizada na condição úmida, foram separadas três cápsulas as quais foram selecionadas 

aleatoriamente, totalizando 3 cápsulas com e 3 sem enzima imobilizada. O diâmetro de cada 

cápsula foi determinado com o uso régua e feito o cálculo de média aritmética.  

Para a determinação da massa seca média das cápsulas, em cadinhos de porcelana 

previamente secos em estufa a 100°C por 1 hora e subsequente pesagem, foram inseridas 10 

unidades das cápsulas, em triplicata. Em seguida, os cadinhos com as cápsulas foram pesados 

e levados à estufa a 100°C, onde permaneceram por 24 horas. Após este período, foram 

inseridos em dessecador por 15 minutos e novamente pesados, possibilitando a determinação 

da umidade das cápsulas. As 10 cápsulas secas de cada grupo (com e sem enzima imobilizada) 

foram aleatoriamente separadas em 3 grupos de 3, para a medição individual dos seus diâmetros 

em condição seca e calculado média aritmética. 

 

3.2.4.2 Microscopia Eletrônica de Varredura (MEV) 

 

A Microscopia Eletrônica de Varredura foi realizada no equipamento Jeol/modelo JSM 

6701F, a qual foi utilizada para caracterizar a morfologia das cápsulas com e sem a peroxidase 

imobilizada. Foi realizado o revestimento em ouro em um BAL-TEC Sputter Coater (SCD 050) 

por 120 s. A ampliação foi de 40, 100 e 1000 vezes. A MEV foi conduzida em um laboratório 
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do centro multiusuário do centro de ciências tecnológicas da Universidade do Estado de Santa 

Catarina (CMU/CCT/UDESC) em Joinville/SC. 

 

3.2.4.3 Termogravimétrica (TGA) 

 

Determinação da perda de massa em função do aumento da temperatura. A análise foi 

realizada empregando o equipamento TGA701 Thermogravimetric Analyzer da marca LECO. 

A temperatura foi elevada de 25 °C para 300 °C com taxa de aquecimento de 10 °C/min, sob 

atmosfera de gás Nitrogênio 5.0 (N2). A TGA foi conduzida em um laboratório externo 

(LABSATC) em Criciúma/SC. 

 

3.2.4.4 Espectroscopia de Infravermelho com Transformada de Fourier (FTIR) 

 

As amostras das cápsulas com e sem a enzima imobilizada foram preparadas a partir da 

dispersão em pastilhas de KBr, no equipamento INVENIO-S Marca: Bruker. Os espectros de 

FTIR (4000 a 400 cm-1) foram efetuados com uma resolução de 4 cm-1, realizando 32 varreduras 

e determinando as transmitâncias, para visualização dos grupos funcionais. O FTIR foi 

conduzido em um laboratório do centro multiusuário do centro de ciências tecnológicas da 

Universidade do Estado de Santa Catarina (CMU/CCT/UDESC) em Joinville/SC. 

 

3.2.4.5 Brunauer-Emmett-Teller (BET) 

  

 A análise de Brunauer-Emmett-Teller foi realizada nas cápsulas com e sem a enzima 

imobilizada. Onde foi determinado área superficial, volume total e diâmetro dos poros, através 

da técnica de adsorção de nitrogênio em baixas temperaturas. A amostra foi preparada com 

ativação a 45 °C por 2 horas, e posteriormente resfriada até 25 °C para realização da análise. 

Após a preparação, a análise foi realizada em um equipamento da marca Quantachrome, modelo 

Quadrasorb evo, com o software de processamento QuadraWin. O gás adsorvente utilizado é o 

gás Nitrogênio 5.0. O BET foi conduzido em um laboratório externo (LABSATC) em 

Criciúma/SC. 
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3.2.5 Caracterização Bioquímica 

 

3.2.5.1 Medida da atividade enzimática e atividade específica da peroxidase imobilizada 

 

A atividade da peroxidase foi determinada de acordo com o protocolo de (CHANCE; 

MAEHLY, (1955), por meio da oxidação do substrato pirogalol no produto purporogalina (ε = 

2.47 1/mM cm). Foram misturados, 3,5 mL de H2O ultrapura, 0,533 mL de solução tampão 

fosfato de potássio 100 M (pH 6), 0,266 mL de peróxido de hidrogênio 35% (H2O2), 0,533 mL 

de pirogalol e 0,3g (peso úmido) contendo a peroxidase imobilizada. A mistura foi 

homogeneizada em vórtex e, na sequência, foi realizado o monitoramento espectrofotométrico 

no comprimento de onda de 420 nm. Para o branco, foi utilizada H2O ultrapura em substituição 

ao extrato enzimático. Uma unidade de atividade de peroxidase (U) foi definida como a 

quantidade de enzima que catalisa a formação de 1 mg de purpurogalina em 20 s, pH 6 e 20 °C. 

A variação de absorbância foi utilizada para o cálculo da atividade específica, conforme a 

Equação 1.  

 

𝐴𝑡𝑖𝑣𝑖𝑑𝑎𝑑𝑒 (
𝑈

𝑔
) =

(
∆𝐴420

20 𝑠  𝑡𝑒𝑠𝑡𝑒 −  
∆𝐴420

20 𝑠  𝑏𝑟𝑎𝑛𝑐𝑜) 𝑉𝑒𝑛𝑠𝑎𝑖𝑜

12 ∗ 𝑚𝑒𝑛𝑧𝑖𝑚𝑎 ∗ 𝐶
 Equação (1) 

 

Onde, 𝑉𝑒𝑛𝑠𝑎𝑖𝑜 representa o volume total do ensaio (5 mL) e 𝑚𝑒𝑛𝑧𝑖𝑚𝑎 se refere a massa 

úmida das cápsulas com extrato enzimático imobilizado (0,3 g de cápsulas). ∆𝐴420 é a variação 

da absorbância registrada no comprimento de onda de 420 nm e 12 é o coeficiente de extinção 

com base em mg/mL de purpurogalina e C é a cubeta utilizada em cm. 

 

3.2.5.2 Influência do pH na atividade específica da peroxidase imobilizada 

 

Para verificar a influência do pH na atividade da peroxidase imobilizada, foram 

utilizados o tampão Mclvaine (ácido cítrico 0,1 M / fosfato de sódio 0,2 M) para os pHs entre 

2,2 e 8 e o tampão Sörensen (glicina 0,1 M / cloreto de sódio 0,1 M e hidróxido de sódio 0,1 

M) para os pHs entre 10 e 13. O ensaio foi realizado como descrito item 3.2.4.1, fazendo a 

substituição da solução tampão fosfato de potássio, pela solução tampão Mclvaine ou Sörensen, 

adequada ao pH estudado. Cada ensaio de atividade foi realizado em triplicata com uma prova 

em branco (GAO et al., 1998). Os resultados de atividade enzimática foram convertidos para 
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atividade relativa (%), sendo 100% de atividade para o ensaio de maior atividade e os demais 

resultados ponderados em relação ao 100%. 

 

3.2.5.3 Influência da temperatura na atividade específica e estabilidade térmica da peroxidase 

imobilizada. 

 

 Para determinar a influência da temperatura na atividade específica da peroxidase 

imobilizada, foram realizados ensaios de atividade específica conforme descrito no item 3.2.5, 

porém com a mistura incubada nas temperaturas de 5, 10, 15, 20, 25, 30, 40, 50, 60, 70, 80 e 90 

°C até que fosse atingido o equilíbrio. Cada ensaio foi realizado em triplicata com uma prova 

em branco. Os resultados de atividade enzimática foram convertidos para atividade relativa (%), 

sendo 100% de atividade para o ensaio de maior atividade e os demais resultados ponderados 

em relação ao 100%. 

A estabilidade térmica da YPP foi verificada através da incubação das cápsulas contendo 

a peroxidase imobilizada, imersas em água ultrapura, nas temperaturas de a 50, 60 e 70 °C por 

60 min. Em intervalos de 15 min, foi determinada a atividade remanescente, definida como a 

diferença entre a atividade enzimática antes da incubação e após a incubação, e expressa em 

percentual (PANDEY et al., 2017a).  

 

3.2.5.4 Influência da concentração dos substratos na atividade específica da peroxidase 

imobilizada e estudo cinético 

 

Para a verificação da influência da concentração dos substratos na atividade específica 

da peroxidase imobilizada, foi determinada a atividade específica para diferentes concentrações 

de pirogalol e de peróxido de hidrogênio, por se tratar de um catalisador cuja atividade depende 

de dois substratos. Para o pirogalol, foram avaliadas as concentrações de 1,04; 2,08; 4,16; 8,32; 

20,8; 41,6 e 83,20 mM, mantendo-se as concentrações de peróxido hidrogênio em 2,08; 4,16; 

20,8; 41,6; 104; 208 e 416 mM para cada concentração de pirogalol indicada anteriormente. 

Além das concentrações de pirogalol e peróxido de hidrogênio, as demais condições 

experimentais seguiram a descrição do item 3.2.4.1.  

No estudo cinético, foram calculados os valores das constantes do modelo de Michaelis-

Menten (Km e vmáx) utilizando software SigmaPlot 12.0 (Systat), o qual para ambos os 

substratos foram calculados a partir dos gráficos de Lineweaver-Burk.  O mecanismo de 
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oxidação, baseado em cinética de dois substratos, foi avaliado por meio das curvas obtidas para 

as diferentes concentrações de substrato.  

 

3.2.5.5 Influência dos íons metálicos na atividade específica da peroxidase imobilizada 

 

A influência de íons metálicos sobre a atividade específica da peroxidase imobilizada 

foi avaliada utilizando soluções 10 mM de sais de sulfato contendo como cátions: K+, Na+, 

Zn2+, Mg2+, Ca2+ e Cu2+ (TAO et al., 2018). Foram preparadas soluções estoque destes íons e 

no preparo para solução de pirogalol para medida de atividade enzimática conforme 3.2.4.1 ao 

invés da dissolução do pirogalol em água, foi dissolvido em cada solução estoque referente a 

cada biocatalisador. Os resultados de atividade enzimática foram convertidos para atividade 

relativa (%), sendo 100% de atividade para o ensaio controle e os demais resultados ponderados 

em relação ao 100%. 

 

3.2.5.6 Estabilidade da peroxidase imobilizada frente à estocagem 

 

A atividade específica da peroxidase livre e da imobilizada foram avaliadas em relação 

à estocagem. Para tanto, alíquotas contendo 0,3 g de cápsulas foram armazenadas sozinhas em 

eppendorfs nas condições: temperatura da sala (20°C), geladeira (4-6°C) e freezer (0°C a -5 

°C), por um período de 2 meses. Durante este período, em intervalos de 15 dias, verificou-se a 

atividade enzimática remanescente na solução conforme item 3.2.4.1. Os resultados de 

atividade enzimática foram convertidos para atividade relativa (%), sendo 100% o de maior 

atividade e os demais resultados ponderados em relação ao 100%. 

 

3.2.6 Análise Estatística dos dados experimentais 

 

Todos os ensaios foram realizados em triplicata, e a análise estatística dos resultados 

experimentais foi realizada por meio do teste de Tukey, com 95% de confiabilidade, utilizando 

o software SigmaPlot 12.0. (Systat). 
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3.3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

3.3.1 Caracterização das cápsulas 

 

3.3.1.1 Caracterização de diâmetro e umidade 

 

As cápsulas de alginato possuem mais de 94% de água em sua composição, e 

consequentemente, menor diâmetro seco (Tabela 1). Comparando as cápsulas de alginato e com 

as que possuem YPP imobilizada, observa-se que a imobilização não gera um aumento da 

umidade das cápsulas, mas de seu diâmetro, em 0,28 mm em média. Na Figura 1 pode se 

observar as duas cápsulas, com e sem YPP imobilizada, úmidas e secas. 

 

Tabela 1 – Diâmetros e umidade das cápsulas de alginato, sem e com a peroxidase 

imobilizada 

Cápsulas  
Diâmetro úmido 

(mm) 

Diâmetro seco 

(mm) 

Umidade 

(%) 

Cápsula de alginato (Figura 1 – a) 3,67±0,01 1,71±0,010 94,60±0,58 

Cápsula de alginato com YPP 

imobilizada via EDC/NHS (Figura 1 

– b) 

3,95±0,02 1,98±0,007 94,01±0,56 

Fonte: Elaborado pela autora (2021). 

 

 

Figura 1 – Cápsulas de alginato úmidas e secas, sem e com a YPP imobilizada. 
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Nota: a) cápsula de alginato úmida; b) cápsula de alginato com YPP imobilizada úmida; c) cápsula de alginato 
sódio seca em estufa; d) cápsula de alginato com YPP imobilizada seca em estufa; Fonte: Elaborado pela autora 

(2021). 

 

3.3.1.2 Análise da Microscopia Eletrônica de Varredura (MEV) 

 

 Na MEV (Figura 2) que mostra a estrutura das cápsulas, verifica-se que após a 

imobilização (Figuras 2d, 2e, 2f), a estrutura apresenta-se menos porosa e mais homogênea. 

Esta característica se dá pela forma de imobilização (via EDC/NHS), que pode ser associada a 

reticulação promovida por este tipo de imobilização, a qual faz a conexão das cadeias dos 

polímeros, alterando assim, seu emaranhamento (OLIVEIRA, 2016). Também se observa que 

as cápsulas apresentam um aspecto enrugado, o qual pode ser devido à desidratação a que foram 

submetidas antes da análise. Destaca-se que a metodologia escolhida para imobilização 

enzimática pode alterar a estrutura das cápsulas de alginato de cálcio, porém, esta alteração não 

é prejudicial ao processo. 

 

Figura 2 – Microscopia eletrônica de varredura das cápsulas de alginato sem e com a YPP 

imobilizada via EDC/NHS. 
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Nota: a) Cápsula de alginato em 40X; b) Cápsula de alginato em 100X; c) Cápsula de alginato em 1000X; d) 

Cápsula de alginato com a YPP imobilizada em 40X; e) Cápsula de alginato com a YPP imobilizada em 100X; f) 

Cápsula de alginato com a YPP imobilizada em 1000X. Fonte: Elaborado pela autora (2021).  
 

3.3.1.3 Análise Termogravimétrica (TGA) 

 

 No TGA da amostra (Figura 3), a perda de massa total obtida para a cápsula de alginato 

sem a peroxidase imobilizada foi de 31,95 %. Até a temperatura de 182,84 °C, a amostra perdeu 

5,19 % de massa, entre as temperaturas de 182,84 °C e 287,89 °C ocorre o primeiro evento de 

massa expressivo (18,25 %). Ainda, na temperatura de 287,89 °C observa-se o início de um 

novo evento de perda de massa, este se estendendo até a temperatura de 300 °C, que é a 

temperatura final do teste. Para as cápsulas com a YPP imobilizada a perda de massa total obtida 

para a amostra foi de 36,78 %. Na temperatura de 148,65 °C ocorre o primeiro evento de perda 

de massa (27,44 %), se estendendo até a temperatura de 273,27 °C. Entre as temperaturas de 

273,27 °C e 300 °C têm-se a ocorrência de um novo evento de perda de massa. 
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Figura 3 – Análise térmica das cápsulas de alginato sem e com a YPP imobilizada 

 
Fonte: Elaborado pela autora (2021). 

 

 As perdas de massa ocorreram basicamente em duas regiões, a primeira de até 200°C a 

qual caracteriza as perdas de massa relacionadas à desidratação e proteínas e a segunda região 

acima de 200°C que está relacionada a decomposição de compostos orgânicos, como o alginato 

(BARBOSA et al., 2020). Os resultados do TGA para as cápsulas de alginato com a YPP 

imobilizada mostram um aumento na perda de massa da primeira região, que indicam uma 

maior quantidade de umidade e a presença da enzima na amostra. Quando comparadas as 

cápsulas somente com alginato, pode-se observar que a maior perda de massa foi para as 

cápsulas com a YPP imobilizada o que indica que a presença de água favoreceu a atividade 

catalítica. Resultados similares foram encontrados por (QUEIROZ et al., 2018) , onde a 

peroxidase imobilizada obteve uma maior perda de massa em comparação com a matriz sólida, 

que pode estar associada à maior preservação da camada de hidratação da enzima que está 

relacionada à manutenção de sua atividade catalítica. 

 

3.3.1.4 Análise de Infravermelho com Transformada de Fourier (FTIR) 

 

 Os espectros de infravermelho (FTIR) das cápsulas de alginato sem e com YPP 

imobilizada, estão mostrados na Figura 4. Comparando os espectros de FTIR, a posição dos 
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picos de absorção e intensidade de absorção foi alterada. Além disso, as bandas entre 500 e 

1500 cm-1 se intensificam, indicando maior número de ligações simples, o que confirma que 

houve mudança após a imobilização da YPP.  As bandas entre 3300 e 3400 são atribuídas à 

vibração de alongamento de OH. A banda amida I, que se situa na região de 1600 e 1700 cm-1, 

é a estrutura proteica mais útil para a espectroscopia de infravermelho, uma vez que envolve 

vibrações de estiramento C=O de grupos peptídicos (HALIM; YUSOF; SARBON, 2016), 

demonstrando a presença da enzima imobilizada. A banda amida II (inclinação no plano N-H e 

modo de estiramento C–N) e a banda amida III (modo de plano do grupo CONH) são observadas a 

1556 e entre 1400 cm −1, respectivamente, e as bandas em torno de 1076 cm-1 são atribuídas ao 

oxigênio da ponte assimétrica e ao estiramento de C-O. Segundo (ŞAHİN, 2019), em estudo 

envolvendo peroxidase imobilizada também via EDC/NHS, ocorreu um comportamento similar a 

YPP imobilizada, principalmente nas bandas entre 500 e 1500 cm-1 e a banda amida II que confirma 

a presença da enzima no suporte de imobilização. 

 

Figura 4 – Espectros de Infravermelho com Transformada de Fourier das cápsulas de alginato 

sem e com e a YPP imobilizada

 
Fonte: Elaborado pela autora (2021). 
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3.3.1.5 Análise de Brunauer-Emmett-Teller (BET) 

 

 A análise de BET é conhecida por ser um fator importante de influência na atividade 

catalítica que é medida pela adsorção de nitrogênio os resultados para as cápsulas de alginato e 

as cápsulas com a YPP imobilizada podem ser observados na Tabela 2. Uma maior área 

superficial de BET fornece mais ativos locais e melhor propriedade de absorção para o 

catalisador, o qual melhora a atividade catalítica (YU et al., 2016). Portanto, o resultado 

apresentado é vantajoso pelos valores obtidos com as cápsulas contendo a YPP imobilizada, 

pois foram maiores tanto na área superficial, quanto no volume e raio médio de poros, quando 

comparados a cápsula contendo somente o alginato. 

 

Tabela (2) – Resultados BET com cápsula de alginato e cápsula com YPP imobilizada 

 
Área superficial 

(m2/g) 

Volume total de 

poros* (cm3/g) 

Raio médio de 

poros (Å) 

Cápsulas de 

alginato de 

sódio 

0,263 0,00030 22,887 

Cápsulas com a 

YPP 

imobilizada 

0,634 0,00191 37,584 

Nota: * Para cápsula de alginato, poros menores que 883,5 Å de raio a P/P0 = 0,98902; para cápsula com YPP 

imobilizada, poros menores que 1224,2 Å de raio a P/P0 = 0,99211 Fonte: Elaborado pela autora (2021). 

 

3.3.2 Influência do pH na atividade da YPP imobilizada 

 

 A influência do pH na atividade da YPP está mostrada na Figura 5. Pode-se observar 

um perfil de aumento da atividade relativa, da acidez para a basicidade, com atividade máxima 

em pHs acima de 8, com o pirogalol como substrato. Não houve diferença significativa (P > 

0.05) entre as médias de atividade para os pHs 8, 10, 12 e 13, com resultados. Desta forma, 

efluentes que apresentam características alcalinas poderiam ser tratados com utilização da YPP 

imobilizada, como efluente de suinocultura na remoção de amônia (pH <10) (HE et al., 2016), 

efluente de branqueamento de papel (pH 11) (JOHAKIMU et al., 2016), entre outros.  
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Figura 5 – Influência do pH na atividade da YPP imobilizada 

 
**Letras diferentes nas linhas indicam que, no nível de significância de 5%, há diferença significativa entre as 

médias. Letras iguais nas linhas indicam que, no nível de significância de 5%, não há diferença significativa entre 

as médias. Fonte: Elaborado pela autora (2021). 

 

 Peroxidases de outras fontes, também estudadas na forma imobilizada, apresentaram 

pHs ótimos variados. Como exemplos se pode citar a peroxidase de Azadirachta indica 

(PANDEY et al., 2017a) e a peroxidase de Momordica charantia (MATTO; HUSAIN, 2009) 

que apresentaram atividade máxima em pH 5. A peroxidase da Armoracia rusticana apresentou  

atividade máxima em pH 8 (PRODANOVIC et al., 2015). Já a peroxidase de Zingiber officinale  

também apresentou atividade ótima em pH 5, porém esta manteve a atividade em mais 80% até 

o pH 9 (ALI; HUSAIN, 2018). Destaca-se que em estudo envolvendo a peroxidase da Yacon 

de forma livre, o pH de máxima atividade também foi relatado alcalino, sendo o valor de pH 

11 e com atividade relativa superior a 60% em pH 12 (SOUZA, 2020). 

  

3.3.3 Influência da temperatura na atividade e estabilidade térmica da YPP imobilizada 

 

3.3.3.1 Influência da temperatura na atividade da YPP imobilizada  

 

 A atividade máxima da YPP imobilizada foi observada em 50 °C, conforme mostrado 

na Figura 6, valor este que difere estatisticamente dos demais (P < 0.05). Nas temperaturas de 
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40ºC, 60ºC e 70º, a YPP permanece com atividade relativa superior a 50% no intervalo de 40 a 

70 °C. Para peroxidases de Azadirachta indica, Momordica charantia e Zingiber officinale 

imobilizadas em cápsulas de quitosana, concavalina A e cápsulas de alginato e goma de guar 

misturadas a hidrogel de agarose e alginato, respectivamente, a máxima atividade foi obtida a 

40 °C (ALI; HUSAIN, 2018; MATTO; HUSAIN, 2009; PANDEY et al., 2017a). Para a 

peroxidase de Vigna radiata, a máxima atividade também foi em 40 °C, porém, a mesma 

manteve atividade relativa superior a 50% para 50°C, 60°C e 70°C (BASHA; PRASADA RAO, 

2017). Ely et al. (2017), estudando a HRP e utilizando pirogalol como substrato padrão, 

obtiveram 50ºC como temperatura de máxima atividade.  

 Deste modo, efluentes que apresentam temperaturas elevadas poderiam ser tratados com 

a utilização da YPP imobilizada como efluente de indústria têxtil (40 a 50 °C) (BELTRAME, 

2000), efluente da indústria de celulose branqueada kraft (55 °C) (PADILHA-CABRERA; 

PIRES, 2014) entre outros.  

  

Figura 6 – Influência da temperatura na atividade da YPP imobilizada 

 
**Letras diferentes nas linhas indicam que, no nível de significância de 5%, há diferença significativa entre as 

médias. Letras iguais nas linhas indicam que, no nível de significância de 5%, não há diferença significativa 

entre as médias. Fonte: Elaborado pela autora (2021). 
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3.3.3.2 Estabilidade térmica da YPP imobilizada 

 

 Os resultados da estabilidade térmica da YPP imobilizada estão mostrados na Figura 7. 

Verifica-se que para 50ºC, a peroxidase permaneceu com a atividade enzimática estável por 45 

min, não havendo diferença estatística significativa (P > 0,05) entre os resultados do tempo zero 

até o tempo de 50 min. Para 60°C, a YPP manteve-se estável até 30 min, e a 70°C, a YPP não 

apresentou estabilidade, restando apenas 33,2% da atividade enzimática em 15 min. 

 Sendo a YPP imobilizada termo sensível, mesmo obtendo uma boa eficiência catalítica 

nos primeiros minutos à 60 ºC, quando permanece nesta temperatura por períodos maiores do 

que 15 min, a sua estrutura conformacional modifica, desfavorecendo a catálise da oxidação do 

pirogalol. Desta forma aplicação da YPP imobilizada se limita a processos mantenham a 

temperatura de 50ºC, temperatura esta onde ela apresenta velocidade máxima de reação. 

 

Figura 7 – Estabilidade térmica da YPP imobilizada 

 
Fonte: Elaborada pela autora (2021). 

 

3.3.4 Influência da concentração dos substratos na atividade da YPP imobilizada e estudo 

cinético 

 Nas catálises enzimáticas que possuem a presença de dois substratos, dois mecanismos 

gerais são possíveis para entendermos as interações entre enzima e substrato: sequenciais ou 

Ping-Pong (GALENDE et al., 2015). Os gráficos de duplos-recíprocos das taxas iniciais de 
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oxidação de pirogalol da YPP imobilizada em cápsulas de alginato de cálcio, sem estar em taxas 

inibitórias, proporcionaram linhas aproximadamente paralelas, o qual propõe um mecanismo 

de Ping-Pong Bi-Bi (Figura 8) (NELSON; COX, 2001; VOET; VOET, 1995). A presença de 

concentração em excesso de H2O2 pode fazer com que a enzima passe para um estado 

reversivelmente inativo, ou seja, a enzima pode ser inibida pelo excesso de H2O2 (VEITCH, 

2004). A partir dos resultados encontrados, a YPP imobilizada apresentou 𝐾𝑚 de 0,85 mM para 

o peróxido e de 1,4 mM para o pirogalol, valores que indicam uma maior afinidade pelo 

primeiro substrato. 

 

Figura 8 - Gráficos de Lineweaver-Burk para: a) variação da concentração de pirogalol em 

diferentes concentrações fixas de H2O2 e b) variação da concentração de H2O2 para diferentes 

concentrações fixas de pirogalol. 

 
Fonte: Elaborado pela autora (2021). 

a) 

b) 
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3.3.5 Influência de íons metálicos na atividade da YPP imobilizada 

 

 Avaliando o efeito dos íons metálicos na atividade da YPP imobilizada (Figura 9), 

observa-se que, com exceção do Ca2+, único cujo valor de atividade enzimática é igual 

estatisticamente (P > 0.05) a atividade do controle, os demais íons testados exerceram efeito 

inibitório sobre a YPP imobilizada, e diferem estatisticamente (P < 0,05) do controle. Para o 

Cu2+, houve uma acentuada perda de atividade enzimática (maior do que 90%), seguido do 

Zn2+, com perda de atividade enzimática de aproximadamente 80%. Para o K+, Mg2+ e Na+, a 

atividade relativa permaneceu entre 50 e 60%. Souza (2020), também verificou inibição da YPP 

livre pelo Cu2+ (SOUZA, 2020), além desta inibição também ser relatada em outras peroxidases 

como de Ficus carica (ELSAYED et al., 2018) e Cedrela fisilis (FRITZKE, 2019). Como 

observado nos resultados para o Zn2+ e o Cu2+ devido as propriedades bioquímicas da YPP 

imobilizada, os mesmos interferiram em seu desempenho, a inibindo, devido à características 

desses íons em se ligar a aminoácidos do sítio ativo da enzima e participar da catálise como 

cofatores ou inibidores. 

 

Figura 9 - Influência de íons metálicos na atividade da YPP imobilizada 

 
**Letras diferentes nas linhas indicam que, no nível de significância de 5%, há diferença significativa entre as 

médias. Letras iguais nas linhas indicam que, no nível de significância de 5%, não há diferença significativa entre 

as médias. Fonte: Elaborada pela autora (2021). 
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3.3.6 Estabilidade da peroxidase imobilizada frente a estocagem 

 

 Para a estocagem da YPP livre e imobilizada sob congelamento (0 a -5°C) (Figura 10), 

observa-se que até a segunda quinzena, embora tenha havido uma perda de atividade, ambas as 

YPP mantiveram mais de 80% da atividade enzimática inicial. Contudo, a partir da terceira 

quinzena, a YPP imobilizada mostrou uma perda de atividade enzimática, atingindo valor 

próximo a 60% na quarta quinzena, e a YPP livre manteve a sua atividade até a quarta quinzena. 

Este comportamento para a atividade da YPP imobilizada pode ser devido ao processo de 

congelamento e descongelamento da cápsula, que podem ter causado algum dano estrutural na 

enzima. Mesmo assim, a YPP manteve mais de 60% da atividade enzimática em dois meses de 

estocagem sob congelamento. 

 

Figura 10 - Estabilidade da YPP imobilizada frente à estocagem sob congelamento (0 a -5°C) 

 
Fonte: Elaborado pela autora (2021). 

 

 Quando estocada sob e refrigeração (4 a 6°C), a YPP imobilizada destaca-se pela 

estabilidade da atividade enzimática até a terceira quinzena, mantendo mais de 80% de sua 

atividade enzimática inicial, e cujos valores não diferiram estatisticamente (P>0,05) da 

atividade enzimática do tempo zero. A perda significativa de atividade ocorreu somente na 

quarta quinzena, porém, a YPP imobilizada ainda manteve 60% de sua atividade inicial, valor 
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este igual ao obtido para o mesmo tempo com a estocagem sob congelamento. A YPP livre 

apresentou maior perda inicial, com a permanência de aproximadamente 70% de sua atividade 

inicial e manteve este valor até a quarta quinzena. Desta forma, verifica-se ser possível utilizar 

esta forma de estocagem para a YPP imobilizada, o que é positivo, visto que não é necessário 

manter a enzima em condições de congelamento, pois a refrigeração e o congelamento, na 

quarta semana, apresentam os mesmos resultados. Assim, a forma de transporte da YPP é 

facilitada, sendo necessária apenas a refrigeração. 

 

Figura 11 – Estabilidade da YPP imobilizada frente à estocagem sob refrigeração (4 a 6°C) 

 
Fonte: Elaborado pela autora (2021). 

 

 Para a estocagem em de temperatura ambiente (20°C), a YPP imobilizada e a YPP livre 

apresentaram grandes perdas de atividade enzimática, com um remanescente de apenas 10% ao 

final das quatro quinzenas. A estocagem à temperatura ambiente de algumas soluções, como 

tampões e sais inorgânicos, por longos períodos podem ter contaminação que gera o 

crescimento microbiano, que pode levar à degradação ou inatividade das proteínas 

(BISSWANGER, 2014). 
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Figura 12 – Estabilidade da YPP imobilizada frente à estocagem sob temperatura ambiente 

(20°C) 

 
Fonte: Elaborado pela autora (2021). 

 

A diferença visual das cápsulas de alginato de cálcio com a YPP imobilizada via 

EDC/NHS, após em 4 semanas de estocagem pode ser observada na Figura 13. Verifica-se que 

para a YPP imobilizada, após o descongelamento, ocorre a migração de componentes da 

imobilização para o meio, deixando a fração líquida amarelada. Para a YPP estocada sob 

refrigeração, verifica-se que também ocorre esta migração, porém em menor proporção.  ou se 

ocorre, não é perceptível. Para a YPP mantida sob temperatura ambiente, verifica-se alguns 

pontos escuros nas cápsulas, o que pode caracterizar o desenvolvimento de fungos. Assim, os 

resultados da estocagem mostram a refrigeração como a melhor alternativa de armazenamento 

para a YPP imobilizada. 
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Figura 13 – Aspecto visual das cápsulas de alginato com a YPP imobilizada via EDC/NHS, 

em 4 quinzenas de estocagem 

 
Nota: a) cápsula de alginato com YPP imobilizada via EDC/NHS estocada sob congelamento (0 a -5°C); b) cápsula 

de alginato com YPP imobilizada via EDC/NHS estocada sob refrigeração (4 a 6°C); c) cápsula de alginato com 

YPP imobilizada via EDC/NHS estocada em temperatura ambiente (20°). Fonte: Elaborado pela autora (2021). 
 

3.4 CONCLUSÃO 

 

 A peroxidase extraída da casca da raiz de Yacon e imobilizada em cápsulas de alginato 

via EDC/NHS mostrou atividade máxima em pHs básicos e em temperatura de 50ºC. A YPP 

imobilizada apresentou estabilidade térmica também em 50ºC. Para os íons metálicos, houve 

inibição para todos os íons testados, exceto o cálcio, sendo mais expressiva para o cobre seguido 

do zinco, havendo, portanto, limitação do seu uso em águas ou efluentes que contenham estes 

íons. O mecanismo de reação é o Pig-Pong Bi-Bi. Como método de estocagem, pode-se utilizar 

a refrigeração em geladeira convencional, com a manutenção de, aproximadamente 60% da 

atividade inicial em até 4 quinzenas. A peroxidase da casca da raiz de Yacon, imobilizada em 

cápsulas de alginato via EDC/NHS apresenta potencial de aplicação em processos cujas 

características sejam próximas as de atividade máxima da enzima, como pH 13 e 50°C sendo 

uma alternativa à HRP para aplicação no tratamento de águas, efluentes e no desenvolvimento 

de biossensores, além de outros processos de biocatálise. 
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4 BIOCONVERSÃO DE 2,4 DICLOROFENOL COM USO DA PEROXIDASE DA 

RAIZ YACON (Smallanthus sonchifolius) IMOBILIZADA EM CÁPSULAS DE 

ALGINATO E AVALIAÇÃO DE TOXICIDADE  

 

RESUMO 

 

Compostos fenólicos são um dos principais subprodutos industriais encontrados em efluentes, 

sua toxicidade em baixas concentrações, baixa degradabilidade sendo de difícil tratamento nas 

estações, o torna um contaminante de grande preocupação. Desta forma, este estudo teve como 

objetivo aplicar a enzima peroxidase da raiz yacon imobilizada via EDC/NHS, na bioconversão 

de 2,4 diclorofenol em efluente sintético e avaliação do seu potencial toxicológico. Na 

bioconversão de 2,4 DCP, a YPP imobilizada mostrou máxima atividade a 40 °C e pH 6,8. A 

melhor eficiência de bioconversão (+ de 80%) foi alcançada em uma concentração de peróxido 

de hidrogênio de 0,50 mM, após 360 minutos de reação. Quanto ao reuso das cápsulas com 

YPP imobilizada, constatou-se que há possibilidade de reuso em até 2 ciclos. Através do 

processo de fluxo contínuo foi possível constatar que a YPP imobilizada apresenta grande 

potencial de uso, mantendo, ao longo de três dias, aproximadamente 50% de remoção do 2,4 

DCP. Os efeitos toxicológicos do efluente bruto e tratado foram avaliados utilizando Lactuca 

sativa L. var. Buttercrunch e Allium cepa como bioindicadores. O efluente tratado apresentou 

redução da toxicidade, quando comparado ao bruto, para L. sativa e A. cepa mas ainda assim, 

conferiu toxicidade. Os resultados sugerem que a peroxidase da casca da raiz yacon imobilizada 

via EDC/NHS apresenta potencial e pode ser uma alternativa a ser explorada na bioconversão 

de compostos fenólicos em efluentes. 

 

Palavras-chave: Yacon. Peroxidase. Imobilização. 2,4 Diclorofenol. Toxicidade. 

 

4.1 INTRODUÇÃO 

 

Moléculas orgânicas classificadas como poluentes emergentes são compostos presentes 

em uma variada gama de insumos e produtos, entre eles o fenol que é um dos principais 

subprodutos industriais encontrados em efluentes líquidos de diversas indústrias de plásticos, 

resinas, fármacos, têxteis, entre outras (SAMPAIO et al., 2013). O destaque para os compostos 

fenólicos, é devido sua toxicidade em baixas concentrações, bioacumulação e baixa 

degradabilidade, a contaminação por fenol pode ocorrer pela inalação, ingestão, contato com 
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os olhos ou absorção pela derme (MAGDY; GAR ALALM; EL-ETRIBY, 2021; XAVIER, 

2012). O grupo dos fenóis clorados, como o 2,4 diclorofenol, ou 2,4 DCP, é um exemplo de 

composto alarmante, encontrado em herbicidas utilizados na agricultura (YANG et al., 2017). 

Apesar do uso do 2,4 DCP ser de grande importância econômica, o impacto ambiental gerado, 

associado a problemas na saúde humana causa grandes preocupações. A avaliação de sua 

toxicidade nos últimos anos o classificou como possível carcinogênico, devido a estes fatos, 

técnicas vêm sendo aplicadas para gestão ambiental do 2,4 DCP (FERNANDES et al., 2020). 

Métodos convencionais de tratamento para remoção do 2,4 DCP , os quais incluem 

extração, adsorção em matrizes sólidas, oxidação química ou bacteriana, processos oxidativos 

avançados entre outros (BRATKOVSKAJA; VIDZIUNAITE; KULYS, 2004), oferecem 

desvantagens em relação a custo, eficiência e geração de subprodutos perigosos (VILLEGAS 

et al., 2016). A degradação enzimática de fenóis em formas menos tóxicas tem sido sugerida 

para o tratamento, assim diversas enzimas que catalisam a oxidação de fenóis têm sido 

utilizadas para este fim como a enzima HRP (ISPAS et al., 2010), mas devido seu alto custo 

para uso em escala industrial, enzimas alternativas vem sendo estudadas com esta finalidade. 

Neste contexto, a raiz yacon (Smallanthus sonchifolius) se evidencia, nativa dos Andes e 

cultivada por seus tubérculos é utilizada em sua maioria na forma de alimentação, inclusive na 

América do Sul, a qual chama atenção por seu fácil cultivo e adaptabilidade a diferentes climas 

(PERUSSELLO et al., 2015; VALENTOVÁ, K. ULRICHOVÁ, 2003). Além do mais, a 

utilização de enzimas na forma imobilizada confere diversas vantagens ao tratamento, pois a 

matriz sólida atua como proteção para a enzima contra fatores extremos de pH e temperatura, 

ainda sendo possível seu reuso no processo, atribuindo uma maior eficiência e baixo custo ao 

tratamento (UMANG J. TRIVEDI, 2006). 

Após o procedimento de bioconversão dos compostos fenólicos, é essencial a avaliação 

toxicológica do tratado, as espécies mais utilizadas para isto são a Lactuca sativa e Allium cepa, 

na fitotoxicidade e citotoxicidade respectivamente, devido ao seu fácil manuseio, baixo custo e 

sensibilidade a produtos químicos, podendo ser aplicadas em uma série de contaminantes, 

inclusive os derivados fenólicos (SOUZA, 2020). 

Destaca-se que não há estudos sobre a bioconversão do 2,4 DCP a partir do uso da 

peroxidase de yacon imobilizada, assim, o presente trabalho teve como objetivo avaliar a 

aplicação da peroxidase da yacon para bioconversão de efluente contendo 2,4 DCP e avaliar a 

toxicidade da água tratada. 
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4.2 MATERIAIS E MÉTODOS 

 

4.2.1 Aplicação da YPP imobilizada no tratamento de efluente sintético 

 

 A partir destes resultados será possível identificar as condições ideais de tratabilidade, 

bem como o efeito de cada variável na remoção do 2,4 DCP. 

 

4.2.1.1 Determinação da concentração de 2,4 diclorofenol 

 

Para determinação de 2,4 DCP presente nas amostras, em um vial de vidro de 10mL 

foram adicionados 3mL de água destilada; 120µL da amostra; 50µL de uma solução tampão de 

amônio de pH 10; 50µL de persulfato de sódio (Na2S2O8 50g L-1); e 50µL de 4-aminoantipirina 

(C11H13N3O 20g L-1), nesta sequência. Após 10 minutos de reação, a leitura foi realizada em 

espectrofotômetro UV-vis (Merck; Modelo Prove 100)., a um comprimento de onda de 504nm 

(APHA, 2005).  

 

4.2.1.2 Cinética de bioconverção do 2,4 diclorofenol 

 

A avaliação da bioconversão de 2,4 DCP no tempo, mediada pela YPP imobilizada, foi 

realizada por meio da aplicação de diferentes concentrações de cápsulas (0; 0,3; 0,65; 1; 1,3; 

1,65 e 2g úmida) em um efluente sintético com concentração inicial de 50 mg/L de 2,4 DCP e 

pH 7, ajustado por meio de tampão fosfato de potássio (100 mM). Alíquotas do efluente foram 

mantidas em agitação orbital em equipamento tipo shaker, sob temperatura de 20 °C. O início 

da contagem do tempo se deu com a adição do peróxido de hidrogênio (0,63 mM), amostras 

foram coletadas nos tempos de 0, 60, 120, 240 e 360 minutos e, em seguida, conduzidas para 

determinação da concentração remanescente de 2,4 DCP por meio de análise colorimétrica, de 

acordo com o método 5530 D (APHA, 2005), em espectrofotômetro UV-vis (Merck; Modelo 

Prove 100). Os resultados foram expressos por meio da relação entre a concentração inicial de 

2,4 DCP no efluente (C0) e a concentração remanescente ao final dos intervalos de tempo 

avaliados (C). 
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4.2.1.3 Influência do pH e da temperatura na bioconversão do 2,4 diclorofenol 

 

 Para análise de influência do pH na atividade enzimática imobilizada, relativa ao 

substrato pirogalol, utilizou-se tampão Mcllvaine (ácido citríco 0,1 M / fosfato de sódio 0,2 M) 

para pHs 3 e 6,8 e tampão glicina de Sorensen (glicina 0,1 M / cloreto de sódio 0,1 M e 

hidróxido de sódio 0,1 M) para os valores de pH 10 e 13, esses valores foram escolhidos para 

abranger uma faixa de pH intermediário e extremo, desta foram, os pH’s foram corrigidos para 

os valores na mistura de 50mL de 2,4 DCP 50mg Ll-, foram adicionados a enzima imobilizada 

e o H2O2 em diferentes Erlenmeyers e depois de 6h no Shaker a 110 rpm foi coletado amostras 

em triplicata e analisado a concentração de 2,4 DCP remanescente, conforme descrito no item 

4.2.1.2. E os resultados foram expressos por meio da relação entre a concentração inicial de 2,4 

DCP no efluente (C0) e a concentração remanescente ao final dos intervalos de tempo avaliados 

(C). 

 A análise de influência da temperatura foi determinada a partir da mistura de 50mL de 

2,4 DCP 50mg Ll-, a enzima imobilizada e o H2O2 em um Erlenmeyer em diferentes 

temperaturas (20; 40; 60 e 80°C) até que atingisse o equilíbrio térmico, depois de 6h no Shaker 

a 110 rpm foi coletado amostras em triplicata e analisado a concentração de 2,4 DCP, conforme 

descrito no item 4.2.1.2. E os resultados foram expressos por meio da relação entre a 

concentração inicial de 2,4 DCP no efluente (C0) e a concentração remanescente ao final dos 

intervalos de tempo avaliados (C). 

 

4.2.1.4 Influência da concentração de H2O2 na bioconversão de 2,4 diclorofenol 

 

Além dos efeitos do peróxido de hidrogênio na velocidade inicial da reação, também se 

avaliou o efeito de diferentes concentrações (0; 0,25; 0,50; 0,63 e 1 mM) no resultado do 

efluente tratado. Para isso, em efluente sintético (2,4 DCP 50 mg/L e pH 7,0) foi adicionada as 

cápsulas com a YPP imobilizada e por fim o H2O2. A solução foi mantida em agitação orbital 

em equipamento tipo shaker (20 °C) por 6h. Ao término do período, amostras foram coletas e 

conduzidas para análise da concentração remanescente de 2,4 DCP, conforme descrito no item 

4.2.1.2. Os resultados foram expressos por meio da relação entre a concentração inicial de 2,4 

DCP no efluente (C0) e a concentração remanescente ao final dos intervalos de tempo avaliados 

(C). 
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4.2.1.5 Avaliação de potencial de reuso das cápsulas 

 

Para determinar o número de ciclos pelos quais as cápsulas de alginato de sódio com a 

peroxodase imobilizada podem ser reutilizadas para bioconversão de 2,4 DCP da água, 1,65g 

de cápsulas úmidas foram inseridas em Erlenmeyers de 125mL, para onde posteriormente, 

foram transferidos 50mL das soluções do contaminante na concentração de 50mg L-1. Na 

sequência, os Erlenmeyers foram vedados com parafilm e mantidos em agitação a 21°C e 

110rpm, por 24 h. Cada condição foi realizada em triplicata. Após o término do período de 

contato, a concentração inicial e final de 2,4 DCP foi analisada conforme os procedimentos 

descritos no item 4.2.1.2. As cápsulas utilizadas no ciclo anterior, foram reinseridas em 

Erlenmeyers limpos, e 50mL de soluções novas de 50mg L-1 de 2,4 DCP foram transferidos aos 

recipientes. O mesmo procedimento foi seguido até a saturação das cápsulas, momento em que 

não havia mais diferença na concentração de 2,4 DCP antes e após o tratamento.  

 

4.2.2 Processo contínuo 

 

Com o objetivo de simular um processo contínuo para a bioconversão da água contendo 

o 2,4 DCP na concentração de 50mg L-1, por meio do contato direto com a peroxidase 

imobilizada nas cápsulas de alginato de sódio, foram utilizadas 6 g de cápsulas úmidas, 

inseridas em uma coluna de vidro de 8 mL, a qual foi acoplada a uma bomba de infusão 

peristáltica linear, na posição vertical. A vazão de bombeamento da água contaminada foi 

programada para 8mL h-1. Antes do início do processo de bombeamento da água contaminada 

para a coluna, foi realizada a purga do equipamento. Alíquotas da solução de saída foram 

retiradas a cada 24 h, com duração total de 144 horas (6 dias). As amostras foram divididas em 

3 quartis de 48 horas cada, os quais foram utilizados para os testes de toxicidade. A 

concentração de 2,4 DCP foi analisada conforme a descrição do item 4.2.1.2, os resultados 

foram expressos por meio da relação entre a concentração inicial de 2,4 DCP no efluente (C0) 

e a concentração remanescente ao final dos intervalos de tempo avaliados (C). 

Após o término do ensaio, o mesmo procedimento foi novamente realizado, no entanto, 

foi bombeada água destilada no lugar da água contaminada, representando o branco da amostra 

e objetivando a análise de possível toxicidade das cápsulas. 
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4.2.3 Ensaio de fitotoxicidade utilizando sementes de (Lactuca sativa L. var. Buttercrunch) 

 

Para o ensaio de fitotoxicidade, foram utilizadas sementes de alface (Lactuca sativa L. 

var. Buttercrunch) com 100% de germinação e 99,9% de pureza (Feltrin® Sementes). O teste 

foi executado conforme o método “Seed Germination/ Root Elongation Toxicity Test” 

(UNITED STATES ENVIRONMENTAL PROTECTION AGENCY, 1996). Foi utilizada uma 

série de cinco placas de Petri contendo uma camada de papel filtro, previamente esterilizadas, 

para cada tratamento. Os tratamentos considerados neste ensaio foram: controle (água 

destilada), água contaminada com 2,4 DCP, água resultante da bioconversão contínua do 2,4 

DCP pela peroxidase imobilizada, e água destilada obtida no fluxo contínuo, chamadas soluções 

teste. 

Em cada placa, foram dispostas 5 sementes espaçadas uniformemente (25 sementes por 

tratamento) e 2 mL da respectiva solução teste. As placas foram envoltas por filme plástico e 

incubadas sob temperatura controlada (22 °C), em ambiente escuro, por cinco dias. Após este 

período, o número médio de sementes germinadas (𝐺𝑆̅̅̅̅ ) foi verificado e o comprimento médio 

da raiz (𝑅𝐿̅̅̅̅ ) e do caule (𝑆𝐿̅̅ ̅) foi determinado no Software ImageJ 5.3c. Estas variáveis 

possibilitaram o cálculo dos parâmetros percentuais de Efeito de Germinação (GE), Inibição do 

Crescimento da Raiz (RGI), Inibição do Crescimento do Caule (SGI) e Índice de Germinação 

(GI), conforme as equações (2), (3), (4) e (5), respectivamente.  

 

𝐺𝐸(%) =
𝐺𝑆̅̅̅̅

𝑁º 𝑡𝑜𝑡𝑎𝑙 𝑑𝑒 𝑠𝑒𝑚𝑒𝑛𝑡𝑒𝑠
× 100 Equação (2) 

     

𝑅𝐺𝐼(%) =
𝑅𝐿̅̅̅̅ 𝑐𝑜𝑛𝑡𝑟𝑜𝑙𝑒 − 𝑅𝐿̅̅̅̅ 𝑡𝑟𝑎𝑡𝑎𝑚𝑒𝑛𝑡𝑜

𝑅𝐿̅̅̅̅ 𝑐𝑜𝑛𝑡𝑟𝑜𝑙𝑒
× 100 Equação (3) 

 

𝑆𝐺𝐼(%) =
𝑆𝐿̅̅ ̅𝑐𝑜𝑛𝑡𝑟𝑜𝑙𝑒 − 𝑆𝐿̅̅ ̅𝑡𝑟𝑎𝑡𝑎𝑚𝑒𝑛𝑡𝑜

𝑆𝐿̅̅ ̅𝑐𝑜𝑛𝑡𝑟𝑜𝑙𝑒
× 100  Equação (4) 

 

𝐺𝐼(%) =
𝑅𝐿̅̅̅̅ 𝑡𝑟𝑎𝑡𝑎𝑚𝑒𝑛𝑡𝑜 × 𝐺𝑆̅̅̅̅ 𝑡𝑟𝑎𝑡𝑎𝑚𝑒𝑛𝑡𝑜

𝑅𝐿̅̅̅̅ 𝑐𝑜𝑛𝑡𝑟𝑜𝑙𝑒 × 𝐺𝑆̅̅̅̅ 𝑐𝑜𝑛𝑡𝑟𝑜𝑙𝑒
× 100 Equação (5) 
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4.2.4 Ensaio de citotoxicidade em cebolas (Allium cepa) 

 

Para o ensaio de citotoxicidade, os bulbos de cebolas (2n = 16 cromossomos) utilizados 

no teste foram adquiridos no comércio local de Lages - SC. Para o ensaio, foram selecionados 

bulbos com diâmetro aproximado de 2,5 cm. Inicialmente, as cascas externas marrons e as 

raízes secas do anel primordial dos bulbos foram cuidadosamente removidas. Os bulbos prontos 

foram mantidos mergulhados em água para evitar ressecamento (FISKESJÖ, 1985; FISKESJÖ; 

LASSEN; RENBERG, 1981). Os bulbos retirados da água foram secos em uma macia camada 

de papel e imediatamente transferidos para um suporte de crescimento contendo cavidades 

individuais, preenchidas por água destilada, para o desenvolvimento inicial das raízes. Após 48 

h de desenvolvimento, com troca diária da água, foi realizada a alteração da água pelas soluções 

teste e os bulbos foram mantidos em contato com estas por mais 24 h, de acordo com descrito 

por Haq et al. (2017). Para cada tratamento foi utilizada uma série de três bulbos. As soluções 

testes foram preparadas previamente e armazenadas a 4 °C durante o experimento. Antes do 

uso, as soluções foram estabilizadas em temperatura ambiente por uma hora (FISKESJÖ, 1985). 

Depois de 24 h em contato com as soluções teste, foi realizada a preparação de lâminas para 

avaliação em microscópio. Para cada um dos três bulbos, crescidos em cada amostra, uma ponta 

da raiz foi retirada e um total de três lâminas por tratamento foram elaboradas.  As lâminas 

foram preparadas por meio da fixação e lise das raízes em uma mistura de 9 partes de ácido 

acético 45% e 1 parte de ácido clorídrico 1N a 50 °C por 5 min, seguidas de esmagamento com 

solução de orceína acética a 2% (FISKESJÖ, 1985). Desta forma, as células da raiz de cada 

cebola foram avaliadas em microscópio ótico, a uma magnitude de 400X, de modo que a 

contagem das células em divisão celular pôde ser realizada, por meio da análise de imagens 

capturadas pelo Software ZEN – ZEISS Efficient Navigation (FISKESJÖ, 1985; HAQ et al., 

2017). Para a determinação do Índice Mitótico (IM) foram marcadas entre 300 e 500 células 

por lâmina, e o cálculo seguiu como descrito pela equação (6) (FISKESJÖ, 1985; HAQ et al., 

2017). 

 

𝐼𝑀(%) =
𝐴

𝐵
× 100 Equação (6) 

 

Onde A é o número total de células em divisão (prófase, pró-metáfase, metáfase, anáfase 

e telófase), dado em unidade e B é o número total de células contadas por condição, dado em 

unidade. 
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4.2.5 Análise estatística dos dados experimentais 

 

Os experimentos foram realizados em triplicatas. A análise estatística dos resultados 

experimentais foi realizada por meio do teste de Tukey, onde foram comparados os valores das 

médias, aplicando a regressão dos dados serão verificados os efeitos isolados e de interação 

entre as variáveis, indicando o nível de 95% de confiabilidade. O software SigmaPlot 12.0 

(Systat) foi utilizado para executar os cálculos necessários. 

 

4.3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

4.3.1 Cinética de bioconversão do 2,4 diclorofenol 

 

 As massas das cápsulas de alginato contendo a YPP imobilizada via EDC/NHS que 

levaram aos melhores resultados de bioconversão foram 1,65g e 2g de cápsulas (Figura 14), 

com índices de bioconversão do 2,4 DCP de 70,42% e 70,61%, respectivamente, ao final de 

360 min de reação (as curvas estão sobrepostas). Desta forma, para as demais etapas do estudo, 

foi utilizada 1,65g de cápsulas contendo a YPP imobilizada, devido à estatística mostrar que 

não há diferença significativa (P > 0,05) entre as conversões quando usado 1,65g e 2g. Ainda, 

a menor quantidade de enzima, pode afetar no custo do tratamento, tornando-o mais barato, 

embora este estudo de custos ainda não seja o objeto da pesquisa. O tempo de reação foi fixado 

em 360 minutos.  
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Figura 14 - Influência da massa das cápsulas de alginato com YPP imobilizada via EDC/NHS 

na bioconversão de 2,4 DCP ao longo do tempo 

 
Fonte: Elaborado pela autora (2021). 

 

4.3.2 Influência do pH e temperatura na bioconversão de 2,4 diclorofenol 

 

Para influência do pH na bioconversão do 2,4 DCP (solução de 50 mg L-1), cujos perfis 

estão mostrados na Figura 15, a maior bioconversão foi observada em pH 6,8, com valor de 

74% e estatisticamente diferente (P < 0,05), dos demais. A bioconversão em meio de pH 2 

apresentou o menor valor, abaixo de 40%. Verifica-se que, embora a faixa de pH de máxima 

atividade da YPP imobilizada seja de 8 a 13 (determinado anteriormente), para a conversão do 

2,4 DCP, o pH 6,8 apresentou o melhor resultado. Isso justifica-se devido a diferença dos 

substratos, pois para a faixa de pH de 8 a 13, o substrato utilizado foi o considerado padrão para 

peroxidases (pirogalol) e, nesta etapa, o substrato passa a ser o 2,4 DCP, o que muda as 

características bioquímicas da enzima.  
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Figura 15 – Influência do pH na bioconversão de 2,4 DCP pela YPP imobilizada em cápsulas 

de alginato via EDC/NHS 

 
Fonte: Elaborado pela autora (2021). 

 

Para a influência da temperatura na bioconversão 2,4 DCP (solução de 50 mg L-1), cujos 

perfis estão mostrados na Figura 16, verifica-se que o melhor resultado foi obtido nas 

temperaturas de 20ºC e 40ºC, com aproximadamente 90%, sendo os valores de remoção iguais 

estatisticamente (P > 0,05). Para 60ºC, a YPP imobilizada também apresentou bioconversão 

satisfatória, chegando a 70%. Esta queda na bioconversão, quando o meio reacional é submetido 

60ºC, pode ser justificada pela perda de estabilidade da enzima, nesta temperatura (avaliada 

anteriormente). Os resultados da influência da temperatura, aliados ao pH 6,8, oportunizam a 

sua aplicação em tratamentos de águas contaminadas com 2,4 DCP in situ e ex-situ.  
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Figura 16 – Influência da temperatura na bioconversão de 2,4 DCP pela YPP imobilizada em 

cápsulas de alginato via EDC/NHS 

 
Fonte: Elaborado pela autora (2021). 

 

 Em estudo anterior, realizado com a YPP livre, foram obtidos resultados similares de 

pH e temperatura para a bioconversão de 2,4 DCP, sendo pH7 e 37,5ºC (SOUZA, 2020). Para 

a peroxidase de soja (Glycine max), foi relatado melhor pH em 6,5 e 50°C para remoção do 2,4 

DCP (FERNANDES et al., 2020). 

 

4.3.3 Influência da concentração de H2O2 na bioconversão de 2,4 diclorofenol 

 

Para influência da concentração de H2O2 na bioconversão do 2,4 DCP (solução de 50 

mg L-1), cujos perfis estão mostrados na Figura 17, verifica-se que 0,25 e 0,50 mM de H2O2 

proporcionaram as maiores bioconversões, com resultados iguais estatisticamente entre si (P > 

0,05) e acima de 80%. Souza (2020), para a YPP livre obteve a maior bioconversão do 2,4-DCP 

com 0,63 mM de H2O2. Para as demais concentrações testadas (exceto o experimento com 

ausência de H2O2), verifica-se que houve bioconversão, porém, menor. Verifica-se também que 

as maiores bioconversões foram obtidas para as menores concentrações de H2O2, o que 

demonstra que o excesso deste substrato pode inibir a enzima e prejudicar o processo, além de 

torná-lo mais oneroso. 
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Figura 17 – Influência da concentração de H2O2 na bioconversão de 2,4 DCP pela YPP 

imobilizada em cápsulas de alginato via EDC/NHS 

 
Fonte: Elaborado pela autora (2021). 

 

4.3.4 Reuso das cápsulas na bioconversão de 2,4 diclorofenol 

 

 As condições do teste de reuso das cápsulas de alginato com a YPP imobilizada via 

EDC/NHS foram: 50 mg L-1 de 2,4 DCP 1,65g de cápsulas, 50 mM de H2O2, pH 6,8 e 40°C. 

Os resultados de concentração de 2,4 DCP remanescentes (após cada ciclo) e o equivalente 

percentual em remoção estão mostrados na Tabela 3. 

 

Tabela 3 - Concentração remanescente de 2,4 DCP e equivalente em bioconversão para cada 

ciclo de reuso das cápsulas de alginato com YPP imobilizada via EDC/NHS 

Ciclos 
2,4 DCP (50mg 

L-1) 

Equivalente em 

bioconversão (%) 

1º 12,07 ± 0,32 75,86 

2º 30,10 ± 0,20 39,80 

3º 40,16 ± 0,80 19,68 

4° 47,24 ± 0,13 5,52 

Fonte: Elaborado pela autora (2021). 

 

Os resultados demonstram que há possibilidade de reuso das cápsulas com a YPP 

imobilizada, contudo, ocorre perda do percentual de bioconversão ao longo dos ciclos. A 
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recomendação é de reuso por 2 ciclos devido a perda da capacidade catalítica da enzima. O 

aspecto visual dos meios reacionais, antes e após a bioconversão do 2,4 DCP pela YPP 

imobilizada estão mostrados na Figura 18. 

 

Figura 18 - Aspecto visual dos meios reacionais, antes e após a bioconversão do 2,4 DCP pela 

YPP imobilizada em cápsulas de alginato via EDC/NHS 

  
Nota: a) Meio reacional sem tratamento; b) 1° ciclo de tratamento com YPP imobilizada; c) 2° ciclo de tratamento 

com reuso da YPP imobilizada; d) 3° ciclo de tratamento com reuso da YPP imobilizada. Fonte: Elaborado pela 

autora (2021). 
 

4.3.5 Processo Contínuo de tratamento de 2,4 DCP com a YPP imobilizada 

 

Os resultados do processo de tratamento de 2,4 DCP operado em fluxo contínuo e com 

uso da YPP imobilizada, estão mostrados na Figura 19, expressos pela relação entre a 

concentração final e inicial do 2,4 DCP no decorrer de 144 h.  
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Figura 19 – Processo de tratamento de 2,4 DCP operado em fluxo contínuo e com uso da YPP  

imobilizada em cápsulas de alginato. 

 
Fonte: Elaborado pela autora (2021). 

 

 Ao longo do tempo do experimento, a relação de C/Co aumentou de forma progressiva, 

a concentração inicial de 2,4 DCP era de 48,705 ± 0,367mg L-1. Este aumento pode ser 

justificado pela possível saturação das cápsulas de alginato com a YPP imobilizada via 

EDC/NHS. O processo contínuo demonstra a simulação de um processo real de tratamento. 

Assim, é possível constatar que a YPP imobilizada apresenta grande potencial de uso, 

mantendo, ao longo de três dias, aproximadamente 50% de remoção do 2,4 DCP. 

 

4.3.6 Fitotoxicidade do meio reacional antes e após a bioconversão com a YPP imobilizada 

 

No ensaio de fitotoxicidade foi utilizado os três quartis resultantes do processo de fluxo 

contínuo, por meio de sua passagem em fluxo ascendente pela coluna de cápsulas de YPP 

imobilizada. As concentrações de 2,4 DCP de cada quartil estão na Tabela 4. O ensaio foi então 

realizado com água destilada, chamado controle, a água contendo o 2,4 DCP (50 mg L-1), os 

três quartis e água destilada que também ficou em fluxo contínuo na presença das cápsulas de 

YPP imobilizada. 
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Tabela 4 - Concentração de 2,4 DCP nos quartis resultantes do processo em fluxo contínuo e  

uso da YPP imobilizada em cápsulas de alginato  

Quartil Concentração de 2,4-DCP (mg L-1) 

1º 12,324±0,297 

18,818±0,738 

25,365±0,513 

2º 

3º 
Fonte: Elaborado pela autora (2021). 

 

 Os resultados do ensaio de fitotoxicidade estão mostrados na Tabela 5. Para o efeito de 

germinação, a água contendo o 2,4 DCP foi a que apresentou o menor percentual, e para as 

demais soluções teste, todos os resultados ficaram acima de 90%. Para inibição do crescimento 

da raiz somente o grupo controle não apresentou toxicidade, já para inibição de crescimento do 

caule, grupo controle, H2O e 1° quartil não conferiram toxicidade ao caule. Já para índice de 

germinação somente os grupos controle (100%) e H2O (quase 90%) obtiveram bons resultados. 

 

Tabela 5 – Resultados do ensaio de fitotoxicidade utilizando sementes de alface (Lactuca 

sativa L. var. Buttercrunch). 

 Controle B 1Q 2Q 3Q H2O 

Efeito de Germinação 

(%) 
94,00 86,00 90,00 100,00 96,00 100 

Inibição do 

Crescimento 

da Raiz (%) 

0,00 52,219 26,622 48,002 72,992 15,836 

Inibição do 

Crescimento 

do Caule (%) 

0,00 34,370 0,00 20,06 72,99 0,00 

Índice de 

Germinação 

(%) 

100,00 43,714 68,694 55,312 27,581 89,537 

Nota: 1Q, 2Q e 3Q correspondem às amostras dos quartis do fluxo contínuo com 2,4 DCP e H2O a água destilada 

que ficou em contato com as cápsulas imobilizadas submetida a fluxo contínuo. Fonte: Elaborado pela autora, 

2021. 

 

 Ao analisar os resultados de sementes germinadas, comprimento do caule e da raiz 

(Tabela 6), a resposta obtida para o número de sementes germinadas foi acima de 9,0 para todos 

os grupos de tratamento em exceto para o bruto, porém nenhum tratamento diferiu 

estatisticamente entre si (P > 0,05). Para o comprimento do caule e da raiz o bruto e o 3° quartil 

(3Q) tiveram os menores valores, os quais condiz com os resultados encontrados na tabela 

anterior. Grupo controle, H2O e 1° quartil não possuíram diferença estatística (P > 0,05) para o 

comprimento do caule e da raiz. O aspecto visual das sementes após o ensaio de fitotoxicidade 

estão mostrados na Figura 20. 
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Tabela 6 – Número de sementes germinadas e desenvolvimento da raiz e caule 

 Controle B 1Q 3Q 2Q H2O 

Semente 

Germinadas 
9,4±0,5a 8,6±1,5a 9,0±0,4a 9,2±0,5a 10,0±0,0a 10,0±0,0a 

Comprimento 

do Caule 
1,8±0,7ab 1,2±0,6cd 1,8±0,8a 1,0±0,5d 1,4±0,6bc 1,9±0,7a 

Comprimento 

da Raiz 
2,6±1,3ab 1,2±0,7c 1,9±1,0b 0,7±0,4d 1,3±0,6c 2,2±1,1a 

Nota: 1Q, 2Q e 3Q correspondem às amostras dos quartis do fluxo contínuo com 2,4 DCP e H2O a água destilada 

que ficou em contato com as cápsulas imobilizadas submetida a fluxo contínuo. Fonte: Elaborado pela autora, 

2021. 

**Letras diferentes nas linhas indicam que, no nível de significância de 5%, há diferença significativa entre as 

médias. Letras iguais nas linhas indicam que, no nível de significância de 5%, não há diferença significativa entre 

as médias. 

  

Figura 20 – Sementes germinadas de alface (Lactuca sativa L. var. Buttercrunch) após efeito 

dos tratamentos 

 

a) b)

c) d)

e) f)  
Nota: a) controle da amostra; b) água contendo o 2,4 DCP; c) primeiro quartil do fluxo contínuo; d) segundo 

quartil do fluxo contínuo; e) terceiro quartil do fluxo contínuo; f) H2O proveniente do processo em fluxo contínuo 

realizado com água destilada no lugar da solução de 2,4 DCP. Fonte: Elaborado pela autora (2021). 
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4.3.7 Ensaio de citotoxicidade do meio reacional antes e após a bioconversão com a YPP 

imobilizada 

 

O ensaio de citotoxicidade, utilizando Allium cepa, foi realizado com água destilada, 

chamado controle, a água contendo o 2,4 DCP (50 mg L-1), os três quartis (cujas concentrações 

de 2,4 DCP estão mostrados na Tabela 4 e água destilada que também ficou em fluxo contínuo 

na presença das cápsulas de YPP imobilizada. De acordo com o índice mitótico, mostrado na 

Tabela 7, as concentrações remanescentes de 2,4 DCP nos quartis que foram tratados com as 

cápsulas de YPP imobilizada, geraram toxicidade para as cebolas, pois mesmo uma alteração 

pequena de 2,4 DCP já causa grande diferença no desenvolvimento e em suas células. O 1° 

quartil obteve um índice mitótico similar ao controle, mesmo assim, somente o grupo controle 

e H2O não tiveram diferença estatatística entre si (P>0,05), os outros grupos todos diferiram 

estatisticamente. 

 

Tabela 7 – Índice mitótico das raízes de A. cepa após exposição aos diferentes tratamentos. 

Tratamento 𝑴𝑰 (%) 

Controle 66,63 ± 1,66a 

Bruto 23,13 ± 0,80e 

1Q 59,71 ± 1,22b 

2Q 41,24 ± 2,69c  

3Q 28,41 ± 1,03d 

H2O  68,84 ± 1,1a 

Nota: Médias seguidas da mesma letra não apresentam diferença estatística significativa pelo teste de Tukey 

(p<0,05). Fonte: Elaborado pela autora (2021). 

 

 Na Figura 21 estão mostradas as microscopias das células após o contato das raízes com 

os respectivos tratamentos (soluções testes). Pode-se observar nas figuras o aspecto das células 

e fases de mitose, na figura 21b, que tiveram contato com a água contendo o 2,4 DCP, observa-

se as células que mais diferem do grupo controle e quase não apresentam mitose. 
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Figura 21 – Microscopias das células de Allium cepa submetidas as soluções testes antes e 

após a bioconversão do 2,4-DCP com a YPP imobilizada. 

 

 

 
Nota: a) controle da amostra; b) água contendo o 2,4 DCP; c) primeiro quartil do fluxo contínuo; d) segundo 

quartil do fluxo contínuo; e) terceiro quartil do fluxo contínuo; f) H2O proveniente do processo em fluxo contínuo 

realizado com água destilada no lugar da solução de 2,4 DCP. Fonte: Elaborado pela autora (2021). 
 

 Além das microscopias, é possível observar o efeito que cada solução teste desencadeou 

no desenvolvimento das cebolas Allium cepa (Figura 22), onde se percebe a similaridade entre 
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o grupo controle e H2O como foi observado no índice mitótico e menor comprimento e 

quantidade das raízes do B (água contendo o 2,4 DCP) seguido pelo 3Q (terceiro quartil).  

 

Figura 22 – Desenvolvimento das cebolas (Allium cepa) submetidas as soluções teste antes e 

após a bioconversão do 2,4 DCP com a YPP imobilizada 

 
Nota: C é o controle da amostra; B é a água contendo o 2,4 DCP; 1Q é o primeiro quartil; 2Q é o segundo quartil; 

3Q é o terceiro quartil; H2O é proveniente do processo em fluxo contínuo realizado com água destilada no lugar 

da solução de 2,4 DCP. Fonte: Elaborado pela autora (2021). 
 

4.4 CONCLUSÃO 

 

 Os resultados alcançados com a utilização da YPP imobilizada em cápsulas de alginato 

na bioconversão de 2,4 DCP demonstram a necessidade de definição, por meio de ensaios 

experimentais, dos parâmetros que maximizam a conversão, levando a maior eficiência para o 

processo de tratamento de efluentes. A YPP imobilizada apresentou melhor bioconversão do 

substrato em pH 6,8 e 40°C, condições que favorecem a aplicação no tratamento de efluentes 

reais e na biorremediação, ex situ. Segundo os ensaios de toxicidade pode-se constatar que o 

efluente tratado com a YPP imobilizada, junto com as cápsulas conferiu toxicidade ao meio. A 

bioconversão de poluentes emergentes por meio do uso de enzimas é algo a ser explorado e, 

assim como para o 2,4 DCP, a YPP apresenta um potencial de aplicação para várias outras 

moléculas classificadas como fenólicas, presentes em efluentes industriais e em águas 

superficiais. 
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5 CONSIDERAÇÕES FINAIS 

 

 Com os resultados obtidos neste trabalho, pode-se constatar que a YPP imobilizada em 

cápsulas de alginato via EDC/NHS é efetiva na bioconversão de compostos fenólicos e possui 

características viáveis para sua utilização em processos de tratamento de efluentes, por 

apresentar condições de uso e armazenamento fáceis de serem aplicadas no tratamento de 

efluentes industriais. Desta forma, é importante que sejam realizados mais estudos com intuito 

de otimizar os processos de imobilização e de confecção das cápsulas para que se possa obter 

uma maior resistência, viabilizando assim mais ciclos de reuso das cápsulas contendo a YPP 

imobilizada e mais afinidade a íons metálicos. Em conclusão, destaca-se que o uso da 

peroxidase da casca da raiz yacon na forma imobilizada se evidencia como uma alternativa para 

processos que envolvam biocatálise e na bioconversão de compostos fenólicos em efluentes. 

 

A seguir são apresentadas algumas sugestões para próximos trabalhos, considerando os 

resultados obtidos neste estudo: 

 

• Avaliar possíveis melhoras no processo de imobilização, para potencializar os ciclos de 

reuso das cápsulas com YPP imobilizada; 

• Avaliar possíveis melhoras nas cápsulas com a YPP imobilizada para que não haja 

toxicidade no efluente tratado; 

• Avaliar a influência de outros íons metálicos, buscando encontrar algum que intensifique 

a atividade da YPP imobilizada;  

• Aplicar a YPP imobilizada em diferentes efluentes reais contendo fenol e outros efluentes, 

por exemplos têxtis;  

• Adequar a utilização da YPP imobilizada com o processo real de tratamento de uma 

indústria, buscando gerar um efluente tratado que se enquadre nas normas. 
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