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1. PROJETO DE PESQUISA: “Aplicações de Ressonância Magnética Eletrônica 
ao Estudo de Sistemas de Interesse Biológico” 

 

As membranas biológicas são fundamentais para a existência de praticamente todas as formas 

de vida. Elas envolvem células, organelas, vesículas de carga e outras estruturas, definindo seus 

limites e mantendo as diferenças entre os ambientes interior e exterior. Essas biomembranas são 

estruturas de bicamada lipídica altamente dinâmicas que transportam máquinas proteicas fortemente 

reguladas, de grande complexidade e diversidade de funções [1]. As biomembranas participam 

ativamente do ciclo de vida celular, realizando suas atividades em associação com proteínas integrais, 

àquelas que atravessam a bicamada, ou periféricas, àquelas que residem na superfície, de membranas. 

Não surpreendentemente, proteínas da membrana são codificadas por aproximadamente 20‒30% do 

genoma de diferentes organismos [2]. Em conjunto, elas desempenham papéis fundamentais em 

muitos mecanismos biológicos centrais das células vivas, como fornecer energia às células, organizar 

e regular atividades enzimáticas, providenciar meios para tráfico e homeostase, facilitar a transdução 

de informações e até o fornecimento de substratos para a biossíntese e sinalização [3‒7]. 

A despeito dessas funções, todas as membranas biológicas têm uma estrutura geral comum: 

são formadas por um filme hidrofóbico bidimensional muito fino, de aproximadamente 30 Å de 

espessura, composto, principalmente, por moléculas de lipídios e de proteínas, atuando como barreira 

relativamente impermeável à passagem da maioria das moléculas. Além disso, são estruturas 

dinâmicas e fluidas, possuindo alta mobilidade lateral [1]. A bidimensionalidade inerente das 

membranas produz anisotropia, como evidenciada por suas heterogeneidades transversal e lateral [8]. 

Tal propriedade, característica da organização das membranas, é essencial estrutural e funcionalmente.  

Com efeito, as composições de lipídios e de proteínas das faces externa e interna são diferentes umas 

das outras, refletindo assimetria transversal e as distintas funções realizadas nas duas monocamadas. A 

bicamada lipídica pode também apresentar heterogeneidade lateral, onde lipídios e proteínas se 

organizam em domínios ordenados, cujo polimorfismo é essencial para muitas funções celulares que 

acontecem na membrana [9]. 

O conhecimento das propriedades biofísicas das membranas é crucial para a compreensão do 

papel que diferentes lipídios desempenham nos processos vitais nas membranas biológicas, em 

particular, como afetam estrutural e funcionalmente proteínas de membranas. Em muitos casos, o mau 

funcionamento das membranas biológicas, desencadeado por alterações nas propriedades físicas ou 

químicas da bicamada lipídica ou anormalidades funcionais das proteínas da membrana, leva a 

doenças graves [10]. Propriedades físicas da bicamada lipídica como fluidez, curvatura, espessura da 

região apolar, área superficial lipídica, carga superficial, grau de ordenamento molecular, etc., são 

definidas pela composição lipídica da membrana e por sua organização espacial. Tais propriedades 

desempenham um papel ativo na modulação da função celular. O comprimento e o grau de saturação 

das cadeias acila lipídicas, por exemplo, definem a espessura e o grau de empacotamento da região 

hidrofóbica da membrana, podendo modular a função de proteínas mecanossensíveis; o aumento da 
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densidade de lipídios negativamente carregados em certos locais das membranas pode induzir 

interações eletrostáticas com regiões catiônicas de proteínas integrais ou periféricas de membranas; a 

ligação de lipídios específicos como fosfatidilinositol, fosfatidilserina e/ou colesterol a proteínas 

integrais ou periféricas de membranas pode influenciar a heterogeneidade lateral e até a função das 

proteínas; entre outros [11]. Desta forma, a compreensão da correlação entre mudanças estruturais, 

dinâmicas e/ou funcionais de proteínas de membranas com alterações das propriedades biofísicas das 

bicamadas lipídicas é altamente desejável do ponto de vista mecanístico [12−14]. 

O estudo de membranas biológicas é, no entanto, de difícil execução dada a complexidade de 

tais estruturas e a sua obtenção não-trivial. Para suplantar este problema, faz-se uso das chamadas 

membranas modelo, cuja composição simples e de fácil controle permite a investigação de 

propriedades físicas específicas de membranas que mimetizam as das células vivas. A utilização desta 

estratégia permite ao investigador ter controle de diversos parâmetros físicos das membranas como 

composição lipídica, curvatura, nível de hidratação, grau de empacotamento molecular, dinâmicas 

rotacional e translacional, entre outros. 

Uma das grandes vantagens do sistema de interesse neste projeto é que tanto a estrutura 

dinâmica de membranas lipídicas como as interações lipídios-proteínas podem ser estudadas através 

de uma variedade de técnicas biofísicas, como difração de raios‒X, microscopias eletrônica e de força 

atômica, espalhamento de raios‒X a baixo ângulo, calorimetrias de titulação isotérmica e diferencial 

de varredura, fluorescências estática e resolvida no tempo, ressonância plasmônica de superfície, 

monocamadas de Langmuir, infravermelho, dicroísmo circular, ressonância magnética nuclear (RMN) 

e eletrônica (RME), entre outros [15,16]. Cada método físico fornece uma perspectiva diferente do 

sistema e múltiplos métodos são, em geral, necessários para se obter uma visão completa do sistema 

de interesse. Há questões que cada técnica pode responder melhor que outras.  

Em particular, a técnica de RME aliada ao uso de marcadores de spin tem se mostrado uma 

ferramenta biofísica poderosa no estudo da dinâmica estrutural de membranas biológicas e de 

interações lipídios-proteínas [17, 18]. A alta sensibilidade e escala de tempo favorável da técnica de 

RME, combinada com a disponibilidade de marcadores de spin com estruturas muito similares a de 

componentes naturais de biomembranas permitem uma caracterização detalhada de diversos 

parâmetros físicos das bicamadas lipídicas. Adicionalmente, aspectos dinâmicos e estruturais de 

proteínas de membranas reconstituídas em bicamadas lipídicas podem ser determinados por meio da 

metodologia de marcação de spin sítio dirigida (SDSL). Nesta metodologia, uma sonda 

magneticamente ativa é introduzida de forma seletiva em uma região da proteína de interesse através 

da realização de mutação sítio dirigida, na qual um resíduo nativo é trocado por um de cisteína e 

submetido à marcação subsequente com a sonda [19]. De posse da proteína marcada, estudos 

estruturais e funcionais se tornam possíveis pela técnica de RME, cujas contribuições em 

biofísica/bioquímica de proteínas têm sido seminais e das mais variadas [20‒23]. No Brasil, o grupo 
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coordenado pelo Prof. Costa Filho, no qual este professor atuou, tem sido pioneiro na implementação 

da metodologia SDSL-RME [24, 25]. 

No entanto, os espectros de RME de marcadores de spin ligados a lipídios ou proteínas de 

membranas são complexos e podem ser mal interpretados se apenas uma análise superficial é usada. 

Uma maneira bastante conveniente de suplantar tal problema é a de utilizar modelos teóricos para a 

dinâmica de spins baseados na equação estocástica de Liouville no regime de movimentos lentos [26], 

permitindo a quantificação de parâmetros locais que descrevem o entorno da sonda de spin ligada a 

lipídios ou proteínas [27, 28]. A identificação e caracterização de fases lipídicas, a existência de 

domínios líquido ordenados em membranas, o comportamento termotrópico dos lipídios, a existência 

de diferentes conformações proteicas são algumas das contribuições desta metodologia. 

Apesar dos grandes avanços das técnicas de ressonâncias magnéticas nos últimos anos, elas 

ainda não são capazes de fornecer diretamente um quadro atomístico completo da dinâmica e da 

estrutura de proteínas de membranas e bicamadas lipídicas com resoluções temporal e espacial 

suficientes. Portanto, métodos que complementam as informações provenientes dessas técnicas são de 

grande interesse. Métodos computacionais, como as simulações de dinâmica molecular (DM), por 

exemplo, têm se tornado versáteis e cada vez mais confiáveis, sendo particularmente úteis para 

auxiliar nas análises de resultados experimentais provenientes de técnicas que não forneçam resolução 

atômica ou quando estudos experimentais detalhados se tornam difíceis ou até mesmo impossíveis. A 

habilidade de estudar moléculas em detalhe atomístico fornece um número de vantagens sobre as 

técnicas experimentais. Com DM, podemos obter insights cruciais em muitos problemas de interesse 

biológico em escalas de tempo da ordem de picossegundos [29]. Em particular, simulações de DM têm 

sido aplicadas tanto no problema do enovelamento proteico [30], quanto no refinamento das estruturas 

obtidas por RMN [31, cristalografia de raios-X [32] e RME convencional [33] ou pulsada [34]. 

O projeto de pesquisa deste professor engloba duas linhas principais de atuação em problemas de 

interesse biológico que envolvem biomembranas e proteínas integrais ou periféricas de membranas, 

quais sejam: (1) desenvolvimento de sistemas miméticos de membranas biológicas nativas para 

estudos de estrutura, dinâmica e função de proteínas de membranas; e (2) investigação do mecanismo 

de ação de proteínas virais de fusão de membranas. Na seção seguinte, buscamos introduzir de 

maneira objetiva e sucinta os problemas biológicos a serem estudados, a fim de que se possa entender 

que tipo de contribuição as técnicas de RME e DM podem vir a oferecer em cada caso. Não é buscado, 

portanto, uma descrição altamente aprofundada de cada tópico, mas sim uma apresentação básica dos 

pontos julgados relevantes. 

 

1.1. Sistemas biomiméticos de bicamadas lipídicas para estudos de estrutura, dinâmica e 

função de proteínas de membranas 
 

Aproximadamente 30% das proteínas expressas no genoma humano correspondem às 

proteínas da membrana (MP) [2]. Devido à sua localização nas membranas de células, vírus e 
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organelas, as MPs realizam processos complexos importantes na mediação da interação entre as 

células e seu ambiente. Entre suas atribuições, proteínas associadas a membranas atuam como canais 

iônicos, recebem e transmitem sinais através das membranas (receptores), importam ou exportam 

substratos, incluindo metais, açúcares e lipídios (transportadores), além de participar em processos 

enzimáticos, entre outros [35, 36]. Proteínas de membranas também estão associadas a grandes 

complexos dinâmicos, desempenhando papel essencial em processos celulares como a endocitose [37], 

a divisão celular [38, 39] e a migração. Além de desempenharem uma ampla variedade de funções 

celulares, MPs são alvos muito atraentes para o desenho racional de drogas, com quase metade de 

todos os produtos farmacêuticos direcionados a essas proteínas. O interesse farmacológico reside no 

fato de que muitas MPs estão associadas a doenças neurodegenerativas, endócrinas, câncer e isquemia 

[40−47]; outras são alvos para a administração eficiente de medicamentos [48] ou à inibição do 

transporte de drogas [49]. O papel das MPs na resposta imune e resistência a antibióticos também são 

relevantes para o desenvolvimento de agentes antivirais e antibacterianos [50, 51]. Portanto, adquirir 

conhecimento detalhado sobre a estrutura e função das proteínas de membranas em nível molecular é 

de grande importância biomédica. 

No entanto, o estudo de proteínas de membrana apresenta vários desafios como o baixo 

rendimento de sua expressão e a dificuldade de purificação em uma forma química e termicamente 

estável para estudos subsequentes de caracterização biofísica e funcional. Como resultado, nosso 

entendimento da estrutura e função das MPs não conseguiu acompanhar o crescente conhecimento de 

proteínas solúveis, limitando nossa compreensão dos processos biológicos fundamentais e afetando 

nossa capacidade de tratar doenças. 

Um dos aspectos mais complicados no estudo de proteínas de membrana é o de mimetizar a 

bicamada lipídica nativa com o objetivo de manter intactas a estrutura e a função da proteína. O uso de 

detergentes é atualmente a primeira escolha na estratégia de purificação de MPs [52, 53] e permitiu 

que descobertas bioquímicas importantes e pioneiras fossem feitas, principalmente no que concerne à 

estrutura e função das MPs [54−56]. Contudo, atualmente é sabido que detergentes não se apresentam 

como um solvente ideal para proteínas de membranas, pois podem afetar dramaticamente sua 

estrutura, estabilidades química e térmica e função biológica [57–59]. Por serem moléculas altamente 

dinâmicas, detergentes removem lipídios ligados às MPs durante os processos de extração e 

purificação das proteínas, podendo gerar instabilidades estrutural e funcional. Desta forma, novos 

métodos têm sido desenvolvidos para suplantar este problema e com o objetivo de preservar a 

estrutura e função das MPs.  

Uma nova e promissora ferramenta biofísica desenvolvida para mimetizar a bicamada lipídica 

nativa é a utilização de copolímeros anfipáticos de estireno-ácido maléico (SMA). Este polímero 

possui partes alternadas de estireno (hidrofóbico) e ácido maléico (hidrofílico) que são capazes de 

interagir com membranas lipídicas (Figura 1A). Os anéis apolares do estireno se inserem entre as 

cadeias lipídicas, formando uma espécie de “cinta” polimérica que circunda a bicamada lipídica 
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evitando, outrossim, exposição ao solvente da região hidrofóbica dos lipídios [60]. Como resultado, 

são formadas as assim chamadas partículas lipídicas de SMA, ou SMALPs, que são discos de 

lipídios/polímeros de diâmetros em escala nanométrica. Os polímeros de SMA também são capazes de 

solubilizar espontaneamente membranas biológicas nativas, formando, assim, SMALPs nativos 

contendo proteínas de membranas [61−63] (Figura 1B). Estas propriedades levaram a uma rápida 

expansão da utilização destes polímeros em estudos biofísicos e bioquímicos de proteínas de 

membranas, visto que tais proteínas poderiam serem estudadas em seus ambientes lipídicos nativos. 

Desta forma, os polímeros de SMA oferecem um caminho alternativo importante para o isolamento e 

purificação de proteínas de membrana sem a necessidade de utilização de detergentes tradicionais, 

contribuindo, pois, para a manutenção da integridade estrutural e funcional da proteína. Proteínas 

bacterianas, vegetais, fúngicas e de mamíferos foram isoladas, purificadas e estudadas com sucesso 

usando essa nova tecnologia, em bicamadas lipídicas nativas que nunca entraram em contato com 

detergentes [64–70]. O sucesso deste método é evidenciado por um número crescente de publicações 

descrevendo uma variedade de proteínas, podendo ser conferido no site da crescente comunidade 

SMALP (http://www.smalp.net/) e em artigos recentes de revisão [71, 72]. 

 

 
Figura 1. Copolímero de estireno−ácido maléico (SMA) em estudos de proteínas de membranas. (A) A estrutura 

química do SMA consiste de n grupos hidrofóbicos da molécula de estireno acoplados com m grupos hidrofílicos de ácido 

maléico. Os copolímeros tradicionais SMA 2:1 e SMA 3:1 da empresa Polyscope são os mais usados para extração de 

proteínas de membranas devido às suas propriedades intrínsecas como razão molar estireno:ácido maléico apropriada e 

massa molecular relativamente baixa (7,5 a 10,0 kDa). (B) Solubilização da fração da membrana nativa de células através da 

adição de SMA. O polímero aniônico adsorve nas membranas, insere-se na região hidrofóbica e espontaneamente forma 

discos lipídicos de tamanho manométrico contendo diferentes proteínas de membranas, tendo o SMA circundando os discos 

e evitando exposição ao solvente da região hidrofóbica das bicamadas lipídicas. As assim chamadas partículas lipídicas de 

SMA contendo proteínas de membranas (SMALP) são purificadas via cromatografia de afinidade ou de exclusão molecular 

por tamanho (SEC). Figura adaptada da referência [73]. 

 

Outra vantagem da utilização de SMA também reside na possibilidade de preparação de 

amostras de proteínas de membranas purificadas em lipossomos com composições lipídicas 

específicas, ou seja, controladas pelo pesquisador. SMALPs nativos ou formados por lipídios 

sintéticos fornecem um ambiente de bicamada lipídica estável que é bem adequado para estudos 

biofísicos e funcionais de proteínas de membrana através de diversas técnicas biofísicas, sejam 

espectroscópicas, calorimétricas, hidrodinâmicas ou de espalhamento.  
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Vários trabalhos demonstraram o potencial da tecnologia SMA em estudos estruturais de 

membranas intactas e ilustram sua aplicabilidade na resolução de importantes complexos 

proteínas/lipídios. A estrutura do transportador multidroga AcrB em SMALPs nativos foi resolvida a 

3.0 Å de resolução por crio-microscopia eletrônica (cryo-EM) [74]. A estrutura obtida continha 31 

moléculas lipídicas nativas decorando a proteína, ou seja, interações proteína-lipídios nativas foram 

preservadas e puderam ser elucidadas. A estrutura de um complexo de 464 kDa compreendendo a 

proteína Alternative Complex III (ACIII) embebida em nanodiscos nativos e complexada com a 

citocromo c oxidase também foi estudada por cryo-EM [75]. A estrutura, determinada a 3.4 Å de 

resolução, mostrou os resíduos acilados responsáveis pelo transporte de elétrons fotossintéticos, 

grupos heme, aglomerados ferro-enxofre e fosfolipídios nativos, com o SMALP acomodando 6 

unidades da ACIII contendo 48 hélices transmembrana. Aplicações da tecnologia SMA em estudos de 

cristalografia de raios-X [76], espectrometria de massas [77], transferência ressonante de energia 

fluorescente e simulações de dinâmica molecular [78], além das espectroscopias de ressonância 

magnética em suas vertentes eletrônica (RME) [79] e nuclear (RMN) [80], entre outras, também foram 

realizadas com sucesso. 

Uma grande descoberta realizada pelo grupo do Prof. Stanley Opella, da Universidade da 

California, San Diego (UCSD), o qual este professor atuou como pós-doutorando por dois anos, foi o 

da utilização de SMALPs para estudos estruturais de proteínas de membranas através da técnica de 

RMN no estado sólido de amostras orientadas. O diâmetro dos SMALPs pode ser ajustado pela razão 

molar lipídio:SMA (qd). Nanodiscos lipídicos com diâmetro superior a 30 nm, comumentemente 

chamados na literatura de macrodiscos, possuem a capacidade de se orientar no campo magnético do 

espectrômetro de RMN [81]. Alinhamento magnético de moléculas lipídicas é possível graças ao não-

nulo tensor de susceptibilidade diamagnética de bicamadas lipídicas [82]. O recente trabalho do grupo 

publicado na clássica revista Biophysical Journal [83] demonstra a viabilidade em se utilizar 

macrodiscos formados por SMA para estudos de RMN no estado sólido de amostras orientadas. Foi 

demonstrado que, estabelecidas certas condições de qd, temperatura e concentração lipídica, 

macrodiscos de SMA eram estáveis e se alinhavam prontamente com o vetor normal à bicamada 

orientado paralela ou perpendicularmente à direção do campo magnético estático externo do 

espectrômetro de RMN. Os resultados foram obtidos na ausência e na presença da Pf1, uma proteína 

de um bacteriófago constituída por uma hélice transmembrana. A qualidade espectral avaliada pelas 

larguras de linha do 31P dos lipídios e dos sinais de 15N das amidas da proteína nas amostras orientadas 

resultou em um conjunto homogêneo de ressonâncias com larguras de linha dos sinais de 15N da 

ordem de 0,3 ppm, as mais estreitas obtidas até hoje em RMN no estado sólido de amostras orientadas 

[83]. Isso teve um forte impacto dentro do campo de biologia estrutural e vai certamente contribuir 

para superar um grande obstáculo que os pesquisadores que utilizam RMN no estado sólido de 

amostras orientadas enfrentam, que é o de reconstituir, de maneira estável e reprodutível, proteínas de 
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membrana em dois sistemas prévia e frequentemente usados, quais sejam, bicelas alinhadas 

magneticamente ou bicamadas lipídicas alinhadas mecanicamente em placas de vidro suportadas.  

O grupo do Prof. Opella também conseguiu demonstrar que SMALPs nativos contendo a 

proteorodopsina (GpR, do inglês green-absorbing proteorhodopsin), uma proteína contendo sete 

hélices transmembrana e que atua como bomba de prótons em bactérias, também foram capazes de se 

alinhar magneticamente (Figura 2). Apesar destes dados promissores, a adição de lipídios sintéticos 

nos SMALPs nativos foi necessária para se obter amostras magneticamente orientadas. Contudo, a 

largura das linhas espectrais das ressonâncias do 31P e 15N ainda estão aquém do desejado para estudos 

estruturais, em alta resolução, de proteínas de membranas por RMN. O alargamento espectral das 

linhas de ressonância provavelmente está relacionado à não homogeneidade orientacional dos 

SMALPs com relação ao campo magnético e da proteína com relação à bicamada lipídica. As 

possíveis causas para tais problemas podem ser a não homogeneidade do tamanho e da composição 

dos discos lipídicos, incompatibilidade da propriedades físico-químicas das bicamadas lipídicas com 

alinhamento magnético, possível interação GpR−SMA, entre outras. Desta forma, faz-se altamente 

necessária uma investigação mais detalhada das propriedades físicas de SMALPs nativos e 

constituídos por lipídios sintéticos contendo proteínas de membranas e dos mecanismos de formação 

de macrodiscos de SMA e de alinhamento magnético. E a espectroscopia de RME aliada ao uso de 

marcadores de spin pode dar uma contribuição importante e valiosa neste campo.  

 

 

Figura 2. Espectros de RMN no estado sólido de amostras magneticamente orientadas de proteorodopsina 

uniformemente marcada com 15N e incorporadas em nanodiscos lipídicos nativos. (A) Representação esquemática 

de uma amostra magneticamente alinhada de SMALP nativo contendo uma proteína de membrana hipotética, no qual o 

vetor normal à bicamada (n) está orientado perpendicularmente à direção do campo magnético estático externo aplicado 

(B0). (B) Espectro unidimensional de deslocamento químico do 31P dos lipídios da amostra de SMALP contendo GpR e 

obtido na frequência de ressonância de 283 MHz com desacoplamento de 1H e o correspondente (C) espectro 

unidimensional de deslocamento químico do 15N da proteína. O pico ao redor de 11 ppm obtido no espectro de fósforo 

assim como os sinais obtidos no intervalo de deslocamento químico entre 60 e 110 ppm no espectro do 15N são 

indicativos de alinhamento de n e do eixo da proteína perpendicularmente ao campo magnético externo B0, como 

mostrado no item A. 

 

Aplicações da tecnologia SMALP em RME foram demonstradas com sucesso e têm sido 

lideradas pelo grupo do Prof. Gary Lorigan, da Universidade de Miami. Seu grupo tem usado os 

polímeros SMA para caracterização espectroscópica de nanodiscos formados por lipídios sintéticos na 

ausência e na presença de KCNE1, uma proteína constituída por uma hélice transmembrana que 

modula a função de canais de potássio operados por voltagem [84]. Contudo, existe pouca informação 
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a respeito da fluidez e do empacotamento lipídicos nestes sistemas e, principalmente, em SMALPs 

nativos. Adicionalmente, as interações entre os polímeros de SMA e as bicamadas lipídicas assim 

como entre os polímeros e as proteínas embebidas nos SMALPs ainda não foram elucidadas.  

O grupo do Prof. Lorigan também demonstrou a capacidade de orientação de bicelas de 

fosfolipídios nos baixos campos magnéticos dos espectrômetros de RME, notavelmente nas bandas X 

e Q [85‒88]. Contudo, ainda não há informação sobre a habilidade dos macrodiscos de SMA de se 

orientarem nos baixos campos magnéticos das bandas X e Q.  

Desta forma, apesar de grandes avanços na área e de resultados promissores, ainda há muito a 

ser entendido. Em particular, este projeto de pesquisa pretende-se valer dos inúmeros gaps existentes e 

fornecer informações importantes acerca do mecanismo de formação de macrodiscos lipídicos 

sintéticos e nativos, do mecanismo de alinhamento magnético dos SMALPs, do comportamento 

termotrópicos dos discos lipídicos e possível coexistência de fases, da dinâmica estrutural de SMALPs 

de diferentes composições lipídicas e do efeito das interações proteína-lipídios, proteína-polímero e 

lipídio-polímero nas propriedades físicas dos SMALPs. Para isto, iremos nos valer, principalmente, da 

técnica de RME aliada ao uso de marcadores de spin e simulações espectrais e, sempre que necessário, 

de simulações de dinâmica molecular de sistemas proteína/lipídio/polímero para entendermos as 

interações entre os três componentes do sistema. 

Dois sistemas-modelo serão usados: 

1) Peptídeos WALP 

Trata-se de um peptídeo sintético modelo de hélice transmembrana, composto por 

resíduos de triptofano (W), alanina (A) e leucina (L), e cuja estrutura primária variável 

contendo n unidades do dipeptídeo hidrofóbico LA: GWW(LA)nLWWA [89]. Os resíduos 

de triptofano flanqueadores da sequência permitem que os extremos N- e C-terminais 

estejam ancorados na superfície da membrana. Este peptídeo modelo foi planejado para 

estudar diversas propriedades de proteínas de membranas incorporadas em bicamadas 

lipídicas, como orientação, extensão da inserção e mismatch hidrofóbico. Peptídeos 

WALP foram extensivamente estudados por diversas técnicas, entre elas RMN [90, 91] e 

RME [92, 93]. O aminoácido paramagnético TOAC [94] será usado para monitorar as 

mudanças estruturais e dinâmicas do peptídeo incorporado em SMALPs modelo. 

2) Proteorodopsina 

Trata-se de uma proteína de membrana de bactérias marinhas que usa um cromóforo para 

realizar a função de bombeamento de prótons [95]. Possuindo sete α‒hélices 

transmembrana [96], a proteorodopsina faz parte da família dos receptores acoplados a 

proteína G (GPCR), proteínas de membrana que captam sinais extracelulares e ativam vias 

de transdução de sinal no interior da célula. Este receptor é um modelo de proteína de 

membrana extensivamente estudado por diversos métodos biofísicos, entre eles, 

simulações de dinâmica molecular [97], RMN [98] e RME [99]. 
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A utilização destes dois modelos de proteínas de membranas, uma constituindo de uma hélice 

transmembrana e a outra de sete hélices transmembrana, irá nos permitir a realização de estudos 

detalhados por RME e simulações de dinâmica molecular para entendermos melhor a interação entre 

os componentes dos SMALPs, assim contribuindo para o avanço do campo de biofísica molecular de 

proteínas de membrana.  

 

1.2. Mecanismo de ação de proteínas virais de fusão de membranas 
 

Os vírus desenvolveram uma grande variedade de proteínas de membranas que estão 

envolvidas em uma infinidade de tarefas de seu ciclo de vida. Algumas dessas proteínas estão 

simplesmente ancoradas à membrana do envelope viral e desempenham funções estruturais simples, 

outras executam tarefas mais elaboradas como a de modular o equilíbrio eletroquímico no próprio 

vírus e em compartimentos sub-celulares na célula hospedeira, atuando como canais iônicos [100]. 

Ainda mais interessante são as proteínas envolvidas no evento inicial do ciclo de vida dos vírus na 

célula hospedeira, as chamadas proteínas de fusão. Estas proteínas transmembrana são verdadeiras 

máquinas biológicas altamente especializadas no processo de infecção viral e entrada ao hospedeiro. 

Elas realizam a difícil tarefa de fundir as membranas celular e viral para acessar o conteúdo 

citoplasmático. Apesar de termodinamicamente favorável, a fusão de duas bicamadas lipídicas possui 

uma alta barreira cinética, da ordem de centenas de kcal/mol [101, 102]. Proteínas virais de fusão 

diminuem essa barreira energética usando a energia livre liberada durante as mudanças 

conformacionais proteicas, acelerando, consideravelmente o processo de fusão. A determinação das 

estruturas de proteínas de fusão e de domínios individuais dessas proteínas e seus complexos com 

proteínas regulatórias e membranas permitiu desvendar os diversos passos desse complexo e 

orquestrado mecanismo de fusão mediado por proteínas virais [103, 104]. 

No final de 2002, o aparecimento de uma doença respiratória denominada Síndrome 

Respiratória Aguda Grave (SARS) na província chinesa de Guangdong se espalhou rapidamente pelo 

mundo até se transformar, em 2003, na primeira epidemia mundial do século XXI. Entre março e julho 

daquele ano, a eclosão dessa epidemia viral apavorou o mundo ao contaminar mais de 8.000 pessoas e 

provocar 774 mortes [105]. A taxa de mortalidade foi de 9,6%, sendo superior a 50% em pessoas 

acima de 60 anos [106]. Como comparação, a taxa de fatalidade do vírus influenza, da gripe, gira em 

torno de 0,6% e também acomete principalmente os idosos.  

Após o surto da doença, esforços concentrados de pesquisadores em todo o mundo e 

coordenados pela Organização Mundial da Saúde resultaram em uma rápida identificação e 

caracterização do agente etiológico da SARS: um novo coronavírus (CoV) que foi denominado SARS-

CoV [107]. Coronavírus são um grupo de vírus de RNA de cadeia simples pertencentes à família 

Coronaviridae e de polaridade positiva, ou seja, que servem diretamente para a síntese proteica. Esse 

grupo de vírus é capaz de infectar uma grande variedade de hospedeiros, incluindo muitas espécies de 

mamíferos, além de causar uma variedade de doenças, incluindo doenças respiratórias, 

http://pt.wikipedia.org/wiki/V%C3%ADrus
http://pt.wikipedia.org/wiki/RNA
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gastrointestinais, hepáticas e neurológicas [108]. Em seres humanos, coronavírus comumente causam 

resfriado, mas podem provocar pneumonia e gastroenterite. 

Atualmente, o reaparecimento da SARS a partir de reservatórios animais é, ainda, um potente 

risco para futuras ocorrências [109]. Com efeito, uma nova doença respiratória causada por 

coronavírus, a Síndrome Respiratória do Oriente Médio (MERS), apareceu na Arábia Saudita em 2012 

[110]. Possuindo características e sintomas parecidos aos da SARS, a MERS rapidamente se espalhou 

por 27 países, levando ao óbito cerca de 35% das pessoas infectadas com o MERS-CoV, uma taxa 

bem superior àquela da SARS [111]. Mais recentemente, em dezembro de 2019, tivemos o surgimento 

de um novo coronavírus, o SARS-CoV-2, causador da COVID-19, na cidade de Wuhan, China, que 

provocou uma pandemia sem precedentes [112]. Dada a alta transmissibilidade da doença, o surto 

inicial evoluiu rapidamente e se espalhou pelo mundo, dando origem a uma crise global de saúde de 

pública. Até 31 de agosto de 2021, mais de 217 milhões de pessoas em 191 países e territórios do 

mundo foram contaminadas pelo SARS-CoV-2, levando ao óbito mais de 4,5 milhões de pessoas. 

Somente no Brasil, os casos confirmados já passam de 20,7 milhões e o número de óbitos é superior a 

579 mil (https://coronavirus.jhu.edu/map.html). Nos três casos, acredita-se que a infecção humana 

tenha surgido pelo contato com um hospedeiro intermediário que, por sua vez, adquiriu o vírus do 

reservatório original, presumivelmente morcegos [113].  

A base da infecção viral reside principalmente na capacidade da proteína Spike (S) de se ligar 

aos receptores da superfície celular e iniciar o processo de infecção. Ancoradas nas membranas dos 

coronavírus através de uma porção C-terminal transmembrana, essas proteínas se oligomerizam e 

formam as espículas do envelope viral (Figura 3A). Essas espículas são responsáveis tanto pela 

ligação a receptores celulares quanto pela subsequente fusão da bicamada lipídica do envelope viral 

com a membrana celular do hospedeiro, levando à liberação do genoma do vírus no citoplasma [114]. 

A glicoproteína S possui duas subunidades, S1 e S2, que desempenham funções distintas no processo 

de fusão. A subunidade S1 é a responsável pelo reconhecimento de diversos receptores das células do 

hospedeiro [115‒117], enquanto a S2 é responsável diretamente pela fusão das membranas celular e 

viral [118]. A arquitetura básica desta última subunidade inclui segmentos funcionalmente essenciais 

para o mecanismo de infecção, entre eles se destacam o peptídeo de fusão (FP), o domínio 

transmembrana (TM) e duas regiões heptad de repetição altamente conservadas (HR1 e HR2) [119] 

(Figura 3B). Tais domínios são descritos como alvos principais para intervenção terapêutica [120].  

Uma característica marcante de qualquer proteína viral de fusão é o chamado peptídeo de 

fusão, um segmento contendo entre 15 e 30 aminoácidos que tem a capacidade de se ligar a 

membranas e modificar suas propriedades biofísicas, iniciando, assim, o processo de fusão [121].  Em 

particular, os FPs promovem mudanças significativas na estrutura, fluidez, curvatura e hidratação da 

bicamada lipídica das membranas das células hospedeiras e fornecem a energia livre necessária para 

ativar o renovelamento da proteína S [122]. Até o momento, a localização exata e a sequência dos 

peptídeos de fusão de coronavírus não são bem conhecidas [123], contudo, por analogia com outras 
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proteínas virais de fusão de classe I, são preditas pertencerem à região N-terminal do segmento HR1 

da subunidade S2 [124, 125] (Figura 3B), altamente conservada na família Coronaviridae [126].  

No caso do SARS-CoV, um estudo de mutagênese dos resíduos 798−815, combinado com 

estudos estruturais e de atividade fusogênica de peptídeos isolados, mostrou a importância daquela 

região como candidato a peptídeo de fusão da proteína S do SARS-CoV [127]. Consistente com seu 

papel durante a fusão de membranas vírus-hospedeiro, este suposto FP foi capaz de induzir 

empacotamento lipídico dependente de Ca2+ em modelos de membranas [128]. Por outro lado, devido 

às altas atividades de mistura lipídica e permeabilização, além da habilidade de promover desidratação 

e curvatura em membranas, mostramos que o segmento 851−888, também conservado, pode 

representar o domínio mais ativo da glicoproteína S do SARS-CoV [129]. Este candidato a FP está 

localizado entre a região N-terminal da subunidade S2 e o domínio HR1 (Figuras 3B e 3C). 

Adicionalmente, diferentes domínios da proteína S do SARS-CoV foram mostrados ser capazes de 

modificar significativamente as propriedades biofísicas das membranas [130]. A possibilidade da 

presença de dois ou três domínios ativos em bicamadas com características de FP na proteína S do 

SARS-CoV é muito intrigante. Como essas moléculas agem para promover a fusão da membrana 

requer, portanto, uma investigação mais aprofundada. Já para o MERS-CoV, um estudo recente fez 

uso de alinhamento múltiplo de sequências utilizando estruturas primárias das subunidades S2 de 

diversos CoVs e identificou o segmento formado pelos resíduos 884–898 da proteína S com 

propriedades consistentes com as de peptídeos de fusão [131]. Contudo, nenhum estudo biofísico 

descrevendo os efeitos deste candidato a FP do MERS-CoV foi relatado. 

 

Figura 3. Arquitetura geral da glicoproteína Spike de coronavírus e localização dos peptídeos funcionais de 

membrana. (A) Reconstrução tridimensional do SARS-CoV através de crio-microscopia eletrônica (cryo-EM). As 

espículas (homotrímeros da proteína Spike, em laranja) estão incorporadas no envelope viral (bicamada lipídica, em 

azul e roxo) através de uma haste fina (verde). No modelo, estão ainda destacados seu interior (nucleocapsídeo, em 

vermelho) e o espaçamento isotrópico das espículas. Figura adaptada da referência 132. (B) Representação 

esquemática da estrutura primária da proteína Spike de coronavírus, mostrando os domínios relevantes das 

subunidades S1 e S2. SP e RBD na subunidade S1 representam o peptídeo sinal e o domínio de ligação ao receptor. 

HR1 e HR2 representam as repetições heptad que formam o feixe de seis hélices característico da conformação pós-

fusão do trímero da proteína Spike. CP corresponde ao domínio citoplasmático. As setas apontando para o peptídeo 

de fusão (FP) e para o domínio transmembrana (TM) mostram a localização dos domínios que estamos interessados. 

(C) Estrutura tridimensional da conformação trimérica da proteína Spike do SARS-CoV em sua conformação pré-

fusão por cryo-EM de partícula única [133] e a localização do peptídeo FP. O domínio transmembrana, não 

representado aqui por falta de densidade eletrônica, estaria inserido na membrana viral. Figura adaptada das 

referências [133] and [134]. 
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Embora o mecanismo exato pelo qual CoVs entram nas células do hospedeiro ainda não esteja 

totalmente elucidado, há evidências que não somente o FP, mas também o domínio transmembrana 

(TM), região altamente conservada e localizada no C-terminal da proteína S de coronavírus (Figura 

3B), participa ativamente do processo de fusão de membranas [135‒137]. Ambos FP e TM modificam 

os parâmetros biofísicos das membranas de tal maneira a promoverem as mudanças topológicas 

necessárias nas bicamadas lipídicas para a formação de poros. Há evidências substanciais de que o 

domínio TM é importante não somente para a ancoragem de S2 nas membranas, mas também para a 

oligomerização [138] e a fusão [139]. A região N-terminal do domínio TM de proteínas virais de fusão 

de classe I também se mostrou potencial alvo para inibidores virais [140, 141]. 

Adicionalmente, mostramos que o domínio TM da proteína S do SARS-CoV exibe um motivo 

CRAC (cholesterol recognition/interaction amino acid consensus) que possibilita ao peptídeo interagir 

com colesterol supostamente para facilitar o mecanismo de fusão da membrana [142, 143]. Mostramos 

que o TM se associa a membranas, oligomeriza-se nas bicamadas lipídicas, promove a segregação de 

colesterol e aumenta o ordenamento local da superfície da membrana. A técnica de RME foi essencial 

para mostrarmos que o domínio TM induz modificações das propriedades biofísicas apenas de 

membranas contendo domínios líquido-ordenados (manuscrito em preparação). Esses resultados 

podem ser relevantes para o mecanismo viral de fusão, já que a coexistência de fases líquido-ordenada 

(complexos de proteínas e lipídios ricos em colesterol, chamados de rafts lipídicos [9]) e líquido-

desordenada podem ocorrer em membranas biológicas reais. 

Apesar da importância destas duas regiões na estabilização e oligomerização da subunidade S2 

da proteína Spike do SARS-CoV e na reação de fusão de membranas, nenhuma explicação estrutural 

foi fornecida para a elucidação da função precisa dos domínios FP e TM. Esforços consideráveis têm 

sido direcionados na elucidação da estrutura e interação com membranas dos FPs de diferentes vírus, 

contudo, poucos trabalhos têm focado na importância da correlação estrutura-função tanto dos FPs 

quanto do TM de coronavírus. Elucidar a natureza das interações entre fosfolipídios e proteínas de 

membranas, assim como a determinação da estrutura das regiões membranotrópicas dessas proteínas, 

pode ajudar a compreender o orquestrado mecanismo de fusão dessas máquinas biológicas. 

Neste contexto, este projeto de pesquisa tem como objetivo principal o entendimento do 

mecanismo de ação em membranas biológicas de domínios funcionalmente relevantes ao processo de 

fusão de membranas induzido pelas proteínas Spike dos coronavírus causadores da SARS e da MERS. 

Apesar de grandes avanços em estudos de FPs e TMs de diferentes vírus, dados sobre coronavírus são 

escassos. Informações precisas sobre o papel desses domínios no processo de fusão em sistemas 

complexos são, no entanto, de difícil obtenção. Portanto, peptídeos sintéticos correspondentes aos 

domínios FP e TM podem ser muito úteis na determinação de características estruturais e dinâmicas 

quando de suas interações com membranas modelo [144].  

O interesse em estudos em nível molecular da interação destes importantes segmentos 

membranotrópicos com bicamadas lipídicas abrange não somente uma tentativa de elucidação dos 
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mecanismos da interação, que pode contribuir para um melhor entendimento do processo de fusão em 

coronavírus, como também a utilização das informações daí obtidas para o desenho racional de drogas 

inibidoras da fusão de membranas. Com uma abordagem computacional e experimental, procuraremos 

obter informações dinâmicas, estruturais e funcionais e discutir as implicações das interações 

peptídeos-membranas no mecanismo de fusão da proteína, alcançando, assim, uma descrição 

detalhada de tal processo. 

 

1.3. Desenvolvimento do projeto de pesquisa – Objetivos gerais, metodologia e 

colaborações 
 

Esse projeto de pesquisa está fundamentado em dois objetivos principais, sendo um específico 

e outro mais geral. Como objetivos específicos (detalhados nas seções anteriores): (1) buscamos o 

desenvolvimento e caracterização de novos sistemas miméticos de membranas biológicas para estudos 

biofísicos diversos que tentam contribuir para o entendimento do funcionamento de proteínas de 

membranas; e (2) visamos a investigação da correlação entre estrutura, dinâmica e função de peptídeos 

virais de membranas de coronavírus; problemas biofísicos indubitavelmente relevantes.  

Como objetivo geral, interessa-nos nuclear um grupo de biofísica molecular dentro do 

Laboratório de Ciências Físicas (LCFIS), com linhas de pesquisa que permeiam áreas da “Ciência e 

tecnologia de materiais”, como o desenvolvimento e caracterização de materiais biológicos, e da "Bio-

orgânica e bio-inorgânica", como a investigação da estrutura, dinâmica e função de proteínas virais de 

fusão e na busca de fármacos e metalofármacos capazes de inibir o processo de fusão de membranas 

mediada por proteínas virais. O “carro-chefe” do potencial grupo, inicialmente, seria a aplicação das 

técnicas de RME e dinâmica molecular em sistemas de interesse biológico, o que poderia incluir 

projetos em parceria com docentes que compõem o time de pesquisadores do PGCN e/ou colaborações 

com outros laboratórios da UENF, como àqueles pertencentes ao Centro de Biociências e 

Biotecnologia (CBB). Também atuaremos fortemente para aprovar projetos que permitam a expansão 

da infraestrutura do LCFIS na forma de compra de equipamentos de interesse geral dos docentes da 

PGCN/UENF. 

A metodologia necessária para a realização dos projetos propostos nas seções anteriores 

envolve, sumariamente, o estabelecimento de colaborações. A disponibilidade comercial de venda de 

lipídios e peptídeos, assim como a existência de um protocolo bioquímico para obtenção da proteína 

de membrana proteorodopsina, estabelecido por mim em meu estágio pós-doutoral na Universidade da 

Califórnia, foram características levadas em consideração quando da escolha dos projetos. Assim, 

temos:  

 

Obtenção de materiais: Lipídios e marcadores de spin em diferentes posições da cadeia acil 1-

palmitoil-2-(n-doxil stearoil) fosfatidilcolina (n = 5, 7, 10, 12, 14 e 16-PCSL) e na cabeça polar, 

dipalmitoilfosfatidil tempo (2,2,6,6,-tetrametil-1-oxi) colina (DPPTC), são adquiridos comercialmente 

da empresa Avanti Polar Lipids, Inc. (Alabaster, AL) e Sigma Chemical Co. (St. Louis, MO). O 
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marcador de spin S-(1-oxy-2,2,5,6-tetramethylpyrroline-3-methyl)methanethiosulfonate  (MTSSL) é  

obtido  comercialmente  da  empresa  Toronto Research  Chemicals  (Ontario,  Canada). 

Síntese, purificação e caracterização dos peptídeos: Os peptídeos serão sintetizados pela empresa 

Aminotech Pesquisa e Desenvolvimento (Diadema, SP, Brasil), GenScript (Piscataway, NJ, Estados 

Unidos) ou por nosso colaborador na área de síntese peptídica, o qual será responsável pela marcação 

de spin sítio-dirigida, realizada com os marcadores de spin MTSSL ou TOAC.  

Medidas de RME: O LCFIS da UENF conta atualmente com um espectrômetro Bruker Elexsys E500 

para utilização em modo de onda contínua e que opera em bandas X e Q, com possibilidade de 

obtenção de dados em temperaturas criogênicas. Sempre que se fizer necessário, medidas de RME no 

modo pulsado serão realizadas no espectrômetro Bruker Elexsys E580, localizado no Instituto de 

Física de São Carlos, Universidade de São Paulo, através de colaboração com os professores Cláudio 

José Magon e Otaciro Rangel do Nascimento.  

Simulações de Dinâmica Molecular: Estudos iniciais de DM serão realizados em um cluster de 

computadores localizado no Laboratório de Biofísica Molecular, da Universidade de São Paulo, 

campus de Ribeirão Preto, através de colaboração com o Prof. Antonio José da Costa Filho, com o 

software NAMD, disponível gratuitamente em http://www.ks.uiuc.edu/Research/namd/. 

 

A utilização de outras técnicas espectroscópicas, calorimétricas, de espalhamento, ou 

microscopias serão realizadas, sempre que possível, em parcerias com outros laboratórios da UENF. 

Em praticamente todos os sistemas descritos nas seções anteriores será utilizada uma abordagem 

inicial em termos de RME e que envolve a caracterização das amostras e a determinação das 

condições ideais de medida em cada caso. De posse desses resultados e de acordo com o andamento de 

cada projeto, poderemos planejar experimentos futuros que atendam às necessidades individuais dos 

sistemas estudados, fornecendo respostas relativas aos problemas em questão. 

 

Colaborações nacionais 

Em adição às possíveis colaborações com membros do PGCN e de docentes de outros 

laboratórios da UENF, sempre que se fizer necessário, poderemos contar com a colaboração dos 

seguintes pesquisadores brasileiros:  

• Prof. Dr. Cláudio José Magon e Prof. Dr. Otaciro Rangel Nascimento – Universidade de São 

Paulo: Ambos os pesquisadores exercem cargos de chefia em seus respectivos laboratórios e 

disponibilizaram o espectrômetro de RME pulsado e outros equipamentos espectroscópicos e 

calorimétricos. 

• Prof. Dr. Fábio Ceneviva Lacerda Almeida – Universidade Federal do Rio de Janeiro: O Prof. 

Almeida é especialista na aplicação de técnicas de RMN nos estados líquido e sólido para 

estudos estruturais e dinâmicos de proteínas solúveis e de membranas. Ele é responsável pela 

coordenação do Centro Nacional de RMN Jiri Jonas (CENABIO I), que disponibiliza diversos 

http://www.ks.uiuc.edu/Research/namd/
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espectrômetros de RMN da Bruker para amostras sólidas (400 MHz) e líquidas (600, 800 e 

900 MHz). Dependendo da necessidade, poderemos usufruir da infraestrutura do CENABIO I, 

na forma de colaboração científica com o Prof. Almeida. 

• Prof. Dr. Eduardo Festozo Vicente – Universidade Estadual Paulista Júlio de Mesquita Filho: 

Especialista em síntese peptídica em fase sólida, a colaboração com o Prof. Vicente será 

fundamental para a aquisição de peptídeos sintéticos contendo ou não sondas paramagnéticas. 

• Prof. Dr. Antônio José da Costa Filho – Universidade de São Paulo: O Prof. Costa-Filho tem 

liderado a pesquisa nacional em aplicações de RME para entender o funcionamento de 

sistemas biológicos. O estabelecimento de uma colaboração com o Prof. Costa-Filho dar-se-á, 

inicialmente, na forma de utilização da infraestrutura computacional de seu grupo para 

simulações de dinâmica molecular até estabelecermos a infraestrutura adequada  

 

Colaborações internacionais 

Com parcerias estabelecidas no passado através de visitas na forma de estágio doutoral ou pós-

doutoral, temos portas abertas nos grupos coordenados pelos pesquisadores abaixo, que poderão ser 

acionados na necessidade de realização de experimentos que exijam os altos campos magnéticos dos 

espectrômetros de RME em alta frequência e RMN no estado sólido.  

• Prof. Dr. Stanley Opella – Universidade da Califórnia San Diego: O Prof. Opella possui vasta 

experiência no desenvolvimento e aplicação de técnicas de RMN nos estados líquido e sólido 

para caracterização estrutural de peptídeos e proteínas de membranas embebidos em 

bicamadas lipídicas. 

• Prof. Dr. Alex Smirnov – Universidade do Estado da Carolina do Norte: o Prof. Smirnov, 

especialista em RME de alto campo e alta frequência, é um dos líderes mundiais no 

desenvolvimento de novas tecnologias aplicadas a estudos estruturais e funcionais de 

macromoléculas biológicas. 

 

2. PLANO DE ENSINO 

 

 As atividades de ensino que serão realizadas por este professor credenciado ao Programa de 

Pós-Graduação em Ciências Naturais (PGCN) podem ser divididas em duas partes: (1) ministração de 

disciplinas específicas já existentes na grade curricular do PGCN como “PCN1722 - Interação da 

Radiação com a Matéria II”,  “FIS1752 - Introdução à Espectroscopia” e “PCN1735 - Ressonância 

Magnética Eletrônica”; e (2) elaboração de duas disciplinas inéditas em nível de pós-graduação 

(mestrado e doutorado), de caráter interdisciplinar e compatíveis com a área de atuação do professor:  

 

(i) Biofísica de membranas biológicas: Essencial para o desenvolvimento das formas de vida 

como as conhecemos, as membranas biológicas são fundamentais para a estabilização da 
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estrutura e da função das células. Nesta disciplina, pretende-se introduzir ao aluno a física de 

membranas biológicas segundo uma abordagem molecular, proporcionando uma visão básica, 

porém ampla da biofísica de membranas, incluindo detalhes sobre a estrutura, dinâmica, função 

e termodinâmica das membranas biológicas. Além disso, será introduzido o conceito de 

proteínas de membranas e como a interação entre proteínas e lipídios de membranas pode ser 

estudada. Ementa reduzida: 1. Membranas biológicas; 2. Os lipídios das membranas; 3. 

Detergentes e balsas lipídicas; 4. Modelos de membranas; 5. Estruturas e fases das membranas; 

6. Dinâmica dos lipídios nas membranas; 7. O papel do colesterol na estrutura e função das 

membranas; 8. Proteínas de membranas; 9. Interação proteína-lipídios em membranas; 10. 

Fusão de membranas. Bibliografia recomendada: [1] Yeagle, Philip L. The membranes of 

cells. 3rd edition. Academic Press 2016. [2] Yeagle, Philip L. The Structure of Biological 

Membranes. 3rd Edition. Boca Raton: CRC Press, 2012. [3] Nelson, D.L., Cox, M.M. 

Princípios de bioquímica de Lehninger. 6ª edição São Paulo: Artmed, 2014. [4] Literatura 

especializada selecionada para cada um dos tópicos. 

 

(ii) Técnicas físicas aplicadas ao estudo de biomoléculas: Esta disciplina visa a discussão sucinta 

dos fundamentos dos métodos de análise em biofísica molecular e estrutural, com especial 

ênfase em suas aplicações em pesquisas envolvendo proteínas e membranas biológicas. Serão 

apresentados os conceitos básicos e diversas aplicações de várias técnicas espectroscópicas, 

hidrodinâmicas e calorimétricas. Particularmente, as duas primeiras têm sido amplamente 

usadas no estudo e caracterização física e estrutural de macromoléculas biológicas. Por outro 

lado, técnicas calorimétricas permitem avaliar uma vasta quantidade de propriedades 

termodinâmicas envolvidas na estabilização de e na interação entre macromoléculas biológicas. 

Ementa reduzida: 1. Introdução à interação radiação-matéria; 2. Espectroscopia de absorção: 

Princípios básicos; 3. Espectropolarimetria de dicroísmo circular; 4. Espectroscopia de 

fluorescência aplicada a proteínas; 5. Espectroscopia de infravermelho; 6. Ressonância 

magnética eletrônica aplicada a proteínas e lipídios; 7. Macromoléculas como partículas 

hidrodinâmicas; 8. Eletroforese como técnica hidrodinâmica; 9. Espalhamento dinâmico de luz; 

10. Espalhamento de raios X de baixo ângulo: aplicações; 11. Cromatografia de exclusão 

molecular; 12. Ultracentrifugação analítica; 13. Calorimetria de titulação isotérmica; 14. 

Calorimetria diferencial de varredura. Bibliografia recomendada: [1] Cantor, C. R. and 

Schimmel, P. R. Biophysical Chemistry. Part II: Techniques for the Study of Biological 

Structure and Function. San Francisco: W.H.Freeman, 1980. [2] Holde, K.E.; Johnson, W.C. 

Principles of physical biochemistry. Upper Saddle River, NJ.: Prentice Hall, 1998. [3] Nelson, 

D.L., Cox, M.M. Princípios de bioquímica de Lehninger. 6ª edição São Paulo: Artmed, 2014. 

[4] Literatura especializada selecionada para cada uma das técnicas. 
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 As disciplinas serão ministradas utilizando-se métodos tradicionais de ensino como aulas 

expositivas, utilização de recursos de datashow, apresentação de seminários por especialistas 

convidados e, quando conveniente, usando-se o método de aprendizagem baseada em problemas, que 

estabelece uma estratégia pedagógica centrada no aluno. 
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