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IMPACTO POTENCIAL DESTA PESQUISA 

 

O estudo de estratégias para agregar valor aos materiais lignocelulósicos é uma 

necessidade global. A biomassa lignocelulósica contém açúcares e componentes 

aromáticos em sua parede celular que são de interesse industrial. Neste estudo foram 

empregadas etapas de tratamento para o fracionamento dos constituintes da 

biomassa lignocelulósica seguida da valorização da fração hemicelulósica para 

produção de lipídios microbianos e a celulose-lignina para desenvolvimento de 

biocompósitos livre de formaldeído. Este trabalho inova ao destacar o potencial da 

biomassa para alcançar alguns dos Objetivos de Desenvolvimento Sustentável (ODS), 

a saber, Ação Climática (ODS 13), Indústria, Inovação e Infraestrutura (ODS 9) e 

Consumo e Produção Sustentáveis (ODS 12). 

 

POTENTIAL IMPACT OF THIS RESEARCH 

 

The study of strategies to add value to lignocellulosic components is a global necessity. 

Lignocellulosic biomass contains sugars and aromatic components of interest in its cell 

wall that are of industrial interest. In this study, treatment steps were employed for the 

fractionation of the lignocellulosic constituents followed by the valorization of the 

hemicellulosic fraction for the microbial lipid production and development of cellulose-

lignin biocomposites formaldehyde free. This work is innovative in highlighting the 

potential of biomass to achieve some of the Sustainable Development Goals (SDGs), 

namely Climate Action (SDG 13), Industry, Innovation, and Infrastructure (SDG 9), and 

Responsible Consumption and Production (SDG 12). 
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RESUMO 

A biomassa lignocelulósica é uma matéria-prima promissora para rotas biológicas de 
produção, permitindo a obtenção de bioprodutos de alto valor agregado e 
impulsionando a bioeconomia. Neste contexto, a integração de processos em 
biorrefinarias é essencial para o aproveitamento eficiente dos diferentes componentes 
da biomassa. Este trabalho propõe dois cenários de valorização da biomassa de cana-
de-açúcar: (i) a fermentação dos açúcares hemicelulósicos por Rhodosporidium 
toruloides para a produção de biolipídios e (ii) a fabricação de biocompósitos 
empregando celulose-lignina. Etapas de tratamentos químicos com ácido diluído 
(H2SO4) e alcalino (NaOH) para fracionamento da biomassa foram empregadas. Na 
primeira etapa, três cepas de R. toruloides, isoladas do bioma brasileiro, foram 
submetidas a um protocolo de adaptação visando aumentar a tolerância a compostos 
inibitórios gerados no pré-tratamento da biomassa. Esta é a primeira vez que essas 
cepas foram avaliadas quanto à acumulação lipídica e à tolerância ao hidrolisado 
hemicelulósico. A produção de óleo microbiano e o crescimento das leveduras foram 
comparados entre cepas adaptadas e não adaptadas, revelando que a adaptação 
aumentou a tolerância a compostos tóxicos, especialmente ácido acético e lignina 
solúvel em ácido. Como resultado, a acumulação lipídica nas cepas adaptadas foi 
aprimorada em 1,69, 2,51 e 2,84 vezes para R. toruloides 2781, 2882 e 2896, 
respectivamente. A cepa R. toruloides 2896 demonstrou o melhor desempenho, 
alcançando uma produtividade de 16,6 ± 0,63 mg. L⁻¹.h⁻¹. Na segunda etapa, 
biocompósitos foram produzidos explorando a capacidade de auto-ligação dos 
componentes da biomassa. Foram avaliados os efeitos da temperatura (160, 180 e 
200 °C) e da pressão de prensagem (8, 24 e 40 MPa) nas propriedades mecânicas 
dos materiais. A condição ótima (180 °C, 40 MPa, 20 min) resultou em biocompósitos 
com resistência à flexão de 30,21 MPa. Além disso, a lignina recuperada do licor negro 
gerado na produção da polpa celulósica foi testada como adesivo natural para 
aprimorar as propriedades físicas e mecânicas dos biocompósitos. Foram utilizadas 
proporções de 10, 15 e 20% de lignina combinadas à polpa celulósica. A incorporação 
de até 15% de lignina melhorou as propriedades mecânicas, sendo que a maior 
resistência à flexão (56,06 MPa) e o maior módulo de flexão (1,42 GPa) foram obtidos 
com 15% de lignina. Além disso, a presença de lignina conferiu maior hidrofobicidade 
aos biocompósitos, aumentando o ângulo de contato da água de 58,90° (sem lignina) 
para 91,48°, o que pode estar associado à formação de uma camada superficial 
hidrofóbica que reduziu a infiltração de água. Esta pesquisa explora a produção de 
dois bioprodutos a partir dos resíduos da cana-de-açúcar, valorizando diferentes 
frações da biomassa lignocelulósica. Os biolipídios produzidos consistem em matéria-
prima potencial para produção de biocombustíveis, enquanto os biocompósitos podem 
ser utilizados em aplicações em ambientes secos, como decoração de interiores e 
produtos manufaturados, incluindo móveis de pequeno porte, como armários, além de 
painéis e revestimentos. A integração dessas estratégias em biorrefinarias amplia as 
possibilidades de aproveitamento da biomassa, promovendo cadeias produtivas mais 
sustentáveis e alinhadas aos princípios da economia circular. 
 
 
Palavras-chave: leveduras oleaginosas; biomassa lignocelulósica; bioadesivos; 
biocompósitos; economia circular. 
 

 



 

ABSTRACT 

Lignocellulosic biomass is a promising feedstock for biological production pathways, 
enabling the generation of high value bioproducts and driving the bioeconomy. In this 
context, process integration in biorefineries is essential for efficiently utilizing the 
different biomass components. This study proposes two valorization strategies for 
sugarcane biomass: (i) the fermentation of hemicellulosic sugars by Rhodosporidium 
toruloides for biolipid production and (ii) the fabrication of cellulose-lignin based 
biocomposites. Biomass fractionation was achieved through chemical treatments 
using diluted acid (H2SO4) and alkaline (NaOH). In the first stage, three strains of R. 
toruloides, isolated from the Brazilian biome, underwent an adaptation protocol to 
enhance their tolerance to inhibitory compounds generated during biomass treatment. 
This is the first time these strains have been evaluated for lipid accumulation and 
tolerance to hemicellulosic hydrolysate. Microbial oil production and yeast growth were 
compared between adapted and non-adapted strains, revealing that adaptation 
improved tolerance to toxic compounds, particularly acetic acid and acid-soluble lignin. 
As a result, lipid accumulation in the adapted strains increased by 1.69, 2.51, and 2.84 
times for R. toruloides 2781, 2882, and 2896, respectively. The R. toruloides 2896 
strain exhibited the best performance, achieving a productivity of 16.6 ± 0.63 mg. 
L⁻¹.h⁻¹. In the second stage, biocomposites were produced by leveraging the self-
bonding capacity of biomass components. The effects of temperature (160, 180, and 
200 °C) and pressing pressure (8, 24, and 40 MPa) on the mechanical properties of 
the materials were evaluated. The optimal condition (180 °C, 40 MPa, 20 min) resulted 
in biocomposites with a flexural strength of 30.21 MPa. Additionally, lignin recovered 
from the black liquor generated during pulp production was tested as a natural 
adhesive to improve the physical and mechanical properties of the biocomposites. 
Lignin proportions of 10, 15, and 20% were combined with cellulose pulp, maintaining 
the best processing conditions. Incorporating up to 15% lignin enhanced the 
mechanical properties, with the highest flexural strength (56.06 MPa) and flexural 
modulus (1.42 GPa) achieved at 15% lignin. Furthermore, lignin incorporation 
increased the hydrophobicity of the biocomposites, raising the water contact angle 
from 58.90° (without lignin) to 91.48°, which may be attributed to a hydrophobic surface 
layer that reduced water infiltration. This research explores the production of two 
bioproducts from sugarcane residues, valorizing different fractions of lignocellulosic 
biomass. The produced biolipids serve as potential feedstock for biofuel production, 
while the biocomposites are suitable for applications in dry environments, such as 
interior decoration and manufactured products, including small furniture, like 
cupboards, as well as panels and coatings. The integration of these strategies into 
biorefineries expands biomass utilization possibilities, fostering more sustainable 
production chains aligned with the principles of the circular economy. 
 
 
Keywords: oleaginous yeasts; lignocellulosic biomass; bioadhesives; biocomposites; 
circular economy. 
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1. INTRODUÇÃO 

 

O uso de biomassa lignocelulósica como base para rotas biológicas de 

produção é uma estratégia promissora para obter bioprodutos de alto valor 

agregado e impulsionar a transição para uma economia menos dependente de 

fontes fósseis. Subprodutos agrícolas, amplamente gerados em cadeias 

produtivas globais, são uma matéria-prima abundante, acessível e que oferece 

vantagens para o desenvolvimento de processos sustentáveis. 

Países de clima tropical, como o Brasil e a Austrália, destacam-se pela 

produção em larga escala de diversas culturas agrícolas, sendo ambos 

protagonistas no cenário global [1]. O Brasil é o maior produtor e processador 

mundial de cana-de-açúcar, enquanto a Austrália ocupa o décimo lugar nesse 

ranking, consolidando-se como um dos principais exportadores [2]. No caso do 

Brasil, a cana-de-açúcar é uma das culturas mais relevantes, com grande parte 

da produção sendo processada em usinas de açúcar e álcool. Desde a colheita 

até a moagem dos colmos, o processo gera expressivos volumes de biomassa 

lignocelulósica, principalmente na forma de palha, proveniente da colheita, e 

bagaço, resultante da moagem dos colmos [3]. 

Atualmente, esses subprodutos ricos em celulose, hemicelulose e lignina 

são majoritariamente utilizados como combustível em caldeiras nas usinas, para 

geração de calor e energia. Contudo, esse método apresenta desafios, como a 

combustão de baixa eficiência, a emissão de gases poluentes (CO, CO2, CH4, 

Nox) e a geração de cinzas, o que demanda o desenvolvimento de alternativas 

mais sustentáveis e eficazes para o aproveitamento dessa biomassa [4]. Nesse 

contexto, estratégias para agregar valor a essas frações têm despertado grande 

interesse. O ponto de partida envolve o fracionamento da biomassa 

lignocelulósica, que pode ser realizado por meio de pré-tratamentos físicos, 

químicos ou biológicos. Entre esses, os pré-tratamentos químicos destacam-se 

pela alta eficiência e escalabilidade. A fração de celulose e hemicelulose, 

composta por açúcares monoméricos de cinco e seis carbonos, apresenta-se 

como uma matéria-prima atraente para processos fermentativos. Por exemplo, 

esses açúcares podem ser utilizados por diferentes micro-organismos para a 

produção de compostos de alto valor agregado como biocombustíveis (etanol e 
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butanol), ácidos orgânicos (lático, succínico, acético), biopolímeros 

(polihidroxialcanoato, celulose bacteriana) e aminoácidos e proteínas [5,6]. 

Leveduras do gênero Rhodosporidium são oleaginosas capazes de 

acumular grandes quantidades de lipídios. Elas se destacam por metabolizar 

eficientemente açúcares de cinco e seis carbonos e por sua adaptabilidade na 

presença de compostos inibidores gerados durante etapa de pré-tratamento da 

biomassa lignocelulósica [7]. Os lipídios produzidos por essas leveduras 

representam uma matéria-prima promissora para a produção de biocombustíveis 

renováveis, devido à semelhança de seus ácidos graxos com os encontrados em 

óleos vegetais [8]. Essa característica os torna uma alternativa viável, evitando 

a competição com óleos destinados à alimentação. Além disso, os lipídios 

especiais obtidos podem ser aplicados em diversos setores, como o alimentício, 

nutracêutico e cosmético. Embora nas últimas décadas a maioria dos estudos 

tenha se concentrado na exploração da glicose derivada da celulose em 

bioprocessos, a utilização de açúcares hemicelulósicos representa um desafio 

relevante e, ao mesmo tempo, uma oportunidade para a valorização de frações 

menos competitivas, contribuindo para uma bioeconomia mais sustentável e 

diversificada. 

Outro desafio significativo na exploração da biomassa lignocelulósica é o 

aproveitamento dos compostos aromáticos e fenólicos presentes na lignina. 

Após o processo de deslignificação, o licor negro obtido frequentemente é 

subutilizado ou concentrado para uso em aplicações energéticas, aproveitando 

apenas seu poder calorífico. Nesse contexto, a valorização de resíduos ricos em 

lignina, pode trazer benefícios significativos, que consiste em uma abordagem 

promissora envolvendo a diversificação dos produtos gerados a partir das 

diferentes frações da biomassa, ampliando as possibilidades de aplicação. 

Concentrar a valorização em uma única fração limita o potencial dos processos, 

enquanto o desenvolvimento de estratégias integradas para explorar celulose, 

hemicelulose e lignina permite maximizar o aproveitamento da biomassa, 

impulsionando avanços tecnológicos e econômicos no setor [9]. 

A capacidade adesiva da lignina é uma característica cada vez mais 

explorada devido às suas propriedades químicas e estruturais, que permitem sua 

utilização em formulações adesivas, especialmente como substituto de resinas 

sintéticas. Essas resinas são amplamente aplicadas na produção de painéis de 
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partículas, utilizados em diversas áreas, como divisórias de escritório, painéis de 

revestimento, móveis não estruturais, entre outros. Um dos principais problemas 

associados aos painéis de partículas é a liberação gradual de formaldeído, um 

dos principais componentes dos adesivos sintéticos, que apresenta riscos à 

saúde humana e ao meio ambiente. Para enfrentar essa questão, o 

desenvolvimento de biocompósitos livres de formaldeído tem ganhado destaque, 

oferecendo alternativas mais seguras e sustentáveis. Nesse contexto, a lignina 

desponta como uma solução promissora, capaz de agregar valor aos processos 

produtivos enquanto minimiza os impactos ambientais. 

O desenvolvimento de biocompósitos verdes e autoligantes, ou seja, sem 

a adição de adesivos sintéticos, representa uma área de pesquisa promissora e 

de grande relevância. Tradicionalmente, a produção desses biocompósitos 

utiliza subprodutos florestais combinados com resinas sintéticas, submetidos a 

processos de cura em altas temperaturas. No entanto, os derivados das 

madeiras florestais possuem uma ampla demanda para a fabricação de diversos 

produtos e apresentam um longo ciclo de cultivo, tornando sua disponibilidade 

limitada. Uma solução viável para superar esses desafios é a utilização de 

resíduos agrícolas, como os subprodutos da cana-de-açúcar, que oferecem uma 

alternativa sustentável como matéria-prima. Embora palhas e bagaços 

apresentem um teor de lignina inferior quando comparados aos subprodutos 

florestais — sendo a lignina um componente essencial para o desempenho 

mecânico dos biocompósitos —, é possível adotar estratégias para atender aos 

requisitos mínimos de qualidade e resistência exigidos para esses materiais. 

Essa abordagem não só promove a valorização de resíduos agrícolas como 

também contribui para a redução da dependência de recursos florestais, 

alinhando-se aos princípios da economia circular e da sustentabilidade. 

Portanto, esta tese propõe dois cenários para a valorização da biomassa 

de cana-de-açúcar. O primeiro cenário foca na valorização dos açúcares 

hemicelulósicos obtidos após o tratamento químico com ácido diluído e o 

segundo cenário explora a valorização da celulose e lignina geradas a partir do 

processo de deslignificação alcalina. 
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1.1 Estrutura da tese  

Esta tese é apresentada em formato clássico, conforme as diretrizes 

exigidas pela Instituição a norma ABNT NBR 14724. A estrutura do estudo é 

resumida na Figura 1. 

 

 

Figura 1 - Estrutura da Tese 

Fonte: Elaborada pela Autora (2024). 
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2. REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

2.1 Biomassa lignocelulósica  

 

A biomassa lignocelulósica consiste em um recurso renovável vegetal não 

comestível composto majoritariamente por três componentes principais: 

celulose, hemicelulose e lignina, que  compõe cerca de 90% da matéria seca 

[10], além de outros componentes em menor extensão como pectina, proteína, 

extrativos e componentes inorgânicos minerais, que somados formam a parede 

celular estrutural das plantas [11]. A fração de carboidratos composta pela 

celulose e hemicelulose geralmente varia de 70-80%, enquanto a fração 

aromática atribuída a lignina corresponde a 10-25% do peso seco da biomassa 

[12].  

A composição da biomassa lignocelulósica varia significativamente 

dependendo de sua origem [13]. Fatores como espécie vegetal, estágio de 

crescimento, idade, condições de cultivo, características do solo e localização 

geográfica [14] desempenham papéis determinantes nessa variação. Tais 

fatores afetam o potencial de utilização da biomassa como matéria-prima em 

biorrefinarias. A Tabela 1 apresenta as composições típicas de biomassas 

lignocelulósicas frequentemente utilizadas na produção de materiais de base 

biológica. As faixas de análises imediatas destacam dados relatados por 

diferentes estudos, evidenciando as possibilidades de agregar valor a esses 

subprodutos. 

O material lignocelulósico é proveniente principalmente de resíduos 

florestais e agrícolas, com uma estimativa global de produção anual em torno de 

200 × 109 toneladas 12]. Entretanto, estima-se que menos de 10% desse volume 

seja efetivamente aproveitado, o que evidencia seu grande potencial como uma 

matéria-prima sustentável e amplamente disponível. Além disso, os materiais 

lignocelulósicos apresentam um custo relativamente baixo quando comparados 

a outras matérias-primas, como aquelas baseadas em açúcares e amidos [15]. 
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Tabela 1 - Composição aproximada típica de biomassas lignocelulósicas com 

potencial para geração de bioprodutos 

Biomassa 

lignocelulósica 

Celulose 

(%) 

Hemicelulose 

(%) 

Lignina 

Total 

(%) 

Cinzas 

(%) 

Referência 

Talo de milho 27,92 34,05 16,1 6,36 [16] 

Espiga de milho 35,20 45,67 6,84 - [17] 

Bagaço de 

cana-de-açúcar 
36,01 29,94 21,38 1,75 [18] 

Palha de cana-

de-açúcar 
39,83 25,25 23,57 10,90 [19] 

Bambu 56,06 14,61 24,53 - [20] 

Palha de arroz 32,33 37,66 20,12 - [21] 

Casca de arroz 39,12 17,56 22,43 13,56 [22] 

Palha de trigo 36,40 26,10  22,10 - [23] 

Casca de soja 42,10 24,80 3,45 5,02 [24] 

Palha de 

cevada 
42,50 26,60 18,26 2,60 [25] 

Resíduos de 

poda (Olea 

europaea) 

36,60 22,30 25,50 0,90 [26] 

Serragem de 

madeira 
49,93 18,26 29,20 - [27] 

      

Fonte: Elaborada pela Autora (2024). 

 

Ao longo dos anos, a forma de utilização da biomassa lignocelulósica 

passou por uma transformação significativa. Historicamente, esse material era 

queimado em campo como uma prática comum para limpar a terra [28]. No 

entanto, devido à emissão de gases poluentes para a atmosfera, essa atividade 

foi gradualmente proibida em diversos países. No Brasil essas proibições se 

deram de forma gradativa a partir do ano 2000 [20,21]. Posteriormente, a queima 

desses resíduos foi direcionada para caldeiras industriais, permitindo o 

aproveitamento do calor gerado na combustão para a produção de energia, 

promovendo uma utilização mais controlada e eficiente [31]. 

O potencial da biomassa lignocelulósica foi reconhecido, e seus 

monômeros constituintes passaram a ser explorados, especialmente para a 

produção de biocombustíveis, como bioetanol, biogás e biodiesel, que se 

destacam como alternativas sustentáveis aos combustíveis fósseis [23,24]. 
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Atualmente, o estudo e a utilização da biomassa lignocelulósica vão muito além 

da produção de biocombustíveis, expandindo-se rapidamente devido à 

crescente preocupação com a redução das reservas de petróleo e os impactos 

ambientais negativos associados à sua exploração. Nesse contexto, processos 

termoquímicos, químicos e bioquímicos têm sido amplamente empregados para 

a obtenção de precursores químicos, bioplásticos e materiais avançados [34], 

[35]. Esses materiais incluem sistemas de armazenamento de energia e 

nanocristais de celulose, com aplicações promissoras em áreas como sensores 

inteligentes e multifuncionais [36]. 

Embora alguns desses processos ainda não tenham maturidade 

tecnológica para comercialização, se mostram como alternativas promissoras 

que impulsionam a bioeconomia e contribuem para a redução dos impactos 

ambientais e problemas de gerenciamento associado ao volume de material 

lignocelulósico gerado [37]. A primeira etapa para a valorização dessa biomassa 

consiste na desconstrução da matriz lignocelulósica para obter seus monômeros 

constituintes.  

 

2.2 Desafios e oportunidades na valorização de subprodutos agrícolas 

 

A valorização de subprodutos agrícolas é uma estratégia essencial para 

promover a economia circular e a sustentabilidade em diversos setores 

produtivos. Esses materiais lignocelulósicos, frequentemente subaproveitados 

ou descartados, representam uma fonte abundante de carboidratos e compostos 

aromáticos que podem ser convertidos em produtos de alto valor agregado [38]. 

Apesar do grande potencial, a implementação da valorização de 

subprodutos agrícolas enfrenta desafios significativos. Um deles é a composição 

heterogênea da biomassa lignocelulósica, que pode variar até mesmo dentro de 

uma mesma espécie, afetando sua consistência como matéria-prima [39]. Além 

disso, a logística e o armazenamento desses materiais apresentam dificuldades, 

devido ao elevado volume, à necessidade de transporte para locais de 

processamento, além dos riscos de deterioração e incêndios associados ao 

armazenamento prolongado. Outro desafio crítico é a recalcitrância da biomassa 

lignocelulósica, resultante da organização tridimensional de seus componentes 

estruturais, o que dificulta o fracionamento e a conversão eficiente das frações, 



 

28 
 

limitando o aproveitamento integral dessa matéria-prima [31,32]. A viabilidade 

econômica representa um desafio crítico, pois os processos de valorização 

devem alcançar escalabilidade e redução de custos para competir com materiais 

derivados de fontes fósseis. Além disso, os impactos ambientais decorrentes da 

geração de efluentes durante os processos de conversão exigem tratamento 

adequado, o que pode aumentar os custos operacionais. Por fim, existem 

limitações tecnológicas que necessitam ser superadas, demandando o 

desenvolvimento de métodos mais eficientes para converter subprodutos 

lignocelulósicos em materiais de maior valor agregado [33,34]. Esses desafios 

destacam a importância de esforços conjuntos em pesquisa e inovação para 

tornar viável, tanto economicamente quanto ambientalmente, o aproveitamento 

sustentável desses materiais. 

As oportunidades de valorização dos subprodutos agroindustriais estão 

principalmente relacionadas à ampla disponibilidade desses materiais nas 

cadeias de processamento agroindustrial e ao seu baixo custo em comparação 

com outras matérias-primas. Além disso, a utilização desses resíduos contribui 

para o desenvolvimento da bioeconomia circular, promovendo processos que 

minimizam desperdícios e reduzem os impactos ambientais [30,24]. Esses 

processos geram bioprodutos de alto valor agregado, frequentemente 

beneficiados por incentivos governamentais e fiscais devido à sua origem 

renovável, o que estimula a transição para uma economia mais sustentável 

[35,36]. O aproveitamento desses materiais também contribui para o 

gerenciamento eficiente de resíduos, oferecendo uma alternativa ao descarte 

inadequado ou à queima, práticas com impactos ambientais negativos. Além 

disso, a integração desses processos às biorrefinarias já existentes pode 

potencializar a eficiência no uso de recursos. Assim, a valorização dos 

subprodutos agroindustriais apresenta não apenas oportunidades de avanço em 

pesquisa e inovação tecnológica, mas também importantes aplicações 

industriais.  
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2.3 Composição química da biomassa lignocelulósica 

 

2.3.1 Celulose 

 

A celulose é o biopolímero mais abundante na Terra, composta por 

unidades de β-D-glucopiranose unidas por ligações β-1,4 glicosídicas, formando 

o dissacarídeo celobiose, que se repete para formar longas cadeias não 

ramificadas (Figura 2) [46]. Durante a síntese da parede celular das plantas, 

essas cadeias macromoleculares se organizam de maneira a formar regiões 

cristalinas e amorfas, que se combinam para formar microfibrilas interconectadas 

por ligações de hidrogênio e forças de van der Waals [11]. 

 

 

Figura 2 - Representação da estrutura de celulose 

Fonte: Elaborada pela Autora (2024). 

 

Na região cristalina, a conformação linear da celulose permite sua 

organização em fibrilas, nas quais as cadeias se alinham paralelamente, 

formando uma estrutura ordenada. Isso ocorre por meio de ligações de 

hidrogênio intermoleculares e intramoleculares, que conectam as cadeias 

paralelas de celulose [12]. Em contrapartida, a região amorfa resulta da 

desorganização dessas cadeias e da presença de interações mais fracas.    

A variação natural na organização das macromoléculas de celulose, bem 

como nas proporções entre as regiões cristalina e amorfa, afeta diretamente a 

eficiência da degradação da matriz lignocelulósica [46]. O alto grau de 

polimerização da celulose confere-lhe baixa flexibilidade e, principalmente, a 

característica de ser insolúvel em água e na maioria dos solventes. 
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2.3.2 Hemicelulose  

   

A hemicelulose é um polissacarídeo amorfo, altamente ramificado e 

heterogêneo, composto por heteropolímeros formados, geralmente, por dois ou 

mais tipos de monômeros, como xilana, galactomanana, arabinoxilana e 

xiloglucana [47]. Sua estrutura também pode conter grupos funcionais como 

acetil, metil, ácido glucurônico, galacturônico e cinâmico [3,37]. Os monômeros 

que a compõem incluem pentoses (L-arabinose, D-xilose) e hexoses (D-glicose, 

D-manose, D-galactose) (Figura 3). Nas gramíneas e nas folhosas, a xilose é o 

monômero predominante, enquanto nas coníferas, a manose predomina [48].  

 

 

Figura 3 - Hexoses e pentoses comumente encontradas na hemicelulose 

Fonte: Elaborada pela Autora (2024). 

 

Acredita-se que a hemicelulose se ligue à celulose de forma não covalente 

na superfície das fibrilas [49]. Sua natureza amorfa e o menor grau de 

polimerização tornam-na mais facilmente hidrolisável em comparação à 

celulose, especialmente em condições ácidas. No entanto, essa característica 

representa um desafio para a sua desconstrução e aproveitamento eficiente [50]. 

 

2.3.3 Lignina 

 

A lignina, o segundo biopolímero mais abundante na Terra, é um polímero 

aromático tridimensional formado pela síntese de até três monômeros de álcool: 

coniferílico, sinapílico e p-cumárilico (Figura 4). Uma vez incorporadas, essas 

subunidades, identificadas por sua estrutura de anel aromático, são chamadas 

de unidades guaiacil (G), siringil (S) e p-hidroxifenil (H) [11]. A presença e o teor 

dessas subunidades são variáveis entre as espécies e irá impactar no processo 

de deslignificação.  
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Figura 4 – Principais unidades formadoras encontradas na lignina 

Fonte: Elaborada pela Autora (2024). 

 

A lignina não possui uma estrutura definida e não pode ser isolada em seu 

estado nativo, o que dificulta a compreensão completa de sua estrutura exata. 

Por essa razão, ainda não se tem um entendimento total sobre a lignina em sua 

forma nativa. No entanto, diversas características de sua estrutura foram 

descritas com base em estudos espectroscópicos [42,43]. Análises 

composicionais indicam que cerca de 50% de sua estrutura é formada por anéis 

aromáticos, com os polímeros unidos por diferentes tipos de ligações. Entre 50% 

e 80% dessas ligações são do tipo β-O-4, responsáveis pelo alongamento linear 

do polímero [49]. Também são encontradas ligações β-5, β-β, e α-O-4, além de 

ligações em menor abundância, como C-O e C-C. A organização complexa da 

estrutura polimérica da lignina dificulta sua despolimerização por métodos de 

pré-tratamento, tanto químicos quanto biológicos, sendo necessário o uso de 

diversas abordagens para obter alta conversão a baixo custo [53]. 

A lignina está intimamente associada às fibras de celulose e hemicelulose 

por meio de ligações covalentes e não covalentes, éter benzílico, glicosídico, 

éster benzílico e acetal  [54], funcionando como uma "cola" que impermeabiliza 

essas cadeias poliméricas, conferindo rigidez e proteção contra ataques 

biológicos e físicos. Essa associação resulta em uma rede tridimensional 

heterogênea [3,46]. A recalcitrância atribuída à estrutura da lignina representa 

um dos principais desafios na etapa de desconstrução da biomassa 

lignocelulósica. Isso ocorre porque as subunidades formadas durante as etapas 

de pré-tratamento podem inibir enzimas, sendo reconhecidas como fontes de 

compostos que prejudicam o processo fermentativo, além de dificultarem o 

acesso à celulose e à hemicelulose [47,48]. Esses fatores aumentam os custos 

do fracionamento da biomassa, exigem maiores cargas enzimáticas e 

apresentam desafios na reciclagem dessas enzimas. 
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Em relação ao aproveitamento da lignina, sua estrutura aromática e 

fenólica impede sua participação em processos fermentativos, mas possibilita a 

produção de produtos químicos de interesse industrial, polímeros e fibras de 

carbono [58]. A versatilidade da lignina, capaz de gerar uma ampla gama de 

produtos, torna-a uma opção competitiva em comparação com a refinaria de 

petróleo convencional. Assim, a viabilização do seu aproveitamento em 

biorrefinarias, por meio de novas rotas que conduzam à produção de produtos 

de alto valor agregado, surge como uma estratégia promissora, já que seu uso 

atual está majoritariamente restrito à queima [59]. 

 

2.4 Potencial da cana-de-açúcar como fonte de biomassa lignocelulósica 

 

Países com economias baseadas principalmente na agroindústria 

processam grandes volumes de culturas agrícolas, gerando toneladas de 

subprodutos durante o cultivo e processamento, como a palha e o bagaço da 

cana-de-açúcar. Uma parte significativa desses materiais é descartada por meio 

de queima ou deposição em aterros, práticas que não apenas desperdiçam seu 

potencial, mas também contribuem para a poluição ambiental. A cana-de-açúcar 

é uma das culturas agrícolas mais cultivadas no mundo, com uma produção 

global anual superior a 1,8 bilhão de toneladas  [60]. Países de clima tropical e 

subtropical, como Brasil, Índia, China e Austrália, destacam-se como grandes 

produtores dessa cultura [52,53]. Além disso, a cana-de-açúcar é considerada 

uma cultura comercial estratégica devido à produção de commodities como 

açúcar e etanol, que desempenham um papel significativo na economia de 

diversas nações [63]. O Brasil, líder mundial na indústria canavieira, alcançou 

uma produção de aproximadamente 678,66 milhões de toneladas na safra 

2024/25 [64]. 

O beneficiamento da cana-de-açúcar inicia-se com a colheita, atualmente 

predominantemente mecanizada [65]. Após a colheita, a cana é transportada 

para as usinas, onde passa por processos de trituração e moagem, reduzindo-a 

a partículas menores para facilitar a extração do caldo rico em açúcares. Este 

caldo é aquecido e clarificado para a remoção de impurezas, tornando-se apto 

às etapas subsequentes de concentração, cristalização e secagem, como 

ilustrado na Figura 5 [63]. Embora o açúcar e álcool seja o principal produto 
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visado no processamento dos colmos, diversas frações secundárias são geradas 

durante o processo, incluindo palha, bagaço, lama de prensagem e melaço [66].   

 

 

Figura 5 - Principais etapas do processamento da cana-de-açúcar 

Fonte: Elaborada pela Autora (2024). 

 

O bagaço e a palha são os principais subprodutos lignocelulósicos 

gerados durante a colheita e o processamento da cana-de-açúcar para a 

produção de açúcar e etanol de primeira geração. Aproximadamente 27% da 

cana processada transforma-se em bagaço, proveniente da moagem dos colmos 

nas usinas. Além disso, com o aumento da mecanização agrícola na colheita, 

cerca de 14% corresponde à geração de palha, que pode ser deixada no campo 

ou coletada e armazenada em pilhas nas usinas [67].  Juntos, bagaço e palha 

representam quase metade do conteúdo energético total da cana-de-açúcar [68]. 

A grande quantidade de palha e bagaço gerados apresenta desafios 

relacionados à gestão de sua disposição e ao uso eficiente desses materiais. No 

entanto, também representa uma oportunidade para converter subprodutos 

lignocelulósicos, tradicionalmente de baixo valor e amplamente disponíveis, em 

produtos sustentáveis de base biológica [68]. Atualmente, o potencial energético 

e químico desses subprodutos é subaproveitado pelas indústrias 
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sucroenergéticas, sendo seu uso predominantemente voltado à cogeração de 

calor e energia. Nesse processo, o bagaço é, em sua maior parte, queimado em 

caldeiras para gerar vapor, que é convertido em energia e utilizado em diferentes 

etapas dentro da planta industrial [53,54]. 

Um dos principais desafios no uso de subprodutos lignocelulósicos, como 

palha e bagaço, para geração de energia é o excedente de bagaço produzido, 

que em muitos casos supera a demanda energética da planta industrial [69], 

resultando no desperdício de mais de 50% desse material. Além disso, o 

armazenamento de palha e bagaço nas usinas apresenta problemas como 

geração de poeira, necessidade de grandes áreas de estocagem e aumento do 

risco de incêndios. Como solução, esses materiais são frequentemente 

queimados de forma ineficiente em caldeiras, o que, embora resolva 

parcialmente o problema de gerenciamento, gera cinzas de baixo valor 

agregado. Essas cinzas, por sua vez, acarretam custos adicionais para sua 

disposição adequada, representando um desafio econômico e ambiental para a 

indústria [4]. 

Considerando a composição química semelhante da palha e do bagaço 

de cana-de-açúcar, ambos ricos em carboidratos e componentes aromáticos 

(Tabela 1), esses materiais apresentam elevado potencial para serem 

convertidos em produtos de alto valor agregado com aplicações diversificadas. 

Além disso, a geração simultânea desses subprodutos em grandes quantidades 

no mesmo processo industrial facilita sua utilização conjunta na produção de 

bioprodutos. Exemplos notáveis incluem biocombustíveis, bioquímicos, biochar, 

materiais à base de fibras celulósicas e biocompósitos, obtidos por meio de 

métodos químicos, biológicos ou térmicos. Pesquisas têm se concentrado no 

desenvolvimento de novas rotas de conversão para transformar esses resíduos 

em produtos de maior valor agregado, como furfural, [70], xilitol [71] e etanol [72]. 

A ampla disponibilidade e o fácil acesso a esses subprodutos tornam-nos uma 

matéria-prima altamente atrativa para aplicações em larga escala. A integração 

de processos de conversão desses materiais nas plantas sucroalcooleiras 

tradicionais está alinhada ao conceito de bioeconomia circular, promovendo o 

desenvolvimento de produtos renováveis de alto valor agregado. Essa 

abordagem não apenas fortalece o conceito de biorrefinaria, mas também 
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prioriza o uso eficiente e sustentável dos recursos, maximizando o potencial 

econômico e ambiental dos subprodutos lignocelulósicos. 

 

2.5 Visão geral das biorrefinarias de biomassa lignocelulósica  

 

As refinarias de biomassa lignocelulósica podem ser consideradas 

análogas às refinarias de petróleo, que se consolidaram ao longo do século XX 

como instalações industriais voltadas ao processamento do petróleo bruto em 

uma ampla gama de commodities valiosas, como combustíveis, lubrificantes, 

precursores químicos, adesivos, entre outros [43]. No caso das refinarias de 

biomassa, essa abordagem ganhou destaque no início do século XXI, com foco 

no processamento de matérias-primas renováveis para a produção de uma 

diversidade de produtos e moléculas de alto valor. Utilizando diferentes técnicas, 

essas refinarias aproveitam componentes lignocelulósicos para gerar 

biocombustíveis, bioquímicos e materiais sustentáveis, reforçando sua 

relevância em um contexto de transição para uma economia mais circular e de 

baixo carbono [10]. O National Renewable Energy Laboratory (NREL), localizado 

no Colorado, EUA, define biorrefinaria como o "processamento sustentável de 

biomassa em um espectro de produtos comercializáveis e energia". Para 

viabilizar essa abordagem, é essencial a integração entre processos e 

equipamentos, permitindo o fracionamento eficiente da biomassa ou seu uso 

direto na produção de produtos de base biológica, como químicos, biomateriais, 

energia e fibras. Essa interconexão é fundamental para maximizar o 

aproveitamento dos recursos disponíveis e promover uma produção sustentável. 

[73]. 

O conceito de biorrefinaria está intimamente ligado aos princípios da 

economia circular, que visam maximizar o uso eficiente das matérias-primas e 

minimizar a geração de resíduos. Essa integração promove a valorização 

sustentável da biomassa por meio de práticas fundamentadas nos pilares de 

redução, reuso e reciclagem. Assim, as biorrefinarias não apenas impulsionam 

uma utilização mais sustentável dos recursos, mas também desempenham um 

papel crucial na transição para um modelo de produção mais responsável e 

ambientalmente consciente [74]. Esse processo ocorre por meio da utilização em 

cascata dos subprodutos lignocelulósicos [75], promovendo o fechamento do 
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ciclo de materiais, em contraste com o modelo de economia linear. Para otimizar 

o aproveitamento da biomassa e da energia nela contida, as biorrefinarias 

empregam diversas rotas de conversão, que incluem métodos bioquímicos, 

microbiológicos, químicos e termoquímicos. Essas abordagens possibilitam a 

produção de uma ampla gama de bioprodutos e fontes de energia renovável [10].  

As matérias-primas utilizadas nas biorrefinarias podem ser de origem 

primária ou secundária, e classificadas como alimentares ou não alimentares 

[76]. As matérias-primas de primeira geração são amplamente utilizadas na 

produção de biocombustíveis, enquanto as de segunda geração ainda estão em 

fase de desenvolvimento e avaliação técnico-econômica. Fatores como a 

composição do material e a complexidade da estrutura lignocelulósica 

desempenham um papel crucial na viabilidade comercial dos processos 

associados a essas biorrefinarias [39].As biorrefinarias de primeira geração 

concentram-se na utilização de matérias-primas de padrão alimentar como 

sorgo, beterraba, cana-de-açúcar, soja, trigo e milho, onde a extração dos 

açúcares é feita através de etapas de moagem, compressão, extração a base de 

água, dentre outros [77]. A partir desse substrato rico em açúcares, estes são 

posteriormente convertidos através de métodos biológicos ou químicos, 

resultando na produção de combustíveis como etanol, butanol e produtos de 

plataformas químicas [39]. Entretanto, surgiram preocupações em relação à 

utilização de matérias-primas nas biorrefinarias de primeira geração, 

especialmente devido ao seu impacto na segurança alimentar e na competição 

com alimentos. Em resposta, passou-se a explorar o uso de subprodutos não 

comestíveis, como resíduos florestais, agroindustriais, municipais e agrícolas, 

nas chamadas biorrefinarias de segunda geração [33]. Essa abordagem busca 

aproveitar materiais anteriormente descartados ou subutilizados, promovendo 

uma alternativa mais sustentável e alinhada aos princípios da economia circular. 

Apesar das vantagens ao utilizar estes componentes, os processos catalíticos 

para sua valorização oferecem diversos desafios, além de serem intensos em 

energia e tempo de processamento.   

Em resumo, uma biorrefinaria de segunda geração fundamenta-se na 

despolimerização das frações de carboidratos e componentes aromáticos 

presentes na estrutura da biomassa lignocelulósica. Após essa etapa, os 

constituintes resultantes são convertidos em bioprodutos de alto valor agregado 
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por meio de processos de conversão química e/ou biológica. Para alcançar o 

fracionamento completo da biomassa lignocelulósica, são necessárias etapas de 

pré-tratamento (Figura 6). Após a obtenção dos monômeros constituintes, a 

valorização pode ser realizada por meio de fermentação, no caso dos açúcares, 

ou por processos de conversão e melhoria química aplicados aos componentes 

aromáticos [3,2]. 

 

Figura 6 - Efeito da etapa de pré-tratamento na estrutura da biomassa lignocelulósica 

Fonte: Elaborada pela Autora (2025). 

 

Podem ser gerados mais de duzentos produtos químicos de valor 

agregado derivados da biomassa lignocelulósica – celulose, hemicelulose e 

lignina, a partir de diversas técnicas de valorização [39]. Dessa forma, a 

valorização dos componentes da biomassa (Figura 7) lignocelulósica em um 

espectro de produtos é uma abordagem lucrativa em que a exploração da lignina 

faz se necessário para aumentar a economia da biorrefinaria [40]. 

A biomassa pode ser gerada por diversos setores, como agricultura, 

silvicultura, aquicultura, indústrias e residências, o que a torna uma matéria-

prima abundante. No entanto, apresenta baixa densidade energética e 

sazonalidade. Por isso, é essencial adotar processos estratégicos para valorizar 

todos os componentes desses materiais. Fatores como o pré-tratamento, a 

composição e a disponibilidade da biomassa desempenham um papel 

fundamental na viabilidade da biorrefinaria. Por exemplo, subprodutos da 

silvicultura geralmente apresentam maior teor de lignina (>20%) quando 

comparados a resíduos de colheita, como casca de arroz e bagaço de cana-de-

açúcar. Nestes casos, a etapa de pré-tratamento precisa ser mais severa, o que 

resulta em maior gasto energético e tempo de processamento [14].  
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Figura 7 - Exemplos de bioprodutos gerados a partir da biomassa lignocelulósica 

Fonte: Elaborada pela Autora (2024). 

 

As seções seguintes irão destacar com mais detalhes as rotas de 

despolimerização da biomassa lignocelulósica através de etapa de pré-

tratamento com ácido diluído e alcalino, visando a exploração das pentoses 

obtidas no hidrolisado hemicelulósico e a polpa celulósica e lignina obtidos no 

pré-tratamento alcalino. 

 

2.6 Pré-tratamentos de biomassa lignocelulósica  

 

Visando o fracionamento da biomassa lignocelulósica, tratamentos 

físicos, químicos e biológicos são empregados geralmente de forma combinada. 

O uso de etapas em sequência visa reduzir a perda de componentes estruturais 

e a obtenção de diferentes correntes de subprodutos que podem ser 

empregados na produção e conversão de produtos de alto valor. Cada 

abordagem é responsável por causar efeitos específicos nas frações 

constituintes de celulose, hemicelulose e lignina [78]. A escolha do tipo de pré-

tratamento e as condições de operação devem ser cuidadosamente avaliadas, 

pois influenciam diretamente as etapas subsequentes do processo, como 

hidrólise e fermentação [65,47]. Essa avaliação é crucial, pois o pré-tratamento 

afeta aspectos essenciais, como a digestibilidade da matriz lignocelulósica, a 
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formação de compostos que podem ser tóxicos para os micro-organismos e a 

eficiência das operações de recuperação e purificação. Assim, a escolha e 

otimização do pré-tratamento é essencial para garantir a viabilidade técnica e 

econômica do bioprocesso. 

Algumas técnicas tradicionais de pré-tratamento são explosão a vapor, 

ácido diluído, deslignificação alcalina, organosolv e com uso de amônia [79]. A 

seguir, serão discutidas duas das principais etapas de pré-tratamento químico 

amplamente utilizadas no fracionamento da biomassa lignocelulósica: o pré-

tratamento com ácido diluído e o alcalino. 

 

2.6.1 Pré-tratamento Químico 

 

Os pré-tratamentos químicos visam principalmente modificar a estrutura 

cristalina da celulose, ao mesmo tempo em que removem as frações de 

hemicelulose e lignina da matriz lignocelulósica. Para isso, são utilizados 

agentes químicos como ácidos, bases, solventes e compostos oxidantes. Além 

de serem viáveis em escala industrial, os métodos de pré-tratamento químico 

são eficazes no aumento da área de superfície da biomassa, o que favorece o 

sucesso na digestão da lignocelulose [72,73]. 

 

2.6.1.1 Hidrólise ácida 

 

O pré-tratamento com ácido é uma técnica consolidada entre as diversas 

abordagens de pré-tratamento, tendo como objetivo a clivagem das ligações 

glicosídicas na matriz lignocelulósica. Esse processo solubiliza principalmente a 

fração hemicelulósica, além de parte da lignina, tornando a celulose mais 

acessível aos ataques enzimáticos [56]. O pré-tratamento pode ser realizado 

com ácidos concentrados ou diluídos, sendo que o uso de ácido concentrado é 

menos atrativo em bioprocessos, devido à formação de compostos de 

degradação que podem inibir o processo fermentativo [73]. Além disso, o uso de 

ácido concentrado pode causar problemas como corrosão de equipamentos e 

dificuldades na recuperação do ácido [82]. Por essas razões, o ácido diluído é 

mais comumente empregado tanto em escala laboratorial quanto comercial, 

oferecendo vantagens em relação ao ácido concentrado. 



 

40 
 

Dessa forma, a escolha dos parâmetros utilizados no pré-tratamento com 

ácido diluído é de grande importância para garantir a eficiência do processo e 

remoção da hemicelulose [70]. Por exemplo, a utilização de altas temperaturas 

podem levar ao maior consumo de energia, problemas de corrosão, geração de 

compostos inibitórios e perde de açúcares. Sendo assim, quando utilizadas 

temperaturas elevadas (180-200ºC) são empregados um curto período de 

reação (15-30 minutos). Por outro lado, em temperaturas mais baixas (140-

160ºC) são empregados maior tempo de reação (30-120 minutos) [82].  

As principais variáveis de processo avaliadas no pré-tratamento com 

ácido incluem tempo de reação, temperatura, relação sólido/líquido e 

concentração de ácido. Essas variáveis são ajustadas para otimizar o 

rendimento de açúcares no hidrolisado hemicelulósico e minimizar a formação 

de compostos potencialmente inibidores. Altos rendimentos de hidrólise têm sido 

obtidos com o uso de ácido sulfúrico diluído, que se destaca como o ácido mais 

investigado nesse contexto. Por exemplo, Yildirim et al. (2022) [83] investigaram 

as melhores condições de pré-tratamento para biomassa de oliveira visando a 

produção de bio-hidrogênio. Utilizando a técnica de superfície resposta, os 

autores determinaram que as condições ótimas eram 78 minutos a 102,5°C e 

uma concentração de ácido sulfúrico de 0,6% (v/v), resultando na obtenção de 

37 g.L-1 de açúcares redutores totais (ART). Em um estudo de Kärcher et al. 

(2015) [84] os autores compararam o desempenho de gramíneas (Miscanthus × 

giganteus) e palha de trigo em um pré-tratamento com ácido sulfúrico. A hidrólise 

da hemicelulose da palha de trigo apresentou um rendimento de 96,2% em 

açúcares, utilizando 140°C, 1,13% de H2SO4 por 10 minutos. Para a gramínea, 

o rendimento foi ligeiramente inferior, com 89,9% de conversão, utilizando 150°C 

e 1,44% de H2SO4 pelo mesmo tempo de 10 minutos. 

Outros ácidos também são mencionados em estudos, como ácido 

clorídrico [85], ácido fosfórico [86], ácido nítrico [87]  além de ácidos orgânicos, 

como o ácido oxálico [88] e o ácido maléico [89]. 

 

2.6.1.2 Hidrólise Alcalina 

 

O pré-tratamento alcalino visa à remoção seletiva da lignina, com a 

consequente liberação de uma pequena quantidade de hemicelulose. Esse 
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processo torna a fração celulósica mais acessível para a etapa de sacarificação 

enzimática [41], ao reduzir a cristalinidade da celulose e aumentar a porosidade 

e a área de superfície da biomassa, efeitos resultantes da remoção intensiva da 

lignina [47,43]. Este é um processo tradicionalmente utilizado na indústria de 

papel e celulose para o fracionamento dos componentes lignocelulósicos. Seu 

objetivo principal é obter uma polpa rica em celulose, gerando lignina e 

hemicelulose como subprodutos do processamento [90]. 

Os agentes de deslignificação comumente utilizados são hidróxido de 

potássio, hidróxido de sódio e amônia [91]. O processo alcalino clássico é o 

processo Kraft, que envolve a digestão da biomassa em uma solução de sulfeto 

de sódio (Na2S) e hidróxido de sódio (NaOH) em concentrações de 15-20%. 

Esse processo resulta no isolamento das fibras de celulose e na formação de 

um líquido denominado licor negro [92]. Este licor é composto por frações 

orgânica e inorgânica: a fração orgânica contém fragmentos de celulose, 

hemicelulose e lignina, enquanto a fração inorgânica provém dos produtos 

químicos usados no pré-tratamento, sendo que parte desses produtos pode ser 

reciclada ao final do processo [93]. 

Devido a maturidade industrial e o amplo emprego do processo Kraft, 

toneladas de licor negro são gerados anualmente [94]. No entanto, o 

aproveitamento dessa fração líquida limita-se a concentração e queima para 

recuperação de químicos e geração de energia térmica. Uma das razões para 

isso se dá devido ao processo Kraft destruir as cadeias de lignina, 

impossibilitando a obtenção de químicos e moléculas derivadas de interesse 

[95].  

Um outro processo de hidrólise alcalina com importância industrial é o 

processo de polpação sulfito, que se baseia no uso dos íons HSO3
- e SO3

2- que 

resultará na sulfonação, degradação e solubilização da lignina. Além disso, há o 

processo soda, geralmente empregado na polpação de resíduos de colheita [93]. 

Nesse método, a deslignificação ocorre pelo uso de hidróxido de sódio (NaOH), 

podendo ser associado à antroquinona, um catalisador que aumenta a 

seletividade de remoção da lignina. 
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2.7 Hemicelulose como fonte de açúcares fermentescíveis 

 

Á medida que as indústrias buscam formas mais ecológicas de produzir 

produtos químicos, a rota biotecnológica através da assimilação da xilose 

emerge como uma via potencial de base biológica. Através da assimilação da 

xilose por micro-organismos, que pode ser convertida principalmente em xilitol, 

ácido succínico, ácido láctico, entre outros [85]. 

Os açúcares presentes na celulose e na hemicelulose, na forma de 

polissacarídeos, representam mais de 60% da composição da maioria das 

biomassas, sendo o restante, em grande parte, composto por lignina, uma 

macromolécula polifenólica [96]. Contudo, a maioria dos bioprocessos utiliza a 

glicose como matéria-prima, o que direciona o foco para a desconstrução da 

fração celulósica. Por outro lado, açúcares alternativos, como xilose, arabinose, 

manose e galactose, surgem como opções atraentes, promovendo o 

aproveitamento da fração hemicelulósica e possibilitando o estabelecimento de 

uma biorrefinaria que explore diferentes frações da biomassa [89-91].  

A xilose tem atraído mais atenção em comparação a outros açúcares 

alternativos porque é o açúcar primário presente na porção hemicelulósica de 

vários materiais lignocelulósicos [99]. Para utilizar a xilose como fonte de 

carbono em processos fermentativos, são necessárias leveduras com uma rota 

metabólica mais flexível. Isso ocorre porque a xilose é um açúcar de cinco 

carbonos, exigindo que seja canalizada pela via das pentoses fosfatos (PPP). A 

PPP pode converter a xilose em intermediários importantes, como a xilulose-5-

fosfato, integrando-se perfeitamente à glicólise ou outras vias metabólicas 

centrais. Utilizar vias alternativas para fermentação de xilose pode resultar em 

eficiência reduzida em comparação à via glicolítica altamente otimizada 

projetada para glicose [93-95]. A xilose pode ser convertida em compostos 

químicos mais valiosos por meio da transformação quimiocatalisadora ou 

intervenção biotecnológica. 

A xilose pode ser transformada, por meio de uma rota quimiocatalisadora, 

em uma ampla variedade de produtos, incluindo furfural, álcool furfurílico, xilitol, 

ácido levulínico, éster levulínico, ácido xilárico, 2-metilfurano e outros 

intermediários [1]. Contudo, com a crescente busca por métodos mais 

sustentáveis de produção de produtos químicos, a rota biotecnológica baseada 
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na assimilação de xilose por meio do caminho das pentoses (PPP) tem se 

destacado como uma alternativa promissora. Nesse processo, micro-organismos 

podem converter a xilose principalmente em xilitol, ácido succínico, ácido láctico, 

entre outros compostos [102]. 

A utilização de hidrolisados de biomassa como substrato apresenta 

vantagens econômicas ao reduzir os custos do bioprocesso. No entanto, a 

presença de compostos de degradação constitui um desafio significativo durante 

a fermentação, afetando o desempenho de diversos micro-organismos. Esse 

problema decorre do fato de que os pré-tratamentos químicos da biomassa são 

processos inespecíficos, resultando na formação de uma variedade de 

subprodutos químicos indesejáveis. O pré-tratamento com ácido diluído, por 

exemplo, é amplamente utilizado como etapa inicial, pois permite a solubilização 

de uma grande fração hemicelulósica da biomassa, mantendo a celulose 

cristalina intacta. Esse método é reconhecido por sua eficiência e viabilidade 

econômica [98-100]. No entanto, está associado à liberação de compostos que 

podem inibir o crescimento microbiano. Para contornar esse obstáculo, diversos 

estudos têm explorado etapas de destoxificação, demonstrando melhorias 

significativas nos bioprocessos fermentativos após a remoção parcial desses 

inibidores [101-103]. 

 

2.8 Compostos inibidores da fermentação 

 

Estes compostos de inibição podem ser divididos em três grupos: ácidos 

alifáticos de cadeia curta, compostos fenólicos e derivados furânicos [107]. O 

ácido acético é o ácido mais abundante encontrado em hidrolisados 

hemicelulósicos, sendo formado pela hidrólise das frações acetil presentes na 

hemicelulose durante os tratamentos ácidos da biomassa. Entre os derivados 

furânicos mais comuns estão o furfural e o hidroximetilfurfural (5-HMF), gerados 

pela desidratação de pentoses e hexoses em condições ácidas, 

respectivamente. Esses compostos podem ser submetidos a etapas 

subsequentes de degradação, resultando na formação de ácidos fórmico e 

levulínico, respectivamente [108]. A lignina, macromolécula polifenólica, 

corresponde ao maior grupo de compostos inibidores gerados durante o pré-

tratamento da biomassa. Devido à sua estrutura complexa, a degradação da 
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lignina resulta na formação de uma variedade de compostos, incluindo ácidos, 

álcoois e aldeídos. Esses compostos são derivados dos três principais álcoois 

fenólicos que compõem as frações da lignina: trans-coniferílico, trans-sinapílico 

e p-cumarílico. Entre os produtos formados, destacam-se os ácidos benzóico, p-

cumárico e ferúlico, além dos aldeídos siringaldeído, vanilina e 4-

hidroxibenzaldeído [106,107].  

A compreensão detalhada do comportamento desses compostos de 

degradação e de sua ação sinérgica em processos fermentativos ainda é 

limitada. Em situações em que esses compostos estão presentes, torna-se 

necessário o uso de micro-organismos mais robustos ou a aplicação de 

estratégias de destoxificação do meio [108-110]. Os diferentes mecanismos de 

toxicidade associados a esses inibidores podem levar ao prolongamento da fase 

lag, redução no acúmulo de produto e, eventualmente, na morte desses micro-

organismos [113]. 

 

2.9 Rhodosporidium toruloides: características e potencial biotecnológico 

 

Recentemente, tem-se observado um crescente interesse na utilização de 

linhagens não convencionais de leveduras para a conversão de xilose em 

produtos de maior valor agregado. Nesse contexto, as leveduras oleaginosas 

emergem como micro-organismos promissores para a produção de ácidos 

graxos [114]. 

Atualmente, os micro-organismos oleaginosos têm atraído grande 

atenção devido à sua capacidade de acumular grandes quantidades de lipídios 

[8]. O lipídio microbiano produzido por esses micro-organismos é uma fonte 

atraente para a produção de biocombustíveis renováveis, devido à semelhança 

de seus ácidos graxos com os óleos vegetais e, em alguns casos, com as 

gorduras de origem animal [114,115]. Os ácidos graxos com melhor influência 

nas propriedades do biodiesel produzido são ácido oleico, ácido palmítico e o 

ácido linoleico.  

A utilização de lipídios produzidos por microrganismos traz como 

vantagem não competir com os óleos alimentícios. Além disso, o óleo microbiano 

produzido é um bioproduto versátil, com potencial para a produção de 

bioquímicos e biomateriais. Esse óleo pode ser precursor para uma ampla gama 
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de produtos. Além disso, os óleos microbianos podem ser ajustados, através de 

meio de cultura, substrato, pH, temperatura, entre outros para ter composições 

específicas de ácidos graxos, tornando-os adequados para diversas aplicações, 

como alimentos, produtos farmacêuticos e cosméticos. A diversificação das 

aplicações desses lipídios é essencial para tornar o processo de produção 

microbiana de lipídios economicamente viável [116-118]. Por exemplo, Navazes-

Pazos et al. (2024) [119] realizaram ensaios de fermentação com linhagens de 

R. toruloides com ácidos graxos voláteis como fonte de carbono. Os autores 

relataram um perfil lipídico composto principalmente por ácido oleico, ácido 

palmítico e ácido linoleico, que são adequados para produção de biodiesel. Outro 

exemplo é o trabalho de Xue et al. (2024) [120] que realizaram a utilização de 

substrato lignocelulósico para produção de lipídios utilizando uma cepa de R. 

toruloides C23. Os ácidos graxos predominantes incluíram ácido oleico, ácido 

palmítico, ácido esteárico e ácido linoleico, representando mais de 90% do 

conteúdo lipídico. 

No entanto, adaptar a produção para atingir níveis mais elevados de 

ácidos graxos específicos e otimizar o processo de recuperação subsequente 

são desafios importantes na produção de lipídios microbianos. Isso envolve, 

principalmente, estratégias de engenharia genética voltadas para as vias de 

alongamento e dessaturação [102]. Contudo, devido às limitações nas 

estratégias de engenharia genética e na disponibilidade de elementos genéticos 

para cepas oleaginosas menos estudadas, a aplicação desses métodos é 

restrita. Assim, estudos focados em diferentes condições de cultivo, como razão 

C/N, temperatura, pH, aeração, fontes de nitrogênio e carbono, proporcionarão 

informações valiosas para desenvolver estratégias de personalização das 

composições de ácidos graxos [119,120]. 

Os óleos microbianos podem ser produzidos a partir de recursos 

renováveis e apresentam uma pegada de carbono menor em comparação com 

óleos vegetais ou fósseis. Esses micro-organismos podem ser cultivados 

independentemente das condições climáticas e sem a necessidade de grandes 

extensões de terra, o que torna a produção de óleos microbianos uma alternativa 

mais ecologicamente sustentável [123]. Embora micro-organismos como 

microalgas, fungos e bactérias tenham a capacidade de acumular lipídios, essas 

espécies enfrentam desafios como baixa capacidade de acúmulo, inibição por 
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altas concentrações de substrato e repressão catabólica, o que torna o processo 

mais desafiador [122,123]. O cultivo autotrófico de microalgas para a produção 

de óleo microbiano enfrenta desafios significativos, como variações diárias e 

sazonais na intensidade luminosa, baixas taxas de crescimento, concentração 

limitada de biomassa e dificuldades de escalabilidade. No cultivo heterotrófico, 

as microalgas têm menor competitividade em relação a processos envolvendo 

leveduras e fungos filamentosos, devido à sua gama restrita de fontes de 

carbono e taxas de crescimento relativamente lentas [115]. Em contrapartida, o 

cultivo de leveduras oferece várias vantagens, como o controle facilitado do 

suprimento de oxigênio e a eficiência na transferência de massa, graças à sua 

estrutura unicelular. Essas características fisiológicas e biotecnológicas notáveis 

posicionam as leveduras como foco em estudos recentes voltados para a 

produção de derivados oleoquímicos valiosos [126]. Algumas cepas são capazes 

ainda  de crescer em hidrolisados hemicelulósicos e celulósicos na presença de 

compostos de degradação da biomassa, embora, em alguns casos, com 

desempenho inferior em comparação aos meios livres desses compostos 

[57,125,126]. Um bom exemplo é o trabalho de Osorio-González,et al. (2019) 

[117] no qual os pesquisadores demonstraram que cepas de Rhodosporidium 

toruloides foram capazes de crescer em hidrolisado de biomassa lignocelulósica, 

utilizando açúcares de cinco e seis carbonos. Além disso, essas cepas 

apresentaram tolerância a intermediários do processo de fracionamento da 

biomassa, como ácido levulínico, 5-HMF, furfural, siringaldeído, ácido ferúlico e 

ácido hidroxibenzóico. 

Embora a destoxificação de hidrolisados lignocelulósicos seja uma 

solução promissora para melhorar o processo fermentativo, a adição dessa 

etapa implica em uma operação adicional, resultando em custos extras para o 

bioprocesso. Portanto, é fundamental desenvolver estratégias eficazes para 

reduzir os efeitos negativos associados à presença de compostos inibidores 

provenientes das etapas de pré-tratamento, sem gerar custos adicionais e sem 

comprometer o desempenho das leveduras, tornando o bioprocesso mais 

econômico e atraente [129]. 

Uma estratégia eficaz para superar esse obstáculo é a adaptação prévia 

das células, que consiste na pré-exposição do micro-organismo a concentrações 

subletais dos compostos tóxicos presentes no hidrolisado. Gradualmente, e por 
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meio da capacidade inata do micro-organismo,  se adapta ao meio de 

fermentação, com a pressão seletiva do ambiente e o desenvolvimento de um 

aparato metabólico, resultante em uma série de mutações espontâneas 

[108,110,111].  Um exemplo disso é o estudo de Park et al. (2023) [130], que 

investigaram a produção de lipídios por cepas de Rhodosporidium toruloides em 

hidrolisado hemicelulósico de palha de arroz. Devido à presença de compostos 

inibidores para a fermentação, os autores realizaram uma adaptação prévia do 

micro-organismo, estratégia também empregada neste trabalho. Após 16 ciclos 

de subcultura, a cepa adaptada demonstrou resistência ao furfural e 5-HMF 

presentes no hidrolisado, apresentando crescimento 2,5 vezes superior ao da 

cepa não adaptada e acúmulo de 54% de lipídios. 

O processo de adaptação permite a seleção de micro-organismos mais 

robustos. Em alguns casos, além da tolerância microbiana aos inibidores 

presentes nos hidrolisados, observa-se uma capacidade metabólica de converter 

esses produtos de degradação em compostos menos tóxicos ou até mesmo 

utilizá-los como fonte de carbono através do metabolismo central, fornecendo 

uma alternativa de energia à célula. Por exemplo, os derivados furânicos podem 

ser oxidados a ácido 2-furóico, enquanto o siringaldeído e a vanilina podem ser 

transformados em siringato e ácido vanílico, respectivamente [113]. Resultados 

semelhantes foram observados por Osorio-González et al. (2022) [131], que 

investigaram a degradação de furfural em hidrolisado de biomassa, utilizando 

cepas de Rhodosporidium toruloides, e observaram uma redução de 90,7% do 

composto em 96 horas de fermentação. Outro exemplo é o estudo de Almeida 

et al. (2023) [132], que selecionaram cepas adaptadas de Papiliotrema laurentii 

com maior tolerância ao ácido acético em concentrações crescentes deste 

composto. Sha et al. (2023) [133] desenvolveram uma linhagem de Yarrowia 

lipolytica com maior tolerância a compostos aromáticos, enquanto Park et al. 

(2023) [130] selecionaram uma cepa de Rhodosporidium toruloides que 

demonstrou maior resistência aos furanoaldeídos, importantes produtos de 

degradação encontrados em hidrolisados lignocelulósicos. 

Embora o processo de adaptação ofereça vantagens em relação à cepa 

não-adaptada quando cultivada em hidrolisados de biomassa, esse meio ainda 

não atende a todas as exigências nutricionais dos micro-organismos. Por isso, é 

necessária a suplementação com nutrientes essenciais para o desenvolvimento 
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celular, os quais são fundamentais para a realização de qualquer reação de 

fermentação [129,130]. 
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Tabela 2 – Análise comparativa da produção de lipídios por diferentes cepas de leveduras oleaginosas a partir de diferentes meios de cultivo 

N.I: não informado. 
Fonte: Elaborada pela Autora (2025).

Cepa de levedura 
oleaginosa 

Fonte de carbono Meio de crescimento Razão C:N 
Biomassa 
final (g.L) 

Conteúdo lipídico 
(% bs) 

Referência 

Rhodosporidium toruloides 
CBS 14 

xilose 39,4 g.L-1 
meio de cultivo quimicamente 

definido 
75:1 11,1 47,05 [136] 

Rhodosporidium toruloides 
CBS 14 

glicose 40,8 g.L-1 
meio de cultivo quimicamente 

definido 
75:1 13,8 47,51 [136] 

Rhodosporidium toruloides 
ATCC 204091 

20 g.L-1 açúcares totais 
(48,55% de glicose, 30,9% de 

xilose e 20,4% de glicerol) 

Resíduos vegetais (cascas de 
laranja, limão doce, banana, 

manga, vagens de ervilha e tocos 
de couve-flor/repolho) 

30:1 18 74,5 [137] 

Rhodotorula glutinis 
 

40 g.L-1 glicose 
Águas residuais de glutamato 

monossódico (MSG) 
N.I 25 20 [138] 

Rhodosporidium toruloides 
NRRL Y- 

1091 
25 g.L-1 glicose 

meio de cultivo quimicamente 
definido 

25:1 3,90 6,16 [139] 

Rhodosporidium toruloides 
NRRL Y- 

1091 
25 g.L-1 xilose 

meio de cultivo quimicamente 
definido 

25:1 2,85 2,63 [139] 

Rhodosporidium toruloides 
NRRL Y- 

1091 

23,89 g.L-1 xilose, 4,10 g.L 
glicose, 

Hidrolisado hemicelulósicode palha 
de trigo destoxificado 

N.I 10,73 9,44 [139] 

Rhodosporidium toruloides 
0126-16 

103 g.L-1 de açúcares totais (61 
g.L-1 de glicose, 42 g.L-1 de 

xilose) 

Hidrolisado hemicelulósicode palha 
de trigo 

N.I 6,6 54,4 [140] 

 
Rhodosporidium toruloides-

1588 

37,5 g.L-1 de glicose, 2,5 g.L-1 
de xilose 

Hidrolisado celulósico de madeira 70:1 15,3 34 [141] 

 
Rhodosporidium toruloides-

1588 
25g.L-1 glicose, 25g.L-1 xilose. 

Hidrolisado celulósico e 
hemicelulósico de resíduos 

florestais (Populus sp.)  (1:1) 
70 13,33 38,85 [142] 

Rhodosporidium toruloides 
CCT 
7815 

12,19 g.L-1 xilose 
Hidrolisado hemicelulósico de 

eucalipto 
100 6,52 26,42 [126] 

Rhodosporidium toruloides 
NRRL Y- 

1091 

24,76 g.L-1 de xilose, 4,72 g.L-1 
glicose 

Hidrolisado de hemicelulósico de 
palha de trigo concentrado 2 vezes 

e destoxificado 
N.I 10,73 9,44 [139] 
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2.10 Mecanismos de fermentação e acumulação de lipídios 

 

Os principais benefícios da produção de óleo microbiano por meios 

biotecnológicos incluem sua independência de variações sazonais e climáticas, 

a capacidade de manter condições de produção controladas e os ciclos de 

crescimento mais curtos, que oferecem vantagens significativas em relação às 

fontes vegetais. No entanto, até o momento, a pesquisa sobre a aplicação de 

técnicas de adaptação em hidrolisados hemicelulósicos para identificar cepas de 

leveduras oleaginosas mais robustas para a produção de óleo microbiano é 

limitada, o que se associa diretamente a variabilidade dos hidrolisados que 

podem ser obtidos e a necessidade da otimização dos parâmetros de cultivo. 

Nos casos de leveduras oleaginosas, os parâmetros nutricionais têm um 

impacto direto no acúmulo de lipídios, onde a limitação de nitrogênio é a maneira 

mais comum de aumentar o teor de óleo em leveduras oleaginosas [92,124]. Isso 

ocorre porque a biossíntese lipídica é favorecida em um meio com excesso de 

carbono, enquanto a presença de um nutriente limitante (como fósforo ou 

nitrogênio) restringe a biossíntese de proteínas e ácidos nucleicos. Como 

resultado, as células não conseguem utilizar toda a fonte de carbono disponível 

para a formação de biomassa celular. Em vez disso, o metabolismo é desviado, 

e o excesso de substrato é assimilado e convertido em lipídios intracelulares 

[138,132,139]. A Figura 8 apresenta as vias metabólicas envolvidas na produção 

de óleo microbiano. O piruvato, produto final da glicólise e da via de utilização 

das pentoses, é transportado para a mitocôndria. Na mitocôndria, o complexo 

enzimático de piruvato-desidrogenase catalisa a conversão do piruvato em 

acetil-CoA, um precursor essencial para a biossíntese de ácidos graxos, que 

ocorre no citosol. Como a membrana mitocondrial é impermeável à acetil-CoA, 

este composto é convertido em citrato para ser transportado para o citosol. Em 

condições de limitação de nitrogênio, a enzima adenosina monofosfato (AMP)-

desaminase é ativada, promovendo a clivagem do AMP e resultando na 

formação de inosina monofosfato (IMP) e íons NH₄⁺, que suprem a demanda 

celular por nitrogênio. A depleção de AMP interrompe o ciclo de Krebs na etapa 

de isocitrato. Nesse contexto, a enzima ATP-citrato liase, presente 

exclusivamente em micro-organismos oleaginosos [145], catalisa a conversão 

de citrato em acetil-CoA e oxaloacetato no citosol. Esse processo aumenta a 
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concentração de acetil-CoA disponível no citosol, favorecendo a biossíntese de 

ácidos graxos. Para a síntese de ácidos graxos, são indispensáveis o NADPH e 

o malonil-CoA para o alongamento das cadeias. O NADPH é gerado pela 

descarboxilação do malato, catalisada pela enzima málica, enquanto o malonil-

CoA é formado a partir da acetil-CoA pela ação da enzima acetil-CoA 

carboxilase. Com esses precursores disponíveis, a síntese de ácido palmítico 

ocorre por meio de reações catalisadas por um complexo multienzimático, 

utilizando acetil-CoA, malonil-CoA e NADPH.  

 

 

Figura 8 - Fluxo de citrato e malato como fontes de acetil-CoA e NADPH para a 

lipogênese em leveduras oleaginosas. 

G-6-P: Glicose-6-fosfato; 6PGL: 6-Fosfoglucono-δ-lactona; 6-PL: 6-Fosfogluconato; 

R5P: Ribose-5-fosfato; G3P: Gliceraldeído-3-fosfato; Xilulose-5P: Xilulose-5-fosfato; 

NADP⁺: Nicotinamida adenina dinucleotídeo fosfato – oxidado; NADPH: Nicotinamida 

adenina dinucleotídeo fosfato - reduzido; ATP: Adenosina Trifosfato; Acetil-CoA: Acetil 

Coenzima A. 

Fonte: Adaptado de Spagnuolo et al. 2019 [97] e Ageitos et al. 2011 [145]. 

 

Dessa forma, estabelecer o balanço ideal entre carbono e nitrogênio (C:N) 

é fundamental. Quando a disponibilidade de carbono é baixa, as cepas começam 

a gerar células, priorizando esse processo em detrimento do acúmulo de lipídios. 
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Assim, a estratégia de C:N deve ser combinada com a adição de 

microelementos, como Mg²⁺, Zn²⁺, Mn²⁺, Cu²⁺ e Ca²⁺, além de sais inorgânicos, 

para otimizar o acúmulo lipídico [140,141]. 

 

2.11 Biocompósitos de base celulósica 

 

Os painéis de partículas tradicionais são produzidos a partir de partículas 

de madeira, como lascas, aparas, serragem, ou outros materiais 

lignocelulósicos, unidos por um adesivo polimérico. Esses componentes passam 

por um processo de cura sob condições específicas de temperatura e pressão 

[147]. Esses materiais apresentam ampla aplicabilidade, incluindo a fabricação 

de móveis, itens de decoração, embalagens, revestimentos e maquetes [148]. 

A principal matéria-prima utilizada na produção de painéis de partículas 

são as aparas de madeira geradas durante o desbaste florestal e os resíduos do 

processamento da madeira [147]. Embora suas propriedades mecânicas sejam 

inferiores às da madeira sólida, esses painéis podem ser aprimorados para 

atingir a qualidade desejada por meio de ajustes nas condições operacionais de 

produção e no uso de resinas, que atuam como adesivos no material. Entre os 

produtos à base de madeira, os painéis de partículas representam o principal 

item disponível no mercado global, com uma demanda crescente [75].  

Madeiras de reflorestamento têm sido amplamente utilizadas na produção 

comercial de painéis de partículas. Contudo, nos últimos anos, o cenário de 

aproveitamento de recursos madeireiros tem mudado, com maior ênfase em 

aplicações de maior valor agregado [51]. Essa mudança, aliada à crescente 

demanda por madeira e à pressão para reduzir a dependência desse recurso, 

tem gerado desafios para a indústria de painéis de partículas. Esses desafios se 

agravam pelo longo tempo necessário para a maturação de espécies como pinus 

e eucalipto, que pode chegar a 15 anos até a colheita, dificultando o suprimento 

adequado de matéria-prima [142,144].  

A busca por matérias-primas alternativas para substituir os subprodutos 

da madeira tornou-se essencial para atender à crescente demanda do setor. A 

utilização de matérias-primas alternativa oferece vantagens significativas, como 

a redução de custos de produção e, em muitos casos, a diminuição da emissão 

de compostos nocivos tanto no produto final quanto nas etapas do processo 
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produtivo. Por exemplo, as indústrias de painéis de partículas e compensados 

enfrentam pressões para reduzir a dependência de derivados da madeira e as 

emissões tóxicas de formaldeído provenientes de adesivos à base de petróleo. 

Essas mudanças têm como objetivo tornar o processo mais ambientalmente 

amigável, além de melhorar a reciclabilidade do produto, já que os materiais 

tradicionais frequentemente limitam as opções de descarte e reaproveitamento 

dos resíduos gerados durante a produção [150]. Nesse contexto, subprodutos 

lignocelulósicos de origem agrícola apresentam-se como uma matéria-prima 

promissora para a fabricação de painéis de partículas, desde que os produtos 

obtidos atendam aos requisitos estabelecidos pelas normas técnicas aplicáveis. 

 

2.12 Exploração de subprodutos agrícolas para produção de 

biocompósitos 

 

Diversos estudos na literatura relatam o uso de subprodutos agrícolas na 

produção de biocompósitos, destacando a utilização de diferentes partes da 

planta, como caules, folhas, palhas, cascas, frutos e sementes [147]. Um 

biocompósito pode ser definido como um material composto de uma matriz de 

biopolímero reforçada com fibras naturais ou compostos adesivos. Geralmente, 

combina componentes biológicos e sintéticos para melhorar as propriedades 

mecânicas, térmicas e ambientais [151]. 

Além do benefício ambiental associado ao aproveitamento de 

subprodutos agrícolas que, de outra forma, seriam descartados, essas matérias-

primas oferecem vantagens econômicas significativas. A utilização de biomassa 

agrícola reduz os custos de produção dos biocompósitos, considerando que a 

matéria-prima representa entre 30% e 40% do custo total do processo. Em 

comparação, aparas de madeira são, em média, 50% mais caras que a biomassa 

agrícola, o que torna o uso de subprodutos agrícolas uma alternativa mais 

acessível. Essa abordagem resulta em uma redução geral nos custos de 

produção, ao mesmo tempo em que promove benefícios ambientais e sociais 

[149]. 

Entretanto, um dos gargalos associado ao uso de subprodutos agrícolas 

para a produção de biocompósito é geralmente o seu menor teor de celulose 

quando comparado com subprodutos derivados da madeira [11]. A organização 
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estrutural dos polímeros de celulose é crucial para garantir propriedades 

mecânicas adequadas ao material. Além disso, o alto teor de componentes 

extrativos nos subprodutos agrícolas deve ser considerado, pois, durante a 

prensagem, esses compostos podem volatilizar, liberando gases que prejudicam 

a adesão entre as fibras. Para alcançar as propriedades físicas e mecânicas 

desejadas, torna-se essencial realizar uma etapa de modificação estrutural, 

como o pré-tratamento seletivo, visando a remoção de componentes não 

celulósicos, incluindo extrativos e parte da lignina [152]. A remoção parcial da 

lignina e da hemicelulose aumenta a porosidade e reduz a rigidez do material, 

favorecendo o processo de densificação. No entanto, uma remoção insuficiente 

de lignina pode comprometer a prensagem a quente, resultando em painéis de 

partículas com maior presença de espaços vazios. Por outro lado, a remoção 

excessiva de lignina, que desempenha um papel crucial como agente ligante, 

pode tornar o material excessivamente frágil [153]. 

Estudos anteriores frequentemente combinam tratamento químico e 

densificação a alta temperatura para produzir biocompósitos com maior rigidez 

e resistência [148,149] desenvolveram um biocompósito livre de adesivos a partir 

de partículas de bambu, utilizando deslignificação parcial (NaOH/Na2SO3) 

seguida de prensagem a quente em duas etapas: 80ºC, 1 MPa por 12 horas, e 

140ºC, 50 MPa por 90 minutos. O material obtido apresentou alta resistência à 

flexão (162 MPa), superando o bambu natural. O tratamento químico foi eficaz 

para ajustar a quantidade de lignina e liberar as microfibras de celulose, que, 

durante a prensagem a quente, foram infiltradas pela lignina, resultando em uma 

estrutura densa e de bom desempenho. 

Como o biocompósito gerado é livre de formaldeído e outras substâncias 

nocivas à saúde humana, seu leque de aplicações se amplia, permitindo seu uso 

em áreas que exigem altos padrões de proteção ambiental. Exemplos incluem 

aplicações em ambientes internos, como separadores de escritório, tetos e 

paredes, portas de correr, decoração de interiores e outros produtos 

manufaturados [150,151]. 
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2.13 Propriedades da lignina e seu uso como plastificante 

 

A lignina consiste na fonte de polímeros fenólicos naturais mais 

abundante no planeta responsável pela rigidez e integridade das plantas [51]. A 

lignina é rica em grupos funcionais, como hidroxila, carboxila e aldeído, o que 

desperta interesse para a exploração desse recurso, principalmente com base 

em seus componentes [51]. A maioria da lignina disponível é obtida como 

resíduo durante o processo de polpação para produção de papel, mas é 

encontrada em todas as plantas [158]. Enquanto a celulose é amplamente 

utilizada na produção de papel, as aplicações da lignina ainda são bastante 

limitadas, apesar de sua ampla disponibilidade. Um dos principais campos de 

valorização da lignina é sua utilização como ligante, devido a sua estrutura 

aromática tridimensional complexa confere aos produtos à base de lignina 

propriedades de grande interesse, como resistência mecânica, durabilidade, 

retardamento de chama por meio da formação de carvão e resistência à 

degradação ultravioleta [159]. O aproveitamento das propriedades adesivas da 

lignina é uma tecnologia que começou a ser explorada na década de 1990 [160]. 

No entanto, naquela época, os estudos focavam na formulação combinada com 

fenol-formaldeído, que, além de não ser renovável, é caro, de processamento 

complexo e consome muita energia [51]. 

Embora os painéis de partículas tradicionais utilizem grandes quantidades 

de subprodutos do beneficiamento da madeira, esses materiais são, na maioria 

das vezes, considerados resíduos devido ao tamanho das partículas, o que 

impede sua absorção em setores tradicionais, como na produção de móveis, 

componentes estruturais ou de isolamento. Um dos principais problemas do 

processo industrial está no uso de resinas tóxicas à base de formaldeído, que, 

além de melhorar as propriedades mecânicas dos compósitos, resulta na 

liberação de formaldeído livre [161]. O formaldeído foi classificado como um 

carcinógeno humano pela Agência Internacional de Pesquisa sobre o Câncer 

(IARC) e representa um risco significativo ao meio ambiente, causando danos a 

trabalhadores e consumidores desses painéis de partículas [150]. O uso de 

adesivos à base de formaldeído responde por 95% das resinas utilizadas na 

produção desses painéis [162], incluindo fenol-formaldeído (PF), ureia-

formaldeído (UF) e melamina-ureia-formaldeído (MUF). Essas resinas são 
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amplamente empregadas devido ao seu baixo custo e alta reatividade, 

permitindo a utilização de condições operacionais mais brandas. 

Considerando os malefícios associados ao uso de resinas tóxicas, a 

produção de painéis de partículas sem ligantes tóxicos (self-bonding) ou com 

ligantes renováveis oferece benefícios econômicos e para a saúde. Atualmente, 

apenas 5% dos painéis de partículas produzidos utilizam adesivos naturais, 

como taninos, carboidratos, látex de borracha natural e ligninas [42,157,158]. No 

entanto, o alto custo e a limitada performance desses materiais restringem suas 

aplicações em maior escala [165]. Dessa forma, a fabricação de painéis de fibras 

livres de adesivos surge como uma abordagem promissora, tanto do ponto de 

vista econômico quanto ambiental.  

Em busca de tecnologias mais sustentáveis, processos de fabricação de 

painéis de partículas livres de formaldeído baseados na capacidade de auto-

ligação dos componentes presentes na matriz lignocelulósica, têm sido relatados 

em diversos estudos [155,160,161] e são considerados candidatos promissores 

aos modelos tradicionais, pois são ecologicamente corretos, não requerem a 

adição de resinas e possuem aplicações domésticas [168]. O processo de 

produção sem adesivos envolve a ativação da biomassa vegetal por meio de 

tratamentos específicos, que geram radicais livres na superfície das fibras, 

resultando na ligação das partículas sob condições controladas [155,159].  

Na natureza, a lignina desempenha diversas funções nas plantas, 

atuando como um aglutinante natural que contribui para a rigidez, resistência a 

ataques de parasitas e bactérias [163,148]. Estudos recentes destacam a 

capacidade de auto-ligação dos componentes estruturais da biomassa 

lignocelulósica, uma característica atribuída à lignina, que age como um adesivo 

natural e desempenha um papel crucial no desenvolvimento de painéis de 

partículas sem adesivos. Essa atividade é potencializada durante o 

processamento térmico, no qual a fração de lignina melhora o desempenho 

mecânico e físico do produto final [170].  

Explorar a capacidade adesiva da lignina em biocompósitos, sem a adição 

de formaldeído, é uma abordagem mais sustentável e ecológica em comparação 

com os métodos tradicionais, e tem se tornado gradualmente um foco de 

pesquisa [164]. A estrutura aromática da lignina oferece diversas possibilidades 

para a valorização de derivados naturais. Os sítios ativos em sua estrutura 
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podem ser modificados por meio de tratamentos físicos, químicos ou biológicos, 

com o objetivo de potencializar suas propriedades adesivas [51]. Por exemplo,  

[161] produziram biocompósitos com excelentes propriedades mecânicas a partir 

de pó de buxo (Buxus) utilizando um pré-tratamento em moinho de bolas e 

prensagem a quente em uma única etapa. Em outro estudo, [156] utilizaram pó 

de madeira de buxo, após tratamento com ácido acético 6%, para produzir 

biocompósitos. Para a prensagem a quente, o material tratado foi colocado no 

molde, com pressão ajustada para 75 MPa, temperatura de 180°C e tempo de 

90 minutos. Os resultados de resistência à flexão obtidos foram de 43,9 MPa e 

48,62 MPa para materiais com 6% e 8% de umidade, respectivamente. Nesse 

caso, o tratamento ácido promoveu a degradação parcial da celulose e 

hemicelulose, além da remoção parcial da lignina, mantendo a integridade da 

estrutura aromática. Durante o processo de prensagem, a lignina se transforma 

e atua como um adesivo, com os radicais hidroxilas formando ligações de 

hidrogênio. 

Uma outra abordagem, envolve o uso de tratamentos biológicos. O estudo 

de Liu et al. (2019) [171] utilizou talos de algodão que foram cultivados com o 

fungo da podridão branca Ganoderma lucidum, seguido de prensagem a quente. 

Com o crescimento fúngico, os componentes da biomassa vegetal foram 

degradados pela secreção de enzimas lignolíticas, e durante a prensagem, o 

material foi densificado, formando novas ligações químicas entre o micélio e as 

partículas da biomassa. A resistência à flexão obtida foi de 4,60 MPa para o 

material prensado a 200°C, sendo comparável à resistência de painéis de fibras 

não estruturais. 

 

2.14 Celulose: características estruturais e aplicações em biocompósito 

 

A celulose se destaca como matéria-prima para diversos setores de 

materiais poliméricos devido à sua abundância, leveza, alta resistência, além de 

ser renovável e biodegradável. No entanto, sua aplicação no desenvolvimento 

de compósitos é limitada por seu caráter hidrofílico, resultado dos grupos 

hidroxila naturalmente presentes nas superfícies das fibrilas. Para garantir sua 

estabilidade em ambientes úmidos, é necessário combinar essas fibras com 

resinas que promovem resistência à água [172]. Nas plantas, a estabilidade é 
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proporcionada pela associação das fibras de celulose com a lignina, que age 

como um agente ligante, unindo as células na matriz lignocelulósica. Isso confere 

rigidez, resistência e limita a absorção de água [163,145]. 

Para a valorização do material lignocelulósico por meio de sua capacidade 

de auto-ligação, é necessário compactá-lo para eliminar os espaços internos 

formados pelas fibras de celulose, que estão intimamente associadas à 

hemicelulose e à lignina. Durante a compactação, ocorre um aumento na seção 

transversal do material, resultando em maior densidade e rigidez. Contudo, 

devido à lignina ser um agente recalcitrante, responsável pela resistência física 

e biológica das plantas [167,163]; o processo de densificação exige condições 

rigorosas para a formação do biocompósito. Essa característica pode ser 

suavizada por meio de um tratamento, predominantemente químico, que visa o 

amaciamento da matriz lignocelulósica antes da prensagem a quente. O 

tratamento químico atua no afrouxamento dos componentes da biomassa, aliado 

a uma remoção parcial dos componentes não celulósicos, que afetam 

negativamente a resistência mecânica do biocompósito, dificultando a interação 

e a capacidade de ligação entre as fibras e a matriz [174]. Assim, o uso de 

tratamentos químicos contribui para a melhoria da processabilidade [175]. É 

importante considerar sua temperatura de transição vítrea, que varia entre 80 e 

190°C [172], dependendo da origem da biomassa e das condições do processo 

de extração [176]. No caso da lignina Kraft, essa transição ocorre acima de 

200°C, enquanto para lignina organossolv, valores entre 90 – 140°C são 

reportados [172]. 

Em resumo, a etapa de tratamento químico tem como objetivo a remoção 

parcial da hemicelulose e lignina, o que reduz a recalcitrância da biomassa. Esse 

processo facilita a interação mais estreita entre as fibras de celulose e a lignina 

residual, ao mesmo tempo que gera componentes com propriedades adesivas, 

que possibilitam a união das fibras durante a prensagem a quente [148,150]. 

Durante o processo de prensagem a quente, a lignina disponível sofre transição 

vítrea, amolecendo e penetrando entre as fibras de celulose. Assim, ela atua 

como um "adesivo", preenchendo os vazios entre as fibras, o que resulta 

principalmente no aumento das propriedades mecânicas e da hidrofobicidade do 

biocompósito. O tratamento alcalino é uma opção eficaz, pois remove 

componentes indesejados da estrutura das fibras, como ceras, óleos, 
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hemicelulose e lignina. Além disso, aumenta a rugosidade das fibras, 

favorecendo um melhor entrelaçamento [174]. 

 

2.15 Estratégias para produção de biocompósitos sustentáveis 

 

A utilização de resinas de origem fóssil (uréia-formaldeído, fenol-

formaldeído e melamina-formaldeído) na produção de biocompósitos tem como 

objetivo aumentar as interações entre as fibras, de modo que as ligações 

formadas sejam fortes e resultem em propriedades como boa adesão e 

resistência mecânica além de fácil processamento. Nesse contexto, a produção 

de biocompósitos sem resinas apresenta um desafio. O método mais explorado 

para contornar essa limitação é o tratamento químico com diferentes agentes, 

que promovem a ativação da superfície das fibras [165].  

O uso de subprodutos não-madeireiros na produção de biocompósitos 

exige o emprego de condições de processamento otimizadas para atender aos 

requisitos de desempenho estabelecidos pelas regulamentações. Um dos 

desafios é que os subprodutos agrícolas, como palhas, cascas e bagaço, 

possuem baixa densidade e precisam ser modificados para atender às diretrizes 

que regulamentam a sua produção, no caso do Brasil a ABNT NBR 14810. Os 

principais métodos de modificação utilizados são o tratamento químico e a 

densificação. Durante a densificação, esses materiais são altamente 

comprimidos, mas mantendo o alinhamento natural das fibras de celulose [175]. 

Os constituintes da biomassa vegetal atingem o estágio de auto-ligação 

durante a prensagem a quente. Assim, os parâmetros operacionais, como 

temperatura, pressão e tempo, têm um papel fundamental nas propriedades dos 

biocompósitos resultantes. Durante essa etapa, ocorrem reações importantes, 

como a quebra da lignina em componentes de baixo peso molecular, a 

degradação da hemicelulose e a exposição das superfícies de celulose. Essas 

reações favorecem o entrelaçamento das fibras de celulose com os demais 

componentes do biocompósito. A degradação desses componentes facilita a 

compressão, reduzindo a resistência durante a prensagem a quente e 

melhorando o contato partícula-partícula, essencial para a auto-ligação [158].  

No processo de produção a seco e sem a adição de resinas, as condições 

operacionais devem ser cuidadosamente selecionadas para garantir a 
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evaporação do excesso de umidade, a redução da espessura do material e a 

fusão da lignina, que deve infiltrar nas fibras de celulose. Esse processo 

preenche os vazios disponíveis e adsorve nas superfícies, envolvendo de 

maneira uniforme e firme as fibras de celulose e lignina [172]. Por exemplo, 

Cheng et al. (2024) [170] investigaram o efeito da temperatura (150, 170 e 

190°C) e do teor de umidade (8 e 20%) na produção de biocompósitos a partir 

de resíduos de madeira de choupo. Os resultados indicaram que a melhor 

condição foi de 170°C com 20% de umidade. Essas condições proporcionaram 

melhores propriedades mecânicas (ligação interna de 0,77 MPa) e físicas 

(absorção de água de 8,14%). Os autores atribuíram esses resultados ao alto 

teor de umidade e à temperatura necessária para a volatilização e infiltração da 

lignina na matriz, o que torna as partículas mais maleáveis durante a prensagem 

a quente. Estudos indicam que um teor de umidade entre 5% e 20% é necessário 

para garantir a transferência de calor durante a prensagem a quente, além de 

favorecer a fluidez da lignina, que se torna mais maleável devido ao processo de 

plastificação das partículas, o que aumenta a capacidade de auto-ligação do 

biocompósito  [164,156,171]. No entanto, um alto teor de umidade pode acarretar 

problemas como adesão inadequada das fibras, delaminação e manchas [178]. 

Durante o processo de prensagem a quente, reações térmicas e químicas podem 

ocorrer nos substratos, como hidrólise, desidratação e oxidação. Alguns 

compostos termicamente sensíveis, como a hemicelulose, podem ser removidos 

nessa etapa. A remoção começa com a desacetilação causada pelo calor, o que 

pode levar à formação de ácido acético. Este, por sua vez, pode atuar como 

catalisador, acelerando a desidratação da hemicelulose e promovendo a 

remoção de grupos hidroxila e carbonila, resultando em uma despolimerização 

em cascata que pode gerar compostos como furfural e hidroximetilfurfural [156]. 

A temperatura de prensagem é um parâmetro crucial, pois influencia 

diretamente as reações químicas que ocorrem durante o processo, impactando 

as propriedades do biocompósito final [155,173]. Um problema comum 

relacionado a isso é a temperatura inadequada de prensagem. Quando a 

prensagem ocorre a uma temperatura muito baixa, abaixo da temperatura de 

transição vítrea da lignina, que varia conforme seu tipo, a infiltração nas fibras 

de celulose não ocorre de forma eficiente, o que compromete a interação entre 

esses componentes. Por outro lado, temperaturas excessivamente altas (acima 
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de 200ºC) podem causar a fusão da lignina e, em alguns casos, até sua pirólise 

[172]. Além disso, temperaturas elevadas podem levar à destruição da celulose 

por queima, resultando na perda de rigidez do material [165].  

 

2.16 Propriedades e desempenho de biocompósitos na substituição de 

materiais convencionais 

 

Os biocompósitos produzidos a partir de subprodutos agrícolas (bagaço 

de cana-de-açúcar, fibras de bambu, casca de arroz) oferecem diversas 

vantagens que podem tornar o processo mais atraente. Além de serem 

renováveis, esses materiais são mais leves em comparação aos tradicionais à 

base de madeira ou plásticos derivados do petróleo, e suas propriedades 

mecânicas podem ser ajustadas conforme o uso final. Em um estudo realizado 

por Domínguez-Robles et al. (2018) [180] biocompósitos foram produzidos a 

partir de palha de trigo tratada quimicamente (7% de NaOH a 100°C por 150 

minutos) e com adição de diferentes quantidades de lignina recuperada no 

mesmo processo. O material foi prensado a quente a 230°C por 73 minutos. O 

biocompósito com 15% de lignina apresentou resistência à flexão de 96,81 MPa 

e módulo de flexão de 3,55 GPa, superando as propriedades do HDF comercial, 

que apresentou resistência à flexão de 41,70 MPa. A tecnologia de produção de 

biocompósitos de auto-ligação com propriedades satisfatórias também foi 

alcançada utilizando aparas de madeira [175,150,156] e fibras de linho (Linum 

usitatissimum) [166]. Na Tabela 3 estão apresentados dados de propriedades 

mecânicas e físicas para biocompósitos produzidos a partir de diferentes 

biomassas lignocelulósicas. 
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Matéria-prima 
Condições de 

produção 
Densidade 

(g/cm³) 

Resistência a 
flexão (MOR) 

MPa 

Modulo de 
flexão (GPa) 

Módulo de 
elasticidade 

(MOE) 

Resistência à 
agua (TS e 

WA)* 
Referência 

Resíduos da cultura do 
feijão (Cajanus cajan L. 
Mill sp.) e resíduos de 

madeira (Hevea 
brasiliensis) combinados 

com adesivo de 
poliuretano vegetal (livre 

de formaldeído). 

Pré-prensada a 0,5 
MPa por 5 min em 

temperatura 
ambiente seguido 

por 15 minutos a 4,0 
MPa. 

0,75 14,41 - 939,32 MPa 

Absorção de 
água: 7,68% 

Inchamento em 
espessura: 

1,73% 

[182] 

Fibra de kenaf com adição 
de amido de batata (10%). 

180ºC por 20 
minutos sob pressão 

de 12 MPa 
0,80 11,39 - 1540 MPa 

Absorção de 
água: 444% 

Inchamento em 
espessura: 

241% 

[157] 

Partículas de bambu pré-
tratada mecanicamente e 

quimicamente 

Pré-prensado a 1 
MPa por 12 h a 80ºC 

seguido por 90 
minutos a 50 MPa 

a140ºC 

1,26 162 6.6 - 
Absorção de 
água: 47.8% 

[155] 

Partículas de madeira 
(boxwood) pré-tratada 
quimicamente (HCl) 

170 °C por 60 
minutos sob pressão 

de 30 MPa. 
1,55 92,21 - - - [161] 

Partículas de madeira 
(Buxus sinica) pré-tratada 

quimicamente (H2O2, 
NaOH, Na2SiO3). 

170°C por 60 
minutos sob pressão 

de 75 MPa. 
1,46 141,98 3,72 - 

Absorção de 
água: 25% 

Inchamento em 
espessura: 

14% 

[183] 

Partículas de madeira de 
choupo (Populus nigra) 

180°C por 60 
minutos sob pressão 

de 30 MPa. 
1,39 50,5 3,17 - 

Absorção de 
água: ~5% 

Inchamento em 
espessura: 

~7% 

[162] 
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  *após 24 horas de imersão 

Fonte: Elaborada pela autora (2024) 

 

 

Tabela 2 - Comparação de biocompósitos produzidos a partir de diferentes subprodutos agrícolas e florestais quanto as condições de 

produção e propriedades físicas e mecânicas. 

Resíduos de madeira – 
choupo (Populus nigra) 
combinadas com lignina 

soda. 

175ºC por 45 
minutos sob pressão 

de 32 MPa. 
1,44 84,40 11,35 - 

Absorção de 
água: 8,42% 

[167] 

Bagaço de cana-de-açúcar 
180ºC por 30 

minutos sob pressão 
de 12 MPa. 

0,80 15,16 - 1710 

Absorção de 
água: 13% 

Inchamento em 
espessura: 

10% 

[179] 

Resíduos de madeira 
(boxwood) pré-tratado 

quimicamente com 
CH₃COOH 

180°C por 90 
minutos sob pressão 

de 75 MPa. 
1,45 48,62 - 6171,85 

Absorção de 
água: ~7% 

Inchamento em 
espessura: 

~3% 

[156] 

Palha de trigo combinada 
com lignina soda (15%) 

75ºC por 3 min sob 
pressão de 8 MPa, 

seguida por aumento 
da pressão para 14 

MPa por 5 min. 
Temperatura 

aumentada para 
150°C por 60 min. 

Por fim, aumentado 
gradualmente a 

230°C e 14 MPa. 

1,16 96,81 3,55 - - [180] 
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3 OBJETIVOS 

 

3.1 GERAL 

 

Desenvolver processos inovadores para agregar valor aos subprodutos do 

processamento da cana-de-açúcar, como palha e bagaço, com foco na produção de 

lipídios e na fabricação de biocompósitos de média densidade, alinhados ao conceito 

de biorrefinaria sustentável. 

 

3.2 Específicos 

 

I. Avaliar, quanto ao crescimento de biomassa celular e a produção de lipídios, 

três cepas de Rhodosporidium toruloides em meios compostos por glicose, 

xilose e uma mistura destes.  

 

II. Adaptar gradualmente três cepas de Rhodosporidium sp. ao hidrolisado 

hemicelulósico de biomassa de cana-de-açúcar (HHC) e realizar fermentações 

comparativas utilizando cepas adaptadas e não adaptadas em hidrolisado 

hemicelulósico não destoxificado. 

 

III. Produzir biocompósitos utilizando polpa alcalina (tratada com NaOH) de 

bagaço de cana-de-açúcar e avaliar suas propriedades físicas e mecânicas. 

 

IV. Investigar o efeito da adição de lignina alcalina, em proporções de 0% a 20%, 

como adesivo natural no processo de fabricação dos painéis. 

 

V. Propor um modelo de biorrefinaria integrada que combine a produção de 

lipídios e a fabricação de biocompósitos de média densidade, utilizando palha 

e bagaço de cana-de-açúcar.  
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4. MATERIAL E MÉTODOS 

 

Primeiro cenário: Fermentação de açúcares presentes na fração hemicelulósica 

visando a produção de lipídios por cepas de Rhodosporidium toruloides 

 

4.1 Biomassa lignocelulósica de cana-de-açúcar 

 

A palha e o bagaço de cana-de-açúcar foram gentilmente fornecidos pela Usina 

Santa Cruz, integrante do Grupo São Martinho, localizada na cidade de Américo 

Brasiliense, SP. Os materiais foram secos ao ar livre até atingirem um teor de umidade 

inferior a 10%, posteriormente moídos em um moinho de facas (Forage Crushers TRF-

400) para obtenção de frações de menor granulometria (partículas em torno de 5 mm) 

e armazenada em galões de plástico hermeticamente fechados para evitar o ganho 

de umidade. Os materiais foram utilizados em seguida para realização das 

caracterizações químicas e etapa de tratamento químico para obtenção do hidrolisado 

hemicelulósico. 

 

4.2 Tratamento com ácido diluído da biomassa de cana-de-açúcar 

 

A biomassa de cana-de-açúcar foi submetida a uma hidrólise ácida diluída para 

a produção de um hidrolisado rico em xilose, que foi posteriormente empregado nas 

etapas de adaptação e fermentação das linhagens de R. toruloides. Para a hidrólise 

da biomassa de cana-de-açúcar, os experimentos foram realizados no Laboratório 

Nacional de Biorrenováveis, localizado no Centro Nacional de Pesquisa em Energia e 

Materiais (CNPEM), utilizando um reator de alto torque em escala piloto de 300 litros, 

no dia 29 de janeiro de 2019. Para a mistura de bagaço e palha de cana-de-açúcar 

(1:1), as condições utilizadas foram determinadas com base em trabalhos anteriores, 

sendo: relação sólido-líquido 1:10, temperatura de 140 ºC, concentração de ácido 

sulfúrico de 0,5% (m/v) e tempo de reação de 15 minutos [70].  

O hidrolisado hemicelulósico obtido foi filtrado para separar a celulignina e, em 

seguida, armazenado em frascos herméticos sob refrigeração a 4 ºC para posterior 

caracterização dos teores de açúcares e compostos tóxicos. A celulignina resultante 
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dessa etapa foi lavada com água para remover o ácido residual, seca ao sol até 

alcançar uma umidade inferior a 10% e armazenada à temperatura ambiente para 

posterior caracterização química. 

 

4.3 Caracterização química da biomassa de cana-de-açúcar 

 

Os materiais lignocelulósicos do estudo (“in natura” e após o pré-tratamento: 

celulignina) tiveram o teor de umidade determinado após secagem em estufa a 105 

ºC, por diferença de massas, e foram caracterizados em termos de celulose, 

hemicelulose, lignina, cinzas e extrativos. Para isso, utilizou-se a metodologia padrão 

de determinação de carboidratos estruturais e lignina, desenvolvida pelo National 

Renewable Energy Laboratory (NREL), do U.S. Department of Energy [184] 

Inicialmente, as amostras “in natura” passaram por uma etapa de remoção de 

compostos extraíveis por meio de um sistema de extração Soxhlet. As amostras (3,0 

g de peso seco) foram empacotadas em papel filtro em triplicata e submetidas a 

extrações sequenciais de aproximadamente 250 mL cada, utilizando inicialmente três 

ciclos com água destilada, seguidos de três extrações com etanol. Após essa etapa, 

os materiais foram secos em estufa a 105 ºC até peso constante, e o teor de 

compostos extraíveis foi determinado com base na diferença entre as massas inicial 

e final.  

Em seguida, foi realizada a etapa de hidrólise ácida em duas etapas (banho-

maria – banho ultratermostático SL - 152 e autoclave - Phoenix Luferco) no material 

livre de extrativos para a determinação dos carboidratos estruturais e da lignina. Para 

isso, 0,3 g de material seco foi colocado em tubos de ensaio, aos quais foram 

adicionados 3 mL de H2SO4 a 72% (m/m). Os tubos foram incubados em banho-maria 

a 30 ºC por 60 minutos, com agitação suave a cada 10 minutos, utilizando um bastão 

de vidro. 

Após essa etapa, o conteúdo dos tubos foi transferido para um frasco Schott, 

onde foram adicionados 84 mL de água destilada, de modo que a concentração do 

ácido fosse reduzida para 4% (m/m), e então autoclavado a 121 ºC por 60 minutos. 

Após os frascos atingirem a temperatura ambiente, o conteúdo de cada um foi filtrado 

a vácuo utilizando cadinhos Gooch devidamente identificados e pesados, para separar 
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as frações líquida e sólida. O material sólido retido no cadinho foi seco em estufa a 

105 ºC até massa constante, permitindo a determinação da lignina insolúvel por meio 

de análise gravimétrica. 

A lignina solúvel presente na fração líquida do hidrolisado ácido foi determinada 

por espectrofotometria UV-Vis (205 nm) (Ultrospec 2000 UV/Vis Pharmacia Biotech). 

O líquido recolhido foi ainda armazenado para posterior análise em Cromatografia 

Líquida de Alta Eficiência (CLAE), visando determinar os teores de glicose, xilose, 

arabinose, ácido acético e compostos fenólicos. 

Para a determinação de cinzas, utilizou-se a biomassa “in natura”, cuja massa 

conhecida foi colocada em um cadinho previamente pesado e levada à mufla por 3 

horas a 575 ºC (aquecimento progressivo). O teor de cinzas foi determinado por 

diferença de massas. As mesmas etapas de caracterização, exceto a remoção de 

extrativos, foram realizadas para a celulignina. 

 

4.4 Micro-organismos e condições de cultura 

 

4.4.1 Micro-organismos 

 

As cepas oleaginosas Rhodosporidium toruloides UFMG-CM-Y2896, 

Rhodosporidium toruloides UFMG-CM-Y2781 e Rhodosporidium toruloides UFMG-

CM-Y2882, utilizadas neste estudo, foram obtidas da Coleção de Micro-organismos, 

DNA e Células da Universidade Federal de Minas Gerais (UFMG), Brasil, sob a 

responsabilidade do Prof. Dr. Carlos Augusto Rosa. Essas leveduras foram 

originalmente isoladas de amostras de madeira em decomposição na região de 

Taquaruçu, no estado do Tocantins, e o sequenciamento e análise do genoma foram 

realizados no Laboratório de Taxonomia, Biodiversidade e Biotecnologia de Fungos 

do Instituto de Ciências Biológicas (ICB) da UFMG [185]. 

 As cepas foram armazenadas a -80 ºC em 30% (v/v) de glicerol. Para a 

manutenção das leveduras em estoque, estas foram preservadas em placas de Petri 

contendo meio de cultura solidificado (10 g.L-1 de glicose, 5 g.L-1 de peptona, 3 g.L-1 

de extrato de levedura, 3 g.L-1 de extrato de malte e 20 g.L-1 de ágar) após incubação 
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em estufa a 28 ºC por 24 horas. As placas foram armazenadas a 4 ºC, com repiques 

realizados a cada 25 dias. 

 

4.4.2 Curva padrão e produção de biomassa celular 

 

O crescimento celular necessário para a elaboração da curva padrão das 

leveduras foi realizado em meio YPG (extrato de levedura, peptona e glicose), 

preparado nas seguintes proporções: 30 g.L-1 de glicose, 20 g.L-1 de peptona e 10 g.L-

1 de extrato de levedura. Para iniciar o processo, as leveduras foram previamente 

inoculadas em tubos de ensaio contendo ágar nutriente inclinado e incubadas por 24 

horas a 28°C. 

Em seguida, as células foram transferidas para 500 mL de meio YPG, 

distribuído em frascos de 125 mL, com 50 mL de meio por frasco, e incubadas por 24 

horas a 28°C, com agitação de 200 rpm em agitador orbital (New Brunswick Scientific, 

EUA). Após o período de incubação, o conteúdo dos frascos foi centrifugado a 1157 

xg por 5 minutos, e as células foram lavadas com água estéril para remover os 

nutrientes residuais. Posteriormente, as células foram ressuspendidas em água estéril 

para a obtenção de uma solução-mãe de células. A partir dessa solução-mãe, 

alíquotas foram retiradas e analisadas em espectrofotômetro a 600 nm, com 

subsequentes diluições realizadas para obtenção dos demais pontos da curva padrão. 

Para a determinação do peso seco da solução-mãe e dos demais pontos da 

curva, 10 mL da solução-mãe foram transferidos para cadinhos previamente secos e 

pesados, os quais foram mantidos em estufa a 100°C até atingirem peso constante. 

Assim, o peso seco foi determinado por análise gravimétrica, permitindo o cálculo do 

valor mássico. A concentração celular nas demais diluições foi determinada com base 

nos valores de absorbância medidos para cada diluição da solução mãe. A partir 

desses dados, foram elaboradas curvas padrão específicas para cada espécie de 

levedura (Apêndice 1). 
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4.4.3 Preparo do Inóculo 

 

O inóculo da fermentação foi preparado em frascos do tipo Erlenmeyer de 1000 

mL, contendo 400mL de meio YPG (extrato de levedura, peptona e glicose), 

preparado nas seguintes proporções: 30 g.L-1 de glicose, 20 g.L-1 de peptona e 10 g.L-

1 de extrato de levedura e inoculados a partir de células crescidas previamente em 

tubos de ensaios com ágar nutriente inclinado. Os frascos foram incubados a 28°C 

em um agitador orbital (New Brunswick Scientific, U.S.) com uma agitação de 180 rpm. 

Após 24 horas, o conteúdo dos frascos foi centrifugado (1157 xg por 5 minutos) e as 

células foram lavadas com água estéril para remoção dos nutrientes residuais a partir 

do meio de pré-cultura e então re-suspendidas em água estéril. O volume de água 

adicionado foi ajustado para resultar em uma concentração celular específica para 

cada etapa fermentativa (1,5 g.L-1 e 2 g.L-1). O crescimento celular foi estimado 

medindo a absorbância do caldo de fermentação em espectrofotômetro (OD600 nm) 

(Ultrospec 2000 UV/Vis Pharmacia Biotech) e convertido em concentração de 

biomassa celular usando uma curva de calibração – específica para cada cepa 

utilizada (Apêndice 1).  

 

4.5 Fermentação das cepas oleaginosas em meios semi-definido 

  

As três diferentes leveduras oleaginosas foram avaliadas em ensaio com 

frascos, utilizando uma fonte comercial de carbono em meio semi-definido. Os meios 

de avaliação incluíam o cultivo das leveduras com glicose (meio G), xilose (meio X) 

ou ambos, nas mesmas concentrações encontradas no hidrolisado hemicelulósico de 

cana-de-açúcar, com a presença (meio GXAc) ou ausência (meio GX) de ácido 

acético (Tabela – 4), com o objetivo de comparar as performances fermentativas e a 

capacidade de acumular lipídios. A composição dos meios semi-definidos está 

descrita na Tabela 4. A razão C:N dos meios utilizados foi calculada com base na 

razão entre os mols de carbono disponível nos açúcares (glicose e xilose) e os mols 

de nitrogênio presente nos reagentes utilizados. O pH do meio foi medido e ajustado 

para 5,5, quando necessário, pela adição de soluções de NaOH (2M) ou H2SO4 (2M). 

Os meios foram autoclavados a 121°C por 15 minutos. 
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Cada experimento foi realizado em duplicata a 28 °C e 200 rpm, utilizando um 

agitador orbital (New Brunswick Scientific, EUA), com duração de 96 horas. Os 

ensaios de avaliação iniciaram com o inóculo de uma alíquota da solução de massa 

celular (1 g.L-1) em frascos Erlenmeyer de 125 mL, contendo 40% de meio. Ao final 

do cultivo, o conteúdo de cada frasco foi centrifugado a 1157 xg por 5 minutos. 

Alíquotas de 2 mL do sobrenadante foram coletadas a cada 24 horas e armazenadas 

para análises subsequentes de açúcares, compostos fenólicos e derivados furânicos 

em CLAE. Fenóis totais foi determinado em espectrofotômetro (Ultrospec 2000 UV/Vis 

Pharmacia Biotech). A massa celular obtida foi lavada com água destilada para 

remoção dos componentes residuais do meio, sendo então seca em estufa por 24 h a 

80ºC para os ensaios de recuperação de lipídios. 

 

Tabela 3 - Meios semi-definidos de cultivo empregados para fermentação das cepas de R. 

toruloides. 

Meio de Cultivo C:N Componentes 

Meio G   32 
50 g.L-1 glicose, 2 g.L-1 de extrato de levedura, 1 g.L-1 de 

MgSO4.7H2O, 2 g.L-1 de (NH4)2SO4 e 3 g.L-1 de KH2PO4. 

Meio X 32 
50 g.L-1 xilose, 2 g.L-1 de extrato de levedura, 1 g.L-1 de 

MgSO4.7H2O, 2 g.L-1 de (NH4)2SO4 e 3 g.L-1 de KH2PO4. 

Meio MGX 21,8 

30 g.L-1 de xilose, 4 g.L-1 de glicose, 2 g.L-1 de extrato de 

levedura, 1 g.L-1 de MgSO4.7H2O, 2 g.L-1 de (NH4)2SO4 e 3 g.L-

1 de KH2PO4. 

Meio MGXAc 21,8 

30 g.L-1 de xilose, 4 g.L-1 de glicose, 4 g.L-1 de ácido acético, 2 

g.L-1 de extrato de levedura, 1 g.L-1 de MgSO4.7H2O, 2 g.L-1 de 

(NH4)2SO4 e 3 g.L-1 de KH2PO4. 

Fonte: Elaborada pela Autora (2024). 

 

4.6 Cultivo das leveduras em hidrolisado hemicelulósico de biomassa de cana-

de-açúcar  

 

Os ensaios realizados com hidrolisado hemicelulósico sem destoxificação 

visaram avaliar a tolerância e a capacidade das leveduras em metabolizar os açúcares 

presentes no hidrolisado lignocelulósico na presença de compostos de degradação 
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oriundos da etapa de pré-tratamento que agem como inibidores metabólicos na 

fermentação. 

O hidrolisado hemicelulósico obtido teve seu pH ajustado para 5,5 utilizando 

solução de NaOH a 1M, foi submetido a filtração a vácuo e esterilizado em autoclave 

a 110°C e 1 atm por 15 minutos, sendo então utilizado nos cultivos seguintes. As 

leveduras foram cultivadas em frascos Erlenmeyer de 250 mL contendo 40% de 

hidrolisado hemicelulósico, com suplementação de nutrientes (2,0 g.L-1 extrato de 

levedura; 1,0 g.L-1 MgSO4.7H2O; 2,0 g.L-1 (NH4)2SO4 e 3,0 g.L-1 KH2PO4) alcançando 

uma razão C:N de 18,2. A concentração de inóculo utilizada nesta etapa foi 

aumentada para 1,5 g.L-1 para favorecer o crescimento das leveduras em um meio 

contendo compostos inibitórios. Os ensaios foram conduzidos em duplicata. Alíquotas 

de 2 mL foram coletadas a cada 24 horas para análise do crescimento celular, pH e 

consumo de substrato durante a fermentação. Ao final, as células foram centrifugadas 

(1157 xg por 5 minutos), lavadas duas vezes com água destilada e utilizadas para a 

determinação dos lipídeos totais. 

 

4.7 Adaptação das leveduras em hidrolisado hemicelulósico não-destoxificado 

(HHC) 

 

Para aumentar a tolerância das cepas de Rhodosporidium toruloides aos 

compostos tóxicos presentes no hidrolisado hemicelulósico (HHC), as linhagens foram 

gradualmente cultivadas em meios com concentrações crescentes de HHC. Em 

resumo, cada cepa, com uma concentração de inóculo de 1,5 g.L-1, foi cultivada em 

uma mistura de meio semi-definido (20,0 g.L-1 xilose; 5,0 g.L-1 glicose; 2,0 g.L-1 extrato 

de levedura; 1,0 g.L-1 MgSO4.7H2O; 2,0 g.L-1 (NH4)2SO4 e 3,0 g.L-1 KH2PO4) e 

hidrolisado hemicelulósico, com ajuste do pH para 5,5 com NaOH. O processo teve 

início com uma solução contendo 10% de HHC e 90% de meio semidefinido, sendo o 

teor de HHC aumentado em 10% a cada 24 horas, até alcançar 100%. Esse 

procedimento totalizou 240 horas de cultivo, estabelecendo 10 níveis de adaptação 

progressiva à concentração de HHC no meio. Os cultivos foram realizados em frascos 

de 125 mL, contendo 50 mL de meio por frasco.  
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Esse método permitiu que as cepas de R. toruloides se adaptassem 

gradualmente aos compostos inibitórios presentes no hidrolisado. O objetivo do 

processo foi mitigar o impacto inicial dos compostos tóxicos no metabolismo das 

leveduras, promovendo uma adaptação metabólica e aumentando a resistência das 

cepas ao HHC. Ao final dos cultivos, 100 μL do caldo foram espalhados em placas de 

ágar YMA (3 g.L-1 extrato de levedura, 3 g.L-1 extrato de malte, 5 g.L-1 peptona e 20 

g.L-1 ágar) e incubados, obtendo-se uma cepa denominada adaptada para cada 

estirpe de R. toruloides. Após o processo de adaptação, as leveduras adaptadas 

foram cultivadas em hidrolisado hemicelulósico, conforme descrito no 4.6. 

 

4.8 Determinação do conteúdo de óleo microbiano produzidos pelas cepas não-

adaptadas e adaptadas 

 

A extração e determinação de lipídios foi realizada de forma adaptada com 

base no método descrito por Folch et al. (1957) [186]. Para a recuperação dos lipídios, 

foi necessária a realização de uma etapa prévia de ruptura celular. Inicialmente, a 

biomassa celular, previamente seca em estufa a 80 ºC até atingir peso constante, foi 

macerada em almofariz com pistilo para facilitar a extração lipídica e, em seguida, 

utilizada nos ensaios. Foram utilizados 200 mg de biomassa celular, colocados em 

tubos com rosca, aos quais foi adicionada uma mistura de 10 mL de 

clorofórmio:metanol (2:1, v/v). Os tubos foram incubados em banho termostático (SL-

152, Solab Científica) a 20 ºC por 24 horas. Posteriormente, a mistura foi submetida 

a ultrassom (Q3.0/40A, Ultronique) por 10 minutos, seguida de agitação em vortex 

(AP56, Phoenix) por 1 minuto. Para induzir a separação de fases, foram adicionados 

2 mL de solução de NaCl (1M) a cada tubo. Após essa etapa, os tubos foram 

centrifugados por 5 minutos a 1157 xg, resultando na formação de duas fases: a fase 

aquosa e a fase orgânica, esta última contendo os lipídios. A fase orgânica foi 

cuidadosamente separada e filtrada em papel Whatman (8 µm) para remover debris 

celulares, transferida para tubos pré-pesados e levada a uma capela de exaustão por 

pelo menos 24 horas para evaporação do solvente. O material seco restante 

representou a fração lipídica recuperada. 
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 Por fim, os tubos contendo a fração lipídica seca foram pesados em balança 

analítica para quantificação. Acúmulo lipídico (%) (Equação 1), concentração lipídica 

(mg.L-1) (Equação 2) e a produtividade lipídica (mg.L-1.h-1) (Equação 3)  foram 

calculados gravimetricamente, de acordo com as equações 1 a 4 descritas por [132]. 

 

Acúmulo lipídico = 
𝑐𝑜𝑛𝑡𝑒ú𝑑𝑜 𝑙𝑖𝑝í𝑑𝑖𝑐𝑜 (𝑔)

𝑏𝑖𝑜𝑚𝑎𝑠𝑠𝑎 𝑠𝑒𝑐𝑎 (𝑔)
                                                                    (1) 

 

Concentração lipídica =       𝑚𝑎𝑠𝑠𝑎 𝑙𝑖𝑝í𝑑𝑖𝑜𝑠 (𝑚𝑔)

𝑣𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒 𝑎𝑚𝑜𝑠𝑡𝑟𝑎 (𝐿)
                                                               (2) 

Produtividade lipídica =       
𝑐𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎çã𝑜 𝑙𝑖𝑝í𝑑𝑖𝑐𝑎 (𝑚𝑔.𝐿−1)

𝑇𝑒𝑚𝑝𝑜 𝑑𝑒 𝑓𝑒𝑟𝑚𝑒𝑛𝑡𝑎çã𝑜 (ℎ𝑜𝑟𝑎𝑠)
                                              (3) 

 

4.9 Métodos Analíticos 

 

4.9.1 Determinação da concentração celular 

 

A concentração celular foi estimada por meio da medição da absorbância do 

caldo fermentativo em um espectrofotômetro a 600 nm (OD600) (Ultrospec 2000 

UV/Vis, Pharmacia Biotech) e correlacionada com a massa seca das células, 

utilizando uma curva padrão previamente estabelecida para cada levedura (Apêndice 

1). 

 

4.9.2 Determinação da concentração de açúcares e ácido acético 

 

As concentrações de arabinose, glicose, xilose e ácido acético nas alíquotas 

coletadas da etapa de caracterização da biomassa, pré-tratamento e os experimentos 

fermentativos foram quantificadas usando um sistema de cromatografia líquida de alta 

eficiência (CLAE) (LC-20AT, Shimadzu, Kyoto, Japão). As amostras foram 

previamente filtradas utilizando filtros Sep Pak C18 e analisadas em uma coluna HPX-

87H (300 x 7,8 mm), Aminex (BioRad), acoplada a um detector de índice de refração 

(RID-10A, Shimadzu, Kyoto, Japão). O volume de injeção foi de 20 μL, e a análise foi 

realizada a 60ºC, com eluição isocrática a 0,6 mL.min⁻¹, utilizando H₂SO₄ 0,01N como 

fase móvel [187]. 
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4.9.3 Determinação dos compostos fenólicos e derivados furânicos 

 

As concentrações de furfural, 5-HMF, vanilina, ácido 2,4-diidroxibenzóico, 

siringaldeído, ácido benzóico, ácido gálico, ácido caféico e fenol foram determinadas 

utilizando o mesmo sistema CLAE. As amostras foram previamente filtradas com 

auxílio de seringas equipadas com filtros Minisart e, em seguida, injetadas em uma 

coluna Agilent Zorbax Eclipse Plus C18 (4,6 mm x 100 mm, 3,5 µm), mantida à 

temperatura de 30ºC. O volume de injeção foi de 10 μL, e a detecção foi realizada por 

meio de um detector ultravioleta-visível (UV-Vis) ajustado a 276 nm. A fase móvel 

utilizada consistiu em uma mistura de acetonitrila e água (1:8) contendo 1% de ácido 

acético, com uma vazão de 0,8 mL.min⁻¹ [187]. 

 

4.9.4 Determinação de fenóis totais 

 

O teor de fenóis totais das amostras de fermentação, nas quais o hidrolisado 

foi utilizado como meio de cultura, foi determinado conforme o procedimento descrito 

por Gouveia et al. (2009) [188]. De forma resumida, alíquotas de 500 µL das amostras 

a serem analisadas foram transferidas para tubos Falcon de 15 mL, e o volume foi 

ajustado para 2 mL com adição de água destilada. Em seguida, o pH das amostras foi 

medido e ajustado para 12 utilizando uma solução de NaOH 1 M. Posteriormente, a 

concentração de fenóis totais foi determinada pela medida de absorbância a 280 nm 

em um espectrofotômetro (Ultrospec 2000 UV/Vis, Pharmacia Biotech). Diluições 

foram realizadas, se necessário, para adequação à faixa de detecção do 

equipamento. A concentração foi calculada utilizando a Equação 4: 

 

𝑪𝒇𝒆𝒏ó𝒊𝒔 = 4.187 × 10−2(𝐴𝑇 − 𝐴𝑝𝑑) − 3.279 × 10−4                                                (4) 

 

Cfenóis: concentração de fenóis totais (g.L-1); AT: absorbância da amostra em 280 nm; 

Apd: fator de correção para produtos de degradação do açúcar (furfural e 5-HMF), 

calculado pela Equação (5): 

 

𝑨𝒑𝒅 = 𝐶1Ɛ1 + 𝐶2Ɛ2                                                                                                 (5) 
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Onde as concentrações C1 e C2 são determinadas por CLAE e Ɛ1 e Ɛ2 

correspondem aos coeficientes de absortividade de 146,85 e 114 L g-1.cm-1; 

respectivamente [188]. 

 

4.9.5 Determinação dos parâmetros fermentativos para processos descontínuos 

 

Os resultados obtidos experimentalmente, incluindo a concentração de 

biomassa celular, substrato e produto recuperado, foram utilizados para calcular os 

parâmetros cinéticos da fermentação. Esses parâmetros incluem o rendimento de 

conversão de açúcares em produto (𝑌𝑃/𝑆
) (Equação 6), produtividade volumétrica (𝑄𝑃) 

(Equação 7) e rendimento de conversão de açúcares em células (𝑌𝑋/𝑆
) (Equação 8). 

Adicionalmente, foram determinadas a taxa de consumo de açúcar (rs) (Equação 9), 

a taxa de consumo de ácido acético (raa) (Equação 10), a produtividade de biomassa 

(Qx) (Equação 11) e a taxa de crescimento celular (μ) (Equação 12) [189]. 

 

4.9.5.1 Cálculo do coeficiente do rendimento de substrato a lipídio (𝒀𝑷 𝑺⁄ ) 

O fator de conversão 𝑌𝑃 𝑆⁄   expressa a massa de lipídios microbianos 

recuperados por massa de açúcares consumidos (glicose e xilose). Determinados 

pela equação (6): 

 

𝒀𝑷 𝑺⁄ =
∆𝑃

∆𝑆
=

𝑃𝑓−𝑃𝑖

𝑆𝑖−𝑆𝑓
                                                                                                      (6) 

 

Onde 𝑃𝑓 e 𝑃𝑖 correspondem a concentração final e inicial de produto e 𝑆𝑖 e 𝑆𝑓 

correspondem a concentração inicial e final de açúcares em g.L-1. 

 

4.9.5.2 Produtividade volumétrica (𝑸𝑷) 

 

A produtividade volumétrica (QP) expressa em miligramas de lipídios por litro 

por hora; sendo calculada pela equação (7): 

 

𝑸𝑷 =
𝑃𝑓−𝑃𝑖

𝑡
                                                                                                  (7) 
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Onde 𝑃𝑓 representa a concentração final de lipídios (g.L-1), 𝑃𝑖 corresponde à 

concentração inicial de lipídios (g.L-1), e 𝑡 é o tempo correspondente de fermentação 

em horas. 

 

4.9.5.3 Cálculo do coeficiente do rendimento de substrato a células (𝒀𝑿 𝑺⁄ )  

 

O fator de conversão de açúcares em biomassa celular 𝑌𝑋 𝑆⁄  indica a quantidade 

de massa celular gerada por unidade de massa de açúcares consumidos. Esse fator 

é calculado utilizando a equação (8): 

 

𝒀𝑿 𝑺⁄ =
∆𝑋

∆𝑆
=

𝑋𝑓−𝑋𝑖

𝑆𝑓−𝑆𝑖
                                                                                         (8) 

 

Onde 𝑋𝑓 e 𝑋𝑖 correspondem às concentrações final e inicial de células (g.L-1), 

respectivamente, e 𝑆𝑓 e 𝑆𝑖 correspondem a concentração final e inicial de substrato 

consumido (g.L-1), respectivamente. 

 

4.9.5.4 Taxa de consumo de açúcar (rs) 

 

A taxa de consumo de açúcar (xilose e glicose) indica a quantidade de açúcares 

consumido por unidade de tempo durante o processo fermentativo, sendo expressa 

em g.L.h-1. Esse parâmetro é calculado utilizando a equação (9): 

 

   𝒓𝒔 =
∆𝐶𝑠(𝑔.𝐿−1)

∆𝑡×𝑉 (ℎ.𝐿)
                                                                                                  (9) 

 

Onde ΔCs representa a variação na concentração de açúcar (g.L-1), Δt é o 

tempo de fermentação em horas e V é o volume do cultivo (L). 
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4.9.5.5 Taxa de consumo de ácido acético (raa) 

 

A taxa de consumo de ácido acético indica a quantidade de ácido acético 

consumido por unidade de tempo durante o processo fermentativo, sendo expressa 

em g.L.h-1. Esse parâmetro é calculado utilizando a equação (10): 

 

𝒓𝒂𝒂 =
∆𝐶𝑎𝑎(𝑔.𝐿−1)

∆𝑡×𝑉 (ℎ.𝐿)
                                                                                               (10) 

 

Onde ΔCaa representa a variação na concentração de ácido acético (g.L-1), Δt 

é o tempo de fermentação em horas e V é o volume do cultivo (L). 

 

4.9.5.6 Produtividade de biomassa celular (Qx) 

 

A produtividade de biomassa celular indica a eficiência com que as células 

microbianas convertem os açúcares em biomassa celular ao longo do tempo, sendo 

expresso em g.L-1.h-1. Esse parâmetro é calculado utilizando a equação (11): 

 

   𝑸𝒙 =
∆𝑥 (𝑔.𝐿−1)

𝑡 (ℎ)
                                                                                            (11) 

  

Onde Δx é a variação na biomassa celular (g.L-1) e t é o tempo de fermentação 

em horas. 

 

4.9.5.7 Taxa de crescimento (µ) 

 

A taxa de crescimento indica o aumento da população celular por unidade de 

tempo durante o processo fermentativo. Esse parâmetro é calculado utilizando a 

equação (12): 

 

𝝁 =
ln (

𝑥𝑓
𝑥𝑖)⁄

∆𝑡
                                                                                                   (12) 

Onde xf é a concentração final de biomassa celular (g.L-1), xi é a concentração 

inicial de biomassa celular (g.L-1) e Δt é o tempo total de fermentação em horas. 
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Segundo Cenário: desenvolvimento de biocompósitos à base de celulose-

lignina 

 

4.10 Matéria-prima 

 

O bagaço de cana-de-açúcar utilizado nesta etapa do projeto foi cedido pela 

Rocky Point Sugar Mill em Woongoolba, Queensland, Austrália. A matéria-prima foi 

lavada com água quente para remoção dos açúcares solúveis, seca em estufa a 45°C 

até atingir umidade inferior a 10%, e moída em moinho de martelos Retsch SM100 

(Retsch GmBH, Alemanha) com peneira de 2,0 mm. O bagaço moído foi armazenado 

em galões de plástico hermeticamente fechados para evitar o ganho de umidade. 

 

4.11 Pré-tratamento alcalino (NaOH) da biomassa de cana-de-açúcar 

 

A biomassa de cana-de-açúcar foi submetida a hidrólise alcalina para promover 

a deslignificação, sendo o material resultante posteriormente utilizado na produção de 

biocompósitos. Os experimentos de hidrólise alcalina foram realizados em escala 

piloto na Banyo Pilot Plant, uma instalação da Queensland University of Technology 

(QUT), utilizando um reator vertical de capacidade de 7,5 L (Parr Instrument Company, 

USA 4554). 

Para o pré-tratamento alcalino, 700 g de bagaço de cana-de-açúcar foram 

misturados com uma solução de 3% de NaOH e carregados em um reator operando 

a 170°C. O processo foi conduzido com uma razão sólido-líquido de 1:5 e um tempo 

de reação de 1 hora. Ao término do tratamento, as frações sólida e líquida foram 

separadas por filtração a vácuo, resultando em uma polpa rica em celulose e um licor 

negro rico em lignina.  

O sólido obtido foi inicialmente lavado com água para remover os componentes 

mais solúveis. Em seguida, realizou-se uma lavagem com uma solução de etanol e 

água na proporção de 50:50 (v/v), para remoção de parte da lignina dissolvida que 

pode permanecer adsorvida ao resíduo sólido, seguida de uma lavagem final com 

água destilada para eliminar quaisquer resíduos de etanol. Tanto o licor negro quanto 

a água utilizada nas etapas de lavagem foram armazenados em recipientes 
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herméticos, mantidos à temperatura ambiente, enquanto a polpa celulósica foi lavada 

com água até que o pH da água de lavagem atingisse a neutralidade. Após o 

procedimento, a polpa foi acondicionada úmida (> 50%) em um ultra freezer a -50ºC 

para preservar a maleabilidade das fibras e facilitar a compactação. Este material foi 

utilizado tanto para as etapas de produção dos biocompósitos quanto para 

caracterizações imediatas e estruturais, seguindo metodologia descrita no item 4.3. 

 

4.12 Recuperação da lignina 

 

A lignina usada nesta etapa foi obtida do licor negro gerado no processo de 

pré-tratamento alcalino descrito no item 4.11. Durante o processo, uma parte 

substancial da lignina é fragmentada, integrando-se ao licor negro. O isolamento 

dessa fração de polímero aromático foi realizado por meio das etapas de 

concentração, precipitação, lavagem e secagem. Inicialmente, o licor negro 

previamente armazenado, juntamente com a água de lavagem, foi submetido à 

remoção do etanol por meio de um rota-evaporador operando a 60°C. Em seguida, o 

líquido recuperado teve seu pH medido e ajustado gradualmente para 3, utilizando 

uma solução de 2 mM de H2SO4, sob agitação constante, para promover a 

precipitação da lignina sem a formação de aglomerados. Após o processo de 

acidificação, a agitação foi interrompida, e o líquido foi separado por centrifugação a 

2000 xg durante 5 minutos. A lignina recuperada foi cuidadosamente coletada e 

lavada com água destilada para remover sais e impurezas solúveis, até que o pH da 

água de lavagem atingisse valores próximos à neutralidade. 

Posteriormente, a lignina úmida foi transferida para frascos abertos resistentes 

e submetida à secagem em uma estufa a vácuo a 45°C, para evitar possíveis 

degradações térmicas. Após a secagem, a lignina foi moída em um moinho de bolas 

(Benchmark BeadBlaster 96, New Jersey - EUA) por 25 segundos. A fração sólida 

obtida foi, então, destinada à incorporação para produção dos biocompósitos e à 

realização de etapas de caracterização. 

 

4.12.1 Caracterização da lignina 
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A lignina extraída do licor negro foi caracterizada para determinar suas 

propriedades físico-químicas, incluindo o conteúdo de lignina insolúvel (Klason), 

lignina solúvel e cinzas. A fração solúvel foi determinada por meio de uma hidrólise 

em duas etapas, conforme descrito no item 4.3 Para quantificar a lignina solúvel, a 

solução hidrolisada foi analisada em um espectrofotômetro por absorção UV a 205 

nm. O teor de cinzas foi determinado gravimetricamente após a carbonização da 

amostra em mufla, seguindo o procedimento descrito no item 4.3. Adicionalmente, a 

amostra de lignina obtida foi caracterizada termicamente através de análises 

termogravimétrica seguindo mesmo método descrito no item 4.14.2.4. 

A pureza das amostras de lignina foi determinada pela razão de massa de 

lignina solúvel em ácido e insolúvel na amostra total de lignina [190]. A pureza da 

lignina foi calculada usando a Equação 13: 

 

𝑷𝒖𝒓𝒆𝒛𝒂 (%) =
𝑚1+𝑚2

𝑚3
× 100                                                                          (13) 

 

Onde m1 é o peso da lignina solúvel em ácido, m2 é o peso da lignina insolúvel 

e m3 é o peso da amostra de lignina. 

Adicionalmente, a estrutura da lignina foi analisada em maior detalhe utilizando 

Ressonância Magnética Nuclear de Sinal Heteronuclear Bidimensional 1H-13C (2D 

HSQC NMR) em um espectrômetro Bruker Avance de 600 MHz localizado no Central 

Analytical Research Facility (CARF) situado na Queensland University of 

Technology (QUT). Para esta análise, 40 mg de lignina foram completamente 

dissolvidos em 1 mL de dimetilsulfóxido deuterado (DMSO-d6). A aquisição de dados 

foi realizada com uma taxa de varredura de 35 Hz, coletando 1024 pontos complexos 

para a dimensão ¹H, com um atraso de reciclagem de 1,5 segundos e um total de 64 

transientes, incrementados 256 vezes para a dimensão ¹³C. Os espectros obtidos 

foram processados utilizando o software TopSpin (versão 4.0.6) e as figuras 

resultantes foram elaboradas no Adobe Illustrator (versão 24.0). A identificação e 

atribuição dos picos foram realizadas com base em referências de publicações 

anteriores, garantindo uma interpretação consistente e comparável com estudos já 

existentes [175,174].  
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As unidades estruturais da lignina e as ligações interunitárias foram semi-

quantificadas por meio da integração do volume dos picos cruzados nas regiões 

alifática e aromática dos espectros, conforme metodologia baseada em publicação 

anterior [192]. A composição aromática total foi determinada pela integração dos 

volumes dos sinais correspondentes às diferentes unidades aromáticas da lignina: 

guaiacil (G₂ e Gcondensado), p-hidroxifenil (H₂,₆) e siringil (S'2,6 e Scondensado). Essa 

abordagem permitiu uma análise detalhada e comparativa das contribuições relativas 

de cada unidade estrutural e suas variações. 

A determinação do conteúdo de grupos hidroxila na lignina foi realizada por 

meio de espectroscopia de ressonância magnética nuclear de fósforo-31 (³¹P NMR) 

utilizando o mesmo equipamento. O procedimento experimental seguiu as etapas 

descritas a seguir. Primeiramente, uma solução denominada solução A foi preparada 

misturando clorofórmio deuterado e piridina na proporção de 1:1,6 (v/v). Em seguida, 

foram preparadas soluções do padrão interno e do reagente relaxante. O ciclohexanol 

foi dissolvido na solução A, na concentração de 11 mg.mL-1, enquanto o 

acetilacetonato de crômio foi dissolvido na mesma solução, na concentração de 5 

mg.mL-1. Posteriormente, 30 mg de lignina foram dissolvidos em solução A, e a 

mistura foi adicionada de 100 µL do padrão interno, 100 µL do reagente relaxante e 

100 µL de 2-cloro-4,4,5,5-tetrametil-1,3,2-dioxafosforano (TMDP). O volume total da 

solução foi ajustado para 1 mL utilizando a solução A. A mistura final foi transferida 

para um tubo de RMN para análise. Os cálculos do conteúdo de grupos hidroxila foram 

realizados com base no sinal do padrão interno, ciclohexanol, detectado na região 

entre 144,5 e 144 ppm. Este método permitiu uma quantificação precisa das diferentes 

classes de grupos hidroxila presentes na lignina [193]. 

 

4.13 Processo de geração dos biocompósitos 

 

A polpa celulósica recuperada foi utilizada na produção dos biocompósitos. 

Inicialmente, a polpa foi misturada com etanol (95%) por 30 minutos utilizando um 

misturador de alimentos (ANKO). Essa etapa teve como objetivo substituir a água 

presente na polpa, assegurar uma distribuição uniforme e desagregar aglomerados 

de fibras. Após esse processo, o teor de umidade da polpa foi determinado pela 
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secagem de uma massa conhecida em estufa a 105ºC, e o resultado foi utilizado para 

calcular o volume necessário da suspensão para produzir os biocompósitos com 

dimensões de 51 x 51 mm e espessura alvo entre 2 e 3 mm. 

Para formar o colchão de fibras, a suspensão foi vertida em um molde de 

alumínio de 51 x 51 mm. Em seguida, o molde foi pré-compactado utilizando uma 

prensa hidráulica de laboratório (IndiaMART), aplicando pressão por 30 segundos à 

temperatura ambiente para drenar o excesso de líquido. Posteriormente, o molde 

contendo o material pré-compactado foi transferido para uma estufa, onde foi mantido 

a 105ºC por 2 horas, reduzindo o teor de umidade para menos de 10%. Esse 

parâmetro foi definido com base em experimentos preliminares, visando manter 

umidade suficiente para a transferência de calor durante a prensagem a quente, ao 

mesmo tempo que evita rupturas na superfície do material causadas por umidade 

excessiva. 

 

4.14 Condições de formação do biocompósito durante a prensagem a quente 

 

Após o controle do teor de umidade dos materiais, as amostras foram 

submetidas ao processo de prensagem a quente em diferentes condições. As 

temperaturas testadas foram 160°C, 180°C e 200°C, enquanto as pressões aplicadas 

foram 8, 24 e 40 MPa. Os experimentos foram conduzidos em triplicata. O tempo de 

prensagem foi mantido constante em 20 minutos, visando atingir uma densidade final 

de aproximadamente 0,6 g.cm-³. Ao término do processo, o molde contendo o material 

foi resfriado passivamente até atingir a temperatura ambiente, momento em que o 

biocompósito foi cuidadosamente removido. O biocompósito produzido a partir da 

polpa celulósica foi designado como BPCx,y, em que x indica a temperatura de 

prensagem (160, 180 ou 200°C) e y a pressão aplicada (8, 24 ou 40 MPa). A Figura 

9 apresenta uma visão geral do processo de preparação dos biocompósito. 
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Figura 9 - Diagrama esquemático para a fabricação dos biocompósitos sem ligantes 

gerados a diferentes temperaturas (160, 180, 200ºC) e pressão operacional (8, 24 e 40 

MPa) por 20 minutos (a) e biocompósitos gerados com adição de lignina alcalina (10, 15 e 

20%) (b) 

Fonte: Elaborada pela Autora (2025) 

 

4.15 Incorporação de lignina nos biocompósito  

 

O efeito da adição de diferentes proporções de lignina alcalina (10, 15 e 20% 

em relação à massa da polpa celulósica) nas propriedades dos biocompósitos foi 

avaliado. O processo iniciou-se com o preparo de uma solução de lignina em 50 mL 

de acetona, e mantida em banho ultrassônico (Dubesser 756-1) sem aquecimento por 

30 minutos para assegurar sua dissolução homogênea. Em seguida, foram 

adicionados 3 g de polpa celulósica (base seca) à suspensão, que foi mantida sob 

agitação magnética à temperatura ambiente por 12 horas, promovendo a incorporação 

da lignina às fibras. Após esse período, a suspensão foi transferida para um molde de 

alumínio com dimensões de 51 x 51 mm (Figura 10), submetida a uma etapa de pré-

secagem em forno para remoção do excesso de solvente e, posteriormente, prensada 

a quente (YLJ-HP60-LD, Zhengzhou – China) a 180ºC sob uma pressão de 40 MPa 
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durante 20 minutos (Figura 10), resultando na formação do biocompósito. O 

biocompósito produzido a partir da polpa celulósica é chamado de ALz, onde z 

representa a proporção de lignina incorporada. 

 

 

Figura 10 - Molde de alumínio e máquina de prensagem à quente para produção dos 

biocompósitos. 

Fonte: Elaborada pela Autora (2025) 

 

4.16 Caracterização dos biocompósitos  

 

As propriedades de densidade e resistência à flexão dos biocompósitos foram 

avaliadas de acordo com a Norma Nacional Chinesa GB/T 17657-2013 (método de 

teste usual para avaliar as propriedades de painéis convencionais à base de madeira). 

Para a caracterização dos biocompósitos produzidos em diferentes condições, 

inicialmente, eles foram acondicionados em um dessecador com umidade relativa 

controlada de 65 ± 5% e temperatura de 25 ± 1 °C. Os materiais permaneceram no 

dessecador até atingirem peso constante, garantindo a estabilização das amostras. 

Após esse processo, os biocompósitos estavam prontos para a realização dos testes 

subsequentes. 
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4.16.1 Caracterização Física 

 

4.16.1.1 Densidade 

 

A densidade (d) dos biocompósitos foi determinada com base em seu peso e 

volume finais. Após a estabilização da massa dos biocompósito, o peso foi medido em 

uma balança analítica (A&D GH-252, Tóquio - Japão). O volume foi calculado a partir 

da espessura do biocompósito, medida com um paquímetro digital eletrônico com 

resolução de 0,01 mm em três diferentes pontos da amostra, garantindo precisão e 

representatividade nas medições. Em seguida, a densidade foi determinada com base 

na Equação 14.  

 

𝒅 =
𝑚

𝑣
                                                                                                         (14) 

 

4.16.1.2 Resistência à água 

 

O inchamento em espessura (TS) e a absorção de água (WA) são 

especificações de qualidade importantes para biocompósitos. Para esses testes, os 

corpos de prova foram cortados a laser em dimensões de 50 mm x 8 mm e imersas 

em água destilada à temperatura ambiente e mantidos por diferentes períodos de 

tempo, com os corpos de prova posicionados a aproximadamente 30 mm abaixo da 

superfície da água [157]. Em seguida, as amostras foram removidas, secas 

delicadamente com um papel toalha para remoção do excesso de água e em seguida, 

as massas e espessuras das amostras foram medidas utilizando uma balança 

analítica e paquímetro digital, respectivamente. Cada medida foi realizada pelo menos 

três vezes e o valor médio foi considerado. As Equações 15 e 16 utilizadas para a 

determinação desses parâmetros são apresentadas a seguir [194]: 

 

𝑻𝑺(%) =  
𝐸𝑠𝑝𝑒𝑠𝑠𝑢𝑟𝑎𝑓𝑖𝑛𝑎𝑙−𝐸𝑠𝑝𝑒𝑠𝑠𝑢𝑟𝑎𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙

𝐸𝑠𝑝𝑒𝑠𝑠𝑢𝑟𝑎𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙
× 100                                            (15) 

 

𝑾𝑨(%) =
𝑚𝑎𝑠𝑠𝑎𝑓𝑖𝑛𝑎𝑙−𝑚𝑎𝑠𝑠𝑎𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙

𝑚𝑎𝑠𝑠𝑎𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙
× 100                                                     (16) 
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4.16.1.3 Medição do ângulo de contato  

 

O ângulo de contato dos biocompósitos foi medido utilizando um tensiômetro 

óptico de fluxo Theta (Biolin ThetaFlex Drop Shape Analyzer, Estocolmo - Suécia) 

localizado no Central Analytical Research Facility (CARF) situado na Queensland 

University of Technology (QUT). Para a análise, um corpo de prova aproximadamente 

10 x 10 mm foi fixada na plataforma do tensiômetro óptico. A plataforma ajustável foi 

posicionada de forma que a superfície da amostra fosse perfeitamente capturada pela 

câmera, devidamente conectada e alinhada ao sistema. Em seguida, um volume fixo 

de água (~5 μL) foi automaticamente aspirado por meio de um tubo capilar e 

depositado lentamente, de forma perpendicular, sobre a superfície da amostra [195]. 

O ângulo de contato da gota de água foi registrado utilizando o software OneAttension 

versão 4.1.2. Durante o experimento, o ângulo de contato nos lados esquerdo e direito 

da gota em relação à linha de base foi monitorado. Observou-se que esses valores 

variam com o tempo até estabilizarem após alguns segundos. As medições foram 

realizadas em intervalos de tempo distintos, sendo cada biocompósito avaliado pelo 

menos três vezes em diferentes regiões da amostra. Os resultados obtidos foram 

utilizados para calcular o valor médio do ângulo de contato e seu desvio padrão. 

 

4.16.1.4 Morfologia de superfície  

 

A análise da superfície dos biocompósitos foi realizada por meio de microscopia 

eletrônica de varredura por emissão de campo (FE-SEM Zeiss Sigma VP, Oberkochen 

- Alemanha) localizado no Central Analytical Research Facility (CARF) situado na 

Queensland University of Technology (QUT). Para isso, uma pequena porção do 

biocompósito foi cortada, fixada em um suporte de amostra com fita de carbono e 

revestida com uma fina camada de ouro por pulverização catódica, a fim de torná-la 

condutora. A amostra revestida foi então colocada na câmara do equipamento, sob 

resfriamento com nitrogênio líquido. Durante a aquisição das imagens, a voltagem foi 

ajustada para 3,00 kV, e diferentes ampliações foram utilizadas para capturar a 

morfologia em diversas regiões da amostra [192]. 
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4.16.2 Caracterização química  

  

4.16.2.1 Determinação de lignina e cinzas  

 

A caracterização química dos biocompósitos, em termos de lignina e cinzas, foi 

realizada conforme descrito no item 4.3. Essa etapa é fundamental para determinar a 

incorporação real de lignina nos biocompósitos. Para a análise, os biocompósitos 

produzidos foram desintegrados utilizando um moinho de bolas (Benchmark 

BeadBlaster 96, New Jersey - EUA) operando a uma frequência 30 Hz por um período 

total de 60 segundos, resultando em partículas uniformemente pulverizadas, 

adequadas para as etapas subsequentes de caracterização química. 

 

4.16.2.2 Estudo dos grupos funcionais  

 
A análise dos grupos funcionais de superfície presentes nos biocompósitos, 

bem como nas biomassas “in natura” e pré-tratadas, foi realizada por espectroscopia 

de infravermelho com transformada de Fourier (FTIR, NETZSCH STA 449F3, Selb - 

Alemanha) localizado no Central Analytical Research Facility (CARF) situado na 

Queensland University of Technology (QUT). Para as biomassas, utilizaram-se 

partículas previamente pulverizadas. Já para os biocompósitos, pequenas amostras 

foram recortadas de modo a se adequar ao compartimento de leitura do equipamento. 

As análises foram realizadas na faixa de número de onda de 4000-400 cm-1. 

  

4.16.2.3 Propriedades mecânicas: Módulo de elasticidade (MOE) e módulo de 

ruptura (MOR)  

 

As propriedades de flexão em três pontos foram avaliadas utilizando uma 

máquina de ensaio mecânico (Tytron 250 Microforce Testing System, Minnesota - 

EUA) localizado no Central Analytical Research Facility (CARF) situado na 

Queensland University of Technology (QUT), equipada com uma célula de carga de 

250 N e configurada com uma distância entre os suportes de 50 mm (Figura 11). Este 

método permitiu determinar a resistência à flexão, também conhecida como módulo 

de ruptura (MOR), dos biocompósitos e o módulo de flexão. O ensaio foi conduzido 



 
 

88 
 

com uma velocidade de teste de 5 mm.min-1. As dimensões dos corpos de prova foram 

padronizadas em 50 mm × 8 mm [177], enquanto a espessura foi medida na região 

central dos corpos de prova utilizando um paquímetro digital eletrônico com resolução 

de 0,01 mm. Os valores de espessura registrados variaram entre 1,6 mm e 2,5 mm. 

Para garantir a reprodutibilidade dos resultados, pelo menos quatro corpos de prova 

foram testados para cada biocompósito, e a média dos resultados foi reportada. A 

resistência à flexão (σ) e o módulo de flexão foram calculados com base nas Equações 

17 e 18: 

 

 𝝈 =
3𝐹𝐿

2𝑏𝑑2                                                                                                      (17) 

 

𝑬𝒇 =
𝐿3𝑚

4𝑏𝑑3                                                                                                     (18) 

                                                                                    

Onde F representa a carga axial (força, MPa) aplicada no ponto de ruptura, L 

(mm) é a distância entre os suportes, b é a largura do corpo de prova (mm) e d 

corresponde à profundidade ou espessura do material testado (mm) e m é a inclinação 

da reta. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

4.16.2.4 Análise termogravimétrica (TGA-DTG) 

 

No processo de fabricação dos biocompósitos foram atingidas altas 

temperaturas. Por essa razão, a estabilidade térmica e a temperatura de degradação 

da polpa celulósica, lignina, biomassa “in natura” e biocompósitos foram analisadas. 

Figura 11 - Corpo de prova antes e depois do ensaio de flexão utilizando máquina de 

ensaio mecânico (Tytron 250 Microforce Testing System). 
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A análise termogravimétrica (TGA) foi conduzida utilizando um analisador térmico 

gravimétrico (Netzsch STA 449F3 Jupiter Simultaneous Thermal Analyser, Selb - 

Alemanha) localizado no Central Analytical Research Facility (CARF) situado na 

Queensland University of Technology (QUT) para avaliar o comportamento térmico, a 

estabilidade térmica e as etapas de decomposição dos biocompósitos em condições 

inertes. O gás nitrogênio foi empregado como gás de arraste. Aproximadamente 70 

mg de partículas desintegradas do biocompósito, biomassa “in natura”, polpa 

celulósica e lignina foram utilizadas em cada ensaio. As amostras foram aquecidas a 

uma taxa de 10 °C·min⁻¹, com fluxo de gás ajustado para 25 mL·min⁻¹. O intervalo de 

temperatura aplicado às amostras variou de 45 °C a 800 °C [192]. 

 

4.17 Análise Estatística 

O teste de contraste de médias de Tukey foi realizada para avaliar a 

significância estatística das condições experimentais específicas para os dados 

obtidos da taxa de produção de lipídios (QP) e propriedades mecânicas dos 

biocompósitos. Valores de < 0,05 foram considerados estatisticamente significativos. 

As análises foram realizadas usando o software Statistica (versão 10.0 StatSoft Inc., 

2015). 

 

5. RESULTADOS 

 

Primeiro cenário: Fermentação de açúcares hemicelulósicos para produção de 

lipídios por Rhodosporidium toruloides 

 

5.1 Caracterização da matéria-prima e obtenção do hidrolisado após tratamento 

com ácido diluído 

 

A Tabela 5 mostra os resultados obtidos na caracterização da biomassa de 

cana-de-açúcar: palha e bagaço; e da fração sólida (celulignina) obtida após etapa de 

tratamento químico com ácido diluído. A partir desses resultados é possível 

determinar a eficiência de remoção da fração hemicelulósica. 
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Considerando a biomassa “in natura” caracterizada neste trabalho, os 

constituintes em maior proporção são celulose, seguido por lignina total e 

hemicelulose (Tabela 4). Durante a análise composicional da biomassa da cana-de-

açúcar, observou-se que a celulose (34,63%) era o homopolímero predominante; 

seguida pela lignina, uma macromolécula polifenólica composta por frações solúveis 

e insolúveis, totalizando 30,75%. Quanto a hemicelulose (23,22%); estrutura 

heteropolimérica composta por xilana acetilada e arabinana foi considerada a terceira 

maior componente da biomassa.  

 

Tabela 4 - Composição química da mistura (1:1) palha e bagaço de cana-de-açúcar e 

celulignina em estudo e referências 

Componentes  Presente trabalho A B 

Composição química 

(%m/m) 

Palha e Bagaço  

(1:1) 
Celulignina Mistura Celulignina 

Extrativos 3,13 ± 1,53 - 2,97±0,15 - 

Celulose 35,98 ± 0,79 54,03±0,22 41,99±0,21 59,70±2,84 

Hemicelulose 24,12 ± 1,03 6,20±0,04 30,25±0,52 3,93±0,30 

Lignina Total 31,95 ± 0,65 35,99±0,38 23,74±0,98 29,92±1,39 

Cinzas 1,45 ± 0,41 3,30±0,02 3,54±0,14 7,03±1,99 

Acetil 3,37 ± 0,38 0,47±0,01 - 0,88±1,24 

AÁvila et al. (2018) [196], B Dionísio et al. (2021) [197]. 

Fonte: Elaborada pela Autora (2024). 

 

Os resultados encontrados diferem ligeiramente ao relatado por Ávila et al. 

(2018) [196], os quais reportaram maiores valores de celulose, hemicelulose e cinzas, 

porém menores valores de lignina total e extrativos. Vale destacar que os valores 

obtidos para a composição química da mistura da palha e bagaço não diferem de 

forma significativa dos resultados obtidos das frações isoladas por outros autores 

[199,200].Todas as variações na parede celular das biomassas lignocelulósicas, de 

modo geral, podem ser atribuídas à origem genética, condições de crescimento, 

idade, tempo de armazenamento, clima e condições do solo além de condições de 

cultivo e colheita [13]. 
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Observa-se que a quantidade de celulose e lignina da mistura de palha e 

bagaço de cana-de-açúcar após a hidrólise ácida tornou-se proporcionalmente maior 

devido a solubilização e remoção dos açúcares constituintes da hemicelulose. Isto 

indica que as condições de hidrólise empregadas foram apropriadas para extrair os 

açúcares contidos na fração hemicelulósica. Os resultados encontrados para os 

constituintes da celulignina aproximam-se dos relatados por Dionísio e colaboradores 

(2021), o qual realizaram uma hidrólise ácida diluída com 0,5% de H2SO4 a 140ºC por 

15 minutos. Os autores relataram um teor de hemicelulose de 3,93% e neste trabalho 

foi de 5,78%. Nota-se uma redução de 75,10% da fração hemicelulósica quando se 

compara ao teor na biomassa “in natura” e na celulignina.  

Durante a reação de hidrólise ácida da biomassa lignocelulósica, ocorre a 

modificação na composição química e estrutura física da matéria-prima, que irá levar 

a uma redistribuição da hemicelulose e da lignina. A Tabela 6 apresenta a composição 

do hidrolisado hemicelulósico obtido no pré-tratamento com ácido diluído da mistura 

palha e bagaço de cana-de-açúcar. No líquido obtido, observa-se alta concentração 

de xilose (26,30 g.L-1) quando comparada a outros açúcares. A concentração de xilose 

obtida é próxima ao relatado por Dionísio et al. (2021) [197] de 25,14 g.L-1. 

 

Tabela 5 - Composição do hidrolisado hemicelulósico da biomassa de cana-de-açúcar 

Componentes Hidrolisado Hemicelulósico da biomassa 

de cana-de-açúcar (HHC) 

Carboidratos Concentração (g.L-1) 

Glicose 3,80 

Xilose 26,30 

Arabinose 3,58 

Açúcares Totais 33,68 

Ácido alifático fraco Concentração (g.L-1) 

Ácido acético 3,77 

Furanos Concentração (mg.L-1) 

Furfural 4,9 

Compostos fenólicos Concentração (mg.L-1) 

Vanilina 1,09 

Ac. 2,4-dihidroxibenzoico 23,10 

Siringaldeido 403,16 

Ácido benzóico 1,92 

Ácido gálico 38,05 

Ácido caféico 12,26 

Fenol 8,86 
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A reação de hidrólise foi conduzida visando a obtenção de um hidrolisado rico 

em xilose com quantidades mínimas de produtos de degradação. Foi obtido uma 

concentração total de açúcares de 33,66 g.L-1 sendo destes 78,10% correspondente 

a xilose. Os resultados obtidos demonstram que o pré-tratamento com ácido sulfúrico 

diluído teve um impacto significativo na liberação da fração hemicelulósica. Além de 

xilose, açúcares como glicose e arabinose também foram observados no hidrolisado. 

Um balanço de massa foi conduzido para análise do processo e está 

apresentado na Figura 11. O balanço de massa permite analisar em maiores detalhes 

a etapa de hidrólise ácida, além dos produtos obtidos e perdas do processo. O balanço 

do processo tem como dados de entrada (20 kg de biomassa de cana-de-açúcar, 

198,4kg de água e 1,8kg de ácido) e as saídas; no qual se obteve cerca de 8,3kg de 

celulignina e 187,21 kg de hidrolisado hemicelulósico. Ao fim da reação, a mistura foi 

cuidadosamente filtrada, para a obtenção das frações líquidas e sólidas. A perda 

média do processo foi de 24,70kg, que equivale a 11,23%. 

 

 

Figura 12 - Balanço de massa para a hidrólise da biomassa de cana-de-açúcar 

Fonte: Elaborada pela Autora (2024). 

 

Os produtos de degradação da hidrólise são derivados da biomassa 

lignocelulósica e resíduos de solventes empregados; todos apresentam mecanismos 

de inibição em micro-organismos, onde os tipos mais relatados estão associados a 

atuação na membrana celular, geração de espécies reativas de oxigênio, inibição 

enzimática, mutagênese no DNA e até mesmo morte celular [105,104]. Dentre os 

compostos quantificados, houve a formação de ácido acético, derivados furânicos e 

compostos fenólicos. Em condições ácidas, as pentoses sofrem reações de 

desidratação com formação de furfural [140], que neste caso foi de 4,9 mg.L-1. Furfural 
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junto com 5-HMF são os derivados furânicos mais comuns encontrados em 

hidrolisados de biomassa, além disso apresentam alta toxicidade para vários micro-

organismos [109]. O ácido acético trata-se do inibidor em maior concentração 

encontrada no hidrolisado (3,77 g.L-1), sendo um ácido alifático formado a partir dos 

grupos acetil presentes na cadeia lateral da hemicelulose [108], e pode levantar 

preocupações devido seu potencial de afetar negativamente o metabolismo das 

pentoses das leveduras, especialmente em pH mais ácido [200]. Por fim, os 

compostos fenólicos são liberados da estrutura complexa da lignina durante as etapas 

de fracionamento da biomassa lignocelulósica; como ácidos, álcoois e aldeídos. 

Dentre estes, siringaldeído foi o composto em maior concentração (403,16 mg.L-1), 

sendo formado pela degradação de álcoois sinapílicos, uma das frações da lignina 

[109]. 

 

5.2 Avaliação do consumo de glicose e xilose como fontes de carbono para 

produção de lipídios por cepas de R. toruloides  

  

5.2.1 Avaliação da assimilação das fontes de carbono e crescimento celular  

 

A etapa de tratamento de hidrólise ácida foi empregada com o objetivo de 

recuperar os monômeros constituintes presentes na fração hemicelulósica da 

biomassa de cana-de-açúcar. Os açúcares majoritários obtidos são xilose (26,30 g.L-

1) e glicose (3,80 g.L-1). Portanto, levando em consideração que cada micro-organismo 

possui condições específicas de metabolismo e assimilação de fontes de carbono e 

nitrogênio, é importante a realização de um estudo inicial de triagem para 

compreender o processo. Assim, foram realizados ensaios com alguns compostos 

comerciais isolados e de forma conjunta. O objetivo foi avaliar a influência desses 

compostos na produção de lipídios e compreender a capacidade das cepas de 

Rhoposporidium toruloides de metabolizá-los. A habilidade de crescimento de R. 

toruloides 2781, R. toruloides 2882 e R. toruloides 2896 assim como o acúmulo de 

lipídios microbianos em ensaios de batelada em frascos agitados para esta etapa está 

detalhada na Tabela 7.  
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Todas as cepas apresentaram crescimento nos diversos meios, no entanto 

nota-se que as diferentes linhagens apresentaram diferentes características 

metabólicas e padrões de consumo das fontes de carbono empregadas. O padrão de 

consumo de açúcares nos meios semi-definidos apresentou uma maior variação para 

a xilose, onde a cepa R. toruloides 2896 apresentou maior capacidade de assimilação 

(41,26%), quando comparado a R. toruloides 2781 (30,73%) e R. toruloides 2882 

(26,54%). Enquanto para a glicose, houve uma menor variação em seu consumo, com 

uma maior assimilação também para R. toruloides 2896 (36,69%), seguido por R. 

toruloides 2781 (34,90%) e para R. toruloides 2882 (32,80%). 
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Tabela 6 - Parâmetros fermentativos para cultivo em batelada de R. toruloides adaptada e não-adaptada em diferentes meios de cultivo após 96h de cultivo. 
 

Levedura C:N pHi pHf 
Biomass f 

(g.L-1) 
Consumo de 

C (%) 
Acúmulo de lipídio % (m.m-1) 

YX/S 

(g.g-1)a 

C5        

R. toruloides 2781 32 4,68±0,01 3,03±0,01 7,09±0,09 30,74±0,45 3,92±0,690 0,366±0,021 

R. toruloides 2882 32 5,03±0,00 3,54±0,00 7,30±0,15 26,54±0,87 4,87±0,770 0,428±0,254 

R. toruloides 2896 32 5,16±0,00 4,46±0,02 11,44±0,33 41,26±0,98 4,69±0.350 0,492±0,012 

C6        

R. toruloides 2781 32 4,99±0,00 2,57±0,07 10,86±0,49 34,91±0,23 6,16±0,590 0,493±0,067 

R. toruloides 2882 32 5,27±0,01 3,03±0,04 10,92±0,07 32,81±0,19 7,42±0,506 0,571±0,458 

R. toruloides 2896 32 5,22±0,00 2,69±0,06 9,74±0,38 36,69±0,49 6,70±0,177 0,432±0,039 

MGX        

R. toruloides 2781 21,8 5,04±0,01 2,75±0,05 10,75±0,25 64,12±0,23 6,49±0,210 0,403±0,067 

R. toruloides 2882 21,8 5,30±0,01 2,87±0,06 10,99±0,60 52,33±0,65 4,61±0,068 0,571±0,064 

R. toruloides 2896 21,8 5,20±0,00 2,80±0,05 11,37±0,43 68,12±0,91 4,52±0,314 0,437±0,023 

MGXAc        

R. toruloides 2781 21,8 5,38±0,01 7,50±0,07 6,85±0,21 47,06±0,67 6,25±0,096 0,399±0,076 

R. toruloides 2882 21,8 5,46±0,00 7,59±0,04 7,45±0,22 44,21±0,87 3,50±0,118 0,494±0,012 

R. toruloides 2896 21,8 5,50±0,01 7,71±0,01 7,36±0,02 42,00±0,63 4,13±0,42 0,387±0,653 

Não-adaptada HHBCA        

R. toruloides 2781 18,2 5,22±0,00 4,99±0,00 2,16±0,17 10,00±0,02 4,60±1,04 0,035±0,010 

R. toruloides 2882 18,2 5,22±0,00 7,30±0,05 9,45±0,10 24,00±0,17 3,50±0,87 0,301±0,004 

R. toruloides 2896 18,2 5,21±0,00 5,08±0,00 2,70±0,08 8,18±0,02 3,27±0,17 0,428±0,02 

Adaptadas HHBCA        

R. toruloides 2781 18,2 5,46±0,04 7,38±0,02 14,39±0,60 83±0,72 7,0±0,22 0,460±0,250 

R. toruloides 2882 18,2 5,42±0,01 7,48±0,02 17,87±1,20 93,31±0,96 8,80±0,68 0,595±0,080 

R. toruloides 2896 18,2 5,41±0,01 7,40±0,01 17,03±0,19 82±0,15 9,30±0,36 0,730±0,00 
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Tabela 7 - Análise comparativa dos parâmetros fermentativos das cepas de R. toruloides adaptada e não-adaptada em diferentes meios de cultivo após 96h de cultivo. 

Levedura 
QP 

(mg.L-1.h-1)c 
Qx 

(mg.L-1.h-1)d 
µ (h-1)e  rs (g.L-1.h-1)f raa (g.L-1.h-1)g 

C5       

R. toruloides 2781 3,008±0,159I 0,063±0,001 0,019±0,000  3,450±0,000 - 

R. toruloides 2882 3,706±0,584 I 0,064±0,002 0,019±0,000  2,981±0,001 - 

R. toruloides 2896 5,595±0,4169 0,104±0,03 0,024±0,000  4,250±0,001 - 

C6       

R. toruloides 2781 0,059±0,0057 II 0,099±0,005 0,023±0,001  4,019±0,000 - 

R. toruloides 2882 0,071±0,0048 II 0,102±0,001 0,024±0,001  3,577±0,000 - 

R. toruloides 2896 0,072±0,0019 II 0,104±0,003 0,022±0,000  3,991±0,002 - 

MGX       

R. toruloides 2781 0,064±0,0021 0,097±0,003 0,023±0,000  4,808±0,003 - 

R. toruloides 2882 0,044±0,0006 IV 0,102±0,006 0,024±0,000  3,570±0,001 - 

R. toruloides 2896 0,041±0,0029 IV,V 0,107±0,004 0,024±0,000  5,931±0,000 - 

MGXAc       

R. toruloides 2781 0,095±0,0015 0,058±0,002 0,018±0,000  2,931±0,000 0,444±0,006 

R. toruloides 2882 0,071±0,004 III 0,066±0,002 0,019±0,000  2,664±0,002 0,436±0,004 

R. toruloides 2896 0,052±0,006 III,IV,V 0,066±0,002 0,019±0,000  3,429±0,000 0,473±0,001 

Não-adaptada HHBCA       

R. toruloides 2781 1,028±0,2344 VI 0,009±0,002 -  0,329±0,003 0,042±0,010 

R. toruloides 2882 3,400±0,852 VI 0,079±0,001 0,021±0,000  0,428±0,000 0,346±0,004 

R. toruloides 2896 0,919±0,048 VI 0,011±0,001 -  0,046±0,000 0,017±0,006 

Adaptadas HHBCA       

R. toruloides 2781 11,628±0,42 0,137±0,006 0,027±0,000  1,798±0,001 0,280±0,013 

R. toruloides 2882 16,328±1,26 VII 0,170±0,013 0,029±0,001  2,665±0,002 0,404±0,010 

R. toruloides 2896 16,583±0,63 VII 0,162±0,002 0,029±0,001  2,2113±0,002 0,335±0,006 

As letras substituídas (I, II, III, IV, V, VI e VII) representam o teste de Tukey (α = 5%) para comparações múltiplas entre C5–C6, MGX-MGX e não adaptado-adaptado. aRendimento de biomassa para carboidrato, 

bRendimento de lipídio para carboidrato, cTaxa de produção de lipídio, dProdutividade de biomassa, eTaxa de crescimento fTaxa de consumo de açúcar, gTaxa de consumo de ácido acético.
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Entre as cepas testadas, apenas R. toruloides 2896 apresentou 

preferência por xilose em relação a glicose, sendo este o ensaio com maior 

acúmulo de biomassa celular (11,44 g.L-1) (Tabela 7). A concentração celular 

obtida é similar a relatada por Liu et al. (2020) [139] de 12,17 g.L-1 para uma 

espécie oleaginosa de L. starkey em meio semi-definido com xilose como única 

fonte de carbono, após 120 horas de fermentação. Considerando a utilização de 

hidrolisado hemicelulósico proposto neste trabalho, este é um comportamento 

desejável uma vez que a xilose é o monômero presente em maior proporção 

neste meio [73,193]. 

Por outro lado, R. toruloides 2781 e R. toruloides 2882 apresentaram 

crescimento mais expressivo em glicose (10,86 g.L-1 R. toruloides 2781 e 10,92 

g.L-1 R. toruloides 2882) quando comparado com os cultivos em xilose (7,09 g.L-

1 R. toruloides 2781 e 7,30 g.L-1 R. toruloides 2882) (Figura 12). Este efeito 

também pode ser observado no trabalho de Tiukova et al. (2019) [136], os quais 

realizaram ensaios com R. toruloides CBS 14 em meios semi-definido com 

glicose ou xilose como única fonte de carbono e uma maior taxa de crescimento 

foi observado em substrato a base de glicose (13,8 g.L-1) em comparação com 

as células cultivadas em xilose (11,1 g.L-1), e atribuíram esse comportamento à 

maior demanda de ATP das células quando cultivada em xilose. 

Considerando os cultivos em que foi empregado glicose e xilose como 

fonte de carbono nas mesmas concentrações ao do HHC (meio MGX), a cepa 

que apresentou melhor desempenho em termos de concentração celular final foi 

a R. toruloides 2896 (11,37 g.L-1), após 96 horas de cultivo; seguido por R. 

toruloides 2781 (10,57 g.L-1) e R. toruloides 2882 (10,99 g.L-1). Por outro lado, 

no meio em que foi adicionado ácido acético (meio MGXAc) nota-se uma inibição 

do crescimento para as três cepas, com maior acúmulo de biomassa para R. 

toruloides 2882 (7,45 g.L-1), seguido por R. toruloides 2896 (7,36 g.L-1) e R. 

toruloides 2781 (6,85 g.L-1) (Figura 12). Este fato é explicado pela capacidade 

do ácido acético e de outros ácidos alifáticos não dissociados de baixo peso 

molecular conseguirem difundir-se através da membrana plasmática para o 

citosol. Devido ao pH intracelular mais elevado, irá resultar no desacoplamento 

destes ácidos e acúmulo de espécies de ânions intracelulares em níveis 

potencialmente tóxicos [124,194]. Dados semelhantes foram encontrados por 

Lopes et al. (2020) [126] onde os autores relataram a inibição do crescimento de 
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R. toruloides CCT 7815 em cultivos com 3,56 g.L-1 de ácido acético, 

concentração similar ao do hidrolisado utilizado neste trabalho. Neste trabalho 

os autores utilizaram hidrolisado hemicelulósico de eucalipto (12,19 g.L-1 xilose), 

para o cultivo da levedura oleaginosa. 

 

 

Figura 13 - Concentração celular das cepas de R. toruloides a partir de xilose (MX), 

glicose (MG), glicose/xilose (MGX) e glicose/xilose com adição de ácido acético 

(MGXAc) após 96h de cultivo. 

Fonte: Elaborada pela Autora (2024). 

 

Os resultados mostraram que no cultivo com açúcares misto 

(xilose/glicose) no meio MGX, uma possível repressão catabólica foi vista, as 

leveduras consumiram a hexose com uma ordem clara de preferência, sendo 

consumida próxima da exaustão; este comportamento é evidenciado nas 

primeiras 24 horas de crescimento, no qual o consumo da glicose correspondeu 

a 91,03%, 100% e 96,56%, enquanto para xilose correspondeu a 11,16%, 7,41% 

e 6,63% para R. toruloides 2896, R. toruloides 2781 e R. toruloides 2882; 

respectivamente (Tabela 7). O consumo preferencial de glicose no início do 

processo fermentativo é importante para o crescimento celular e geração de 

NADPH, coenzima regenerada a partir da via das pentoses. De forma geral, a 

glicose é um açúcar preferencial para diversos micro-organismos, sendo 

consumida mais rapidamente e em maior taxa, enquanto o consumo de xilose é 

limitado devido o menor poder energético quando consumida pela via das 

pentoses fostato [136,116,118]. 
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Os dados obtidos indicam a preferência das linhagens de Rhodosporidium 

toruloides por uma fonte de carbono específica, evidenciando uma hierarquia na 

utilização dos açúcares. Esta distinção é fundamental para compreender os 

mecanismos metabólicos envolvidos e otimizar estratégias para a bioconversão 

eficiente desses substratos. No meio semi-definido contendo ácido acético (meio 

GXAc), observa-se um comportamento similar, em que o consumo de xilose se 

inicia apenas após 24 horas, após a exaustão da glicose. As taxas de consumo 

de xilose foram de 64,12%, 56,20% e 42,26% para R. toruloides 2896, R. 

toruloides 2781 e R. toruloides 2882; respectivamente (Figura 13).  

 

 

Figura 14 - Fermentação em meio semi-definido com glicose, xilose e ácido acético 

(MGXAc) por (A) R. toruloides 2882 e (B) R. toruloides 2896 e (C) R. toruloides 2781 

em 28 ºC e 200 rpm. -▲- glicose, -●-xilose, -■- ácido acético, -■- biomassa celular 

Fonte: Elaborada pela Autora (2024). 

 

Estes resultados podem ser corroborados com estudos realizados por 

Singh et al. (2018) [137] em que foi observado um crescimento “triáuxico” entre 

glicose, xilose e glicerol, em que a glicose foi metabolizada preferencialmente e 

em maior velocidade, com um consumo em menor taxa e velocidade para as 

A 

B 

C 
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fontes secundárias empregadas. No estudo de Singh, et al. (2018) [137] 

utilizaram resíduos coletados em uma casa de sucos (cascas de laranja, limão 

doce, banana, manga, vagens de ervilha e tocos de couve-flor/repolho) para 

conversão de um meio de fermentação. O meio utilizado continha 20 g.L-1 de 

açúcares totais, compreendendo 48,55% de glicose, 30,9% de xilose e 20,4% de 

glicerol, além de quantidades menores de arabinose. A cepa de R. toruloides 

utilizou eficientemente mais de uma fonte de carbono para crescimento (18 g.L-

1) e formação de lipídios (74,5%). Este fenômeno é caracterizado por fases 

distintas de crescimento separadas por uma fase lag, onde na primeira fase 

ocorre o metabolismo do açúcar preferencial disponível, que resulta em um 

rápido crescimento. Finalizada esta fase, o micro-organismo entra em uma 

segunda fase lag para troca do metabolismo para o segundo açúcar disponível 

[203]. Resultados semelhantes foram relatados por Yamada et al. (2017) [7] onde 

observaram em um meio semi-definido (8 g.L-1 de extrato de levedura, 50 g.L-1 

de glicose, 25 g.L-1 de xilose e 4 mg.L-1 de FeSO4) a repressão catabólica 

causada pela glicose para cepas de R. toruloides 87663-11C e seu mutante 8766 

3-11C 2-53C, onde o metabolismo do açúcar secundário (xilose) apenas iniciou 

quando o açúcar preferencial foi extinguido após 48h de fermentação. Os cultivos 

foram mantidos até 168h, momento em que o consumo de xilose aproximou-se 

da totalidade.  

A cepa com melhor desempenho no meio MGX foi a R. toruloides 2896 

com consumo total de açúcares de 68,12%, seguida de R. toruloides 2781 com 

consumo de 64,12% e por fim R. toruloides 2882 com consumo de 52,33%; ao 

final de 96 horas de fermentação. Por outro lado, com adição de ácido acético o 

consumo total de açúcares foi reduzido para 47,06; 44,21 e 42% para R. 

toruloides 2781, R. toruloides 2882 e R. toruloides 2896, respectivamente. Vale 

destacar que estas leveduras foram testadas anteriormente por Lopes (2015) 

para consumo de celobiose (0,5% p/v), entretanto ainda não haviam sido 

investigadas em hidrolisados hemicelulósicos para produção de lipídios 

microbianos. 

Na Tabela 8 apresenta os coeficientes do processo fermentativo, 

fornecendo parâmetros cinéticos essenciais para a compreensão do 

comportamento das cepas no meio de cultivo. Os dados obtidos nos cultivos em 

meio semi-definido C5 e C6 permitem avaliar a eficiência da conversão dos 



 
 

101 
 

substratos em biomassa. O rendimento de biomassa em carboidrato (YX/S) foi 

superior para R. toruloides 2896 (YX/S = 0,492) no meio contendo xilose, 

enquanto R. toruloides 2882 apresentou o melhor desempenho no meio com 

glicose (YX/S = 0,571). Esses resultados indicam diferenças metabólicas entre as 

linhagens, sugerindo que a escolha do substrato pode influenciar 

significativamente a eficiência do processo fermentativo.  

 

5.2.1 Avaliação do acúmulo de lipídios  

 

O acúmulo de lipídeos pelas leveduras nos três meios semi-definidos 

após 96 horas de cultivos foi avaliado; os resultados estão descritos na Tabela 

7 e representado pela Figura 14. O acúmulo de lipídios variou com as diferentes 

leveduras e fontes de carbono. Dentre os meios semi-definidos, a maior 

concentração lipídica foi obtida por R. toruloides 2882 (7,42% m.m-1) em meio 

C6. Por outro lado, quando considerado o meio com duas fontes de carbono 

(Meio GX), a cepa com maior acúmulo de lipídeos foi a R. toruloides 2781 (6,49% 

m.m-1); enquanto as duas outras leveduras apresentaram acúmulos similares de 

4,61 e 4,52% m.m-1 para R. toruloides 2882 e R. toruloides 2896; 

respectivamente. 

 

Figura 15 - Acúmulo de lipídios por diferentes cepas de R. toruloides utilizando C-5 e 

C-6 como substrato 

Fonte: Elaborada pela Autora (2024). 

 

Os resultados obtidos com as leveduras em glicose (meio G) foram 

superiores aos descritos por Liu et al. (2020) [139] que também realizaram 
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cultivos de cepas de R. toruloides NRRL Y-1091 em meio semi-definido com 

glicose como fonte de carbono (50 g.L-1), e avaliaram o acúmulo de lipídios em 

C:N de 25, 50 e 100, no qual obtiveram 6,16; 6,61 e 20,81% de lipídios, 

respectivamente, em 120 horas de fermentação. Estes resultados evidenciam o 

melhor desempenho das cepas empregadas neste trabalho (C:N 32), quando 

considerado o C:N de 50 em Liu et al. (2020) [139]. Neste trabalho, em 96 horas 

de cultivo em meio semi-definido com glicose como fonte de carbono, 

acumularam 6,16; 7,42 e 6,70 m.m-1% de lipídios para as cepas de R. toruloides 

2781, R. toruloides 2882 e R. toruloides 2896; respectivamente (Tabela 7). O 

teste de Tukey para produtividade lipídica não indicou diferença significativa 

entre a cepa R. toruloides 2896 e as outras cultivadas em glicose (R. toruloides 

2781 e R. toruloides 2882). No entanto, uma diferença significativa foi observada 

quando comparado com os ensaios conduzidos em xilose para as mesmas 

cepas. 

Considerando os testes em meio com xilose como única fonte de carbono, 

o acúmulo de lipídios foi similar entre as cepas testadas, sendo ligeiramente 

maior para R. toruloides 2882 (4,87% m.m -1) seguido por R. toruloides 2896 

(4,69% m.m-1) e R. toruloides 2781 (3,92% m.m-1). A análise estatística da 

produtividade lipídica em ensaios de xilose mostrou que R. toruloides 2896 exibiu 

diferenças significativas quando comparado a R. toruloides 2882 e R. toruloides 

2781 (p < 0,05). Os resultados são similares ao reportado por Liu et. al., (2020) 

em um C:N de 50, onde a produção de óleo microbiano foi de 4,12%. Tanto R. 

toruloides 2882 quanto R. toruloides 2896 demonstraram resultados superiores 

em comparação às descobertas de Liu et al. (2020) [139]. Por fim, quando 

adicionado ácido acético ao meio, notou-se maior variação nas concentrações 

lipídicas alcançadas, com uma concentração de 6,25% m.m-1 para R. toruloides 

2781, enquanto R. toruloides 2882 e R. toruloides 2896 acumularam 3,50 e 

4,13% m.m-1; respectivamente. 

No meio com duas fontes de carbono (meio GX), R. toruloides 2781 exibiu 

o maior acúmulo de lipídios (6,49%), enquanto R. toruloides 2882 e R. toruloides 

2896 mostraram acúmulos semelhantes de 4,61% e 4,52%, respectivamente. 

Resultados semelhantes foram observados no meio MGXAc, com o melhor 

desempenho visto em R. toruloides 2781. O teste de Tukey revelou uma 
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diferença significativa entre R. toruloides 2781 em MGXAc e as outras cepas em 

ambos os meios (p < 0,05). 

A condição de limitação de nutrientes e a alta disponibilidade de carbono 

é a condição primordial para que ocorra o acúmulo de lipídios intracelulares nas 

células. Uma vez que ocorre a exaustão de nutrientes como nitrogênio e fósforo, 

as células encontram-se em déficit nutricional para continuar a crescer e 

multiplicar; desta forma a fonte de carbono excedente no meio é canalizada para 

produção e armazenamento de triacilglicerol. Concomitante a isso, está ainda as 

reações de β-oxidação em sentido inverso, que levam a transformação de acetil-

CoA em ácidos graxos intracelulares [140,196,197]. 

 

5.3 Cultivos em Hidrolisado Hemicelulósico de biomassa de cana-de-

açúcar (HHC) 

 

5.3.1 Avaliação da adaptação das cepas de R. toruloides  

 

Hidrolisados de biomassa obtidos a partir de etapas de pré-tratamento 

químico contém em sua maioria uma mistura de compostos de degradação 

advindos dos constituintes estruturais da biomassa lignocelulósica que se 

comportam como componentes tóxicos aos micro-organismos durante o 

processo fermentativo [108]. Portanto, a estratégia de adaptação consistiu no 

emprego do HHC não-destoxificado como meio de cultura para as três diferentes 

cepas de leveduras de R. toruloides. O pressuposto empregado para os 

experimentos de adaptação neste trabalho parte do princípio de que a cada ciclo 

de passagem das leveduras (incremento de 10% de HHC a cada 24 horas), 

ocorra a melhora da capacidade das cepas de crescer na presença de uma 

concentração aumentada de inibidores de forma simultânea presente no meio. 

O hidrolisado utilizado para a adaptação deve conter uma faixa adequada 

de compostos tóxicos, de modo que o micro-organismo aumente sua tolerância 

a esses compostos. Isso é suficiente para promover uma pressão seletiva no 

meio, permitindo a adaptação gradual da cepa. A pressão seletiva ocorre devido 

à combinação de diversas forças que afetam a capacidade de sobrevivência dos 

organismos em um ambiente específico. Essas forças influenciam tanto o 
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fenótipo quanto o genótipo, destacando-se em condições específicas do 

ambiente, fatores biológicos, disponibilidade de nutrientes e competição [206]. 

Ao término de 11 dias de cultivo em concentrações aumentadas de HHC, 

todas as cepas foram capazes de crescer em 100% de hidrolisado 

hemicelulósico suplementado. Estes resultados demonstram o êxito da 

estratégia aplicada para melhorar a tolerância das leveduras aos inibidores 

presentes no hidrolisado. A concentração celular atingida no 10º nível de 

adaptação (100% HHC) foi superior para a cepa R. toruloides 2896 (6,78 g.L-1), 

seguida por R. toruloides 2882 (6,31 g.L-1) e R. toruloides 2781 (5,37 g.L-1). 

Observou-se nesses experimentos que o perfil de crescimento e de consumo de 

açúcares manteve-se estável para as três cepas ao longo das fases de 

adaptação (Figura 15), a razão para este comportamento pode se dar pelo 

ensaio de fermentação ser renovado a cada 24 horas, não sendo possível a 

observação de todas as fases do crescimento microbiano. 

Durante o período de adaptação, a cepa R. toruloides 2882 (Figura 15a) 

mostrou um período em que houve quedas constantes no acúmulo de biomassa 

celular, tal comportamento aconteceu após o 5º nível de adaptação. Para R. 

toruloides 2781 e R. toruloides 2896, esse comportamento não foi evidenciado, 

sendo percebido apenas após o 9° nível de adaptação. Este comportamento 

sugere uma diminuição no crescimento e viabilidade celular, que pode estar 

associado as maiores concentrações de compostos tóxicos presentes no meio a 

cada novo nível de adaptação, com a morte celular superando a nova formação 

de células, acarretada pela condição de estresse do meio, que resulta em uma 

diminuição na concentração celular total. 

Em relação ao consumo de açúcares disponíveis no meio, pode-se 

observar que a cada ciclo de adaptação, com duração de 24 horas, havia-se o 

esgotamento de glicose; comportando se como uma fonte preferida pelas cepas 

em relação a xilose, sendo assim sua linha pouco notada nos gráficos. Durante 

algumas etapas nota-se um consumo mais acentuado da xilose; sendo mais 

evidente nos níveis 3 e 5 para R. toruloides 2882, 2 e 6 para R. toruloides 2896, 

e por fim em 3 e 5 para R. toruloides 2781. Esta observação é similar ao 

encontrado por Díaz et al. (2018) [140] que realizaram a adaptação gradativa de 

de R. toruloides 0041-12 em hidrolisado de palha de trigo com 103 g.L-1 de 

açúcares totais (61 g.L-1 de glicose, 42 g.L-1 de xilose), 5,2 g.L-1 de ácido acético, 
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0,54 g.L-1 de ácido fórmico, 0,10 g.L-1 de furfural, 0,02 g.L-1 de hidroxil-metil 

furfural e 0,06 g.L-1 de compostos fenólicos. Neste trabalho os autores relataram 

o consumo aumentado de xilose, sendo as cepas adaptadas mais resistentes e 

com maior crescimento (30-40%) quando comparado com a cepa não-adaptada.  

 

 

Figura 16 - Perfil temporal do acúmulo de biomassa (-■-) pH (-♦-) e consumo de 

glicose (-●-), xilose (-▲-) e ácido acético (-▼-) pelas cepas de R. toruloides 2882 (A), 

R. toruloides 2896 e R. toruloides 2781 (C) durante a fase de adaptação em HHC. 

Fonte: Elaborada pela Autora (2024). 

 

Em relação ao pH do meio de cultivo observado durante a fase de 

adaptação neste trabalho (Figura 15), houve pequenas variações durante as 

210 horas de fermentação, mantendo-se em entre 4,04 e 7,64.  

  

5.3.2 Fermentação das cepas não-adaptadas e adaptadas de R. toruloides 

em HHC 

 

A capacidade fermentativa das cepas de Rhodosporidium toruloides não-

adaptadas e adaptadas foram avaliadas através do cultivo em HHC não-

destoxificado suplementado (Figura 16).  

B 

C A 
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Em relação as cepas não-adaptadas, é possível observar uma fase lag 

até pelo menos 48 horas, onde apenas para R. toruloides 2882 nota-se uma fase 

exponencial (Figura 16a), sendo a levedura com maior acúmulo de biomassa 

celular do que as outras duas em ambos os casos (adaptada e não-adaptada). 

Enquanto isso, R. toruloides 2896 e R. toruloides 2781 tiveram um leve acúmulo 

de biomassa até 72 horas de cultivo, com conseguinte declínio nesta 

concentração, atingindo biomassa celular inferior a 10 g.L-1. Nota-se que o 

crescimento dessas cepas foi afetado pela presença de compostos tóxicos 

presentes no hidrolisado, uma vez que não foram adaptadas previamente a este 

meio. 

O efeito de baixo acúmulo de biomassa de cepas não-adaptadas em meio 

com hidrolisado lignocelulósico também é observado no trabalho de Liu et al. 

(2021) [207] os quais realizaram fermentações de leveduras não-adaptadas de 

R. toruloides NRRL Y- 1091 em hidrolisado celulósico de palha de trigo, cuja 

composição (em g.L-1) incluía glicose (40,88), xilose (14,27), ácido acético (1,54), 

compostos fenólicos totais (1,51), furfural (0,087), ácido levulínico (0.427 ) e HMF 

(0,008) e a concentração celular observada não ultrapassou 6,5 g.L-1. Estes 

autores associaram tal comportamento como um indicativo de baixa 

disponibilidade de fonte de nitrogênio no hidrolisado empregado, não atendendo 

desta forma as necessidades para o crescimento da levedura. Entretanto, neste 

trabalho ambas as fermentações com cepas não-adaptadas e adaptadas foram 

suplementadas com fontes de N orgânicas e inorgânicas, com uma 

concentração total de nitrogênio de 4 g.L-1 (2g.L-1 (NH4)2SO4, 2 g.L-1 extrato de 

levedura) indicando assim que caso não houvesse a suplementação de 

nitrogênio no meio, a fermentação conduzida com as cepas não-adaptadas teria 

um desempenho inferior. 
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Figura 17 - Consumo de glicose, xilose, ácido acético, crescimento celular e pH das 

cepas de R. toruloides não-adaptadas (-●- R. toruloides 2882, -▼- R. toruloides 2781,   

-◄- R. toruloides 2896) e adaptadas (-■- R. toruloides 2882A, -▲- R. toruloides 

2781A, -♦-) 

Fonte: Elaborada pela Autora (2024). 

 

Já em relação as cepas adaptadas, todas apresentaram uma fase de 

crescimento exponencial (Figura 16a), sendo observado acúmulo de biomassa 

celular superior para R. toruloides 2882A (17,87 g.L-1), seguido por R. toruloides 

2896A (17,03 g.L-1) e R. toruloides 2781A (14,39 g.L-1). Além disso, não foi 

possível a visualização de uma fase lag. Os acúmulos de biomassa atingidos 

com as cepas adaptadas são comparáveis ao relatado por Saini et al. (2022) 

[116] em cultivos de R. toruloides 1588 por 72 horas em frascos agitados com 

hidrolisado celulósico de madeira não-destoxificado (37,5 g.L-1 de glicose, 2,5 

A 

B 

C 

D 
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g.L-1 de xilose), e cepas não-adaptadas. No entanto com o emprego de uma 

razão C:N 70, na qual obtiveram uma concentração de biomassa celular de 15,3 

g.L-1. 

Além do acúmulo de biomassa, o consumo de açúcares (glicose e xilose) 

também foi melhorado com as cepas adaptadas (Figuras 16b e 16d). Para as 

cepas não-adaptadas foi de 10%, 24% e 8,18% para R. toruloides 2781, R. 

toruloides 2882 e R. toruloides 2896, respectivamente. Nota-se que entre as 

cepas não-adaptadas, somente a R. toruloides 2882 foi capaz de consumir de 

forma significativa a glicose (95,71%). Por outro lado, o consumo de açúcares 

totais (glicose e xilose) pelas cepas adaptadas foi de 83%, 93,31% e 82% para 

R. toruloides 2781, R. toruloides 2882 e R. toruloides 2896; respectivamente 

(Tabela 8). 

A partir do coeficiente de rendimento de biomassa (YX/S) é possível 

observar que para as leveduras adaptadas houve um maior rendimento quando 

comparada com as cepas cultivadas em todos os meios semi-definidos testados, 

quanto também aos cultivos em HHC com as cepas não-adaptadas. O YX/S foi 

superior apenas para a cepa R. toruloides 2882 em HHC. Estes resultados 

indicam o quanto de biomassa celular foi acumulada por substrato consumido.  

O consumo de glicose pelas leveduras adaptadas ocorreu até 24 horas, 

momento este que se extinguiu e deu início ao consumo de xilose, que 

aconteceu até próximo à exaustão, em 96 horas de cultivo. Este mesmo 

comportamento foi relatado por Díaz et al. (2018) [140] em ensaios de R. 

toruloides. No estudo, os autores realizaram uma análise preliminar do consumo 

de glicose e xilose em meio sintético definido (5 g.L-1 de glicose e 5 g.L-1 de 

xilose) antes de cultivá-las em hidrolisado celulósico de palha de trigo (61 g.L-1 

de glicose e 42 g.L-1 de xilose). No experimento preliminar, observaram o 

consumo total da glicose em 12 horas de fermentação. A partir desse momento, 

iniciou-se o consumo de xilose, resultando em uma concentração residual de 1,3 

g.L-1 ao final da fermentação, após 30 horas. No meio com presença de ácido 

acético (MGXAc), o consumo de xilose só foi iniciado com o esgotamento da 

glicose, o mesmo é observado quando as cepas adaptadas foram cultivadas em 

hidrolisado.  

A repressão catabólica de carbono causada pela glicose se dá pela 

inibição dos transportadores e enzimas envolvidas no processo catalítico da via 



 
 

109 
 

das pentoses fosfato, e pode ocorrer comumente com glicose, xilose e arabinose 

por possuírem sistemas em comum de transporte de açúcar na célula; sendo a 

glicose mais efetiva para geração de energia celular [115], além disso 

hidrolisados de biomassa apresentam-se como um meio complexo, em que há 

a presença de diversos açúcares e intermediários de degradação desses 

compostos. De fato, Singh et al. (2018) [137] estudaram o efeito do consumo 

sequencial de açúcares por leveduras oleaginosas e demonstraram que o 

metabolismo sequencial irá variar com a cepa e relação C:N, e que este 

comportamento não irá influenciar na produção de lipídeos. Resultados 

semelhantes foram relatados por outros autores, onde a glicose inibiu o consumo 

de xilose [142,137].  

O mesmo padrão de consumo aumentado para as cepas adaptadas 

também ocorreu para o ácido acético (Figura 16e). O ácido acético foi 

consumido pelas leveduras adaptadas como fonte de carbono quase 

completamente até 48 horas de fermentação, o que coincidiu com o aumento do 

pH para estas (Figura 16c), que iniciaram a fermentação com pH por volta de 

5,5 e ao término das 96 horas de cultivo atingiram 7,5. Esta variação também foi 

notada para a cepa não-adaptada R. toruloides 2882, enquanto para as demais 

não-adaptadas permaneceu quase invariável. O efeito do ácido acético sob as 

leveduras irá depender do micro-organismo, condições de cultivo e 

concentração. Zhao et al. (2012) [105], por exemplo, relataram inibição total do 

crescimento de R. toruloides AS 2.1389 em uma concentração de 20 g.L-1 de 

ácido acético.  Entretanto, em concentrações inferiores a 15 g.L-1 os autores 

relataram um consumo total do ácido acético pelas cepas nas fermentações. O 

mesmo comportamento é observado neste trabalho, em que o ácido acético é 

praticamente extinguido com 96 horas de fermentação. [105] avaliaram o efeito 

no crescimento e na produção de biolipídios por leveduras oleaginosas quando 

cultivadas na presença de diversos compostos típicos de hidrolisados 

hemicelulósicos de biomassa lignocelulósica, adicionados a um meio com 

nitrogênio limitado.  

Também é possível observar que todas as cepas adaptadas 

apresentaram acúmulo de biomassa superior em hidrolisado hemicelulósico do 

que as correspondentes não-adaptadas em meio semi-definido (MGX) (Figura 

10), os presentes resultados podem ser corroborados com outro estudo 
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realizado, em que micro-organismos oleaginosos acumularam mais biomassa e 

tiveram melhor produtividade lipídica em hidrolisados de materiais 

lignocelulósicos em comparação ao meio semi-definido empregado; e atribuíram 

o melhor desempenho por estas cepas apresentarem capacidade metabólica 

dos compostos inibidores presente no meio de cultivo [97].  

 

5.3.3 Inibição e degradação de compostos fenólicos pela levedura R. 

toruloides 

 

Além dos açúcares monoméricos presentes no hidrolisado 

hemicelulósico, a etapa de pré-tratamento utilizada leva a formação de 

intermediários derivados dos constituintes da biomassa lignocelulósica, que 

atuam como inibidores do crescimento microbiano; como furanos, ácidos 

orgânicos e compostos fenólicos [108].  

Neste trabalho, uma diminuição dos compostos fenólicos foi observada 

em todos os ensaios das leveduras cultivadas em hidrolisado hemicelulósico. 

Notou-se uma redução dos fenóis totais, sendo mais expressiva para as cepas 

adaptadas, de 63,79%, 59,94% e 60,06% enquanto para as não-adaptadas nota-

se reduções de 29,45%, 57,14% e 43,02 para R. toruloides 2896, R. toruloides 

2882 e R. toruloides 2781; respectivamente (Figura 17).   

Estes componentes são inibidores do processo fermentativo e por se 

apresentarem em uma variedade disponível (vanilina, siringaldeído, ácido 

ferúlico, ácido vanílico, dentre outros) torna-se difícil a determinação do 

mecanismo de ação inibitória provocada por estes, uma vez que podem atuar 

sozinhos ou de forma sinérgica, além de apresentarem problemas de elucidação 

dos processos metabólicos envolvidos que resultam no seu consumo por alguns 

micro-organismos, bem como a determinação de conversão em outros 

subprodutos [101,137,199]. Kim et al. (2022) [106] verificaram uma família de 

proteínas aldeído desidrogenase em uma cepa de Yarrowia lipolytica. Estas 

proteínas são capazes de catalisar o furfural a ácido furóico, este processo 

resulta em uma destoxificação nativa nesta espécie de levedura oleaginosa. 

Resultados semelhantes foram observados em outro trabalho, onde Park et al. 

(2023) [130] observaram a presença de ácido furóico em meios de cultura de C. 

curvatus, R. toruloides e L. Starkeyi, e atribuíram essa característica a um 
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sistema de destoxificação nativo semelhante. Tendo em conta os resultados 

anteriores e os observados neste trabalho, pode ser possível que sistemas de 

destoxificação sejam comuns em espécies de leveduras oleaginosas. 

 

 

Figura 18 - Degradação de compostos fenólicos por cepas de R. toruloides adaptadas 

e não-adaptadas cultivadas em hidrolisado hemicelulósico. Vermelho: concentração 

inicial de lignina solúvel; verde: concentração de lignina solúvel com 96 horas de 

fermentação. 

Fonte: Elaborada pela Autora (2024). 

 

No entanto, além de uma grande variedade de compostos advindos da 

estrutura polifenólica da lignina (fenólicos, aldeídos, aromáticos e 

poliaromáticos) que são liberados durante o processo de hidrólise, há ainda 

componentes oriundos da degradação dos açúcares de seis e cinco carbonos, 

(furfural, 5-HMF, ácido levulínico) que se presente no meio de cultura poderão 

contribuir negativamente para a performance das leveduras durante o processo 

fermentativo. Neste trabalho, entre os compostos advindos do processo de 

desidratação de açúcares é observado a presença de furfural (4,90 mg.L-1) e em 

maior concentração ácido acético (3,77 g.L-1). A presença destes são esperados 

devido ao tratamento ácido diluído ter como foco a despolimerização da estrutura 

hemicelulósica da biomassa, sendo composto majoritariamente por açúcares de 

cinco carbono. Além disso, o furfural não apresentou o mesmo comportamento 
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de redução dos demais inibidores quantificados como fenóis totais e do ácido 

acético ao final dos ensaios. Esse comportamento pode ser explicado pela baixa 

concentração disponível no meio ou pela falta de aparato metabólico das 

leveduras para seu consumo. Alguns autores mencionam o alto poder inibitório 

desse componente no processo fermentativo, no entanto em concentrações a 

partir de 1 g.L-1, com diminuições em até 60% do crescimento celular [105]. 

Osorio-González et al. (2023) [142] relataram a capacidade de R. toruloides 1588 

de crescer na presença de oito compostos inibitórios microbianos (5-HMF, ácido 

levulínico, ácido ferúlico, ácido vanílico, vanilina, siringaldeído e ácido 

aminobenzóico) e de metabolizar furfural. metabolizar compostos furânicos 

presentes em hidrolisado de madeira não destoxificado. O estudo avaliou a 

fermentação em hidrolisados de resíduos florestais (Populus sp.), testando 

diferentes proporções de dois hidrolisados com concentrações totais de açúcar 

de 130,1 g.L-1 e 128,8 g.L-1. Embora a presença de furfural tenha causado um 

leve efeito inibitório no crescimento microbiano e na produção de lipídios, esse 

impacto foi atribuído à inibição parcial ou total de enzimas-chave, como a 

gliceraldeído-3-fosfato desidrogenase (GPD). Ainda assim, a levedura 

oleaginosa demonstrou a capacidade de reduzir o teor de furfural em 90,7% após 

96 horas de fermentação, período em que o acúmulo máximo de lipídios foi 

observado (40%). A concentração inicial mais elevada de furfural nas condições 

testadas foi de 700 mg.L-1. Finalmente, é observado que a presença dos 

subprodutos de degradação no hidrolisado causou um efeito inibitório notável 

nas cepas de R. toruloides não-adaptadas, em relação a adaptadas previamente 

em hidrolisado, este comportamento demonstra a capacidade de destoxificação 

destas cepas que foram adaptadas gradativamente a este meio de crescimento. 

As cepas não-adaptadas apresentaram um baixo crescimento celular, que pode 

ser confirmado na Tabela 7, com dados de biomassa final. 

 

5.3.4 Acúmulo de lipídios por cepas de R. toruloides adaptadas e não-

adaptadas  

 

O acúmulo de lipídeos pelas cepas não-adaptadas e adaptadas cultivadas 

em hidrolisado hemicelulósico suplementado por 96 horas foi avaliado; os 
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principais resultados estão reunidos na Tabela 7 e 8 e demonstrados na Figura 

18. 

Dentre as cepas adaptadas, a que demonstrou maior acúmulo foi a R. 

toruloides 2896 (9,3% m.m-1), seguido por R. toruloides 2882 (8,8% m.m-1), e R. 

toruloides 2781 (7,8% m.m-1). Apenas R. toruloides 2781 exibiu uma diferença 

significativa entre as linhagens adaptadas. Por outro lado, o teste de Tukey para 

as linhagens não adaptadas não indicou nenhuma diferença significativa. O 

acúmulo de lipídios observado em hidrolisado, foi superior ao atingido em todos 

os meios semi-definidos, inclusive no meio MGX e MGXAc que apresentam 

concentrações similares de açúcares e ácido acético ao do hidrolisado utilizado. 

O aumento relativo do acúmulo de lipídios observado quando cultivado em 

hidrolisado com as cepas não-adaptadas e ao cultivado em hidrolisado pelas 

cepas adaptadas foi de 1,2; 1,90 e 2,05 vezes para R. toruloides 2781, R. 

toruloides 2882, e R. toruloides 2896; respectivamente.  

 

 

Figura 19 - Acúmulo de lipídio pelas cepas adaptadas e não-adaptadas de 

Rhodosporidium toruloides em hidrolisado hemicelulósico não-destoxificado 

Fonte: Elaborada pela Autora (2024). 

 

 Diversos autores destacam que a razão C:N entre 70 e 200 é um dos 

parâmetros essenciais para alcançar altos rendimentos na produção de lipídios 

por leveduras oleaginosas,[129,190,121]. Esse fator desempenha um papel 

crítico na regulação metabólica dessas leveduras, influenciando diretamente a 

síntese lipídica. Em ambientes com alto teor de nitrogênio, as células priorizam 
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o crescimento e a biossíntese de proteínas, resultando em menor acúmulo de 

lipídios. Por outro lado, quando a razão C:N é elevada, geralmente entre 70 e 

200, a limitação de nitrogênio reduz a síntese proteica e a divisão celular, 

direcionando o excesso de carbono para a biossíntese de lipídios. Esse processo 

leva ao acúmulo de triacilgliceróis (TAGs), que atuam como reserva energética 

para a célula [145]. 

Lopes, Bonturi e Miranda (2020) [126] realizaram ensaios com a cepa R. 

toruloides CCT 7815 utilizando hidrolisado hemicelulósico de eucalipto como 

fonte de carbono (xilose 12,19 g.L-1, glicose 0,42 g.L-1, ácido acético 2,41 g.L-1, 

furfural 0,58 g.L-1). Nos experimentos com uma razão C:N de 100, os autores 

relataram um teor lipídico de 26,42%, uma biomassa de 6,52 g.L-1 e uma 

produtividade de 14 mg.L.h-1. Diante da baixa concentração de xilose disponível, 

o hidrolisado foi concentrado, atingindo 37,39 g.L-1 de açúcares totais. No 

entanto, nos primeiros cultivos com hidrolisado concentrado (pH inicial de 5,0), 

não houve crescimento celular, mesmo quando o meio foi diluído em água. Já o 

cultivo realizado com pH ajustado para 6,2 obteve sucesso, resultando em uma 

biomassa de 6,0 g.L-1 e um teor de lipídios de 50%. Os autores atribuíram essa 

inibição ao ácido acético, que, em pH 5,0, permanece predominantemente na 

forma não dissociada, podendo difundir-se através da membrana celular e 

comprometer o metabolismo da levedura. 

Os resultados deste estudo são corroborados pelos achados de Liu et al. 

(2020) [139], que investigaram a fermentação da cepa R. toruloides NRRL Y-

1091 em hidrolisado hemicelulósico de palha de trigo. O meio utilizado continha 

uma concentração de xilose (24,76 g.L-1) e compostos fenólicos (0,63 g.L-1) 

similares às do presente trabalho, além de glicose (4,72 g.L-1), ácido acético 

(3,67 g.L-1) e furfural (0,07 g.L-1). Após 120 horas de cultivo, o acúmulo de lipídios 

atingiu 9,44%, com uma produtividade de 8,43 mg.L.h-1, valores inferiores aos 

obtidos neste estudo para todas as cepas adaptadas e cultivadas em hidrolisado. 

Além disso, diferentemente do HHC utilizado neste trabalho, que foi empregado 

“in natura”, o hidrolisado hemicelulósico nos ensaios de Liu et al. (2020) passou 

por etapas de concentração e destoxificação. 

Comparando o acúmulo de lipídios atingido pelas cepas não-adaptadas 

em HHC (Figura 18), este foi inferior em todas as condições quando comparado 

aos meios semi-definidos utilizados (Tabela 7), o que é também esperado devido 
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ao HHC ser um meio complexo, com a presença de diversos compostos 

inibitórios ao metabolismo celular. Os resultados obtidos evidenciam o efeito 

positivo da adaptação empregada. Os rendimentos obtidos para as leveduras 

adaptadas foram superiores aos relatados por Matsakas et al. (2017) [209] em 

um processo fermentativo com R. toruloides NCYC 1576 cultivada em 

hidrolisado hemicelulósico destoxificado de aparas de madeira (contendo 63,3 

g.L⁻¹ de xilose, 16,8 g.L⁻¹ de ácido acético, 0,04 g.L⁻¹ de furfural e 0,05 g.L⁻¹ de 

fenol) com uma razão C/N de 20. Nesse estudo, os autores relataram um 

rendimento de conversão de substrato em biomassa (Yₓ/ₛ) de 0,21 g.g⁻¹ e um 

rendimento de conversão de substrato em lipídios (Yₚ/ₛ) de 0,049 g.g⁻¹. No 

presente trabalho, os valores de Yₚ/ₛ obtidos para as leveduras adaptadas foram 

superiores, atingindo 0,059 g.g⁻¹ para R. toruloides 2882 e 0,067 g.g⁻¹ para R. 

toruloides 2896. 

 

SEGUNDO CENÁRIO: Desenvolvimento de biocompósitos à base de 

celulose-lignina 

 

5.4 Caracterização da matéria-prima e obtenção da polpa rica em celulose 

após tratamento alcalino 

 

A Tabela 9 mostra os resultados obtidos do teor de lignina para a 

biomassa “in natura” e da fração sólida (polpa celulósica) obtida após tratamento 

com NaOH. A partir desses resultados é possível determinar a remoção de 

lignina na etapa de tratamento químico. 

O tratamento alcalino resultou em uma deslignificação parcial da 

biomassa de cana-de-açúcar, o que consequentemente aumentou o conteúdo 

de celulose na polpa recuperada. Considerando a biomassa “in natura”, o 

tratamento com NaOH reduziu o teor de lignina de 25,35% para 14,31%, 

resultando em uma remoção de 43,94%. Esse resultado é satisfatório diante das 

condições empregadas (3% NaOH, razão sólido-líquido de 1:5, 170°C, 60 

minutos), proporcionando uma polpa celulósica com melhor processabilidade 

para a produção de biocompósitos. Além de reduzir a recalcitrância associada à 

lignina, o pré-tratamento alcalino modifica a estrutura da celulose, promovendo 

o intumescimento das fibras e, consequentemente, facilitando o processamento 
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do biocompósito. Por exemplo, Shakeel et al. (2024) [210] utilizaram um pré-

tratamento alcalino com NaOH (3%, 121°C, 60 minutos), resultando em uma 

remoção de lignina de apenas 16,71%. A menor eficiência pode ser atribuída à 

temperatura mais baixa empregada (121°C), que, para alcançar uma 

deslignificação mais significativa, exigiria um tempo de residência superior a 60 

minutos e/ou uma maior concentração de álcali. 

 

Tabela 8 - Composição química da biomassa de cana-de-açúcar e polpa celulósica 

em estudo e referências 

Componentes  Presente trabalho A B 

Composição química 

(%m/m) 

Biomassa de cana-

de-açúcar 

Polpa 

celulósica 
  

Lignina Total 25,53 ± 0,80 14,31±0,80 21,35 11,07±0,74 

Cinzas 4,09±0,15  3,79±0,22 0,64 - 

ARaina et al. (2024) [80], B dos Santos et al. (2023) [211]. 

Fonte: Elaborada pela Autora (2024). 

 

A eficiência de deslignificação depende diretamente das condições 

operacionais do tratamento aplicado. No caso do estudo de Raina et al. (2024) 

[80], que utilizou tratamento alcalino com 1% de NaOH a 121ºC por 60 minutos 

na biomassa de cana-de-açúcar, a polpa recuperada apresentou um teor de 

lignina de 21,35%. Por outro lado, Santos et al. (2023) [211] obtiveram uma polpa 

celulósica com 11,07% de lignina ao empregar tratamento alcalino menos severo 

(1% de NaOH, 110ºC por 20 minutos), resultado semelhante ao observado neste 

estudo. 

A Figura 19 apresenta imagens de MEV do bagaço de cana-de-açúcar 

antes (Fig. 19a, b) e após o tratamento com NaOH (Fig. 19c, d). No bagaço não 

tratado, as fibras exibem uma organização compacta e sobreposta, 

características atribuídas à camada protetora de lignina e hemicelulose, 

conforme descrito por  Assumpção et al. (2016) [212]. Após o tratamento alcalino, 

observa-se uma desestruturação da parede celular, evidenciada por uma 

morfologia irregular e desorganizada, com a presença de rachaduras 

superficiais. Além disso, a formação de tubos e poros na parede celular indica a 

ruptura tanto externa quanto interna da estrutura lignocelulósica. A ação do 
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NaOH também resultou em uma superfície mais rugosa e menos compactada, 

com microespaços gerados pelos processos de deslignificação, um padrão já 

reportado por Reis et al. (2016). 

 

       

       

Figura 19 - Imagens de MEV para biomassa de cana-de-açúcar não tratado (a, b), e 

após tratamento químico alcalino (c,d) 

 Fonte: Elaborada pela Autora (2025). 

    

5.5 Caracterização da lignina recuperada 

 

5.5.1 Composição química 

 

A composição química da lignina precipitada e seu rendimento após etapa 

de acidificação do licor negro (pH= 3) estão apresentados na Tabela 10. 

O rendimento obtido, considerando o volume de licor negro recuperado, 

foi de 29,66 g·L⁻¹. Este resultado está diretamente relacionado ao pH atingido 

durante a etapa de precipitação, que, neste estudo, foi ajustado para 2, 

favorecendo uma maior precipitação de material. A fração de lignina solúvel 

(2,14%) é composta predominantemente por produtos de degradação de baixo 

a b 

c d 
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peso molecular e derivados hidrofílicos [213]. Por outro lado, a lignina insolúvel 

(78,26%) representa a fração mais resistente à degradação, devido ao seu 

caráter altamente condensado e à presença de ligações cruzadas, 

características da fração polimérica da lignina. O teor de lignina insolúvel obtido 

neste estudo foi superior ao relatado por Domínguez-Robles et al. (2018) [180], 

que realizaram um tratamento alcalino com 7% de NaOH em palha de trigo, 

utilizando uma razão líquido/sólido de 10:1, a 100 ºC por 150 minutos, e 

observaram um teor de lignina insolúvel de 64,90%. Em contrapartida, o teor de 

lignina solúvel registrado por esses autores (3,91%) foi superior ao encontrado 

neste trabalho. Esse comportamento pode ser atribuído à maior severidade do 

tratamento aplicado por Domínguez-Robles e colaboradores. O uso de uma 

concentração mais elevada de NaOH (7%) promoveu uma degradação mais 

extensa da lignina, aumentando a fração solúvel. Por outro lado, concentrações 

mais baixas, como a empregada neste estudo (3%), são menos eficientes na 

quebra das ligações da lignina, resultando em uma maior fração insolúvel. 

 

Tabela 9 - Composição química da lignina alcalina recuperada da biomassa de cana-

de-açúcar. 

Amostra 
Rendimento 

(g.L-1) 

Pureza 

(%) 

Lignina 

insolúvel 

(%) 

Lignina 

solúvel 

(%) 

Cinzas 

(%) 

Lignina 

alcalina  
29,66 78,14 78,26 2,14 1,88 

Fonte: Elaborada pela Autora (2025). 

 

Como pode ser observado, o teor de cinzas da lignina foi relativamente 

baixo (1,88%) comparado com outros trabalhos relatados na literatura, indicando 

que as etapas de lavagem realizadas para a remoção de contaminantes 

indesejáveis foram eficazes. Em contraste, o estudo de Domínguez-Robles et al. 

(2016) [214] registrou teores de cinzas entre 27,07% e 47,07%. Os autores 

atribuíram esses altos valores à ineficiência das etapas de lavagem e aos 

elevados níveis de sílica e cinzas presentes na biomassa “in natura”, 

especificamente na palha de trigo. 
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5.5.2 Comportamento térmico da lignina 

 

As análises termogravimétricas são um parâmetro fundamental para 

investigar o comportamento de degradação térmica da lignina, sendo essenciais 

para avaliar sua aplicabilidade em diferentes áreas. A Figura 20 apresenta os 

gráficos TG e DTG, que detalham esse comportamento, permitindo a 

identificação das principais etapas de decomposição térmica e fornecendo 

informações sobre a estabilidade térmica e a cinética de degradação da lignina. 

 

 

 

Figura 20 - Perfis térmicos da lignina alcalina obtida a partir do bagaço de cana-de-

açúcar: (a) análise termogravimétrica (TG) e (b) taxa de perda de massa derivada 

(DTG). 

Fonte: elaborada pela Autora (2025). 

 

Conforme observado na Figura 20a, o processo de decomposição 

térmica da lignina alcalina recuperada ocorre em três estágio diferentes. A perda 

de massa de 7,35% observada a 200ºC está relacionada a evaporação de água 
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e degradação de impurezas componentes de carboidratos menos estáveis 

termicamente (hemicelulose). O segundo estágio observado entre 250 – 400ºC 

corresponde a degradação propriamente dita da lignina através da fragmentação 

de ligações éter (β-O-4 e 4-O-5) e ligações C–C (β-5 e β-β) entre as unidades 

fenilpropanóides na lignina [90]. As perdas de massas máximas são observadas 

nessa região, nas temperaturas de 272,9 e 346,9ºC (Figura 20b). Por fim, no 

terceiro estágio entre 400 – 500ºC corresponde a etapa de degradação final e 

corresponde a degradação de anéis aromáticos e à liberação de grupos OCH3, 

que irá levar a formação de estruturas aromáticas altamente reticulada com a 

formação de carvão como produto final [9]. A fração residual de lignina obtida 

após degradação térmica até 800ºC foi de 39,28%, comparável aos relatados 

por [215] que registraram 30,64 e 47,79% para ligninas alcalinas de bagaço e 

palha de choupo. 

A partir das curvas obtidas, nota-se que a zona de decomposição alcalina 

acontece em uma ampla faixa de temperatura (100 – 500°C), isso acontece 

principalmente porque a lignina é uma grande estrutura aromática formada com 

ramificações, onde as ligações e grupos funcionais dessa estrutura possui uma 

ampla faixa de ruptura térmica [215]. O comportamento térmico da lignina 

recuperada neste estudo é similar aos relatados na literatura [84,195]. Para a 

lignina analisada, a temperatura máxima de degradação é de 346,9°C, o que 

demonstra uma excelente estabilidade térmica superior ao alcançado por 

Mennani e colaboradores (2022) [90] que relataram temperatura máxima de 

degradação para lignina alcalina de bagaço de cana-de-açúcar de 270°C. Estes 

autores analisaram também resíduos de sementes de cacto (250ºC), borra de 

café (258ºC) e polpa de beterraba (235ºC). Isso pode ser explicado, 

provavelmente, pela presença de numerosas ligações β-O-4 na estrutura da 

lignina, o que confere maior resistência à degradação térmica. 

 

5.5.3 Características da lignina reveladas por análise de RMN 

 

A Figura 21 mostra espectros de RMN 2D-HSQC para a cadeia lateral, 

ou seja, δC/δH 45,00-95,00/2,50-5,00 ppm, e para a região aromática, ou seja, 

δC/δH 100,00-150,00/5,50-8,00 ppm, da lignina obtida do hidrolisado do 
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tratamento químico, com seus sinais mostrados na Tabela 11 e quantificação 

das ligações com base na análise de RMN. 

Conforme mostrado na Figura 21, foram encontrados sinais em 𝛿C/𝛿H na 

região de oxidação alifática (𝛿C/𝛿H 50–90/2,5–5 ppm), representados em laranja 

no espectro, que podem ser atribuídos aos carbonos (C2,3,4,5) da xilana na 

estrutura carboidrato-lignina [190]. Esses resultados indicam que a amostra de 

lignina possui estruturas do complexo lignina-carboidrato. Como esperado, a 

amostra de lignina apresentou sinal em δC/δH 55,12/3,81, o que sugeriu a 

presença de grupos metoxi [192]. Os grupos metoxi (-OCH₃) geralmente estão 

ligados aos anéis aromáticos da estrutura da lignina, após a polimerização dos 

monolignóis principais (como p-cumaroil, coniferoil e sinapiloálcool) que 

constituem a lignina. Os sinais das ligações interunitárias β-O-4, β-5 e β−β foram 

dominantes. 

 

 
Figura 21 - Análises quantitativas de RMN HSQC 2D para lignina recuperada após 

tratamento químico (NaOH) do bagaço de cana-de-açúcar. Regiões alifáticas δC/δH 

50-110/3,0-5,5 ppm (a), e aromáticas δC/δH 90-140/6,0-8,0 ppm (b). 

Fonte: Elaborada pela autora (2025). 

 

Na região aromática, foram observados sinais correspondentes às 

cadeias laterais insaturadas de ácidos hidroxicinâmicos e aos anéis aromáticos 

das unidades siringil (S) e guaiacil (G) em δC/δH 105/6,81, 120/6,8 e 130/7,51, 

respectivamente. Destaca-se a intensidade do pico em δC/δH 105/6,81, 

a b 
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atribuído às unidades siringil, o que indica uma predominância dessas unidades 

na lignina recuperada, associada à abundância de derivados sinapílicos. Além 

disso, o sinal em δC/δH 115/6,81, característico das unidades guaiacil, sugere 

uma contribuição significativa dessas estruturas derivadas do álcool coniferílico. 

Esse perfil é esperado para ligninas de espécies de gramíneas, como a cana-

de-açúcar, onde as unidades predominantes são siringil e guaiacil [193]. 

 

Tabela 10 - Picos atribuídos para RMN HSQC 2D 

δC/δH 

(ppm) 
Correspondente 

55,12/ 3,81 C-H em grupos metoxila 

60,12/3,72 Cγ-Hγ na subestrutura β-O-4’ (Aγ) 

63,45/3,20 C5-H5 em β-D- xilopiranosídeo (X5) 

63,48/3,92 Cγ-Hγ m subestruturas de fenilcumarano (Cγ) 

72,98/3,10 C2-H2 em β-D- xilopiranosídeo (X2) 

75,16/3,33 C3-H3 em β-D- xilopiranosídeo (X3) 

74,98/3,62 C4-H4 em β-D- xilopiranosídeo (X4) 

71,45/4,87 Cα-Hα em A (Aα) 

85,21/4,03 Cβ-Hβ na subestrutura β-O-4’ ligada a uma unidade S (Aβ(S)) 

105/6,81 C2,6-H2,6 em unidades siringil (S2,6) 

110/7,37 C2-H2 em ferulatos (FA2) 

115/6,81 C5-H5 em unidades de guaiacila (G5) 

120/6,8 C6-H6 em unidades de guaiacila (G6) 

128/7,13 C2,6-H2,6 em unidades p-hidroxifenil (H2,6) 

130/7,51 
Cα-Hα em ácido p-cumárico livre (p-CA) e ácido ferúlico (FA) 

(p-CAα/FAα) 

  

Fonte: Elaborada pela Autora (2025). 

 

Um pico de menor intensidade, correspondente à ligação C2-H2 no anel 

aromático de ácidos ferúlicos (δC/δH 110/7,37), sugere a presença de ligações 

entre lignina e carboidratos na estrutura lignocelulósica. Isso indica que os 

complexos lignina-carboidrato estão presentes em quantidade reduzida na 

amostra. O sinal observado em δC/δH 128/7,13, relacionado às unidades p-

hidroxifenil (H), reflete uma lignina de menor complexidade estrutural, devido à 

ausência de grupos metoxi no anel aromático e ao menor grau de substituição. 

Por fim, também foi identificado um pico característico de ácidos fenólicos em 

δC/δH 130/7,51, reforçando a presença de compostos derivados de ácidos 



 
 

123 
 

hidroxicinâmicos. Esses resultados indicam uma composição típica de lignina de 

gramíneas, com predominância de unidades S e G e uma menor quantidade de 

unidades H além de complexos lignina-carboidrato. 

De acordo com a Tabela 12, o valor de 1,42 sugere que, para cada 100 

unidades C9 (os blocos básicos de construção da lignina), há 1,42 unidades 

aromáticas presentes. O valor de 1,42 é relativamente baixo em comparação 

com outras amostras de lignina e indica um menor conteúdo aromático. As 

unidades siringil (S) são o tipo dominante nesta amostra de lignina, respondendo 

por 60,56% do conteúdo aromático total. Unidades siringil tipicamente indicam 

uma estrutura de lignina mais complexa e flexível. Unidades de guaiacil (G) estão 

presentes em quantidades moderadas, compondo 32,39% do conteúdo 

aromático. Isso é confirmado pela relação S/G de 1,87%. As unidades de 

hidroxifenil (H) são relativamente baixas, contribuindo com 7,66%. Um baixo teor 

de unidade H normalmente se correlaciona com lignina de folhosas ou 

gramíneas, onde unidades de siringil e guaiacil são mais abundantes do que 

unidades de H. 

A ligação β-O-4 é a ligação mais comum e importante na lignina. Um valor 

de 17,83% sugere uma proporção significativa dessas ligações, que são 

tipicamente mais fáceis de quebrar e modificar, tornando a lignina mais reativa 

em processos químicos. O bagaço de cana-de-açúcar contém pelo menos 50 

ligações β-O-4 por 100 unidades C9 [193]. Comparado a outros estudos, a fração 

de ligações β-O-4 mantidas é consistente com a etapa de tratamento químico 

empregada em que a taxa de deslignificação foi de 43,94% além de um alto grau 

de pureza (78,14%). 

A presença de ligações β-O-4 também é favorável para certas aplicações, 

como despolimerização para biocombustíveis. As ligações β-5 são menos 

abundantes, com apenas 1,18%. Essas ligações são tipicamente mais rígidas e 

mais difíceis de quebrar do que as ligações β-O-4. Sua baixa presença indica 

que essa lignina pode ser mais facilmente despolimerizada em comparação com 

ligninas com uma proporção maior de ligações β-5. As ligações β-β também são 

relativamente baixas, em 2,71%. Essas ligações são mais difíceis de quebrar e 

contribuem para a estabilidade estrutural da lignina. Sua presença, embora 

baixa, ainda sugere alguma resistência à degradação, aumentando a integridade 

estrutural geral da lignina. 
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Tabela 11 - Semi-quantificação das subunidades de lignina alcallina e ligações 

interunitárias 

Tipo de ligações Lignina alcalina 

Aromáticos totais  

(100 unidades C9) 

1,42 

S 60,56 

G 32,39 

H 7,66 

Razão S/G 1,87 

Ligações β-O-4 17,83 

Ligações β-5  1,18 

Ligações β-β  2,71 

Fonte: Elaborada pela autora (2025). 

 

5.5.4 Grupos hidroxila determinados por RMN de 31P 

 

A Figura 22 exibe o espectro de RMN 31P após derivatização da amostra 

de lignina com reagente contendo fósforo, a quantidade de grupos hidroxilas 

correspondentes estão listadas na Tabela 13. Esta amostra de lignina 

apresentou uma maior quantidade de OH alifático (2,80 mmol.g-1). 

 

Tabela 12 - Quantificação total do grupo hidroxila de amostras de lignina 

Tipo de OH Lignina alcalina 

OH alifático (145,4-150,0) 2,80 

Fenólico siringila (-OH) (143,2-141,9) 0,60 

Fenólico guaiacila (-OH) (140,2-139,2) 0,13 

Fenólico catecol (-OH) (138,2-139,2) 0,55 

Fenólico p-hidroxifenílico (-OH) (137,6-136,8) 0,62 

Ácido carboxílico (-OH) (134,5-133,7) 0,62 

Total de OH (mmol/g) 5,31 

Fonte: Elaborada pela Autora (2025). 
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Figura 22 - Espectros de RMN 31P da amostra de lignina alcalina do bagaço de cana-

de-açúcar 

Fonte: Elaborada pela Autora (2025). 

 

Os grupos hidroxilas são relatados estarem envolvidos na melhoria das 

propriedades físicas e mecânicas dos biocompósitos obtidos [180]. Isso se dá 

pela interação dos grupos hidroxilas com as hidroxilas presente fração celulósica 

obtida após tratamento químico, formando ligações de hidrogênio que irá resultar 

em uma rede densa, aumentando a força de ligação entre esses componentes, 

além de hidrofobicidade e durabilidade dos biocompósitos obtidos [177].  

 

5.6 Avaliação do efeito da pressão e temperatura nos biocompósitos 

produzidos 

 

Para a definição dos parâmetros operacionais a serem utilizados nos 

ensaios subsequentes, a primeira batelada de biocompósitos foi produzida a 

180ºC sob diferentes pressões: 8, 24 e 40 MPa. A escolha da temperatura de 

trabalho inicial baseou-se em reportados na literatura [196,217,148].  

Os resultados de resistência à flexão (Figura 23a) indicaram que o 

biocompósito produzido a 40 MPa apresentou a maior resistência mecânica 

(30,21 MPa). Esse comportamento é atribuído à maior compactação da matriz, 

promovida pelo aumento da pressão aplicada, favorecendo a coesão entre as 
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partículas e a integridade estrutural do material. O teste de Tukey mostrou que 

não há diferenças estatisticamente significativas entre as amostras (p < 0,05). 

A segunda etapa da triagem das condições consistiu em testar duas 

temperaturas adicionais: 160°C e 200°C (Figura 23b). O teste de Tukey para as 

temperaturas testadas indicou diferença significativa entre as amostras (p < 

0,05). Nesse contexto, a temperatura intermediária de 180°C resultou no 

biocompósito com melhor desempenho. Esse resultado se deve à necessidade 

de uma temperatura ideal que permita a transição de estado da lignina presente 

na matriz do biocompósito, promovendo sua incorporação às fibras de celulose, 

sem causar degradação térmica dos componentes. Temperaturas acima desse 

limiar podem levar à deterioração dos constituintes do biocompósito [172].  Esse 

parâmetro varia de acordo com a composição do biocompósito e as 

características da matéria-prima utilizada. Por exemplo, Cheng et al. (2024) [170] 

avaliaram o efeito da temperatura de prensagem (150, 170 e 190°C) e o 

conteúdo de umidade (8 e 20%) em painel de partícula. A temperatura ideal de 

prensagem observada foi de 170ºC e 20% de umidade. Esse desempenho 

superior pode ser atribuído às alterações químicas nas partículas de madeira e 

à transferência de calor favorecida pela alta temperatura e alto teor de umidade, 

tornando-os mais maleáveis durante a prensagem a quente.  

 

Figura 23 - Desempenho quanto a resistência à flexão dos biocompósitos gerados a 

diferentes temperaturas (160, 180, 200°C) (a), diferentes pressões operacionais (8, 24 

e 40 MPa) (b). 

Fonte: Elaborada pela Autora (2025). 

 

 

 

a 
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5.7 Avaliação do efeito da adição de lignina nos biocompósitos 

 

5.7.1 Densidade e Composição química dos biocompósitos 

 

Os resultados referentes à densidade, ao teor de incorporação real da 

lignina e ao teor de cinzas estão apresentados nas Figuras 24a e b. As 

densidades dos biocompósitos variaram de 0,47 a 0,76 g.cm-3. A Figura 24a 

demonstra que a densidade dos biocompósitos aumentou progressivamente 

com a adição de lignina, atingindo seu valor máximo com 15% de lignina. Os 

biocompósitos contendo 15% e 20% de lignina apresentaram densidades 

similares, indicando que a adição de lignina acima de 15% não promoveu um 

aumento significativo na densidade do material. Esse comportamento sugere 

que as fibras podem ter atingido sua capacidade máxima de incorporação, 

seguida pela saturação. As densidades obtidas estão dentro das especificações 

da norma JIS A 5908 para painéis de base e decorativos, que exige densidades 

entre 0,40–0,90 g.cm-3 [194]. Todas as comparações foram consideradas 

significativas, pois seus valores de q superam o valor crítico de Tukey. Isso indica 

que há diferenças estatisticamente significativas entre todos os pares de grupos. 

Além disso, com base na normativa brasileira estabelecida pela NBR 15316-2, 

os biocompósitos com adição de lignina classificam-se como painéis de fibras de 

média densidade, cuja faixa aceitável é de 0,55 a 0,75 g.cm-3. 

  

Figura 24 - Densidade dos biocompósitos(a), Composição química da biomassa de 

cana-de-açúcar “in natura” (BC), polpa celulósica obtida após tratamento com NaOH 

(PC) e biocompósitos com incorporação de diferentes quantidades de lignina alcalina: 

10, 15 e 20% (b). 

Fonte: Elaborada pela Autora (2025). 
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Os resultados desse estudo estão de acordo com os obtidos por Astari et 

al. (2024) [194]. Os autores produziram biocompósitos a partir de talos de milho 

doce, utilizando ácido cítrico como adesivo. As partículas de talo de milho foram 

misturadas com 0, 15, 20 e 25% de ácido cítrico e submetidas à prensagem a 

quente a 200 °C por 10 minutos, sob uma pressão de 10 MPa, resultando em 

uma densidade média de 0,71 g.cm-3. Esse valor é considerado satisfatório para 

materiais provenientes de subprodutos agrícolas, dado que a densidade natural 

desses materiais é geralmente inferior à de subprodutos florestais. Por exemplo, 

Yang et al. (2023) [161] utilizaram resíduos florestais de Buxus sinica, cuja 

densidade natural é de 0,92 g.cm-³. O pó de madeira foi misturado 

uniformemente com uma solução de peróxido de hidrogênio, hidróxido de sódio 

e silicato de sódio na proporção de 1%: 0,5%: 0,2%. A mistura foi agitada a 150 

°C por 4 horas e, em seguida, recuperado o pó pré-tratado. Esse material, com 

teores de umidade de 6% e 8%, foi colocado em moldes e prensado a 170 °C e 

75 MPa por 60 minutos. Como resultado, foram obtidos biocompósitos com 

densidades de 1,55 g.cm-³ e 1,64 g.cm-³, respectivamente. A densidade do 

material é um parâmetro crítico que influencia diretamente o desempenho das 

propriedades mecânicas e a aplicação final do biocompósito. Nesse contexto, 

observa-se que a adição de lignina, aliada às condições de alta temperatura (150 

– 200ºC) e pressão operacional (20 – 70 MPa) durante a prensagem, contribui 

significativamente para o aumento da densidade [217]. Esses resultados 

sugerem que o tratamento alcalino das fibras, combinado com a incorporação de 

lignina, favorece a formação de ligações mais robustas entre as fibras, 

aprimorando as características estruturais do biocompósito. 

Os teores de lignina incorporada e de cinzas nos biocompósitos estão 

apresentados na Figura 24b. A biomassa “in natura” continha 25,53% de lignina 

total e 4,09% de cinzas. Após a etapa de deslignificação, esses valores foram 

reduzidos para 14,31% e 3,79%, respectivamente. Essa redução era esperada 

e pode ser atribuída ao tratamento químico, que promove a remoção parcial da 

lignina, além das etapas subsequentes de lavagem, responsáveis por eliminar 

reagentes químicos e impurezas.  

Nos biocompósitos gerados, a incorporação de lignina atingiu os objetivos 

do estudo, apresentando teores reais de 11,29%, 16,42% e 20,54%, dentro da 

faixa proposta. A Figura 25 mostra os biocompósitos produzidos. Além da etapa 
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de incorporação, essa variação pode estar relacionada à remoção dos 

componentes extrativos e à degradação de componentes durante o tratamento 

químico e a prensagem a quente. O tratamento alcalino empregado também 

resulta na degradação parcial da lignina e dos carboidrato, promovendo a 

remoção de hemicelulose e celulose, e consequentemente, aumentando o teor 

relativo de lignina disponível no material [177]. 

 

 

Figura 25 - Fotos dos biocompósitos produzidos com diferentes quantidades de 

lignina incorporada de (a) 0%, (b) 10%, (c) 15% e (d) 20%. 

Fonte: Elaborada pela Autora (2025). 

 

5.7.2 Inchamento em espessura e a absorção de água dos biocompósitos 

 

Os resultados dos testes de inchamento em espessura e absorção de 

água estão representados nas Figuras 26a-d. Deve-se notar que durante a 

fabricação dos biocompósitos, não houve nenhum revestimento hidrofóbico ou 

adição de agente químico para melhorar as características de resistência à água. 

Nos ensaios de imersão de até 30 minutos, observou-se que o inchamento em 

espessura não apresentou variação significativa ao comparar o biocompósito 

sem adição de lignina com os biocompósitos que receberam diferentes 

quantidades de lignina. Os valores obtidos ficaram na faixa de 50,73% a 59,22%.  

Por outro lado, os resultados de absorção de água mostraram diferenças 

mais expressivas entre o biocompósito controle e aqueles contendo lignina. A 

amostra sem lignina (AL0) apresentou uma absorção de água de 199,75%, 

enquanto as amostras com lignina apresentaram valores reduzidos: 100,12%, 
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99%, e 57% para AL10, AL15 e AL20, respectivamente. Esses resultados 

evidenciam que a lignina, um agente hidrofóbico natural, desempenhou um papel 

importante na proteção das fibras de celulose, contribuindo para a redução da 

absorção de água nos biocompósitos. 

 

 

Figura 26 - Curvas de inchamento em espessura e de absorção de água dos 

biocompósitos avaliados por imersão em água durante 30 minutos. (a) AL0 – sem 

adição de lignina, (b) AL10 – 10% de lignina, (c) AL15 – 15% de lignina, (d) AL20 – 

20% de lignina. 

Fonte: Elaborada pela Autora (2025). 

 

A absorção de água dos biocompósitos foi gradualmente reduzida com o 

aumento da incorporação de lignina, provavelmente devido à formação de uma 

camada mais hidrofóbica na superfície do material. Esse efeito deve ter sido 

intensificado pela etapa de prensagem a quente, que resultou em uma estrutura 

interna mais compacta das fibras, reduzindo assim a absorção de água [169].  

As Figuras 27a-b apresentam os resultados de inchamento em 

espessura e absorção de água para os biocompósitos imersos por 1, 2 e 3 horas. 

Novamente, foram observadas diferenças mais significativas nos ensaios de 



 
 

131 
 

absorção. Para a amostra sem lignina (0%AL), a absorção atingiu um platô de 

200%, enquanto as amostras com adição de lignina mantiveram a absorção ao 

redor de 100%. 

 

Figura 27 - Inchamento em espessura (a) e absorção de água dos biocompósitos 

avaliados por imersão em água durante 1, 2 e 3 horas (b). AL0 – sem adição de 

lignina, AL10 – 10% de lignina, AL15 – 15% de lignina, AL20 – 20% de lignina. 

Fonte: Elaborada pela Autora (2025). 

 
 

O resultado de absorção de água relatador por Qin et al. (2023) [155] 

foram melhores aos observados neste estudo. Neste trabalho, os autores 

produziram biocompósitos a partir de partículas de bambu, e após 24 horas de 

imersão em água, o aumento de peso do material foi de 67%. A abordagem 

utilizada por esses autores é semelhante à adotada neste estudo, pois nenhum 

adesivo sintético foi adicionado. No entanto, eles utilizaram um tempo de 

prensagem de 13,5 horas, consideravelmente superior ao tempo de prensagem 

de 20 minutos empregado neste trabalho. Essa diferença pode ser explicada 

pelo fato de que tempos de prensagem mais longos favorecem a reorganização 

estrutural e a compactação da matriz do biocompósito, proporcionando uma 

melhor redistribuição dos componentes e a eliminação da umidade residual. 

Além disso, o prolongamento da prensagem melhora a estabilidade dimensional 

e a coesão interna do material, reduzindo sua porosidade e potencialmente 

aumentando sua resistência. 

Fatores como o tipo de material (madeireiro ou agrícola), o tamanho das 

partículas, as condições de tratamento e prensagem, além da adição de 

componentes adesivos, são determinantes para a hidrofobicidade do 

biocompósito. No caso do material, espécies madeireiras possuem maior teor de 
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lignina, que atua como adesivo e agente hidrofóbico na superfície do 

biocompósito, o que torna a superfície do biocompósito lisa e plana. Esse 

parâmetro pode ser aprimorado por um tratamento prévio, que modifica a 

organização da matriz lignocelulósica, possibilitando maior exposição das fibras 

de celulose, as quais, durante a prensagem a quente, podem ser revestidas pela 

lignina. O tamanho das partículas também influencia a compactação do material, 

sendo que partículas menores reduzem a porosidade [147,141]. 

 

5.7.3 Característica de superfície e Resistência à água dos biocompósitos 

 

As imagens do ângulo de contato para todos os biocompósitos, variando 

de 0 a 15 segundos, estão apresentadas na Figura 28. O ângulo de contato é 

um indicador da hidrofobicidade da superfície do biocompósito: valores de Ɵ 

superiores a 90º indicam maior hidrofobicidade, enquanto menor o ângulo 

formado, mais hidrofílico é o material. Para obter um biocompósito mais 

resistente à água e com maior estabilidade dimensional, é preferível que o 

ângulo de contato seja maior. 

Os resultados obtidos indicam que, quanto maior o incremento de lignina 

na formação dos biocompósitos, maior o caráter hidrofóbico do material. Para a 

amostra AL0%, observou-se que, após a deposição da gota sobre a superfície, 

a água foi rapidamente absorvida, impossibilitando a captura da imagem da 

superfície, nem mesmo após 5 segundos. Esses resultados sugerem que a 

adição de lignina reduziu os grupos hidroxilas livres, tornando o material mais 

estável. Os melhores resultados foram obtidos para as amostras AL15% e 

AL20%, o que era esperado, uma vez que essas amostras apresentaram maior 

teor de lignina incorporado, tornando a superfície do biocompósito mais lisa e 

plana, protegida por uma camada de lignina. 
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Figura 28 - Imagens de ângulos de contato em 0, 5, 10 e 10 s dos biocompósitos 

produzidos. AL0 – sem adição de lignina, AL10 – 10% de lignina, AL15 – 15% de 

lignina, AL20 – 20% de lignina. 

Fonte: Elaborada pela Autora (2024). 

 

Os ângulos de contato finais dos biocompósitos com 20% (θ=53,01º), 15% 

(θ=58,20º) e 10% (θ=38,86º) de lignina foram significativamente melhores do que 

o biocompósito preparado sem adição de lignina (θ=0º). Esse resultado pode ser 

atribuído, além da adição de lignina, à fusão desta com os outros componentes 

do biocompósito durante o processo de prensagem a alta pressão e temperatura, 

seguida de resfriamento, o que permitiu a formação de uma camada de lignina 

na superfície [177].  

Os resultados obtidos neste estudo estão alinhados com alguns trabalhos 

da literatura que utilizaram resíduos agrícolas [140,200]. Faria et al. (2024) [182] 

produziram biocompósitos a partir de palha de feijão e partículas de seringueira, 

utilizando um adesivo de poliuretano vegetal, como proposta para um material 

isolante sustentável. O ângulo de contato medido por esses autores variou entre 

78º e 95º. Em um outro estudo,  Nadhari et al. (2024) [157] avaliou o efeito da 

adição de amido de batata em biocompósitos de fibras de kenaf. O ângulo de 

contato para o biocompósito produzido apenas com kenaf o ângulo de contato 

foi menor (~ 60◦) do que o biocompósito com adição de 10% amido de batata 
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(80◦). Sendo observado que com o aumento adicional da proporção de amido de 

batata, o ângulo de contato da água diminuiu. 

 

5.7.4 Morfologia de superfície dos biocompósitos 

 

A topografia da superfície dos biocompósitos, analisada por MEV em uma 

escala de 100 μm, está apresentada nas Figuras 29a-h. As imagens mostram 

que, após a prensagem a quente, os poros da polpa celulósica colapsaram e se 

sobrepuseram em diferentes graus. Em todas as amostras, os grandes poros 

intersticiais entre as fibras desapareceram, restando apenas pequenas lacunas 

localizadas.  

Na amostra AL0%, ainda é possível observar alguns vazios entre as 

fibras. Entretanto, com o aumento na quantidade de lignina, observa-se a 

formação de uma camada continua sobre a superfície do biocompósito, 

intercalada com as fibras colapsadas, o que sugere uma maior coesão estrutural. 

Na amostra AL20%, essa camada se torna mais extensa, tornando as fibras 

praticamente invisíveis. Esse aglomerado compactado de fibras favorece 

características benéficas para o biocompósito, como a redução da difusão de 

água para o interior do material, conferindo maior resistência à umidade. 
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Figura 29 - Imagens de MEV da superfície frontal do biocompósito sem adição de lignina 
(a) com ampliação de 100x, superfície frontal do biocompósito sem adição de lignina com 
ampliação de 400x (b), superfície frontal do biocompósito 10% de lignina com ampliação 
de 100x (c), superfície frontal do biocompósito 10% de lignina com ampliação de 400x (d), 
superfície frontal do biocompósito 15% de lignina com ampliação de 100x (e), superfície 
frontal do biocompósito 15% de lignina com ampliação de 400x (f), superfície frontal do 
biocompósito 20% de lignina com ampliação de 100x (g), superfície frontal do 
biocompósito 20% de lignina com ampliação de 400x (h). 

Fonte: Elaborada pela Autora (2024). 
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5.7.3 Características químicas da estrutura dos biocompósitos por FT-IR  

 

Os grupos químicos presentes na biomassa “in natura” e nos 

biocompósitos foram analisados por espectroscopia FT-IR. Conforme ilustrado 

na Figura 30, observa-se as variações das bandas de absorção entre as 

amostras, indicando a presença de grupos funcionais químicos. A banda 

vibracional de alongamento na região de 3356 cm-1 corresponde às hidroxilas, 

tanto na forma ligada quanto livre [177]. A forma livre é característica das 

ligações intramoleculares e intermoleculares O-H da celulose, hemicelulose e 

lignina. Para a amostra 0%AL, esse pico aparece de forma forte e ampla, 

enquanto nas amostras com adição de lignina (10%AL, 15%AL e 20%AL), o pico 

se apresenta com menor intensidade. Além disso, o pico vibracional observado 

na biomassa “in natura”, em 1739 cm-1, corresponde ao alongamento das 

ligações carbonila, atribuído aos grupos acetil e carboxil da celulose [219].  

 

Figura 30 - Espectros FTIR da biomassa “in natura” de cana-de-açúcar e dos 

biocompósitos formados. AL0 – sem adição de lignina, AL10 – 10% de lignina, AL15 – 

15% de lignina, AL20 – 20% de lignina. 

Fonte: Elaborada pela Autora (2024). 

 

As amostras apresentaram picos em 2920 cm-1 e 2850 cm-1, atribuídos a 

vibrações de alongamento C-H dos grupos CH2 + CH3 e metoxi (-OCH3) [192]. 

Observa-se que essas bandas são significativamente mais intensas na amostra 

0%AL. Os biocompósitos exibem uma vibração em 1364 cm-1, característica de 

deformação do O-H fenólico, enquanto as bandas observadas em 1427 cm-1 
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correspondem à vibração do anel aromático para a unidade fenilpropano [192], 

o que justifica a maior intensidade para a biomassa “in natura”. A redução 

observada no pico de 897 cm-1 pode estar relacionada à diminuição da celulose 

e hemicelulose durante o pré-tratamento alcalino. Esse pico é característico das 

vibrações de deformação fora do plano da ligação C-H da celulose amorfa e das 

estruturas β-glicosídicas, indicando que o tratamento alcalino promoveu a 

degradação parcial desses componentes [220]. Por outro lado, a banda em 1452 

cm-1 está associada à deformação assimétrica das ligações C-H da lignina e da 

estrutura aromática [177]. Junto a essa banda, que pode indicar um aumento 

relativo de lignina nos biocompósitos, observa-se também o pico correspondente 

ao alongamento do anel aromático para a biomassa “in natura” em 1040 cm-1 

[161], No entanto, para os biocompósitos submetidos à moldagem térmica, essa 

banda desloca-se para uma região de menor número de onda, em 1032 cm-1, 

correspondente ao alongamento da ligação C-O no grupo carboxila e à formação 

de ligações C-OH [177]. Essa observação sugere a formação de ligações de 

hidrogênio entre a celulose e a lignina. 

Em resumo, as bandas observadas confirmam que a etapa de tratamento 

químico seguida de prensagem a quente resultou na remoção da hemicelulose 

e no aumento relativo de lignina. Esse aumento está associado à adição de 

lignina na formulação dos biocompósitos. Durante a prensagem a alta pressão e 

temperatura, a lignina passou por um processo de transição vítrea e, juntamente 

com a celulose, formou ligações químicas mais fortes, por meio de ligações de 

hidrogênio, éster e éter [161], contribuindo para o sucesso do processo de 

autoligação do biocompósito. 

 

5.7.6 Propriedades mecânicas dos biocompósitos  

 

As Figuras 31a-b mostram as propriedades mecânicas, incluindo o 

módulo de flexão e a resistência à flexão dos biocompósitos gerados, que 

também estão resumidas na Tabela 14. A resistência à flexão refere-se à 

capacidade de um material suportar forças ou cargas aplicadas que tendem a 

deformá-lo. Neste estudo, é apresentada a resistência à flexão máxima, ou 

módulo de ruptura, que corresponde à carga máxima que o material suporta 

antes de falhar. Este parâmetro é amplamente utilizado para avaliar a rigidez e 
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a resistência mecânica de materiais, especialmente em aplicações onde estão 

sujeitos a flexão. Fornecendo informações essenciais sobre a capacidade do 

material de suportar deformações sem comprometer sua integridade estrutural, 

sendo um fator determinante na escolha de materiais. A Figura 31a mostra que 

a resistência à flexão dos biocompósitos produzidos com a adição de lignina 

superou a dos biocompósitos tratados quimicamente e prensados a quente, que 

apresentaram uma resistência à flexão de 14,84 MPa. A adição de lignina aos 

biocompósitos seguiu uma tendência crescente, alcançando a resistência à 

flexão máxima com 15% de lignina reintroduzida (56,06 MPa). No entanto, 

observou-se uma queda na resistência quando a quantidade de lignina foi 

aumentada para 20% (22,39 MPa). A Norma Nacional Chinesa GB/T 17657-

2013 define 30 MPa como MOR mínimo portanto, os resultados obtidos para 

AL15% ultrapassa o valor mínimo recomendado. Esses resultados indicam que 

a etapa de tratamento químico, a reintrodução de lignina e a prensagem a alta 

pressão e temperatura foram fundamentais para a melhoria das propriedades 

mecânicas dos biocompósitos produzidos. A análise estatística revelou que 

houve diferença significativa nos resultados de resistência à flexão entre os 

grupos com 0% AL e 15% AL. No entanto, não foi observada diferença 

significativa entre os grupos com 10% AL e 20% AL. 

 
Tabela 13 - Propriedades mecânica dos biocompósitos produzidos a partir da 

biomassa de cana-de-açúcar 

Amostra Resistência a 

flexão (MPa) 

Deformação      

(%) 

Módulo de flexão 

(GPa) 

0% AL 14,84±0,07 3,22±0,45 1,14±0,01 

10%AL 23,87±4,14 4,11±0,21 0,95±0,02 

15%AL 56,06±1,23 1,97±0,14 1,42±0,06 

20%AL 22,39±0,89 4,79±0,89 0,59±0,14 

Fonte: Elaborada pela Autora (2024) 

 

Por outro lado, o módulo de flexão mede a capacidade do material de 

resistir à deformação elástica sob carga de dobramento. Os resultados para esse 

parâmetro não seguiram uma tendência clara, sugerindo que a adição de 

diferentes quantidades de lignina teve efeitos variados no biocompósito. 

Observou-se que os biocompósitos com 0%AL e 10%AL apresentaram 
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deformações semelhantes à deformação elástica, de 3,22% e 4,11%, 

respectivamente. No entanto, para as amostras AL15% e AL20%, as 

deformações foram mais próximas da deformação plástica, com valores de 

1,97% e 2,45%, respectivamente. Esse comportamento pode ser atribuído ao 

efeito de reforço proporcionado pela lignina, que aumentou a capacidade do 

biocompósito de resistir à carga máxima antes de quebrar, embora tenha 

resultado em uma menor deformação suportada. 

 

Figura 31 - Desempenho quanto a resistência à flexão dos biocompósitos gerados a 

diferentes pressões operacional (8, 24 e 40 MPa) e diferentes temperaturas (160, 180, 

200°C). AL0 – sem adição de lignina, AL10 – 10% de lignina, AL15 – 15% de lignina, 

AL20 – 20% de lignina. 

Fonte: Elaborada pela Autora (2024). 

 

Neste estudo, a adição de uma solução de lignina a 15% resultou em um 

aumento significativo de 277,76%. A melhoria nas propriedades mecânicas está 

associada à presença de grupos funcionais como hidroxilas, metoxilas, 

carbonilas [180] e grupos carboxílicos na fração polimérica da lignina, os quais 

formam ligações de hidrogênio e covalentes com as fibras da polpa celulósica. 

Isso resulta em uma melhoria geral na interface entre as fibras. Os resultados 

obtidos neste estudo superaram os descritos por Astari et al. (2024) [194] que 

produziram biocompósitos a partir de palha de milho com diferentes quantidades 

de ácido cítrico. A resistência à flexão das amostras dessa pesquisa variou entre 

7,34 e 14,74 MPa.  Em uma abordagem similar a realizada nesse estudo, 

Domínguez-Robles et al. (2018) [180] produziram biocompósitos a partir de 

palha de trigo e lignina alcalina (2,5 – 15%) o qual atingiu uma resistência à 
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flexão de 41,70 – 96,81 MPa. Os resultados obtidos podem estar relacionados 

com o maior tempo de prensagem a quente a alta temperatura. 

 

5.5.7 Análise térmica dos biocompósitos   

 

As análises termogravimétricas foram realizadas para avaliar a 

estabilidade térmica da biomassa de cana-de-açúcar “in natura” e dos 

biocompósitos, além de verificar se a adição de lignina melhorou a resistência à 

degradação durante o processo de combustão. Os resultados da análise de TG 

estão representados na Figura 32a. Observa-se que a curva da biomassa “in 

natura” (BCA) difere do comportamento observado nas curvas dos 

biocompósitos. A amostra de BCA sofre uma degradação inicial de 3,92% por 

volta de 80°C, o que pode ser atribuído à remoção de umidade da amostra. Esse 

primeiro estágio de degradação é esperado para biomassa “in natura” [156]. Já 

para os biocompósitos, essa degradação inicial não é observada. Este resultado 

é esperado uma vez que as amostras passaram por uma prensagem a alta 

temperatura. 

 

Figura 32 - Análise termogravimétrica (TGA) (a) e curvas de análise térmica 

diferencial (DTG) da biomassa “in natura”, 0%AL, 10%AL, 15%AL e 20%AL (b). 

Fonte: Elaborada pela Autora (2024). 

 

A análise termogravimétrica (TG) revelou que a degradação significativa 

dos biocompósitos e da biomassa “in natura” ocorre entre 250°C e 500°C. Este 

segundo estágio de degradação é atribuído à decomposição térmica da celulose 

e hemicelulose presentes nas fibras [156,172]. Observou-se que a temperatura 

de degradação dos biocompósitos foi ligeiramente superior à da biomassa “in 
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natura”, alinhando-se com resultados relatados na literatura para outros 

biocompósitos produzidos a partir de subprodutos agrícolas [182]. A perda de 

massa da biomassa “in natura” nessa etapa foi de 73,25%, enquanto para os 

biocompósitos AL0%, AL10%, AL15% e AL20%, os valores foram de 71,67%, 

73,04%, 71,57% e 70,07%, respectivamente. Essa redução ligeiramente menor 

na perda de massa dos biocompósitos sugere uma maior estabilidade térmica, 

possivelmente devido às etapas de tratamento químico e prensagem a alta 

pressão e temperatura, combinadas com a adição de lignina. Essa reforma 

estrutural é mais evidente na amostra AL20%, que apresentou a menor perda de 

massa, destacando a estabilidade térmica superior conferida pela lignina e as 

alterações estruturais na composição final do biocompósito [177]. O terceiro 

estágio de degradação, conhecido como pirólise lenta ou carbonização, ocorre 

geralmente a partir de 400°C e é predominantemente associado à degradação 

da lignina residual. Nesse ponto, as curvas tendem a estabilizar. As amostras 

tratadas quimicamente demonstraram maior estabilidade térmica em 

comparação às não tratadas, resultado do efeito do tratamento químico, que 

promove a condensação da lignina e intensifica as ligações de hidrogênio 

internas [182]. A quantidade final observada ao fim da análise foi um conteúdo 

de 19, 91% para a biomassa “in natura” e de 21,18; 20,32; 21,66 e 24,31% para 

AL0%, AL10%, AL15% e AL20%, respectivamente. Isso acontece porque a 

lignina é capaz de formar uma camada carbonizada densa na superfície do 

biocompósito durante o processo de prensagem a quente, atuando como uma 

barreira que impede a chama de consumir o material [219]. A curva de DTG (Fig. 

32b) indicou que a taxa máxima de degradação da biomassa “in natura” e dos 

biocompósitos ocorreu por volta de 350°C. Entretanto, na biomassa “in natura”, 

observa-se um ombro de degradação entre 250°C e 300°C, atribuído à 

decomposição da hemicelulose. Esse ombro não está presente nos 

biocompósitos, o que se deve à remoção parcial da hemicelulose durante o 

tratamento químico e à degradação das hemiceluloses em compostos de baixo 

peso molecular durante a prensagem a quente [171]. O resultado observado 

neste estudo é consistente com a degradação térmica, de trabalhos descritos na 

literatura [221-223].  
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5.6 Avaliação dos cenários propostos  

 

Os dois cenários para uma biorrefinaria de biomassa de cana-de-açúcar, 

apresentados no fluxograma (Figura 33), possuem abordagens distintas, cada 

um com vantagens e desafios específicos. No primeiro cenário, ocorre uma 

etapa de pré-tratamento químico com ácido diluído para a hidrólise dos açúcares 

hemicelulósicos (xilose, glicose e arabinose), que são então utilizados na 

produção de biolipídios por cepas de leveduras oleaginosas. Esse processo 

envolve o fracionamento da biomassa, a adaptação das leveduras ao hidrolisado 

hemicelulósico para garantir seu crescimento no meio, a fermentação em 

hidrolisado sem destoxificar suplementado com nutrientes – especialmente 

fontes de nitrogênio, essencial para o crescimento celular –, além da extração e 

quantificação dos biolipídios acumulados intracelularmente. O processo 

demonstrou vantagens como a eficiente metabolização de xilose, a capacidade 

das leveduras de crescer e produzir lipídios mesmo na presença de compostos 

inibitórios presentes no hidrolisado e o potencial dos biolipídios como substitutos 

de óleos vegetais para a produção de biodiesel ou utilização na indústria 

farmacêutica. No entanto, há desafios a serem superados, como a necessidade 

de otimização do processo fermentativo para aumentar o acúmulo de lipídios e 

o desenvolvimento de alternativas ambientalmente mais sustentáveis para a 

extração dos biolipídios. 

No segundo cenário, a fração celulósica-lignina do bagaço é utilizada para 

a produção de biocompósitos sustentáveis, sem adição de adesivos de origem 

fóssil. O processo envolve o tratamento químico para a remoção parcial da 

lignina e exposição das fibras de celulose, seguido da precipitação e 

recuperação da lignina do licor negro. Em seguida, essa lignina recuperada é 

incorporada à polpa celulósica, e o material é submetido a prensagem sob alta 

pressão e temperatura, promovendo a redução da porosidade do biocompósito 

e estimulando sua autoadesão. Entre as vantagens desse processo, destacam-

se a produção de materiais renováveis com alta resistência à flexão (MOR), 

superfície hidrofóbica e potencial para substituir biocompósitos derivados de 

fontes fósseis em aplicações indoor e decorativas. Entretanto, desafios como 

absorção de água, inchaço em espessura e a otimização do processo de 

recuperação da lignina ainda precisam ser superados. 
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Além desses dois cenários, um terceiro caminho possível dentro dessa 

biorrefinaria integrada seria o aproveitamento da celulignina residual da 

produção de biolipídios para a fabricação de biocompósitos. Após a fermentação 

da fração hemicelulósica para a obtenção de lipídios, a celulose-lignina 

remanescente poderia ser recuperada, processada e moldada em 

biocompósitos, promovendo um melhor aproveitamento da biomassa e 

reforçando o conceito de economia circular. 

O desenvolvimento dos cenários propostos nesta biorrefinaria de 

biomassa de cana-de-açúcar está alinhado com diversos Objetivos de 

Desenvolvimento Sustentável (ODS), contribuindo de maneira significativa para 

a sustentabilidade e a economia circular. A conversão eficiente da biomassa em 

biolipídios e biocompósitos reduz a dependência de insumos fósseis e promove 

um modelo de produção mais sustentável, minimizando impactos ambientais e 

agregando valor a resíduos agroindustriais. Considerando os cenários 

propostos, a produção de biolipídios a partir de biomassa pode contribuir para a 

substituição de combustíveis fósseis, viabilizando a produção de biodiesel e 

fortalecendo a transição para fontes renováveis de energia (ODS 7 - Energia 

Acessível e Limpa). A pesquisa e o desenvolvimento de novos bioprodutos 

impulsionam a inovação industrial, possibilitando a criação de materiais 

sustentáveis com aplicações de alto valor agregado (ODS 9 - Indústria, Inovação 

e Infraestrutura). A valorização de resíduos lignocelulósicos por meio da 

produção de biocompósitos e biolipídios reforça a economia circular, reduzindo 

desperdícios e promovendo um uso mais eficiente dos recursos naturais (ODS 

12 - Consumo e Produção Responsáveis). A substituição de insumos de origem 

fóssil por bioprodutos sustentáveis contribui para a redução das emissões de 

gases de efeito estufa, mitigando os impactos das mudanças climáticas (ODS 13 

- Ação Contra a Mudança Global do Clima). O aproveitamento integral da 

biomassa e a redução da dependência de materiais derivados de petróleo 

ajudam a preservar ecossistemas e reduzir a degradação ambiental (ODS 15 - 

Vida Terrestre). Dessa forma, está proposta não apenas propõe soluções 

tecnológicas inovadoras para o aproveitamento da biomassa de cana-de-açúcar, 

mas também contribui significativamente para a transição para um modelo 

industrial mais sustentável, alinhado com os princípios da bioeconomia e da 

economia circular. A implementação desses cenários em escala comercial 
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poderia representar um avanço estratégico para o setor agroindustrial, 

combinando viabilidade econômica com benefícios ambientais de longo prazo. 

 

 

 

Figura 33 - Fluxograma descritivo dos cenários propostos para integração de 

processos considerando o conceito de uma de biorrefinaria de cana-de-açúcar. 

Fonte: Elaborada pela Autora (2025). 
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6. CONCLUSÕES  

 

Com o desenvolvimento desta pesquisa, foram obtidas as seguintes conclusões: 

 

Cenário 1: FERMENTAÇÃO DE AÇÚCARES HEMICELULÓSICOS PARA 

PRODUÇÃO DE LIPÍDIOS POR Rhodosporidium Toruloides 

 

▪ A composição do hidrolisado utilizado influenciou significativamente o 

metabolismo das leveduras empregadas, destacando a importância da 

adaptação para superar os níveis inibitórios de compostos de degradação 

presentes no hidrolisado. Essa adaptação reduziu a fase lag, favorecendo o 

crescimento microbiano e a produção de lipídios pelas leveduras de R. 

toruloides. A estratégia adotada promoveu a sustentabilidade do bioprocesso, 

ao utilizar matérias-primas renováveis e eliminar a necessidade de etapas 

adicionais de destoxificação.  

 

▪ Entre as cepas testadas, R. toruloides 2896 apresentou maior capacidade de 

produzir lipídios a partir de hidrolisado hemicelulósico. A diferença de 

performance fermentativa entre as cepas adaptadas e não-adaptadas 

evidenciou o impacto dos inibidores na conversão do substrato utilizado em 

produto. Além disso, R. toruloides 2896 destacou-se pela maior produtividade 

(QP = 16,58 mg.L.h-1), demonstrando eficiência superior na assimilação da 

fonte de carbono e na conversão em lipídeos.  

 

Cenário 2: DESENVOLVIMENTO DE BIOCOMPÓSITOS À BASE DE 

CELULOSE-LIGNINA 

 

▪ A biomassa de cana-de-açúcar foi utilizada com sucesso como matéria-

prima para a produção de biocompósitos de qualidade, empregando uma 

abordagem que integrou extração, tratamento alcalino e moldagem a quente. 

Os biocompósitos obtidos com a reintrodução de lignina apresentaram 

propriedades físicas e químicas superiores em comparação àqueles 

produzidos sem reintrodução de lignina.  
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▪ O processo de formação dos biocompósitos incluiu a remoção de 

hemicelulose e componentes não fibrosos, a redução parcial da lignina a 

partir de tratamento químico alcalino, seguida pela reintrodução de lignina e 

prensagem a quente. Essa abordagem promoveu a formação de novas 

ligações químicas e a redução de porosidade, resultando em uma estrutura 

mais densa e compacta, com melhor desempenho mecânico e maior 

resistência à umidade quando comparado ao biocompósito sem reintrodução 

de lignina. 

 

▪ O desenvolvimento dos cenários propostos para uma biorrefinaria de 

biomassa de cana-de-açúcar evidencia a viabilidade de transformar 

subprodutos agroindustriais em produtos de alto valor agregado, 

promovendo um modelo mais sustentável e alinhado aos princípios da 

bioeconomia. A conversão dos açúcares presentes na fração hemicelulósica 

em biolipídios e o aproveitamento da fração celulósico-lignina para a 

fabricação de biocompósitos demonstram estratégias complementares para 

a valorização da biomassa, reduzindo desperdícios e otimizando o 

aproveitamento de seus constituintes. Além das vantagens individuais de 

cada processo, a possibilidade de integração desses cenários em uma única 

biorrefinaria reforça o conceito de economia circular, onde os resíduos de 

uma etapa podem ser reaproveitados como matéria-prima para outra. Essa 

abordagem maximiza a eficiência do uso da biomassa e reduz a 

dependência de insumos de origem fóssil, ao mesmo tempo em que abre 

oportunidades para o desenvolvimento de novos materiais sustentáveis com 

aplicações industriais diversas. 
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