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RESUMO 

Considerada um importante produto comercial, a madeira de eucalipto está disponível no 

território brasileiro de maneira sustentável e em grandes quantidades, fornecendo 

produtos bastante valorizados no mercado. Atualmente o país é um dos maiores 

produtores de celulose proveniente das florestas de eucalipto. A lignina, depois da 

celulose, é o segundo mais abundante biopolímero encontrado na natureza e apresenta 

diversas aplicações estando inserida no conceito de biorrefinaria. O presente trabalho teve 

como objetivo a separação dos principais componentes do cavaco de eucalipto. Além de 

avaliar o efeito do pré-tratamento hidrotérmico seguido de deslignificação alcalina na 

biomassa, visando à obtenção de um material lignocelulósico mais facilmente 

hidrolisável por enzimas celulolíticas. Os pré-tratamentos foram realizados em um reator 

rotatório de 20 L (Regmed AU/E-20), relação sólido: líquido 1:10 (m·v-1). A eficiência 

dos pré-tratamentos foi verificada através da comparação de análises físico-químicas e da 

conversão de celulose em glicose na madeira “in natura” e pré-tratada. Os cavacos de 

eucalipto utilizados, foram caracterizados quimicamente e analisados por microscopia 

eletrônica de varredura (MEV), espectroscopia de infravermelho por transformada de 

fourier (FT-IR), cromatografia líquida de alta eficiência (CLAE) e difração de raios-X 

(DRX). Para avaliação da conversão enzimática, utilizou-se 15 FPU·g-1 de celulase e                

10 UI·g-1 de β-glicosidase em tampão Citrato de sódio 0,05 mol·L-1, pH 4,8 sob agitação 

de 150 rpm, temperatura de 50 ºC e relação sólido: líquido 2% (m·v-1). A lignina obtida 

na deslignificação, foi precipitada com ácido sulfúrico até pH 2 em temperatura ambiente. 

A reação foi mantida sem agitação por 12h. Em seguida o precipitado foi seco, acetilado 

e caracterizado pelas técnicas: espectroscopia de infravermelho por transformada de 

Fourier (FT-IR), ressonância nuclear magnética (RMN de 1H e 13C), espectroeletrônica 

na região do ultravioleta UV/Vis, análise elementar e microscopia eletrônica de varredura 

(MEV). Os resultados obtidos mostraram que a hemicelulose foi o componente que sofreu 

maior solubilização, 93%. Após a deslignificação alcalina o teor de celulose e lignina na 

fração sólida  diminuram em 35,96% e 82% respectivamente, esses valores correspondem 

a solubilização das macromoléculas quando comparadas a  biomassa “in natura”. As 

análises químicas comprovaram que ao decorrer do processo ocorreu aumento no índice 

de cristalinidade da celulose, devido a remoção de hemicelulose e lignina.  A hidrólise 

dos cavacos deslignificados confirmou a eficiência dos pré-tratamentos, uma vez que a 

conversão de celulose em glicose foi de 65% indicando que quantidades menores de 

hemicelulose e lignina favorecem o processo de hidrólise. As técnicas de FT-IR e RMN 

demonstraram efetividade da reação acetilação. Através da análise elementar e de RMN 

foi possível obter a expressão para a fórmula mínima C9 sendo:  C9H11O4,8(OCH3)1,37. O 

percentual de unidades guaiacila na madeira é de 63%. O Espectros de UV/Vis mostrou 

um deslocamento batocrômico em  281 nm evidenciando alto teor de unidades G. O valor 

obtido para a absortividade foi de 22,55 L·g-1·cm-1. Sendo assim a madeira de eucalipto 

se torna um produto bastante atrativo para o mercado, devido a quantidade de produtos 

que podem ser gerados. 

 

Palavras-chave: Eucalyptus urograndis, Lignina, Pré-tratamento, Caracterização 

química, Biorrefinarias 
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ABSTRACT 

Considered an important commercial product, the wood is available in Brazilian territory 

in a sustainable way and in large quantities, providing products quite valued at market. 

Currently the country is one of the largest producers of pulp from eucalyptus forests.  The 

lignin, after cellulose, is the second most abundant biopolymer found in nature and 

presents several applications being inserted into the concept of biorefinery. The present 

work had as objective the separation of the main components of the eucalyptus wood.  In 

addition to assessing the effect of pretreatment hydrothermal followed by delignification 

alkaline in biomass, aiming to obtain a lignocellulosic material more easily hydrolysable 

by enzymes . The pretreatments were performed in a reactor rotatory 20 L (Regmed 

AU/E-20), relationship solid: liquid 1:10 (m·v-1). The efficiency of the pre-treatments 

was verified through the comparison of physical-chemical analysis and the conversion of 

cellulose into glucose. The eucalypt wood used, were chemically characterized and 

analyzed by scanning electron microscopy (SEM), Fourier transformed infrared 

spectroscopy (FT-IR), high-performance liquid chromatography (HPLC) and X-ray 

diffraction (XRD). For evaluation of enzymatic conversion, it was used 15 FPU·g-1 of 

cellulase and 10 IU·g-1 of β-glucosidase in sodium citrate buffer 0.05 mol·L-1, pH 4.8 

under stirring of 150 rpm, temperature of 50 ºC and relationship solid:liquid                             

2% (m·v-1). The lignin obtained in delignification, was precipitated with sulfuric acid up 

to pH 2 at ambient temperature. The reaction was maintained without agitation for 12h. 

Then the precipitate was dry, acetylated and characterized by techniques: Fourier 

transformed infrared spectroscopy (FT-IR), nuclear magnetic resonance (NMR of 1H and 
13C), in the region of ultraviolet UV/Vis, elemental analysis and scanning electron 

microscopy (SEM). The results obtained showed that the hemicellulose was the 

component that suffered the greatest solubilization, 93%. After the delignification 

alkaline the content of cellulose and lignin in solid fraction decreased in 35.96% and 82% 

respectively, these values correspond to the solubilization of macromolecules when 

compared to biomass  in natura. The chemical analyzes have proven that the course of 

the procedure occurred an increase in crystallinity index of cellulose, due to removal of 

hemicellulose and lignin. The hydrolysis of eucalyptus wood without lignin confirmed 

the efficiency of pretreatments, once the conversion of cellulose into glucose was 65% 

indicating that smaller quantities of hemicellulose and lignin favor the process of 

hydrolysis. The techniques of FT-IR and NMR demonstrated effectiveness of the reaction 

acetylation. Through the elemental analysis and NMR was possible to obtain the 

expression to the minimum equation C9 being: C9H11O4,8(OCH3)1,37. The percentage of 

guaiacyl in eucalyptus wood is 63%. The spectrum of UV/Vis showed a displacement in 

281 nm evidencing high content of units G. the value obtained for the was                              

22,55 L·g-1·cm-1.Thus the eucalypt wood becomes an attractive product for the market, 

due to the quantity of products which may be generated. 

 

Keywords: Eucalyptus urograndis, Lignin, pretreatment, chemical characterization, 

biorefineries 
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1. INTRODUÇÃO 

 
A economia mundial é altamente dependente de fontes de energias não 

renováveis, as quais estão sendo utilizadas para a produção de eletricidade, combustível 

e outros bens. A utilização destas fontes,  acúmulo de CO2 e esgotamento de combustíveis 

fósseis (ZHANG, 2008). Devido a esse fato, tem-se um crescente interesse no 

desenvolvimento de energias e produtos obtidos por fontes renováveis. Principalmente 

aqueles oriundos de biomassa vegetal, pois esta apresenta baixo custo e esta facilmente 

disponível em escala global (CGEE, 2010). 

No cenário mundial, o Brasil tem se destacado na utilização de biomassas 

lignocelulósicas por apresentar extensa área florestal, além de possuir uma grande 

diversidade de espécies nativas (GOMIDE; FANTUZZI; REGAZZI, 2010). Atualmente 

o país é um dos maiores produtores de celulose proveniente das florestas de eucalipto 

(BRACELPA, 2015). 

As espécies do gênero Eucalyptus pertencem à família Myrtaceae e são de origem 

Australiana. O eucalipto brasileiro tem produtividade cerca de 10 vezes maior, quando 

comparado aos provenientes de alguns países líderes de mercado, isso é devido ao solo e 

as condições edafoclimáticas (CHAVES, 2012). Dentre as espécies mais plantadas, pode-

se citar o Eucalyptus urograndis, um híbrido desenvolvido no Brasil, através do 

cruzamento do E. grandis x E. urophylla, que apresenta como características maior 

crescimento e rendimento volumétrico, sendo uma das principais fontes de matéria-prima 

para produção de celulose (BARROSO et al., 2000; PINTO, et al., 2014). 

As indústrias de papel e celulose representam uma importante base para a 

economia mundial. O processo de obtenção da celulose, utilizado pela indústria papeleira 

é o Kraft, o qual apresenta, como produtos, a polpa celulósica e o licor negro 

(BERGERON; CARRIER; RAMASWAMY, 2012).  

Com objetivo de diminuir o impacto ambiental e custos operacionais, as indústrias 

queimam a lignina presente no licor (SOUTO; CALADO; PEREIRA,  2015). No entanto,  

esta poderia ser isolada e posteriormente inserida numa plataforma de biorrefinaria, com 

a finalidade de se obter produtos de interesse industrial, o que levaria a substituição 

gradativa da plataforma petroquímica (KAMM; GRUBER; KAMM, 2006). A lignina 

obtida no licor é uma macromolécula amorfa, constituída de precursores fenilpropanóides 
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e representa um dos polímeros mais abundantes na natureza, estando presente na parede 

celular das plantas (HENDRIKS; ZEEMAN, 2009).  

Com o intuito de utilizar a lignina como molécula precursora de produtos, a 

Suzano uma das empresas líder em celulose e papel no Brasil, investiu R$ 70 milhões 

para a instalação da primeira planta-piloto de extração de lignina da América do Sul, com 

capacidade de produção de 20 mil toneladas por ano, que será implantada em Limeira, 

interior de São Paulo. A expectativa é que a planta entre em operação no primeiro 

semestre de 2018 (SUZANO, 2015).  

A tecnologia utilizada para separar a lignina do licor será baseada na precipitação 

por ácidos orgânicos seguido de lavagens e filtração (PURE LIGNIN, 2015). O principal 

objetivo da planta em Limeira é utilizar a lignina de modo que a mesma possa substituir 

produtos derivados do petróleo.  

Uma das possíveis aplicações de produtos derivados de lignina é a fabricação dos 

compostos lignosulfonatos, os quais podem ser utilizados como dispersantes para 

concreto, ração animal ou mesmo na composição de produtos químicos e  fármacos.  

Outra possibilidade é sua utilização para a fabricação de bioplásticos (SUZANO, 2015). 

Sendo assim, este trabalho teve como objetivo a separação das principais 

macromoléculas presentes nos cavacos da madeira de Eucalyptus urograndis afim de 

inseri-las em uma plataforma de biorrefinaria, com a finalidade de utiliza-las como 

precursoras para obtenção de produtos de interesse industrial, agregando valores as 

industrias de papel e celulose. 
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2. OBJETIVOS 

 

 

2.1. Objetivo geral  
  

Este trabalho tem como objetivo a separação dos principais componentes celulose, 

hemicelulose e lignina dos cavacos da madeira de Eucalyptus urograndis. Afim de inseri-

los em uma plataforma de biorrefinaria, agregando valores as industrias de papel e 

celulose. 

2.2. Objetivos Específicos 
 

 Caracterizar os cavaco de eucalipto “in natura”, submetidos a pré-tratatamento 

hidrotérmico e deslignificação alcalina, quanto à sua composição química, 

celulose, hemicelulose e lignina e solublização dessas macromoléculas durante 

cada etapa do processo. 

 

 Utilizar técnicas de microscopia eletrônica de varredura, difração de raios x e 

espectroscopia no infravermelho, nos cavacos “in natura” e após pré-tratamento e 

deslignificação alcalina, afim de avaliar mudanças morfológicas na superfície das 

biomassas. 

 

 Avaliar a conversão celulósica das biomassas, “in natura”, pré-tratada e 

deslignificacada, após hidrólise enzimática, afim de verificar a eficiência de cada 

processo. 

 

 Identificar e quantificar os compostos presentes no hidrolisado hemicelulósico 

obtido na etapa de pré-tratamento hidrotérmico por cromatografia líquida de alta 

eficiência. 

 

 Obtenção e caracterização química da lignina de Eucalyptus urograndis, pelas 

técnicas de espectroscopia de infravermelho por transformada de fourier (FT-

IR), ressonância magnética nuclear (RMN de 1H e 13C) e espectroeletrônica na 

região do ultravioleta UV/VIS. 
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3. REVISÃO DE LITERATURA 

 

3.1. BIORREFINARIA 

 

A questão ambiental é sem dúvida um fator muito importante no interesse de se 

utilizar matérias-primas renováveis e processos químicos que sejam mais limpos e verdes 

(BASTOS, 2007). O investimento mundial em tecnologias limpas tem crescido e 

alcançou em média US$ 211 bilhões em 2010 (UNEP, 2011). Os países líderes em 

inovação tecnológica verde e limpa são: Japão, Alemanha e Estados Unidos que juntos 

correspondem a 60% das inovações, embora países com economias emergentes como 

China, Brasil e Índia respondem por 80% de todas as patentes verdes concedidas a países 

em desenvolvimento no período de 2006-2010 (DUTZ; SHARMA, 2012).  

Os bioprocessos tem sido ferramentas fundamentais na utilização e conversão 

dessas fontes não fósseis, em produtos de interesse industrial. Direcionando assim, a 

indústria atual para uma tendência mais verde proposta pelas biorrefinarias (CGEE, 

2010).  O temo biorrefinaria foi citado pela primeira vez na legislação americana, no que 

se diz respeito a processos que convertem biomassa renovável de maneira integral e/ou 

diversificada (Figura 1), para a obtenção de combustíveis, produtos químicos e energia 

(BASTOS, 2007). 

 

 

                                             

Fonte: VAZ, (2012). 

Sendo esses produtos obtidos por rota química, bioquímica ou biotecnológica e que 

 

Figura 1. Esquema simplificado de escala de valoração econômica dos possíveis produtos 

de uma biorrefinaria. 
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produzam uma quantidade mínima de resíduos e emissão de gases poluentes 

(RAGAUSKAS et al., 2006). De maneira geral o conceito de biorrefinaria faz sentido 

quando se utiliza biomassas, abundantes e baratas. Por exemplo, pode-se citar, os resíduos 

agrícolas e agroindustriais que ao contrário das fontes fosseis não sofrem oscilações no 

mercado econômico (ONDREY, 2006; RAGAUSKAS et al, 2006).  

A biorrefinaria pode produzir uma quantidade relativamente maior de produtos, 

quando comparada a refinaria de petróleo. Em contrapartida um número maior de 

processos unitários se faz necessário. Além do que muitos destes processos, ainda estão 

em estágio de desenvolvimento ou otimização (RODRIGUES, 2011). 

O Brasil se encontra em uma posição privilegiada em relação ao aproveitamento 

integral das biomassas, isso porque o país apresenta: grandes extensões de culturas 

agrícolas, vasta biodiversidade, água em abundância, intensa radiação solar e diversidade 

climática (CGEE, 2010). Por ano, no país, são produzidos em média 350 milhões de 

toneladas de resíduos lignocelulósicos (PEREIRA; COUTO; ANA, 2008). 

 Devido a estas características citadas e a grande variedade de resíduos 

lignocelulósicos produzidos anualmente, tem se despertado o interesse econômico pelo 

reaproveitamento dessas matérias-primas.   

3.2. BIOMASSA LIGNOCELULÓSICA COMO MATÉRIA-PRIMA DAS 

BIORREFINARIAS 
 

As biomassas lignocelulósicas constituem a maior fonte de obtenção de 

carboidratos e compostos carbônicos do mundo (SANTOS et al., 2012). A grande 

dificuldade de se obter produtos provenientes de biomassas, está relacionada com suas 

características químicas e morfológicas. Em sua constituição apresentam fibras de 

celulose envolvidas em uma matriz amorfa de hemiceluloses e lignina, como 

representada na Figura 2.  

Esse complexo químico torna a biomassa mais resistente e a protege contra o 

ataque de micro-organismos, insetos e substâncias químicas (HENDRIKS; ZEEMAN, 

2009). 
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Figura 2. Estrutura química da biomassa lignocelulósica, celulose, hemicelulose e lignina 

e as subunidades álcoois p-cumarílico (H), coniferílico (G) e sinapílico (S). 

 

Fonte: STREFFER, (2014). 

 

 3.2.1. Parede Celular Vegetal 

 

A parede celular vegetal é formada por polissacarídeos, compostos fenólicos, 

sais minerais e proteínas, os quais se distribuem ao longo de suas camadas primária e 

secundaria. A parede primária apresenta cerca de 90% de carboidratos, enquanto a  

secundária compreende a lamela média e a parede celular primária, além dessas 

estruturas a parede secundaria também é dividda em três camadas: S1 (exterior), S2 

(camada intermediaria) e S3 (interior) (Figura 3).Estas camadas diferem em espessura, 

orientação de microfibrilas e composição (FENGEL; WAGENER, 1984). 

 

 

 

 

 
 
 
 

 

 
 
 

Fonte: BRETT; WALDRON, (1990); SELVENDRAN, (1983). 

Figura 3. Secção longitudinal de uma parede celular secundária. Representação 

tridimensional (A). Representação planar (B). 
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3.2.2.  Composição química da biomassa lignocelulósica  

3.2.2.1. Celulose 

A celulose é uma das principais macromoléculas presentes nas biomassas 

lignocelulósicas, podendo ser encontrada em diversas fontes: espécies de vegetais e 

organismos primitivos, tais como algas marinhas e bactérias (HENDRIKS; ZEEMAN, 

2009). É um homopolímero constituído por monômeros de glicose unidos por ligações   

β-1,4 glicosídicas e de conformação linear devido as ligações equatoriais entre 

monômeros.  

As cadeias de celulose (Figura 4) podem fazer ligações  inter e intramoleculares, 

onde essas interações são responsáveis pela estabilidade das regiões cristalinas o que 

torna a celulose altamente resistente à hidrólise química ou enzimática (WOOD; 

SADDLER, 1998; CONVERSE; WARE, 1994).  

 

 

 

 

Fonte: Adaptado de SANDERS et al. (2012). 

 

Esse polissacarídeo apresenta diversas aplicações quando inserido em uma 

plataforma de biorrefinaria, isso devido a sua composição química e por ser de fácil 

obtenção em larga escala (SCHUCHARDT; RIBEIRO; GONÇALVES, 2001). Sendo 

assim a celulose pode ser utilizada como matéria-prima para  produção de diversos tipos 

de papel, enquanto que na indústria química pode ser utilizada como emulsificante, 

antiaglutinante, dispersante espersante. Quando modificada a celulose pode produzir 

produtos com alto valor agregado, tais como: triacetato de celulose, nitrocelulose, 

carboximetil celulose e rayon (JUNIOR; MIRANDA; JOSE, 2014). 

Os açúcares obtidos a partir da hidrólise da celulose podem também gerar diversos 

produtos dentre estes etanol, 2,5- dimetilfurano, acetato de etila, butanol, acetato de 

Figura 4. Estrutura de um fragmento de celulose.  
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butila, ácido acrílico (RODRIGUES, 2011) como mostra a Figura 5.   

 

Figura 5. Derivados de glicose em uma biorrefinaria de plataforma de açúcares. 
 

 

Fonte: KOBAYASHI; FUKUOSA, (2013). 
 

3.2.2.2. Hemicelulose 

 

A hemicelulose (Figura 6) é composta por polissacarídeos amorfos de baixa 

massa molecular. É uma estrutura heteropolissacaridea ramificada formada 

principalmente por D-xilose com pequenas quantidades de L-arabinose, D-glicose, D-

manose, D-galactose, ácido glucorônico e ácido manurônico.  Na região central da 

molécula se encontra xilose seguida de várias ramificações de  ramnose, arabinose e 

hexoses (glicose, manose e galactose), ácidos urônicos (ácidos α-D-glucurônico, α-D-

4-O-metilgalacturônico e α-D-galacturônico) e radicais acetila (HENDRIKS; 

ZEEMAN, 2009).  Os componentes mais importantes devido à sua abundância são as 

xilanas e as glucomananas (TAHERZADEH; KARIMI, 2008). 
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Fonte:  GRAY; ZHAO; EMPTAGE, (2006). 

 

As cadeias laterais encontradas nas hemiceluloses apresentam grande potencial 

reacional, isso devido à sua conformação espacial menos impedida, quando comparada à 

celulose. Essa característica permite que a hemicelulose seja facilmente hidrolisada a 

açúcares do grupo das pentoses, os quais podem gerar uma infinidade de produtos de 

interesse industrial   (GRAY; ZHAO; EMPTAGE, 2006).  Dentre estes produtos  pode-

se citar o etanol, obtido da fermentação da xilose. A hemicelulose quando submetida a 

pré-tratamento sob pressão e altas temperaturas pode-se obter furfural, o qual pode forma 

resinas com fenol e ureia ou ainda ser hidrolisado a ácido maleico.  Essa macromolécula 

também, pode apresenta grande importância para a indústria alimentícia, fornecendo 

produtos como xilitol e manitol e de alguns ácidos orgânicos (SCHUCHARDT; 

RIBEIRO; GONÇALVES, 2001) como mostra a Figura 7.  

 

Figura 7.  Derivados hemicelulose em uma Biorefinaria de Lignocelulósicos. 

 
Fonte: Adaptado de SCHUCHARDT; RIBEIRO; GONÇALVES, (2001). 

Figura 6. Esquema da estrutura básica de hemicelulose. A arabinose; FeA, ácido ferúlico; 

G, galactose; Glc, ácido glucurônico; X, xilose. 
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3.2.2.3.  Lignina 

 

A palavra lignina tem origem latina lignum, que significa madeira. Sua descoberta 

se deu por volta de 1838 por Anselme Payen, estudando madeiras tratadas com ácido 

nítrico concentrado. Ele observou que o produto da reação era celulose e um outro 

polímero. Porém, só em 1865 Schultz denominou esse outro polímero como lignina 

(SJOSTROM, 1981). Depois da celulose, a lignina é a segunda fonte mais abundante de 

matéria-prima renovável e a maior fonte de polímeros aromáticos de natureza fenólica 

(HENDRIKS; ZEEMAN, 2009). 

 A lignina (Figura 8) é uma macromolécula amorfa e ramificada. Agindo como 

“cola”  a lignina preenche os espaços entre e em torno da celulose e hemicelulose, por 

isso tem o papel de suporte na estrutura da biomassa (MORAIS; NASCIMENTO; MELO, 

2005). Além disso, confere ao material lignocelulósico rigidez, força e flexibilidade, 

atuando como barreira física, protegendo a madeira contra degradação enzimática, 

microbiana e ao ataque de insetos e patógenos (HENDRIKS; ZEEMAN, 2009).  

 

Figura 8. Esquema da estrutura química da lignina 

 

Fonte: Adaptado de CHRISTOPHER; YAO; JI, (2014). 

 

Em geral, a lignina  é classificada de acordo com a quantidade relativa dos 

monômeros guaiacila (G), siringila (S) e p-hidroxifenila (H), sendo estes derivados dos 

álcoois p-cumarílico, coniferílico e sinapílico como mostra a Figura 9. 
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Figura 9. Álcoois precursores das unidades fenilpropanóides guaiacila (G), siringila (S) 

e p-hidroxifenila (H) 

 

 
 

Fonte: Adaptado de CHRISTOPHER; YAO; JI, (2014). 

 

A biogênese das ligninas tem início nas regiões da lamela mediana e parede 

celular S1, se espalhando por toda a parede secundária S2 sempre em direção à luz. A 

lignificação é  uma das últimas etapas da diferenciação de células do xilema, onde a 

lignina é depositada sobre carboidratos na matriz da parede celular (DONALDSON, 

2001).  

A lignina é formada via fenilpropanóides (Figura 10), tendo fenilalanina como 

substrato inicial. Atualmente são conhecidas dez enzimas necessárias para a síntese de 

monolignóis sendo elas: fenilalanina amonialiase (PAL), cinamato-4-hidroxilase (C4H), 

hidroxicinamoil-CoA ligase (4CL), hidroxicinamoil-CoA: shiquimato/quinato 

hidroxicinamoiltransferase (HCT), p-cumarato 3-hidroxilase (C3H), cafeoil-CoA 

ometiltransferase (CCoAOMT), hidroxicinamoil-CoA redutase (CCR), ferulato 5-

hidroxilase (F5H), ácido cafeico o-metiltransferase (COMT), cinamil álcool 

desidrogenase (CAD). Os monolignois produzidos são transportados até a parede celular 

e oxidados pelas enzimas peroxidases (PER) e lacases (LAC) dando início a 

polimerização (LIGNIN SYSTEMS, 2015). 

 A polimerização é iniciada pela remoção enzimática de um próton e um elétron 

formando radicais fenóxi (Figura 10). O acoplamento posterior ocorre sem controle 
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enzimático, formando o primeiro dímero que se acopla a outros monômeros, gerando 

trímeros e tetrâmeros e cadeias maiores (CHRISTOPHER; YAO; JI, 2014). O 

acoplamento pode acontecer em diversas regiões na molécula, formando diferentes tipos 

de ligações, gerando estruturas aleatórias e bastante reticuladas.  

Baseado nos tipos de ligações e grupos funcionais presentes na lignina, 

Freudenberg, em 1968, propôs o primeiro modelo da estrutura química para lignina de 

madeira. Devido à complexidade química que a molécula apresenta, Saliba et al. (2001) 

afirmam que a estrutura química exata de qualquer lignina não pode ser completamente 

resolvida. Segundo Donaldson (2001), a lignina pode apresentar várias estruturas 

químicas, e isso é devido a variação de espécies lignocelulósicas bem como regiões de 

cultivo.  

Na literatura, alguns autores propõem uma representação esquemática. Nesta, as 

ligninas são ligadas entre si através dos anéis aromáticos e das cadeias alifáticas. Essas 

ligações garantem a formação de estruturas tridimensionais complexas (CHRISTOPHER, 

YAO e JI, 2014). Além disso, a molécula apresenta uma variedade de grupos funcionais, 

como, por exemplo grupos metoxila, hidroxila, carbonila, carboxila, éter e éster 

(ADAGANTI et al., 2014). 

O avanço das técnicas de extração e purificação tem favorecido novas conclusões 

em relação a estrutura química da lignina. Estudos têm demonstrado que a lignina em sua 

forma nativa possui estrutura mais linear do que se acreditava e com repetições mais 

frequentes nas unidades β-O-4´ (SOUTO; CALADO; PEREIRA, 2015). 
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Figura 10. Mecanismo de biossíntese da lignina. 

  

 
                                                                            Fonte : LIGNIN SYSTEMS, (2015).

13 
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3.2.2.4.  Valorização da lignina: Obtenção de bioprodutos   

 

As indústrias de papel e celulose representam uma importante base para a 

economia mundial. As cinco empresas brasileiras líderes de mercado no setor são: Fibria, 

Suzano, Klabin, Cenibra e International Paper do Brasil. A produção nacional de celulose, 

nos dois primeiros meses de 2014, cresceu 4,5% e a de papel 1,7%, em comparação com 

o mesmo período de 2013. Foram produzidos, em média, 1,7 milhão de toneladas de papel 

e 2,5 milhões de toneladas de celulose. As exportações aumentaram 17,9% para celulose 

e 7,7% para o papel. Com isso, a balança comercial do setor totalizou US$ 1,2 bilhão, 

com aumento de 15,9% sobre o valor do primeiro bimestre de 2013 (BRACELPA, 2015).  

O processo de obtenção da celulose utilizado pela indústria papeleira é o Kraft 

(BERGERON; CARRIER; RAMASWAMY, 2012). Neste, processo os cavacos de 

madeira são aquecidos a 170 ºC em reator pressurizado e digeridos em solução de 

hidróxido de sódio e sulfeto de sódio. Ao término da reação, é obtido como produtos a 

polpa celulósica e o licor negro, que é uma mistura de lignina, celulose, hemicelulose e 

compostos inorgânicos (VILA et al., 2011).  Uma quantidade consideravelmente grande  

de licor tem sido produzida no Brasil. No ano de 2010, foram produzidos 21.247.000 

toneladas, sendo que 4.796.000 toneladas foram aplicadas em geração de energia elétrica 

(IBPBB, 2015).  

Com objetivo de diminuir o impacto ambiental e custos operacionais, as indústrias 

queimam a lignina presente no licor (SOUTO; CALADO; PEREIRA, 2015). No entanto, 

esta poderia ser isolada e, posteriormente, inserida numa plataforma de biorrefinaria. A 

finalidade de isolar a molécula seria a obtenção de bioprodutos, o que levaria à 

substituição gradativa da plataforma petroquímica (KAMM; GRUBER; KAMM, 2006).   

No mercado mundial, a utilização da lignina como combustível apresenta 

equivalência monetária entorno de 0,18 US$/kg, enquanto o seu uso para o um 

aproveitamento em conversão química pode chegar em média a 1,08 US$/kg, 

representando, assim, um mercado bastante promissor na utilização de produtos derivados 

das indústrias de papel e celulose (VISHTAL; KRASLAWSKI, 2011). 

Com o intuito de utilizar a lignina como molécula precursora de produtos para fins 

industriais, a Suzano, uma das empresas líderes de mercado em celulose e papel no Brasil, 

investiu   R$ 70 milhões para a instalação da primeira planta-piloto de extração de lignina 

da América do Sul, cuja  capacidade de produção  será de 20 mil toneladas por ano. A 

planta será implantada na Unidade Limeira, interior de São Paulo. A expectativa é que o 
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piloto entre em operação no primeiro semestre de 2018 (SUZANO, 2015). A tecnologia 

utilizada para separar a lignina do licor será baseada na sua precipitação por ácidos 

minerais seguido de lavagens e filtração (PURE LIGNIN, 2015). O principal objetivo da 

planta em Limeira é utilizar a lignina de modo que a mesma possa substituir produtos 

derivados do petróleo.  

Após isolada, a lignina apresenta inúmeras aplicações em diversos setores 

industriais  como, por exemplo: na indústria de cimento e concreto, os sais lignosulfonato 

fornecem plasticidade e fluidez ao concreto, atuando como aditivos (SOUTO; CALADO; 

PEREIRA, 2015), na produção de poliolefinas, como dispersantes em pastilhas de ração 

animal micronutrientes agrícolas (SANTOS, 2011), em lamas de produção de petróleo, 

apresentando atividade antimicrobiana, no tratamento de água, atuando como adsorvente 

natural, adsorvendo metais tóxicos; e na indústria de pesticidas (RAGAUSKAS et al., 

2014). A Figura 11 mostra os produtos que podem ser obtidos pela lignina. 

 

Figura 11. Derivados da lignina em uma biorefinaria de lignocelulósicos. 

 
 

Fonte: SCHUCHARDT; RIBEIRO; GONÇALVES, (2001). 

 

A grande dificuldade na obtenção de derivados de lignina está relacionada com a  

sua  estrutura química complexa de difícil rompimento a  custos elevados de purificação, 

em especial para as ligninas kraft e lignosulfonada. Em contrapartida, a infinidade de 

produtos obtidos e aplicações da lignina (FIGURA 12) é superior quando comparado a 

celulose e hemicelulose (RAGAUSKAS et al., 2014). 
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Figura 12. Valorização da lignina: obtenção de  produtos de interesse industrial. 

 

Fonte: RAGAUSKAS et al. (2014). 

 

Além das macromoléculas, a biomassa lignocelulosica também pode apresentar 

em sua composição outras moléculas tais como: ácidos graxos, alcaloides, açúcares 

simples, ceras, proteínas, fenólicos, mucilagens, gomas, resinas, terpenos, amido, 

glicosídeos, saponinas,  óleos essenciais e pequenas quantidades de compostos 

inorgânicos, resultante do metabolismo (FENGEL; WEGENER, 1984;  YU, LOU; WU, 

2008).  

3.3. MADEIRA DE EUCALIPTO  

 

O gênero Eucalyptus, pertencente à família Myrtaceae, é composto por mais de 

700 espécies e apresenta como características: rápido crescimento, facilidade a programas 

de manejo e melhoramento, fácil adaptação em diversas condições e alta produção de 

sementes o que facilita a sua propagação (SHARMA, 2006). É um dos gêneros mais 

plantados no mundo, em média 17,8 milhões de hectares. Entre os países com maiores 

áreas reflorestadas destacam-se a Índia com 8 milhões de hectares, seguido Brasil com 

cerca de 3 milhões hectares plantados (ALFENAS et al., 2004).  Proveniente da Austrália, 

o eucalipto foi introduzido no Brasil por volta de 1868, e em 1904, foi utilizado com 

objetivo de suprir a demanda de madeira, sendo usado como lenha e dormentes nas 

estradas de ferro da região Sudeste. Em meados dos anos 50, a madeira de eucalipto 

passou a ser utilizada como matéria-prima pela indústria papeleira e de celulose 

(SILVEIRA, 2004).  
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No cenário mundial, o Brasil tem se destacado na utilização de biomassas 

lignocelulósicas por apresentar extensa área florestal, além de possuir uma grande 

diversidade de espécies nativas (GOMIDE; FANTUZZI; REGAZZI,  2010). Considerado 

um importante produto comercial, a madeira está disponível no território brasileiro de 

maneira sustentável e em grandes quantidades, fornecendo produtos bastante valorizados 

no mercado. Atualmente, o país é um dos maiores produtores mundiais de celulose 

proveniente das florestas de eucalipto (BRACELPA, 2015). 

A indústria brasileira de base florestal (móveis, madeira, papel e celulose) busca 

no mercado externo oportunidade de crescimento e em 2010, atingiu em média                             

US$ 11 bilhões de vendas. Já no mercado nacional, movimenta 3,5% do PIB, reunindo 

mais de 30 mil empresas. Nesse panorama, o estado de Minas Gerais é um dos maiores 

produtores e consumidores da madeira, possuindo o maior parque siderúrgico a carvão 

vegetal do mundo, contribuindo de forma direta para a participação do setor florestal com 

7% do PIB nacional (AMS, 2015). Em 2007,  a exportação de produtos provenientes de 

florestas somou US$ 6,1 bilhões, dos quais 70% foram provenientes de florestas de 

eucalipto  (BRACELPA, 2015). 

Atualmente a Fibria, indústria brasileira, é a líder mundial na produção de celulose 

de eucalipto, possuindo capacidade produtiva de 5,3 milhões de toneladas anuais, com 

operação integralmente baseada em plantios florestais renováveis. A empresa trabalha 

com uma base florestal total de 969 mil hectares, dos quais 343 mil são destinados à 

conservação ambiental (FIBRIA, 2015). 

O aumento na produção do eucalipto para suprir a demanda da indústria da 

madeira está relacionado em grande parte ao melhoramento genético das árvores que, por 

sua vez, está associado aos avanços na área de manejo florestal (MARTINS et al., 2005). 

Para que se torne possível a utilização desses métodos de melhoramento, é de fundamental 

importância verificar a existência de parâmetros genéticos tais como: coeficiente de 

herdabilidade e de variação genética, úteis para a orientação do melhorista na adoção de 

uma estratégia de melhor eficiência na seleção (VENCOVSKY, 1969). 

Dentre as espécies mais plantadas, pode-se citar Eucalyptus urograndis (Figura 

13), um híbrido desenvolvido no Brasil, através do cruzamento do E. grandis x E. 

urophylla, apresentando como características maior crescimento e rendimento 

volumétrico. Atualmente mais de 600.000 ha da espécie são cultivados, constituindo a 

base da silvicultura clonal, além de ser uma das principais fontes de matéria-prima para 

produção de celulose (BARROSO et al., 2000; PINTO, et al., 2014). 
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Figura 13.  Floresta de eucalipto localizada na região sudeste do Brasil. 

 

Fonte: PORTAL, (2015). 

 

O objetivo desse cruzamento é a obtenção de árvores que possuam bom 

crescimento, uma característica marcante da espécie E. grandis e madeira com maior 

densidade, o que fornece melhorias no rendimento e propriedades físicas da celulose e 

resistência ao déficit hídrico, características atribuídas à espécie E. uroplylla 

(AGROTECA, 2015). A espécie apresenta fibras com comprimento em média de                  

0,90 mm e densidade básica  de 0,510 g·cm-3. Essa composição favorece a impregnação 

e remoção da lignina dos cavacos nos processos de cozimento (BHAT; BHAT; 

DHAMODARAN, 1990; ZOBEL; BUJTENEN, 1989). Diante destas características, a 

espécie conquistou posição importante na indústria de celulose e papel assim como na 

produção de carvão vegetal (COSTA, 1996).  

3.4. PRÉ-TRATAMENTO DE MATERIAIS LIGNOCELULÓSICOS  

 

A hidrólise de materiais lignocelulósicos “in natura” é lenta, e isso é devido à 

interassociação entre as macromoléculas de lignina, hemicelulose com a celulose, as quais 

formam uma barreira contra o ataque biológico. Em consequência disto, um pré-

tratamento se faz necessário para que ocorra mudança na sua estrutura química 

(desestruturação) (Figura 14) (MOSIER et al., 2005). 
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Figura 14. Alterações estruturais do complexo celulose-hemicelulose-lignina   

determinadas pelo pré-tratamento. 

 
 
 
 
 
 

 

 

 

 

 

 

 

Fonte:  Adaptado de MOSIER et al. (2005). 

 

O efeito da desestruturação química da biomassa pode ser analisado através da 

conversão da celulose em glicose na etapa de hidrólise enzimática e da quantificação da 

celulose e hemicelulose liberada durante o processo. Essa quantificação é influenciada 

por diversos fatores tais como: cristalinidade da celulose, grau de polimerização, 

umidade, área superficial disponível e quantidade de lignina (HENDRIKS; ZEEMAN, 

2009). 

De acordo com Taherzadeh e Karimi (2008) e Alvira et al. (2010), o pré-

tratamento precisa ser eficiente e econômico, para isso deve atender a alguns requisitos, 

dentre os quais pode-se citar: 

 

 Produzir regiões que disponibilize a celulose para ataque enzimático;  

 

 Evitar formação de subprodutos inibidores do processo de hidrólise enzimática e 

crescimento microbiano;   

 

 Minimizar os custos com a redução da matéria-prima;  

 

 Reduzir os custos com material de construção dos reatores de pré-tratamento;  

 

 Produzir menos resíduos.  
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3.4.1. Pré-tratamento Hidrotérmico  

 

Considerado um dos métodos mais promissores de pré-tratamento de materiais 

lignocelulósicos, o processo hidrotérmico consiste na utilização da água sob alta 

temperatura e pressão (geralmente entre 180 a 240 °C) (ROGALINSKI; INGRAM; 

BRUNNER, 2008).  

O mecanismo de reação do pré-tratamento da biomassa é representado na Figura 

15. A água sob elevada pressão pode penetrar na estrutura celular da biomassa, hidratar 

a celulose e remover a hemicelulose. A temperatura afeta o pKa da água de maneira 

alterar o valor do pH que passa de 7,0 a 25 °C para próximo de 5,0 a 200 °C (ALLEN et 

al., 2001).  

 

Figura 15. Hidrólise de 4-O-metil-glucuranoxilana e celulose. (1) arabinose, (2) xilose, 

(3) xilooligômeros acetilados (GP=3), (4) xilooligômeros de grande massa molecular, (5) 

oligosacarídeos, (6) glicose, (7) celobiose, (8) celooligômeros, (9) furfural, (10) 

hidroxidometilfurfural, (11), ácido levulínico (12) furano (13) ácido 2-furóico. 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

Fonte: Adaptado de RAMOS, (2003). 
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Em consequência disto, ocorre clivagem das ligações no complexo lignina-

carboidrato provocando a quebra das ligações glicosídicas dos polissacarídeos, 

principalmente as presentes na hemicelulose. O ácido acético, formado a partir da 

desacetilação parcial da fração hemicelulósica, atua como catalisador da reação da 

hidrólise promovendo a despolimerização da hemicelulose (processo autocatalítico) 

(RAMOS, 2003). 

Segundo Allen et al. (1996), durante o processo hidrotérmico, em média 90% de 

hemicelulose é recuperada. Já em relação a celulose, ocorre  perda entre  4-22% e grande 

quantidade de lignina pode ser removida (35-60%). A desvantagem de se utilizar 

processos hidrotérmicos está relacionada com grande quantidade de água utilizada, o que 

gera a produção de hidrolisados muito diluídos dificultando as etapas posteriores de 

bioconversão (PITARELO, 2007). 

Um método definido por Overend, Chornet e Gascoigne (1987) com a finalidade 

de avaliar a intensidade do pré-tratamento, é baseado no fator severidade do processo. E 

tem como objetivo simplificar a interpretação de dados, referente ao efeito de duas 

variáveis operacionais (tempo de reação e temperatura).  O fator severidade é calculado 

de acordo com a equação (1) 

 

(1) 

Sendo:  log (ro) = índice de severidade; t = tempo de reação (min); T= Temperatura (ºC); 

Tref = 100 ºC 

Segundo Garrote, Domínguez e Parajó (2002), um pré-tratamento é considerado 

brando quando apresenta índice de severidade entre 0~3 e severo entre 4~6. Em 

temperaturas na faixa entre 180 a 240 °C e em curtos períodos de reação, a fração 

hemicelulósica é dissolvida em água durante ou após o pré-tratamento. Além disso, 

dependendo do grau de condensação do vapor, diferentes quantidades de celulose e 

lignina também podem ser extraídas (BOBLETER, 1994). No entanto, este pré- 

tratamento contribui para a formação de produtos de degradação indesejáveis, tais como 

furfural e ácidos carboxílicos, inibidores do crescimento microbiano. Como a recuperação 

da xilose é alta (88–98%) e nenhum produto químico é necessário, o método é 

ambientalmente econômico e atrativo (SARKAR et al., 2012). 

 

log 𝑟𝑜 = log 𝑡𝑒
 
 𝑇−𝑇𝑟𝑒𝑓  

14,75  
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3.4.2. Deslignificação Alcalina 
 

Por via de regra, para se obter alto rendimento em açúcares (tanto hexoses quanto 

pentoses) na hidrólise enzimática de um material lignocelulósico, a hemicelulose e a 

lignina precisam ser removidas ou modificadas. Assim como a hemicelulose, a lignina 

forma uma barreira física, protegendo a celulose do ataque enzimático, não sendo 

facilmente removida na etapa de pré-tratamento (ÖHGREN et al., 2007; PAN et al., 

2005). Na literatura são citados diversos métodos utilizados para remoção de lignina. 

Dentre eles, estão a polpação soda, polpação soda-antraquinona, polpação sulfito, 

polpação Kraft e polpação organosolv (SÁNCHEZ e CARDONA, 2008). 

Estas metodologias são geralmente aplicadas em materiais lignocelulósicos “in 

natura”, por apresentarem estrutura morfológica rígida e recalcitrante, devido à 

interassociação das macromoléculas pertencentes à biomassa (HENDRIX; ZEEMAN, 

2009). Sendo assim, condições mais severas de processo são aplicadas (concentração de 

álcali > 10% e temperatura acima de 150 ºC) afim de separar os componentes. Por outro 

lado, quando a biomassa é submetida inicialmente a um pré-tratamento, torna a lignina 

mais frágil, podendo esta ser facilmente removida por extração alcalina, cujo método 

apresenta a mesma ideia do processo da polpação soda, porém em condições de reação 

mais amenas (concentração de álcali no máximo 4% e temperaturas na ordem de 70 ºC) 

(BALAT, 2011).  

O tratamento alcalino com NaOH das biomassas lignocelulósicas provoca  

aumento da área superficial interna, diminuição da cristalinidade e a separação das 

ligações do complexo celulignina, promovendo, assim, a solubilização da lignina 

(BALAT, 2011; QUILHO, 2011).  De acordo com Zheng, Pan e Zhang (2009), acredita-

se que o mecanismo de deslignificação alcalina esteja relacionado com a saponificação 

de ésteres de ligações intramoleculares entre a lignina e outros compostos.  

3.5. HIDRÓLISE ENZIMÁTICA DE MATERIAIS LIGNOCELULÓSICOS  

 

A hidrólise enzimática da celulose depende da atuação de um conjunto de 

enzimas específicas e complementares, cujo sinergismo é essencial para que o 

carboidrato nela disponível seja hidrolisado (PITARELO, 2007). 

As celulases são usualmente uma mistura de diversas enzimas. Pelo menos três 

grupos estão envolvidos no processo de hidrólise: as endoglucanases (EGs) que 

promovem ataque nas regiões de baixa cristalinidade, hidrolisando as ligações internas 
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β-D-1,4-glucosídica, criando cadeias com extremidades livres e formando 

oligossacarídeos; as exoglucanases ou celobiohidrolases (1,4-β-D-glucano 

celobiohidrolase ou EC 3.2.1.91), que se ligam nas extremidades das cadeias e geram 

principalmente glicose e celobiose; e, por fim a β-glicosidase (EC 3.2.1.21), responsável 

por clivar a celobiose produzindo duas moléculas de glicose, que também podem romper 

ligações de oligossacarídeos (BINOD, 2011). 

A Figura 16 mostra o mecanismo de hidrólise da celulose para produção de 

glicose catalisado por um conjunto de enzimas celuloliticas.  

 

Figura 16. Mecanismo de ação do complexo de celulases frente ao polímero de celulose, 

hidrolise enzimática. 

 

Fonte: OGEDA; PETRI, (2010). 

 

O pré-tratamento favorece a hidrólise enzimática, permitindo que a celulose se 

apresente mais exposta ao ataque enzimático. Outro ponto importante, está relacionado à 

dosagem da carga enzimática. Altas concentraçãos de enzimas melhoram a eficiência, em 

contrapartida encarecem o processo. Em estudos realizados por Cara et al. (2006) e 

Ballesteros et al.  (2004), foi observado que as condições de maior eficiência em 

conversão de celulose em glicose para materiais lignocelulósicos foram: celulase 15 FPU 

e 10 UI de β- glicosidade por grama de substrato, tempo de reação entre 48-72h , pH em 

torno de 4-5 e temperatura no intervalo de 45-55 °C. 

Afim de melhorar a atividade enzimática, utiliza-se surfactantes no meio 

reacional, já que a atividade celulolítica diminui durante a hidrólise, devida a adsorção 
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irreversível da enzima sobre a celulose. Essas substâncias químicas quando adicionadas 

modificam a superfície da celulose minimizando a força da ligação enzima-substrato. Em 

estudos realizados por Talebnia (2010) foi observado que surfactantes não iônicos são 

mais eficientes em ensaios de hidrólise enzimática. Vasconcelos et.al. (2009), realizando 

hidrólise enzimática em bagaço de cana de açúcar, também observou que a adição de 

surfactante, favoreceu a atuação enzimática frente a biomassa lignocelulósica.  
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4. MATERIAIS E MÉTODOS 

 

4.1. BIOMASSA LIGNOCELULÓSICA 

  

Os cavacos de Eucalyptus urograndis (Figura 16) utilizados neste trabalho foram 

gentilmente cedidos pela Fibria, empresa líder mundial na produção de celulose de 

eucalipto, unidade de Jacareí, estado de São Paulo- Brasil. A madeira foi  seca a 75 ºC e 

classificada em peneiras com aberturas de 32 x 32 mm e 16 x16 mm conforme a norma 

SCAN-C 40:94 (1994)  (Figura 17A). Em seguida amostras de cavacos foram moídas 

(Figura 17B) em moinho de facas (FRITSCH – Pulverisette 14) pertencente ao 

Departamento de Antibióticos- DANTI da Universidade Federal de Pernambuco – UFPE 

numa faixa granulométrica <10 mm. 

 

Figura 17. Cavaco de Eucalyptus urograndis “in natura” (A) e moído (B). 

  

FONTE:  Autor, (2015). 

 

4.2.     PRÉ- TRATAMENTO DA BIOMASSA LIGNOCELULÓSICA  

 

4.2.1. Pré-tratamento Hidrotérmico 

 

Os cavacos de eucalipto “in natura” foram submetidos ao pré-tratamento 

hidrotérmico, em reator modelo Regmed AU/E-20, com sistema de mistura por rotação 

completa (360°), ajustável de 2 a 6 rpm, com capacidade de 20 L, localizado no 

Departamento de Engenharia Química- DEQ da Universidade Federal de Pernambuco – 

UFPE (Figura 18). 

 A  B 



26 
 

Figura 18. Foto do reator rotatório (Regmed AU/E-20) onde foi realizado o pré-tratamento 

hidrotérmico e deslignificação alcalina. 

 

FONTE:  Autor, (2015). 

 

As condições utilizadas no pré-tratamento foram: temperatura de 190 ± 5 °C por                  

20 min, relação sólido: líquido 1:10 (m·v-1) e rotação de 6 rpm.  Cerca de 1 kg de cavaco 

seco juntamente com 10 L de água destilada foram adicionados ao reator e fechados 

hermeticamente. Posteriormente, a camisa de aquecimento do equipamento foi ligada e a 

temperatura e o tempo de reação foram monitorados. Ao término da reação, a pressão foi 

liberada gradualmente até atingir a pressão ambiente e temperatura de 100 ± 5 °C, visando 

diminuir a severidade do processo.   

Em seguida, o reator foi descarregado e o hidrolisado hemicelulósico (Figura 19A) 

separado por filtração da fração sólida (celulignina) (Figura 19B). A biomassa obtida  no 

final do pré-tratamento  foi lavada com 60 L de água (em porções de 20 L), para a remoção 

de quantidades residuais do hidrolisado hemicelulósico e neutralização do pH. 

Posteriormente, foi seca em estufa (Tecnal, TE-393/1) a 105 ± 2 ºC por 72 h. 
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Figura 19. Hidrolisado hemicelulósico obtido no pré-tratamento hidrotérmico (A); fração 

sólida obtida após o processo (B). 

  

FONTE:  Autor, (2015). 

 

O rendimento em massa da fração sólida, obtida na etapa de pré-tratamento, foi 

determinado por gravimetria, em relação ao peso seco do cavaco inicialmente submetido 

ao processo, calculado pela equação 2. 

 

𝑅 % =
𝑀𝑓

𝑀𝑖
. 100% (2) 

 Onde: R (%) = Rendimento da fração sólida de cavaco (%, m·m-1);  Mf = Massa final 

de cavaco (base seca), após pré-tratamento (g); Mi = Massa inicial de cavaco (base 

seca), antes do pré-tratamento (g). 

 

Frações do material sólido resultante do pré-tratamento hidrotérmico foram 

reservadas para ensaios de hidrólise enzimática, caracterização físico-química, 

deslignificação alcalina e o hidrolisado hemicelulósico foi armazenado para ensaios de 

pós-hidrólise.   

 

4.2.1.1. Análise química da fração solúvel obtida no pré-tratamento (hidrolisado 

hemicelulósico) 

 

O hidrolisado hemicelulósico obtido no pré-tratamento hidrotérmico foi submetido 

a uma pós-hidrólise, empregando-se H2SO4 4%. Foram adicionadas partes iguais de 

hidrolisado e de ácido (diluição de 1:1), a 121 ºC  (1,05 atm), em autoclave, durante 1 h 

 A  B 
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para hidrólise de oligossacarídeos resultantes do pré-tratamento hidrotérmico (ÖHGREN 

et al., 2007). 

A identificação e quantificação dos compostos presentes no hidrolisado pós-

hidrólise, foi realizada em cromatográfo líquido de alta eficiência (Agilent, série 1100), 

coluna Aminex HPX87H (Bio-Rad), temperatura de 60 ºC, fase móvel: H2SO4 5mM, 

fluxo de 0,6 mL·min-1 e detector (IR) índice de refração para a identificação e 

quantificação dos componentes (celobiose, glicose, xilose, arabinose, ácido fórmico, 

ácido acético). A concentração de furfural e HMF foi determinada utilizando-se uma 

coluna de fase reversa (C-18) (Agilent Tecnologies), com uma fase móvel composta por 

uma solução de acetonitrila-água-ácido acético 1:8:1%, utilizando-se um detector de 

UV/Vis (274 nm) a 25 °C (SLUITER et al., 2006). As amostras foram filtradas em 

membrana 0,22 µm antes do procedimento analítico. 

 

4.2.2. Deslignificação alcalina  

 

Para o processo de deslignificação dos materiais lignocelulósico, foi empregada à 

técnica de extração alcalina,  utilizando o mesmo reator da etapa de pré-tratamento (Item 

4.2.1).  Parte do material obtido no pré-tratamento hidrotérmico foi utilizado para a reação 

de deslignificação. As condições para esta reação foram as seguintes: NaOH 1% (m·v-1), 

relação sólido:líquido 1:10 (m·v-1), agitação de 6 rpm e 100 ± 5 °C por 1 h. Após o término 

da reação, o material deslignificado foi imediatamente descarregado do reator e o licor 

negro (Figura 20A) separado da polpa celulósica (Figura 20B) por filtração.  

 

Figura 20. Licor negro obtido da reação de deslignificação (A); Polpa celulósica (B). 

  

FONTE:  Autor, (2015). 

 

 A  B 
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A polpa celulósica resultante deste processo, foi lavada com água destilada (60 L) 

até atingir pH neutro e, posteriormente, mensuradas para se determinar o rendimento 

mássico da etapa de deslignificação, também calculado pela equação 1. A fração sólida 

do material (polpa celulósica), foi separada para a caracterização físico-química e para as 

reações de hidrólise enzimática. A fração líquida  foi armazenada para a obtenção da 

lignina sólida. 

 

4.2.2.1. Obtenção da Lignina 

 

O licor negro, contendo lignina, foi acidificado com ácido sulfúrico P.A até pH 2 

em temperatura ambiente, e mantido sem agitação por 12 h. Ao término da reação o 

sistema foi filtrado em papel de filtro e lavado exaustivamente até neutralização. A lignina 

sólida (Figura 21)  foi seca a 70 °C por  aproximadamente 72 h (ROCHA et al., 2012). 

 

Figura 21. Lignina precipitada com ácido sulfúrico.  

 

FONTE:  Autor, (2015). 
 

4.3. CARACTERIZAÇÃO FÍSICO-QUÍMICA DOS CAVACOS DE EUCALIPTO 

  

A determinação da composição química dos cavacos de eucalipto, “in natura”, pré-

tratado e deslignificado foi realizada segundo a metodologia utilizada por Rocha et al., 

2012.  

 

 

 



30 
 

4.3.1. Determinação do peso seco de cavaco de eucalipto 

 

Para a determinação do peso seco, utilizou-se a metodologia do peso constante, 

onde 2 g de biomassa foram levados à estufa (Tecnal, TE-393/1), a 105 ±  2  ºC,  e pesados 

em intervalos regulares de tempo, até peso constante. O peso seco foi calculado em 

relação à massa inicial do material.  A umidade dos cavacos foi determinada pela equação 

3 (SLUITER et al., 2005).  

 

 

(3) 

Onde: %U= Percentual de umidade; Mseca=Massa seca (g); Múmida= Massa úmida (g)  

 

4.3.2. Análise de extrativos 

 

Para a quantificação dos extrativos dos cavacos “in natura” foi realizada uma 

extração em um aparelho de Soxhlet, utilizando como solvente extrator o sistema 

cicloexano:etanol 1:1 por 8 h. Ao final do processo, o material foi seco em estufa (Tecnal, 

TE-393/1) a  105 ± 2 ºC, até peso constante. 

O percentual de extrativos foi calculado por diferença de massa através da equação 

4 (SLUITER et al., 2005). 

 

 

(4) 

Sendo: Mce= Massa da amostra com extrativos (g); Mle = Massa da amostra livre de 

extrativos (g); Ma = massa da amostra inicial seca (g). 

 

4.3.3.   Hidrólise dos cavacos de eucalipto em H2SO4 72% (v·v-1) 

 

Amostras de 2 g de cavaco livre de extrativos e os obtidos após pré-tratamento 

hidrotérmico e deslignificação alcalina foram transferidas para béqueres de 100 mL e 

tratadas com 12 mL de H2SO4   72% (v·v-1), sob agitação durante 8 minutos, a uma 

temperatura de    45 ± 3 ºC em banho termostático (Tecnal, TE-2005). Em seguida foram 

adicionados 50 mL de água destilada. Transferiram-se as amostras para frascos 

Erlenmeyer de 500 mL e adicionaram-se 225 mL de água destilada. O sistema foi levado 

%𝑈 =  1 −
𝑀𝑠𝑒𝑐𝑎

𝑀ú𝑚𝑖𝑑𝑎
 ∗ 100 

 
%𝐸𝑥𝑡 =  

𝑀𝑐𝑒 −𝑀𝑙𝑒

𝑀𝑎
 ∗ 100 
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à autoclave durante  30 min a 121 ºC (1,05 atm) e resfriado a 25 ºC.  

O material hidrolisado foi filtrado por filtração simples em papel de filtro 

previamente seco e pesado. O hidrolisado foi recolhido em balão volumétrico de 500 mL 

e o sólido, contido no papel de filtro, foi lavado com porções de 50 mL de água destilada 

até completar o volume do balão. 

Após a separação da fração líquida, o sólido retido no papel de filtro, foi lavado 

com 1500 mL de água destilada para a remoção de ânions sulfato. As frações obtidas 

(hidrolisado e sólido) foram utilizados para a quantificação de lignina  solúvel, insolúvel 

e determinação de açúcares, ácidos orgânicos e HMF e furfural (GOUVEIA et al., 2009; 

ROCHA et al., 2011). 

 

4.3.4.  Determinação do teor de lignina solúvel 

 

Para a determinação da lignina solúvel, uma alíquota de 5 mL do hidrolisado (item 

4.3.3) foi transferida para um balão volumétrico de 100 mL e corrigida com 1,5 mL de 

uma solução de NaOH 6 M para obter solução com pH 12. Completou-se o volume do 

balão com água destilada obtendo assim uma diluição de 1:20. Em seguida foi realizada 

a leitura de absorbância do hidrolisado em espectrofotômetro (Hewlett-Packard, modelo 

8453), a 280 nm, tendo água como branco. A concentração da lignina solúvel foi obtida 

pelas equações 5 e 6 (ROCHA et al., 2011). 

 

𝐶. 𝐿𝑖𝑔𝑆 = [4,187.10−2 𝐴𝑡280 − 𝐴𝑝𝑑280 − 3,279.10−4] (5) 

𝐴𝑝𝑑280 = [ 𝐶𝐹𝑢𝑟𝑓. 𝜀𝐹𝑢𝑟𝑓 +  𝐶𝐻𝑀𝐹. 𝜀𝐻𝑀𝐹 ] (6) 

Sendo: 

C. Lig S: Concentração de lignina solúvel 

At280: Absorbância da solução de lignina junto com os produtos de degradação em                

280 nm;  

Apd280: Absorbância, em 280 nm, dos produtos de decomposição dos açúcares (furfural e 

HMF);  

CFurf : Concentração de furfural;  

CHMF: Concentração de HMF; 

 ԑFurf : Absortividade furfural 146, 85 L·g-1·cm-1; 

ԑHMF: Absortividade HMF 114,0 L·g-1·cm-1; 
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4.3.5. Determinação de carboidratos, ácido orgânicos, HMF e furfural na fração 

líquida. 

 

A identificação e quantificação dos compostos presentes no hidrolisado, obtido a 

partir da hidrólise com H2SO4 72% (v·v-1) (item 4.3.3), foi realizada em cromatográfo 

líquido de alta eficiência (Agilent, série 1100), coluna Aminex HPX87H (Bio-Rad), 

temperatura de 60 ºC, fase móvel: H2SO4 5mM, fluxo de 0,6 mL·min-1 e detector índice 

de refração (IR)  para a identificação e quantificação dos componentes (celobiose, glicose, 

xilose, arabinose, ácido fórmico, ácido acético). 

A concentração de furfural e HMF foi determinada utilizando-se uma coluna de fase 

reversa (C-18) (Agilent Tecnologies), com uma fase móvel composta por uma solução de 

acetonitrila-água-ácido acético 1:8:1 utilizando-se um detector de UV/Vis (274 nm) a            

25 °C (SLUITER et al., 2006). As amostras foram filtradas em membrana 0,22 µm antes 

do procedimento analítico. Para a determinação da quantidade final dos polissacarídeos 

(celulose e hemicelulose), utilizou-se uma correção através os fatores de conversão 

encontrados na Tabela 1.  

  

Tabela 1. Fatores de conversão dos componentes precursores de Celulose (C) e 

Hemicelulose (H). 

Componentes Fator de Conversão 

Celobiose (C) 0,95 

Glicose (C) 0,90 

Xilose (H) 0,88 

Arabinose (H) 0,88 

Ácido Acético (H) 0,72 

Ácido Fórmico  (C) 3,52 

Furfural (H) 1,37 

Hidroximetilfurfural (C) 1,29 

FONTE: Adaptado de ROCHA, (2000); SLUITER et al. (2008). 
 

4.3.6.  Determinação de lignina insolúvel em meio ácido, teor de cinzas de lignina e 

cinzas totais  

 

O material insolúvel retido no papel de filtro, proveniente da etapa de hidrólise ácida 

(item 4.3.3), após lavagem com 1500 mL de água destilada, foi seco em estufa (Tecnal, 

TE-393/1) a 105 ± 2 ºC até massa constante. Em seguida, o material seco foi transferido 
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quantitativamente para cadinhos de porcelana, previamente secos e pesados. 

Posteriormente, as amostras foram calcinadas a 300 ºC por aproximadamente 1 h e, em 

seguida, a 800 ºC por 2 h. Ao final do processo, os cadinhos, contendo as cinzas, foram 

resfriados em dessecador e a massa de cinzas, presente na lignina insolúvel (equação 7), 

foi quantificada em balança analítica (Ohaus, modelo, PA214CP) (GOUVEIA et al., 

2009; ROCHA et al., 2011). 

 

 

(7) 

Sendo: Mcc: Massa de cinzas + massa do cadinho (g); Mcd: Massa do cadinho (g). 

 

A porcentagem de lignina insolúvel em meio ácido foi calculada pela equação 8 

em relação à massa de material lignocelulósico seco, subtraindo-se a massa de cinzas 

presente na lignina (GOUVEIA et al., 2009; ROCHA et al., 2011). O teor de lignina 

insolúvel em meio ácido é dado pela equação 8: 

 

 

(8) 

Sendo: 

LigI (%)= Porcentagem de lignina insolúvel; Mpr= Massa do papel de filtro com os 

resíduos sólidos + massa de cinzas (g); Mc= Massa de cinzas insolúveis em meio ácido 

(g); Mfp = Massa do papel de filtro (g) ; Ma= Massa da amostra inicial seca (g) 

 

Para determinação do teor de cinzas totais (em triplicata), foram pesados 

aproximadamente 2 g de cavaco seco em cadinhos de porcelana previamente secos e 

tarados. Estes materiais foram inicialmente calcinados a 300 ºC por aproximadamente      

1 h e, então, a 800 ºC por 2 h. Após a calcinação, os cadinhos foram resfriados em 

dessecador e a massa de cinzas determinada em balança analítica (Ohaus, modelo, 

PA214CP) (GOUVEIA et al., 2009; ROCHA et al., 2011). 

4.3.7.  Análise morfológica e estrutural dos cavacos de eucalipto  

 

As análises morfológicas e estruturais foram realizadas no Laboratório de 

Microscopia Eletrônica do Departamento de Engenharia Mecânica, na Central Analítica 

do Departamento de Química Fundamental-DQF da Universidade Federal de 

𝐶𝑖𝑛𝑧𝑎𝑠 𝐼  𝑔 = 𝑀𝑐𝑐 −𝑀𝑐𝑑  

𝐿𝑖𝑔𝐼(%) =  
𝑀𝑝𝑟 −  𝑀𝑐 + 𝑀𝑓𝑝  

𝑀𝑎
 . 100% 
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Pernambuco-UFPE; e  no Laboratório Multiusuário de Nanotecnologia-LMNANO do 

Centro de Tecnologias Estratégicas do Nordeste-CETENE. As análises realizadas foram: 

microscopia eletrônica de varredura (MEV), espectroscopia no infravermelho com 

transformada de Fourier (FT-IR) e difração de raio X (DRX).  

 

4.3.7.1. Microscopia eletrônica de varredura (MEV) 

 

Para verificar as mudanças na superfície dos cavacos de eucalipto “in natura” 

quando comparados, as biomassas obtidas no pré-tratamento hidrotérmico e 

deslignificação alcalina, foi empregada a técnica em microscópio (Shimadzu SS-550) 

com filamento de Tungstênio e com acoplamento para espectroscopia por dispersão de 

energia de raios X (EDS), nas amplificações de 180x e 1000x. 

4.3.7.2.  Espectroscopia no Infravermelho com transformada de Fourier (FT-IR)  
 

Para visualização das modificações dos grupos funcionais pertencentes aos 

cavacos. Foi empregada a técnica em infravermelho (Bruker IFS66). Pastilhas de KBr 

foram preparadas, a partir de maceração de 200 mg de KBr e 2 mg de amostra, em um 

almofariz Gral de ágata. Em seguida, a mistura foi colocada em um molde pastilhador de 

aço inoxidável, o qual foi submetido a vácuo durante 5 min e pressionado até                              

15 kgf.cm-2, para a formação da pastilha. Os espectros foram obtidos na região de  4000-

400 cm-1. 

 

4.3.7.3. Difração de raio X – (DRX) 

 

Com o objetivo de se avaliar as alterações nos cristais de celulose nos cavacos de 

eucalipto, utilizou-se um difratômetro de raios- X (XRD-6000/Shimadzu). As condições 

aplicadas foram: 40 kV, intervalo angular 4º a 60º (ângulo de Bragg–2θ), variação angular 

0,05º e tempo de contagem de 1s.  

 

4.4. HIDRÓLISE ENZIMÁTICA DOS CAVACOS DE EUCALIPTO 

 

4.4.1. Hidrólise enzimática em biorreator de bancada 

A hidrólise dos cavacos de eucalipto “in natura, após pré-tratatamento 

hidrotérmico  e deslignificação, foi realizada nas seguintes condições: tampão Citrato de 
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sódio  0,05 mol·L-1, pH 4,8, sob agitação de  150 rpm, temperatura de 50 ±  2 ºC e relação 

sólido: líquido 2% (m·v-1) com as biomassas em granulação de 80 mesh, por 96 h. As 

atividades enzimáticas utilizadas foram de 15 FPU·g-1 substrato (Celluclast 1.5 L) e 10 

UI· g-1 substrato (Novozym 188) (CARA et al., 2006; BALLESTEROS et al.,2004).  

Os ensaios conduzidos foram realizados em biorreator de bancada com volume 

útil de 1L (Bioflo 110, New Brunswick Scientific) (Figura 22A). O pH foi controlado 

com soluções de ácido sulfúrico e hidróxido de sódio 3,0 M. Amostras foram retiradas 

nos tempos de hidrólise durante 96 h. 

As amostras retiradas, foram submetidas a um banho em ebulição por 5 min e logo 

após em um banho de gelo para inativação das enzimas e  por fim foram centrifugadas, 

filtradas em membranas 0,22 µm e posteriormente analisadas por cromatografia líquida 

de alta eficiência (CLAE) nas seguintes condições: coluna HPX 87H (Bio-Rad), 

temperatura de 60 ºC, fase móvel: H2SO4 5 mM, e fluxo de  0,6 mL·min-1, detector índice 

de refração (IR)  (Figura 22B).  

 

Figura 22. Biorreator de bancada instrumentado (New Brunswick Scientific, Bioflo 110) 

utilizado nos experimentos de cinética enzimática (A). Equipamento de cromatografia 

líquida de alta eficiência (Agilent, série 1100) (B). 

  

FONTE:  Autor, (2015). 

 

O percentual de  conversão enzimática de celulose foi obtido através da               

equação 9. 

 

(9) 

Onde: CC%: Conversão enzimática da celulose; Mglicose: Massa de glicose presente no 

𝐶𝐶(%) =  
𝑀𝑔𝑙𝑖𝑐𝑜𝑠𝑒 . 𝐹ℎ

𝑀𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑙 . 𝑌𝑖
 . 100% 

 A  B 
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hidrolisado (g); Minicial :  Massa seca do material lignocelulósico antes da etapa de 

hidrólise; Yi : Teor de celulose no material lignocelulósico ; Fh : Fator de hidrólise da 

celulose = 0,9 

4.5.  CARACTERIZAÇAO QUÍMICA DA LIGNINA 

4.5.1. Identificação da estrutura química da lignina 
 

4.5.1.1. Acetilação da lignina 

 

A acetilação foi realizada de acordo com o procedimento descrito por Lenz (1968). 

Cerca de 30 mg de lignina, obtidas pelo item 4.2.2.1, foram dissolvidas em 5 mL de 

piridina e 5 mL de anidrido acético. A mistura foi borbulhada por 15 min com nitrogênio 

e o frasco selado. O sistema foi deixado a temperatura ambiente no escuro durante 50 h 

(Figura 23). Ao término da reação o excesso de anidrido acético foi removido pela adição 

de 4 mL de metanol.  Os solventes foram evaporados sob pressão reduzida, com o auxílio 

da formação de azeótropo com tolueno e etanol. Finalmente as amostras foram 

completamente secas por três dias a vácuo. 

 

Figura 23. Sistema usado na acetilação da lignina de eucalipto.  
 

 
FONTE:  Autor, (2015). 

 

4.5.2. Caracterização química da lignina 

4.5.2.1. Análise elementar  
 

As análises do conteúdo de Carbono (C), Hidrogênio (H), Nitrogênio (N) e 

Enxofre (S) presentes nas ligninas “in natura” e acetilada. Foi utilizado um  analisador 
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elementar (CHNS-O), da marca CE instruments, modelo EA 1110. 

 

4.5.2.2. Microscopia eletrônica de varredura (MEV) 
 

Análises morfológicas da lignina  “in natura” e acetilada foram realizadas 

empregando-se a técnica, em microscópio (Shimadzu SS-550) com filamento de 

Tungstênio e com acoplamento para EDS. Nas amplificações de 180x e 1000x. 

4.5.2.3. Espectroscopia de Ressonância magnética nuclear (RMN) da lignina 

acetilada 
 

Cerca de 20 mg de lignina acetilada foram dissolvidas em CDCl3. O espectro de 

RMN de 1H de 400 MHz com pulsos de 45º; tempo de aquisição de 2,049 s perfazendo 

um total de 16 repetições (Tempo total de 49 s).  O espectro de RMN de 13C de 400 MHz 

com pulsos de 45º; tempo de aquisição de 1,285 s perfazendo um total de 856 repetições 

(Tempo total de 1h, 17min).   

4.5.2.4. Espectroscopia no Infravermelho com transformada de Fourier (FT-IR)  
 

As amostras de lignina “in natura” e acetilada foram previamente secas em 

dessecador, sob vácuo durante  3 dias, e preparadas como pastilhas de KBr contendo 0,5% 

de lignina compactadas a 10-12 kgf.cm-2 sob vácuo. Em seguida, medidos os espectros 

na região de  4.000 a 400 cm-1 foram adquiridos em um espectrofotômetro FT-IR (Bruker 

IFS66). 

4.5.2.5. Análise Espectroeletrônica na região do ultravioleta 
 

Amostras de lignina “in natura” foram solubilizadas em solução de hidróxido de 

sódio  0,01mol·L-1 (pH=12) e os espectros foram obtidos numa faixa de 190 a 400 nm em 

espectrofotômetro (Hewlett-Packard, modelo 8453). 

4.5.2.6. Determinação dos coeficientes de extinção das ligninas 
 

Uma solução estoque foi preparada dissolvendo 50 mg de lignina “in natura”  

(previamente seca em dessecador a vácuo), em 100 mL de NaOH 0,01 M. Foram 

realizadas diluições partindo-se da solução estoque de 50 mL para a construção de uma 

curva analítica. As concentrações para a curva foram de 0,1 a 0,02 g·L-1, foi utilizado 

como branco a solução de NaOH 0,01 M, e em seguida lidas em espectrofotômetro 

(Hewlett-Packard, modelo 8453) num comprimento de onda de 280 nm. A absorção em 
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280 nm pode ser atribuída as estruturas quinoides e demais grupos cromóforos presentes 

na estrutura da lignina Lenz (1968).   

4.5.2.7. Determinação da fórmula mínima 

 

Com os valores das porcentagens de C, H e N obtidos na análise elementar 

(4.5.3.1) e o teor de metoxilas obtida no RMN 1H (4.5.3.3), determinou-se a fórmula 

mínima para lignina, usando-se as expressões descritas por Freudenberg e Neish (1968).  

A lignina pode ser representada pela equação geral    C9HxOy (OCH3) z onde x, y e z são 

obtidos pelas equações 9, 10 e 11:  

Onde:  %H: Porcentagem de hidrogênio; %O:  Porcentagem de carbono; %OCH3: 

Porcentagem de Metoxilas nas amostras de lignina acetilada. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

𝑋 =
277 %𝐻 − 27(%𝑂𝐶𝐻3)

2,584 %𝐶 − (%𝑂𝐶𝐻3)
 

 

(9) 

𝑌 =
17,45 %𝑂 − 9(%𝑂𝐶𝐻3)

2,584 %𝐶 − (%𝑂𝐶𝐻3)
 

 

(10) 

𝑍 =
9(%𝑂𝐶𝐻3)

2,5884 %𝐶 − (%𝑂𝐶𝐻3)
 

 
 

(11) 
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5. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

5.1. PRÉ-TRATAMENTO HIDROTÉRMICO E DESLIGNIFICAÇÃO ALCALINA 

DOS CAVACOS DE EUCALIPTO EM REATOR ROTATÓRIO 
 

Os cavacos de eucalipto foram submetidos ao pré-tratamento hidrotérmico para 

solubilização da hemicelulose e logo após submetidos a deslignificação alcalina para 

solubilização da lignina. Na Tabela 2 são apresentados os valores da composição química 

dos cavacos de eucalipto “in natura”, pré-tratado e deslignificado, juntamente com o 

balanço de material e rendimento obtido durante o pré-tratamento e deslignificação. As 

curvas analíticas  de açúares, ácidos orgânicos e produtos de degradação são apresentados 

no Apêndice A. Os resultados da caracterização físico-química para os cavacos “in 

natura”, pré-tratado e deslignificado assim como seus  respectivos cromatogramas são 

encontrados nos Apêncides  B, C e D respectivamente. 

 

Tabela 2. Composição química dos cavacos de eucalipto “in natura” pré-tratado e 

deslignificado em base seca, juntamente com o  balanço de material. 

Composição 

química 

(%) 

“in natura” 

(%) 

Pré-tratado 

H2O 

(%) 

 Corrigido pelo 

rendimento do Pré-

tratado 

H2O 

 (%) 

Pré-tratado 

NaOH 1% 

(%) 

Corrigido pelo 

rendimento do 

Pré-tratado 

NaOH 1% 

(%) 

Rendimento - - 64,8 ± 2,68 - 54,6 ± 14,5 

Celulose 40,88 ± 0,1 45,96 ± 0,7        29,8  ± 0,1 74,00 ± 2,1     26,18 ± 0,0 

Hemicelulose 14,82 ± 0,1   1,60 ± 0,0         1,04 ± 0,0   1,09 ± 0,1       0,39 ± 0,0 

Lignina 34,54 ± 3,4 46,98 ± 0,9       30,06 ± 0,4 18,05 ± 0,1       6,39 ± 0,0 

Extrativos   4,24 ± 0,3 - - - - 

Cinzas   0,45 ± 0,1   0,14 ± 0,1         0,09 ± 0,1   0,11 ± 0,0       0,02 ± 0,0 

Total 94,93 ± 3,4 94,68 ± 0,8 - 93,25 ± 2,1 - 

Memória do cálculo: Pré-tratamento (45,96*0,648=29,8%); Deslignificação (74,00*0,648*0,546= 

26,18%).  

FONTE:  Autor, (2015). 

 

A composição química dos cavacos de eucalipto, em termos dos principais 

componentes (celulose, hemicelulose e lignina), aproxima-se da obtida por outros autores. 

O eucalipto é composto por 17-27%  de  hemicelulose, 39-46 % de celulose, 26,7-32,1% 

de lignina, 2-12,4 % de extrativos e 0,24-0,34% de cinzas (PEREZ et al., 2010; 

GONZALEZ et al., 2011; SILVA et al., 2012; NUNES et al., 2011; RAGAUSKAS et al., 

2014; MOKFIENSKI et al., 2003; MORI et al., 2003 e TRUGILHO et al., 2004). 

Conforme se pode observar, os valores determinados na caracterização química da 

madeira de Eucalyptus urograndis são coerentes às diversas literaturas analisadas.  

A composição química total da madeira foi de 94,93 %. Como era de se esperar,  o 

percentual foi inferior a 100%, devido à ausência de algumas análises, como é o caso da 
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quantificação, ácido 4-O-metilglucurônico, ácido levulínico, galactose, arabinose, ácido 

glucurônico,  xilooligômeros acetilados, celooligômeros, acido furóico (RAMOS, 2003) 

bem como erros experimentais. A Figura 24 mostra à solubilização dos componentes 

macromoleculares (celulose, hemicelulose e lignina).  

 

Figura 24. Solubilização dos componentes dos cavacos de eucalipto pós etapa de pré- 

tratamento e deslignificação alcalina. 
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FONTE:  Autor, (2015). 
 

De acordo com a Figura 24, a hemicelulose foi o componente que sofreu maior 

solubilização 93%. Yu et al. (2010), estudando o efeito do pré-tratamento hidrotérmico 

em  Eucalyptus grandis nas condições: relação sólido:líquido 5% (m·v-1) e temperatura 

de 180 ºC por 20 min, obteve solubilização de 86,4%. Estes valores são próximos aos 

encontrado por Xiao et al. (2014), que estudando madeira de Eucalyptus grandis obteve 

rendimentos em torno de 96,6% nas condições: relação sólido:líquido 1:10 (m·v-1) e 

temperatura de 160 ºC por 15 min.  Ao final da reação o pH do hidrolisado hemicelulósico 

foi 3,8. Valor próximo aos obtidos por Lima e Assumpção (1982) e Canettieri et al., 

(2002) em estudos com hidrólise em que madeira, que obtiveram valores de pH entre 3 e 

4. Os autores comentam que o licor residual após a hidrólise fica enriquecido com grupos 

ácidos orgânicos (glucorônico, galactourônico e acético) o que tende a diminuir o pH.  

As concentrações dos componentes químicos presentes no hidrolisado (Apêncide  

E, na Tabela E.2) foram: xilose 2,9 ± 0,1 g·L-1; glicose 2,3 ± 0,04 g·L-1; ácido fórmico                                        



41 
 

0,8 ±0,07 g·L-1; e ácido acético 4,4 ± 0,264 g·L-1; HMF 0,45 ± 0,004 g·L-1 e furfural                               

0,66 ± 0,014 g·L-1.  Assim, a alta solubilização alcançada é um indicativo da eficiência 

do pré-tratamento aplicado. Essa alta eficiência está relacionada com as características 

química da hemicelulose, a qual apresenta uma estrutura amorfa e ramificada, sendo mais 

facilmente hidrolisada em condições ácidas (ALVIRA et al., 2010; TAHERZADEH; 

KARIMI,2008). A menor estabilidade da hemicelulose ocorre devido ao fato de suas 

cadeias laterais inibirem a formação de ligações de hidrogênio, o que a torna muito mais 

acessível ao ataque hidrolítico (BOBLETER, 1994).   

A Figura 25 e o Apêndice B (Tabela E.1) mostram a rampa e os  dados obtidos de 

aquecimento e resfriamento durante o pré-tratamento hidrotérmico. Através da integração 

matemática da curva obtida, foi possível determinar  o fator severidade de 2,94 (Equação 

2) para a condição de pré-tratamento. Com esse índice, segundo Garrote, Domínguez e 

Parajó (2002), o processo é considerado brando. 

 

Figura 25. Rampa de controle da temperatura durante o pré-tratamento hidrotérmico 

realizado no reator modelo REGMED AU/E-20. As setas tracejadas indicam o período 

em que a temperatura permaneceu constante. 
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FONTE:  Autor, (2015). 
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A celulose e lignina, por outro lado, foram menos solubilizadas 27,1%  e 11,98% 

respectivamente. Em relação à celulose, esta é conhecida como sendo o componente mais 

recalcitrante frente ao pré-tratamento hidrotérmico, o que justifica ter sido menos 

hidrolisada que a hemicelulose. Esse fato é devido ás ligações de hidrogênio 

intramoleculares, que conferem rigidez à molécula (VASCONCELOS et.al., 2013; 

BOBLETER, 1994; CANILHA et al., 2011). 

Após a deslignificação alcalina, o teor de celulose e lignina na fração sólida  

diminuiram em 35,96% e 82%, respectivamente. Esses valores correspondem à 

solubilização da biomassa quando comparada à biomassa “in natura”. Esse valor de 

solublização de lignina é próximo ao obtido por Lima et al. (2013), que utilizando 

madeiras de Eucalyptus urograndis  pré-tratadas com  HCl 1% (v·v-1) seguidas de 

deslignificação  com NaOH 4% (m·v-1) e nas condições: relação sólido:líquido                    

1:10 (m·v-1), temperatura de 120 ºC por 1 h removeram 84% de lignina. Perez e 

colaboradores (2010) removeram 65% de lignina  nas seguintes condições: 165 ºC por           

2 h, sistema de deslignificação acetona:água 1:1 (v·v-1), relação sólido:líquido                       

1:10 (m·v-1)  

O tratamento alcalino com NaOH provoca na madeira aumento da área superficial 

interna, diminuição da cristalinidade e a separação das ligações do complexo celulignina, 

provocando, assim, a solubilização da lignina (BALAT, 2011).  De acordo com Zheng, 

Pan e Zhang (2009), o mecanismo de deslignificação alcalina está relacionado com a 

saponificação de ésteres de ligações intramoleculares. O processo de deslignificação 

alcalina não é seletivo apenas para a lignina, podendo também degradar os carboidratos, 

incluindo a celulose (PAN et al., 2005). 

5.2. CARACTERIZAÇÃO FÍSICA E MORFOLÓGICA DOS CAVACOS DE 

EUCALIPTO 
 

5.2.1. Microscopia Eletrônica de Varredura (MEV) 
 

Os cavacos de eucalipto “in natura”, pré-tratados hidrotermicamente e 

deslignifcados foram submetidos a MEV (Figuras 26, 27 e 28) com o objetivo de verificar 

mudanças provocadas na sua morfologia. Nas Figuras 26A e 26B, o cavaco de eucalipto 

“in natura” apresenta aspecto de um material heterogêneo constituído por um tecido 

fibroso e medular, além de possuir aparência regular e compacta. 
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Figura 26. Fotomicrográfias dos cavacos de eucalipto “in natura” nas amplificações 

1000x (A)  e 180x (B), respectivamente. 

  

FONTE:  Autor, (2015). 

 

Após o pré-tratamento hidrotérmico (Figuras 27A e 27B), foi possível observar 

pequenas mudanças estruturais no material que se apresentou fraturado e quebradiço, 

indicando que a área superficial da fibra foi modificada e aumentada. Além disso, a 

quantidade de ranhuras e regiões rugosas se tornaram mais proeminente, demonstrando a 

separação parcial da compacta estrutura lignocelulósica.  

 

Figura 27.  Fotomicrográfias dos cavacos de eucalipto pré-tratado nas amplificações 

1000x (A)  e 180x (B), respectivamente. 

  

FONTE:  Autor, (2015). 

 

A deslignificação alcalina (Figuras 28A e 28B), promoveu quebra do complexo 

celulignina, indicada pela desorganização do material, Alvira et al. (2010) afirmam que 

A B 

A B 
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essa desestruturação é devida à solubilização da lignina, provocando aumento na  

porosidade  da estrutura  assim como a digestibilidade da celulose, deixando-a mais 

exposta para hidrólise enzimática (QI et al., 2009).  

 

Figura 28. Fotomicrográfias dos cavacos de eucalipto deslignificado nas amplificações 

1000x (A)  e 180x (B) respectivamente. 

  

FONTE:  Autor, (2015). 

5.2.2. Difração de raios-X (DRX) 

 

As análises por difração de raios-X das amostras permitiram avaliar as mudanças 

ocorridas na celulose do cavaco “in natura”, quando submetido ao pré-tratamento e após 

deslignificação, em nível macromolecular. Os perfis de DRX estão apresentados na 

Figura  29 e no Apêndice F (Figuras F.1, F.2 e F.3). O difratograma do cavaco de eucalipto 

“in natura” presentou picos mais largos quando comparado aos submetidos ao pré-

tratamento hidrotérmico  e a deslignificação alcalina. Isso é devido à associação da 

celulose com as outras macromoléculas, hemicelulose e lignina. As mudanças no 

comportamento dos difratogramas ao longo dos pré-tratamentos podem estar relacionadas 

com a solubilização das estruturas amorfas e com a transformação da celulose em outras 

formas cristalinas (SARKO et al., 1986).  

Na espectroscopia por DRX, a celulose é padrão para a medida de cristalinidade 

de materiais lignocelulósicos.  A Tabela 3 mostra os valores da largura média dos 

cristalitos no plano reticulado de maior intensidade, o índice de cristalinidade (IC) e a 

intensidade máxima nas regiões amorfas e cristalinas para os cavacos de eucalipto. 

 

 

A B 
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Figura 29.  Difratogramas de raios-X para os cavacos de eucalipto. 
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FONTE:  Autor, (2015). 

 

Tabela 3. Parâmetros de cristalinidade para os cavacos de eucalipto. 

Cavacos Intensidade em 2θ 

         I002                  I amorfa 

Largura 

cristalito (Å) 

% IC 

In. Natura 5645,3 ± 0,8 3050,9 ± 26,5 22,7 ± 0,4 46,1 ± 0,3 

Pré-tratado 9713,5 ± 9,3 3023,7 ± 125,6 39,0 ± 0,7 68,9 ± 0,5 

Deslignificado 105831,1± 61,5 2572,6 ± 34,5         40,4 ± 0,5 75,7 ± 0,2 

FONTE:  Autor, (2015). 

De acordo com os resultados obtidos na Tabela 3, a largura do cristalito de 

celulose sofreu aumento ao longo do processo (pré-tratamento e deslignificação).  Lima 

et al. (2013),  estudando madeira de Eucalyptus urograndis  submetidas a pré-tratamento 

com HCl 1% (v·v-1) seguidas de deslignificação alcalina com NaOH 4% (m·v-1) nas 

condições: relação sólido:líquido 1:10 (m·v-1) e temperatura de 120 ºC por 1h, obtiveram 

índice de cristalinidade próximos aos valores obtidos na Tabela 3 para as biomassas 68,6 

± 1,6% biomassa pré-tratada e 81,6 ± 1,3%  biomassa deslignificada.   

O aumento do índice de cristalinidade se deu por conta da solubilização de 

compostos não celulósicos que influenciam diretamente no alargamento dos cristalitos. 

Entretanto, os mecanismos que regem o alargamento dos cristalitos ainda não estão bem 

elucidados. Porém estudos realizados por Driemeier et al. (2011) revelaram que a largura 

tanto pode estar associada ao crescimento do cristalito ou até mesmo à agregação dos 
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mesmos devido à remoção de componentes, fazendo com que os cristais originais de 

celulose se fundam aumentando assim de tamanho.  

Além disso, vários autores também reportam que o aumento desses parâmetros de 

cristalinidade  é  devido ao processo de transformação da celulose “in natura” do tipo I 

em celuloses cristalinas do tipo II-IV (ATTALA, 1993).   

5.2.3. Espectroscopia no infravermelho com transformada de Fourier (FT-IR) 

 

As análises de FT-IR dos cavacos de eucalipto “in natura”, pré-tratado 

hidrotermicamente e deslignificado foram realizadas na região entre                                      

4000 – 400 cm-1. A estrutura química é analisada em função dos grupos funcionais 

presentes nos cavacos. A Figura 30 e o Apêndice G (Figuras G.1, G.2 e G.3) apresentam 

os espectros dos cavaco de eucalipto “in natura” e os obtidos em cada etapa do processo. 

 

Figura 30. Espectro de FT-IR dos cavacos de eucalipto “in natura” e os obtidos durante o 

processo. 
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FONTE:  Autor, (2015). 
 

A banda em 3408 cm-1, pode ser atribuída a deformação do grupo (O-H), que está 

relacionado com a presença de álcoois e fenóis com ligações de hidrogênio. A banda 

registrada em 2920 cm-1 estiramentos (CH2) apresentou maior intensidade no espectro do 
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cavaco de eucalipto “in natura” quando comparados aos outros. Esse fato pode estar 

associado a presença das frações alifáticas representada pelos extrativos (ZHANG, et al., 

2012). As principais mudanças entre os espectros dos cavacos de eucalipto “in natura” e 

pré-tratado ocorreram no comprimento de onda de 1751 cm-1, relacionado a  deformações 

axial de grupos carbonilas . Observa-se uma banda de absorção com uma frequência 

acentuada no cavaco “in natura” em 875 cm-1, referente à ligação glicosídica, quando 

submetido ao pré-tratamento hidrotérmico a frequência de absorção nessas regiões se 

apresentam bastantes reduzida isso devido a remoção da hemicelulose (XU et al., 2013). 

Por outro lado, os cavacos “in natura” quando comparados aos deslignificados, 

apresentaram as bandas referentes a lignina bastante reduzidas principalmente as 

vibrações do anel aromático mais estiramento C=O em 1538 cm-1, deformação do 

grupamento C-H em 1465 cm-1, C-O do anel siringílico em 1319 cm-1 e                 

estiramento C-C + C-O em 1238 cm-1, essa redução se deu devido à solubilização parcial 

da lignina (XU et al., 2013). Isso é confirmado pela recalcitrância devida à presença de 

compostos aromáticos secundários presentes no material submetidos a tratamento 

(HENDRIX e ZEEMAN, 2009). A Tabela 4 mostra outras bandas identificadas e as suas 

atribuições, de acordo com Xu et al., (2013). 

 

Tabela 4. Atribuições das bandas de absorção na região do infravermelho para biomassas 

lignocelulósicas. 

Fonte: Adaptado de Xu et al. (2013). 
 
 

Absorção 

(cm-1) 

Atribuição  

3408 Estiramento –OH do álcool e fenol 

2840, 2937 Estiramento C-H dos alcanos, álcoois e anel aromático 

1730 Estiramento C=O Aldeído/Cetona 

1682 Estiramento de C=O de cetonas não conjugadas 

1675-1650 Arilcetonas (C=O) conjugada 

1589 Vibração do anel aromático + Estiramento C=O 

1500 Vibração do anel aromático 

1465 Deformação do grupamento C-H 

1440 Deformação em-CH3 e CH2- 

1425 Esqueleto aromático combinado com C–H no plano de deformação e alongamento. 

1319 C-O do anel Siringílico 

1270 Vibrações C-O-C do anel Guaicílico 

1237 Estiramento C-C + C-O 

1160 Estiramento vibracional do anel C–O–C do acoplamento (1,4) – glicosídico. 

1035 Estiramento C-O do álcool, C-C, C-O-C 

930 Ligação glicosídica 

875 Ligação glicosídica 
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5.3. HIDRÓLISE ENZIMÁTICA DOS CAVACOS DE EUCALIPTO 

 

Os perfis de concentrações de celobiose e glicose, obtidas durante o processo de 

hidrólise enzimática dos cavacos de eucalipto, estão apresentados na Figura 31 e no 

Apêndice H (figuras H.2.1 e H.2.2). 

 

 Figura 31. Perfis de concentrações de celobiose (A). Glicose, (B), obtidos na hidrólise 

enzimática utilizando-se enzimas comerciais Celluclast® 1,5L e Novozym® 188 dos 

cavacos de eucalipto. 
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FONTE:  Autor, (2015). 
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A celobiose nos cavacos “in natura” atingiu a maior concentração  0,4 g·L-1 nas 

primeiras 8 h. A partir de 12 h, a concentração de celobiose foi sendo reduzida, chegando 

a   0,02 g·L-1 no tempo final de hidrólise, em 96 h. A concentração de glicose liberada 

aumentou com o tempo de hidrólise, alcançando 0,45 g·L-1 em 72 h.  

Segundo Ogeda e Petri (2010), a baixa sacarificação é devido às complexas 

interações entre celulose e hemicelulose presente nas paredes celulares dos vegetais e 

entre esses polissacarídeos e a lignina. A barreira física formada pela lignina e 

hemicelulose  ao redor das fibras celulósicas impede a atuação do complexo enzimático. 

Por esta razão, é preciso que a biomassa sofra um pré-tratamento para separar a matriz 

lignina, reduzir a cristalinidade da celulose e hidrolisar a hemicelulose (LIMA et al., 

2013).  

Os cavacos submetidos a pré-tratamento hidrotérmico e à deslignificação 

apresentaram aumento nos perfis de glicose e diminuição para celobiose. Isso é devido à 

mudança na estrutura química da madeira (MOSIER et al., 2005), deixando a celulose 

mais exposta a atuação das celulases que promovem a quebra das ligações da celulose até 

glicose (BINOD, 2011). A celobiose liberada da biomassa submetida a pré-tratamento 

hidrotérmico apresentou máximo de concentração em 4,69 g·L-1 nas primeiras 8 h. A 

partir de 12 h, a concentração de celobiose foi sendo reduzida, chegando a 0,33 g·L-1 no 

tempo final de hidrólise, em 96 h. A concentração de glicose liberada alcançou                         

2,94 g·L-1 em 72 h.  

As biomassas deslignificadas apresentaram maiores concentrações de celobiose          

6,5 g·L-1 quando comparados aos pré-tratados e o “in natura”, nas primeiras 8 h. A 

concentração de glicose liberada aumentou com o tempo de hidrólise, alcançando               

3,3 g·L-1 em 72 h. Essa melhor sacarificação está relacionada com a maior exposição da 

celulose e diminuição da barreira formada por lignina e hemicelulose (ALVIRA, 2010).   

Neste sentido, Guo et al. (2009) também observaram que durante a hidrólise 

enzimática de diferentes materiais lignocelulósicos pré-tratados com H2SO4                                         

1%, 2% e 4% (m·m-1 ) a 130 ºC por 15 min. Em condições de hidrólise enzimática:  

tampão acetato de sódio 50 mM; temperatura 50 ºC; pH 5,0; rotação de 100 rpm; relação 

sólido:líquido 2% (m·v-1); por 72 h e concentração enzimática de 6,5 FPU·g-1  de celulases 

CP ( Genencor International, USA) . A concentração de celobiose alcançou um valor 

máximo em cerca de 4-8 horas, sendo que a mesma foi reduzida à medida em que o tempo 

hidrolítico aumentou. Em contrapartida a glicose apesentou aumento e concentrações 

máximas em torno de 72 h de hidrólise.  
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Na Figura 32 e no Apendice H (Figura H.2.3) encontram-se os perfis de conversão 

enzimática de celulose em glicose para as biomassas. Para o cálculo de conversão 

utilizou-se a Equação 9.  

 

Figura 32. Conversões de celulose em glicose obtidos na hidrólise enzimática utilizando-

se enzimas comerciais Celluclast® 1,5L e Novozym® 188 para os cavacos de eucalipto. 
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FONTE:  Autor, (2015). 

 

O perfil de conversão de celulose em glicose encontra-se apresentando na          

Figura 32, onde ocorreu um aumento contínuo da conversão, chegando a 65% no tempo 

de 72 h de hidrólise nos cavacos deslignificados. Lima et al. (2013) encontraram 

conversão de 65% após 48 h de hidrólise enzimática de madeira de Eucalyptus urograndis 

submetida a pré-tratamento com HCl 1% (v·v-1)  e a deslignificação alcalina com NaOH 

4% (m·v-1)  relação sólido:líquido 1:10, temperatura de 120 ºC por 1h. A biomassa foi 

submetida a hidrólise enzimática nas seguintes condições: tampão citrato de sódio                 

50 mM; temperatura 50 ºC; pH 5,0; rotação de 200 rpm; relação sólido:líquido                        

5% (m·v-1) ; concentração enzimática de 25 FPU·g-1 (accellerase 1500 (Genencor, 
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Denmark)), suplementada com 12,5 BGU de beta-glicosidase de Aspergillus niger 

(Novozyme 188; Novozymes, Denmark).  

Romaní et al. (2014), estudando o efeito do pré-tratamento hidrotérmico a 210 ºC 

por 1 h em madeira de Eucalyptus globulus, obteve conversão de celulose em glicose de 

81,5% nas seguintes condições de hidrólise enzimática: tampão citrato de sódio 50 mM; 

temperatura 48,5 ºC; pH 4,85; relação sólido:líquido 8:1 (m·v-1); concentração enzimática 

de  22,5 FPU·g-1 (CTec2), suplementada com 500UI ·g-1 (HTec2).  

 Emmel et al. (2003),  avaliando o efeito da atuação de celulases, obteve conversão 

de 90% em madeira de Eucalyptus grandis pré-tratada com H2SO4 0,175% (m·m-1) a                 

210 ºC por  2 min  nas seguintes condições:  tampão citrato de sódio 50 mM; temperatura 

45 ºC; pH 4,8; rotação de 145 rpm; relação sólido:líquido 2% (m·v-1); por 48 h 

concentração enzimática de 25 FPU·g-1 (Celluclast 1.5 L).   

Sun et al. (2014), submetendo  Eucalyptus urophilla  a pré-tratamento 

hidrotérmico (180 °C por 30 min), combinado a deslignificação alcalina com                     

NaOH 2%  (m·v-1) a  90°C por 2,5 h, obtiveram conversão de celulose em glicose de 

66,3%, nas condições: tampão acetato de sódio  50 mM; temperatura 45 ºC; pH 4,8; 

rotação de 150 rpm; relação sólido:líquido 2% (m·v-1); por 72 h concentração enzimática 

de 17 FPU·g-1  de celulases e 34 IU·g-1  de beta-glicosidase. 

 

5.4. CARACTERIZAÇÃO DA LIGNINA 

5.4.1. Microscopia eletrônica de varredura (MEV) das ligninas  
 

As fotomicrografias da lignina “in natura” e  acetilada  são apresentadas na             

Figura 33. As imagens mostra que houve uma modificação significativa no tamanho e na 

superfície das partículas. Após a acetilação (Figuras 33C e 33D), a lignina apresentou 

partículas menores, mais aglomeradas e superfície mais áspera quando comparadas a 

lignina “in natura” (Figuras 33A e 33B).  
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Figura 33. Fotomicrográfias da lignina “in natura” (A, B) e lignina acetilada (C, D) nas  

amplificações 400x e 1000x, respectivamente. 

 

 

 
 

  
 

FONTE:  Autor, (2015). 
 

5.4.2. Espectroscopia de Infravermelho por transformada de Fourier FT-IR  

 

A Figura 34 e o Apêndice I (Figuras I.2 e I.3) mostram os espectros de FT-IR para 

a s ligninas “in natura” e acetilada respectivamente. Os espectros de FT-IR da lignina 

foram analisados de acordo com os dados obtidos por Gabov (2014), Lin e Dence (1992),  

Sarkanen e Ludwig (1971), Adaganti et al., (2014) e segundo Ibarra e colaboradores 

(2005). 
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Figura 34. Espectroscopia de FT-IR das ligninas “in natura” e acetilada. 
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FONTE:  Autor, (2015). 

 

O espectro da lignina “in natura” apresentou uma banda larga em 3453 cm-1 

correspondente ao estiramento do grupo OH. Na lignina acetilada esse sinal é bastante 

reduzido evidenciando que, a reação de acetilação converteu os grupos OH em OCOCH3. 

A banda em 2945 cm-1 corresponde ao estiramento C-H de alifáticos. A banda em                

2841 cm-1 é relacionada a região de absorção do estiramento C-H de metila e/ou metileno, 

observa-se uma maior intensidade desse sinal no espetro da lignina acetilada, isto é, 

devido ao aumento da oxidação de lignina e a quantidade do grupo acetila. A absorção 

compreendida na região 1150-1170 cm-1 representa absorções características de C-O de 

grupos ésteres conjugados comuns em ligninas.   

As bandas entre 1510 -1610 cm-1, representam as vibrações do anel aromático das 

unidades guaiacila e siringila a razão entre suas intensidades (1,3/1 de G/S) (SARKANEN 

e LUDWIG, 1971). Em regiões abaixo de 1400 cm-1 as bandas apresentam maior 

complexidade devido a contribuição de vários modos de vibração, apresentando também 

vibrações especificas das diferentes unidades de monolignóis (LIN e DENCE, 1992). Na 

lignina “in natura” o sinal de 1323 cm-1 foi maior que o de 1220 cm-1 segundo Ibarra e 
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colaboradores (2005) a intensidade desses sinais para a lignina de eucalipto, 

correspondem às vibrações C-O dos anéis G e S, respectivamente é  indicativo da maior 

quantidade desses grupos. Essa característica indica que a lignina isolada contém maiores 

proporções de unidades guaiacila que siringila (SARKANEN e LUDWIG, 1971).   

Em 1117 e  1215 cm-1, segundo Gabov e colaboradores, (2014) são características 

das vibrações de deformações C-H fora do plano dos anéis siringila e guaiacila substituído 

na posição 5, além das deformações C-H de aromáticas no plano das unidades siringila.  

O sinal em 883 cm-1 de acordo com Lin e Dence (1992), corresponde a deformação  C-H 

de aromáticos vicinais fora do plano, esta banda representa as posições 5 e 6 das unidades 

guaiacila e posições das unidades p-hidroxifenila. Em  594 cm-1 está evidenciado o 

comportamento aromático das unidades fundamentais da lignina (ADAGANTI et al., 

2014). Dessa maneira, como era de se esperar, a lignina contém as três subunidades 

(SGH). A Tabela 5 mostra outras bandas  identificadas e as suas atribuições, de acordo 

com os trabalhos de Gabov et al., 2014 e Lin e Dence, 1992.  

 

Tabela 5. Atribuições das bandas de absorção na região do infravermelho de grupos 

funcionais presentes em ligninas.  

Faixa de 

Absorção (cm-1) 

Atribuição  

3490-3400 Estiramento OH 

3000-2960 Estiramento C-H de aromático  

3000-2840 Estiramento C-H de metila e/ou metileno 

1735-1700 Estiramento C=O de cetonas não conjugada, carbonila em grupos 

ésteres e ácidos carboxílicos  

1675-1650 Arilcetonas (C=O) conjugada 

1593 C=O; S>G 

1515-1505 Vibrações do anel aromático C=C para G>S 

1470-1460 Deformação C-H (assimétrica) de grupos –CH2- e CH3 

1430-1415 Vibração C-C do anel aromático 

1330  

 

Vibração do anel siringílico com contribuição de estiramento C=O 

e de estruturas condensadas  

1220 Vibração do anel guaiacílico com contribuição de estiramento de 

C-O e C-C em associação com estiramento de C=O  

1085-1030 Deformações C-O de álcoois primários mais estiramento C-O não 

conjugado; Deformação C-H aromática no plano (G>S) 

915-815 Deformação C-H aromática para fora do plano  

840 Deformação de C-H de aromáticos vicinais fora do plano, nas 

posições 5 e 6 de unidades guaiacilas e nas posições 2, e 3; e 6 de 

unidades p-hidroxifenila 

594  Deformação da estrutura do anel aromático das cadeias laterais, 

grupos substituídos e cadeias laterais 

FONTE:  Adaptado de Gabov et al. (2014) e Lin e Dence, (1992). 
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5.4.3. Espectroscopia de Ressonância Nuclear Magnética 

 

A Tabela 6, e o Apêndice J (Figuras J.4, J.5 e J.6) apresentam o espectro de RMN 

13C assim como os tipos de carbono presentes na lignina acetilada, observados por Saliba, 

et al. (2001), Rutkowska, et al. (2008) e Namane; Sithole e Ramjugernath (2015). 

 

Tabela 6.Atribuições dos sinais no espectro de RMN de 13C . 

FONTE:  adaptado de Saliba, et al. (2001), Rutkowska, et al. (2008) e Namane; Sithole 

e Ramjugernath (2015) Pimenta, Vital e Fujiwara (1997). 

 

A maioria dos sinais obtidos para lignina acetilada neste trabalho, foram também 

previamente observados por Saliba, et al. (2001), Rutkowska, et al. (2008) e Namane; 

Sithole e Ramjugernath (2015) e WEN et al. (2013). Os sinais para os grupos γ- metil, α 

e β-metileno das cadeias laterias n-propil da lignina aparecem no espectro entre                          

13-40 ppm. Em 20,3-31,8 ppm podem ser atribuídos a grupos metil terminal, grupos 

metilenos de anéis alifáticos e grupos metilenos em longas cadeias alquílicas. Na região 

entre 46-53 ppm atribuída a C-β em unidades β-β e C-β em unidades β-5. Os grupos 

metoxila em unidades do tipo Siringila (S) e guaiacila (G), são atribuídos em torno de 

56,1 ppm. Os sinais entre 76 a 78 ppm de referentes ao solvente CDCl3. Entre 106,2-107,7 

ppm atribuído a C-2/C-6 em Siringila com α-CO, sinais entre 123,0-123,3 ppm C5 

unidades guaiacílicas acetiladas (Cα-OAc e -OR) e Cβ em unidades guaiacílicas 

acetiladas. O sinal em 121,8 ppm referente a C-1 e C-6 em Ar–C (=O) C–C.  Em 124,6-

124,7 ppm sinais atribuídos a Ácido p-cumárico e em 169,1-169,7 ppm e entre 170-173 

ppm  sinais atribuídos a CO em acetila aromática e a CO em acetila alifática.   

As ligninas possuem alto peso molecular. Em solução, apresentam alta 

viscosidade e suas moléculas possuem pouca mobilidade (LIN e DENCE, 1992). Devido 

a essas características, apresenta sinais de 1H RMN com baixa resolução. Embora alguns 

desses não estejam completamente resolvidos, a integração das regiões no espectro é 

utilizada para estimar o grau de substituição do anel aromático e os teores dos grupos 

funcionais hidroxilas alifáticas, aromáticas, metoxilas, entre outras (SALIBA, et al., 

Região do Espectro (ppm) Tipos de Carbonos 

200-220 Carbonilas 

170-185 Carboxilas 

100-160 Aromáticos 

60-90 C-O alifáticos 

50-57 Grupos Metoxílicos 

5-40 Alifáticos 
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2001). O Apêndice J (Figuras J.1, J.2 e J.3) e a Tabela 7 apresentam o espectro de 1H 

RMN e as atribuições para lignina acetilada. A maioria dos sinais obtidos para lignina 

foram também previamente observados por Jahan, et al. (2012), Ventorim, et al. (2014) e 

Namane; Sithole e Ramjugernath (2015), ao caracterizarem ligninas.  

 

Tabela 7. Atribuições dos sinais no espectro de RMN de 1H da lignina acetilada de 

Eucalyptus urograndis.  

δ (ppm) Atribuição: Tipo de próton  

9,70- 7,70 Prótons aromáticos orto a grupos carbonílicos  

Prótons formila em subestruturas do tipo cinamaldeído e benzaldeído 

7,70-7,53 Prótons localizados orto a um grupo carbonílico em unidades 

benzaldeídicas 

7,20-6,75 Prótons aromáticos em unidades guaiacílicas 

6,75-6,40 Prótons aromáticos em unidades siringílicas 

6,20-5,90 Hα em unidades β-O-4 prótons vinilicos 

5,90-5,30 Hα em unidades β-5 de fenilculmarinas; Hα de subestruturas α-O-4 

5,25-4,2 Hβ em β-O-4 (forma eritro); Hα em pino- e siringorresinol 

Hβ em β-O-4 (forma tréo); prótons metilenicos em álcoois 

cinamilicos 

Hγ em várias estruturas 

3,5 - 4,0 Prótons metoxilicos 

2,60-2,29 Acetatos aromáticos 

2,29-1,70 Acetatos alifáticos 

1,70-0,80 Região de prótons alifáticos não oxigenados 

FONTE:  Autor, (2015). 

 

Os sinais com deslocamento químico na região de hidrogênios aromáticos, em 

torno de 7,00 ppm são atribuídos aos prótons do anel aromático dos alcoóis (p-cumarílico, 

coniferílico e sinapílico) bem como a prótons vinílicos. Os sinais em 6,7-6,8 ppm e                  

7,0 ppm são atribuídos aos prótons aromáticos em unidades propanosiringila e propano-

guaiacila, respectivamente (JAHAN, et al., 2012).  

Os prótons de cadeia lateral proveniente de unidades siringílicas na região                  

6,60 ppm. O mesmo foi observado com relação aos sinais na região 6,0-6,2 ppm que são 

de prótons vinílicos. Os hidrogênios ligados aos carbonos α e β apresentam sinais em 5,1 

e 4,7 ppm, respectivamente. Os sinais em 4,2 e 4,4 ppm são representados pelos Hγ de 

várias unidades da lignina. Observa-se em  3,65 ppm um sinal característico dos prótons 

da metoxila (VENTORIM, et al., 2014). 

Sinais entre 3,1-3,20 ppm são característicos do H-β, em estruturas β—β. Os sinais 

em 1,60 ppm e em 2,60 ppm são originários de hidroxilas alifáticas e fenólicas, 

respectivamente.  Os sinais <1,7 ppm são relacionados aos grupos CH3 e CH2 em cadeias 

alifáticas saturadas. O espectro de 1H RMN também forneceu evidências da presença de 
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algumas subunidades de lignina (5-5’; β-O-4’; α-O-4’) (NAMANE; SITHOLE e 

RAMJUGERNATH, 2015) 

 A lignina de Eucalyptus urograndis apresentou maior quantidade de grupos 

guaiacila em relação ao grupo siringila, corroborando assim com os dados obtidos pelo 

FT-IR.  

5.4.4. Análise elementar da lignina “in natura” e  acetilada 

 

Na tabela 8, estão representados os resultados encontrados para a análise 

elementar da lignina “in natura” e acetilada de Eucalyptus urograndis (teores de carbono, 

hidrogênio, nitrogênio e oxigênio), os valores corroboram com aqueles obtidos por Silva 

et al. (2012) para ligninas de Simarouba versicolor e Eucalyptus urograndis. 

 

Tabela 8. Dados da análise elementar de lignina da madeira de Eucalyptus urograndis. 
 

Amostra %C %H %N %O 
Lignina “in natura” 47,95 ± 0,35 

 
6,20 ± 0,14 
 

0,050 ± 0,07 
 

45,85 ± 0,35 
 

Lignina acetilada 52,50 ± 0,30 
 

6,46 ± 0,04 0,045 ± 0,0 42,10 ± 0,36 

FONTE:  Autor, (2015). 

 

A fórmula mínima da macromolécula foi obtida utilizando as equações 9, 10 e 11, 

com os resultados do percentual de metoxilas proveniente do espectro de RMN de 1H e 

da análise elementar. A percentagem de metoxila foi determinada pela integração da área 

total, que corresponde a 100 unidades arbitrárias e está relacionada a 6,46 prótons. A 

integração da região das metoxilas no RMN de 1H (δH 3,5-4,0) apresentou área de                     

18 unidades arbitrárias, sendo assim, o percentual de metoxilas representa 18% do total. 

Observa-se que a quantidade  de grupos metoxilas está coerente com os dados encontrados 

para madeiras de folhosas que é de 18 a 22% (SALIBA, et al., 2001).  

A expressão para a fórmula mínima C9 da lignina foi a seguinte: 

C9H11O4,8(OCH3)1,37.  Segundo Piló-Veloso et al. (1993), ligninas contendo menos que 

um mol de metoxilas por unidade C9 (OCH3/C9) são do tipo guaiacila, quando essa relação 

for > 1,0 as ligninas são do tipo guaiacila-siringila. Portanto, a lignina Eucalyptus 

urograndis apresentou uma relação de 1,37(OCH3/C9) o que implica dizer que esta lignina 

é do tipo guaiacila-siringila.  

Verificou-se, ainda, que a relação entre esses grupos é proporcionalmente 

diferente, isto é, uma relação simples permite calcular a porcentagem de unidades 
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guaiacila, a partir do teor de metoxila (SALIBA, et al., 2001).  O percentual de guaiacila 

na madeira é de 63%.  

 

5.4.5. Espectroscopia de UV/Vis lignina de eucalipto “in natura”  

 

A espectroscopia de UV/Vis é comumente utilizada para análise de lignina e isso 

é devido à sua natureza aromática (YUAN, HE, et al., 2009).  A Figura 35 e o Apêndice 

K (Tabela K.2) mostram o espectro na região de absorção entre 190- 500 nm e os valores 

de absorbância da lignina “in natura”.  

 

Figura 35.  Espectro de UV/Vis da  lignina de  Eucalyptus urograndis “in natura”. 

 

FONTE:  Autor, (2015). 

 

Os resultados obtidos na Figura 35, corroboram com  aqueles obtidos por 

Varanasi e colaboradores (2012), Zhou, Taylor, Polle, (2011) e Lin e Dence (1992) 

estudando ligninas.  O pico de máxima absorção geralmente encontrado em torno de   

280 nm, correspondente à transição eletrônica π -> π* no anel aromático, típico de 

ligninas.  Esse deslocamento batocrômico evidencia alto teor de unidades G. As 

ligninas do tipo S apresentam máximos de absorção na região de 268-276 nm A 

absorção que ocorre a 310–320 nm é indicativa da presença de unidades do tipo H e em 
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320 nm ocorre a absorção das unidades -CH=CHCOOH. A lignina de Eucalyptus 

urograndis apresentou pico máximo entorno de 281 nm.  A Figura 36 e o apêndice K 

(Tabela K.1.) mostram a curva de absorbância por concentração da lignina afim de 

determinar a absortividade da lignina. 

 

Figura 36.   Curva analítica  absorbância x concentração de lignina de  Eucalyptus 

urograndis “in natura”. 
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FONTE:  Autor, (2015).  

 

O valor obtido para a absortividade foi de 22,55 L·g-1·cm-1. Varanasi e 

colaboradores (2012) e Zhou, Taylor, Polle, (2011) obtiveram para Eucalyptus globulus 

valores de 20,09 L·g-1·cm-1. Essa diferença está associada ao grau de condensação e 

substituição dessas ligninas. De acordo  com Lin e Dence (1992)  quanto maior  for a 

quantidade de anéis substituídos maior absortividade em  280 nm.  
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6. CONCLUSÃO 

 

Através do presente trabalho pôde-se confirmar que: 

 

 O  processo de  pré-tratamento hidrotérmico seguido de  deslignificação alcalina 

se mostrou bastante eficiente, apresentando taxas de remoção de hemicelulose e 

lignina elevadas, tendo como resultado uma celulose mais pura. Essa alta 

eficiência durante o processo garantiu taxas de conversão enzimática da fração 

celulósica em glicose mais alta.  

 

 As análises morfológica e estrutural dos cavacos de eucalipto comprovaram que 

ao decorrer do processo ocorreu aumento no índice de cristalinidade da celulose e 

modificação estrutural  da biomassa. 

 

 O hidrolisado hemicelulósico apresentou alta concentração de moléculas de 

interesse industrial, podendo ser utilizado para a obtenção de  bioprodutos, como 

por exemplo o etanol.  

 

 As análises de caracterização química da lignina,  permitiram verificar que a 

molécula é do  tipo  HGS, com predominância das unidades G. Os resultados 

obtidos indicam que se trata de uma lignina bastante  condensada. 
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7. SUGESTÕES PARA TRABALHOS FUTUROS 

 

 Realizar Ressonância Nuclear Magnética de 13C CP/MAS (estado sólido) nos 

cavacos de eucalipto “in natura”, submetidos a pré-tratamento hidrotérmico e a 

deslignificação alcalina, afim de detectar e quatificar mudanças estruturas 

ocorridas durante o processo. 

 

 Produção de enzimas a partir do hidrolisado, obtido na etapa de pré-tratamento 

hidrotérmico, principalmente enzimas xilanoliticas.  

 

 Utilização da celulignina e da biomassa deslignificada  para produção de enzimas 

de interesse industrial, principalmente celulases.  

 

 Caracterização química dos extrativos obtidos em ciclohexano:etanol, com a 

finalidade de utilizar essas moléculas, para obtenção de produtos de alto valor 

agregado. 
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APÊNDICE A:  CURVAS ANALÍTICAS  E CROMATOGRAMAS OBTIDOS POR 

CLAE PARA OS AÇÚCARES, ÁCIDOS ORGÂNICOS E PRODUTOS DE 

DEGRADAÇÃO 

 

Figura A.1 Curva analítica de celobiose, glicose, xilose e arabionose 
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Fonte: Autor, 2015 

 

 

 



79 
 

Figura A.2 Curvas analítica de  acido fórmico, ácido acético, HMF e furfural. 
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Fonte: Autor, 2015 

 

Cromarogramas obtidos para os açúcares, ácidos orgânicos e produtos de degradação são 

mostrados nas Figuras A.3 e A.4. 
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Figura A.3. Cromatogramas de açúcares e produtos de degradação: celobiose, glicose, 

xilose,  arabionose, ácido fórmico e ácido acético respectivamente. 

 

Fonte: Autor, 2015 

Figura A.4. Cromatogramas de HMF e Furfural respectivamente. 

 

Fonte: Autor, 2015 
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APÊNDICE B:  RESULTADOS DA CARACTERIZAÇÃO FÍSICO-QUÍMICA DOS 

CAVACOS DE EUCALIPTO “IN NATURA”  

 

Tabela B.1. Peso seco e umidade. 

 

Tabela B.2.  Determinação de cinzas totais. 

 

Tabela B. 3. Determinação de Extrativos 

 

Tabela B.4. Determinação de lignina solúvel, insolúvel e total. 

 

 Massas (g) Medida Medida Medida Medida     

Peso do alumínio 0,6393 0,6762 0,6453 0,5939     

Massa úmida  2,0017 2,0009 2,0002 2,007     

Peso do conjunto úmido  2,641 2,6771 2,6455 2,6009     

Peso do conjunto seco   2,4423 2,4523 2,4481 2,4123     

Massa seca (g) 1,803 1,7761 1,8028 1,8184 Média  Desvio pad.  

% Umidade  9,93 11,23 9,87 9,40 9,90 0,789 

Código da 

amostra  

Massa inicial 

 (g) 

Umidade 

(%) 

Massa seca 

 (g) 

Massa de cinzas 

 (g) 

 

Cinzas  

(%)   

CN1 2,3161 9,9 2,0868061 0,0093 0,445 Media  Desvio  

CN2 2,3235 9,9 2,0934735 0,0096 0,458 0,453 0,0091 

CN3 2,3556 9,9 2,1223956 0,0095 0,447     

CN4 2,4356 9,9 2,1944756 0,0102 0,464     

Código da  

Amostra  

Massa 

inicial 

 (g) 

Umidade 

(%) 

Massa seca  

(g) 

  

M. sem 

Extrativos (g) 

Extrativos 

(%) Fator  Média  Desvio 

S1 5,0005 9,9 4,5055 4,24 5,31 0,951 4,92 0,422 

S2 5,0007 9,9 4,5056 4,27 4,71       

S3 5,008 9,9 4,5122 4,3 4,24       

S4 5,0012 9,9 4,5061 4,25 5,12    

 

LIGNINA 

INSOLÚVEL        

Código 

da 

amostra  

Massa papel de 

filtro (g) 

Massas 

(papel, 

lignina e 

cinzas) 

Massa de 

lignina + 

cinzas (g) 

Massa de 

cinzas de 

lignina (g) 

Massa de 

lig insolúvel 

(g) 

Massa da 

amostra 

seca (g) 

% 

lignina  Média  

CN1 2,3161 2,974 0,6579 0,0026 0,6553 2,0018 32,74 26,32 

CN2 2,3235 2,848 0,5245 0,0031 0,5214 2,002 26,04 Desvio 

CN3 2,3563 2,857 0,5007 0,0035 0,4972 2,0015 24,84 1,63 

CN4 2,3476 2,912 0,5644 0,0027 0,5617 2,001 28,07   

 

LIGNINA 

SOLÚVEL         

Código 

da 

amostra  

Absorbância 

(280nm) Diluição  

Absorbância 

PD (280 nm) 

Massa de 

lignina 

solúvel (g) 

% Lignina 

solúvel  Media    

CN1 0,59219 20 4,59087 0,303352279 7,576987689 7,59   

CN2 0,57154 20 4,383 0,294763486 7,361725425 

Desvio 

padrão    

CN3 0,6013 20 4,384005 0,319642431 7,985071962 0,259133698   

CN4 0,58605 20 4,44288 0,304406984 7,60523121    
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 Tabela B. 5. Parâmetros de hidrolise ácida H2SO4 72%. 

 

Tabela B.6. Determinação dos açúcares, ácidos orgânicos, produtos de degradação, 

balanço do material juntamente com a composição percentual das macromoléculas. 

 

 

 

 

 

 

 

Código da 

Amostra  

Massa 

inicial (g) 

Umidade  

% Massa seca (g) 

Volume  

(L) Media Desvio pad. 

CN1 2,0018 9,9 1,8036 0,5 1,8033515 0,000280132 

CN2 2,002 9,9 1,8038 0,5     

CN3 2,0015 9,9 1,8034 0,5     

CN4 2,0013 9,9 1,8032 0,5     

  CELULOSE   HEMICELULOSE    

Fatores de 

conversão 0,9 0,95 3,52 1,29 0,88 
0,90 0,72 1,37 

Código da 

Amostra 

Glicose          

(g·L-1) 

Celobiose           

(g·L-1) 

Ácido Fórmico 

(g·L-1) 

HMF                     

(g·L-1) 

Xilose 

(g·L-1) 

Arabinose 

(g·L-1) 

Ácido 

acético 

(g·L-1) 

Furfural            

(g·L-1) 

CN1 1,634 nd nd 0,00446 0,5633 nd nd 0,0278 

CN2 1,635 nd nd 0,00444 0,567 nd nd 0,0264 

CN3 1,627 nd nd 0,00432 0,565 nd nd 0,0265 

CN4 1,63 nd nd 0,00445 0,568 nd nd 0,0268 

Código da 

Amostra 

% 

Glicose % HMF % Xilose % Furfural     

CN1 40,768 0,159 13,742 1,056     

CN2 40,789 0,159 13,831 1,003     

CN3 40,599 0,155 13,785 1,007     

CN4 40,678 0,159 13,860 1,018     

Media 40,723 0,159 13,808 1,012     

Desvio 

Padrao 0,087 0,002 0,052 0,024     

         

Código da 

Amostra 

Lignina  

(%) 

Celulose  

(%) 

Hemicelulose 

(%) 

Extrativos 

 (%) 

Cinzas Totais  

(%)    

CN1 40,31 40,93 14,80 5,31 0,45    

CN2 33,41 40,95 14,83 4,71 0,46    

CN3 32,83 40,75 14,79 5,31 0,45    

CN4 35,68 40,84 14,88 4,71 0,46    

Média 34,54 40,88 14,82 4,24 0,45    

Desvio 

Padrão 3,40 0,09 0,04 0,35 0,01    
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As Figuras B1 e B2 mostram os cromatogramas da caraterização das análises 

açúcares, ácidos orgânicos, produtos de degradação obtidos a partir da  hidrolise ácida.   

Figura B.1. Cromatograma para amostra “in natura” Açúcares. 

 

Fonte: Autor, 2015 

Figura B.2. Cromatograma para amostra “in natura” produtos de degradação HMF e 

furfural. 

 

Fonte: Autor, 2015 
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APÊNDICE C:  RESULTADOS DA CARACTERIZAÇÃO FÍSICO-QUÍMICA DOS 

CAVACOS DE EUCALIPTO SUBMETIDOS A PRÉ-TRATAMENTO 

HIDROTÉRMICO  

 

Tabela  C.1.  Peso seco e umidade. 

Massa (g) Medida 1 Medida 2   

Peso do alumínio 0,2878 0,3434   

Massa úmida 2,0051 2,00   

Peso do conjunto úmido 2,2929 2,3434 Média %U Desvio padrão 

Peso do conjunto seco 2,2538 2,2986 2,10 0,205 

Massa seca 1,966 1,9552   

% Umidade 1,95 2,24   

 

Tabela C.2.  Determinação de cinzas totais. 

 Tabela C.3. Parâmetros de Hidrólise ácida. 

Tabela C.4. Determinação de lignina solúvel, insolúvel e total. 

 

 

 

Código da 

amostra 

Massa inicial 

(g) 

Umidade 

(%) 

Massa seca 

(g) 

Massa de 

cinzas (g) % Cinzas   

PT1 2,0022 2,10 1,960253635 
0,0025 

0,127 Média Desvio 

PT2 2,003 2,10 1,961036875 
0,0028 

0,142 0,135 0,0108 

Código da 

Amostra 

Massa inicial 

(g) 

Umidade 

(% ) 

Massa seca 

(g) 

Volume 

(L) Média Desvio padrão 

PT1 2,0058 2,10 1,9638 0,5 1,9623 0,002 

PT2 2,0028 2,10 1,9608 0,5   

 

LIGNINA 

INSOLUVEL        

 

Código 

da 

amostra 

Massa papel 

de filtro (g) 

Massas 

(papel, 

lignina e 

cinzas) 

Massa de 

lignina + 

cinzas (g) 

Massa 

de 

cinzas 

de 

lignina 

(g) 

Massa 

de lig 

insolúvel 

(g) 

Massa 

da 

amostra 

seca (g) 

Lignina 

(%) Média 

 

 

 

 

Desvio 

padrão 

PT1 2,3605 3,2035 0,843 0,0052 0,8378 2,0059 41,77 42,52 1,072 

PT2 2,365 3,258 0,893 0,0057 0,8873 2,05 43,28   

 

LIGNINA 

SOLUVEL        

 

Código 

da 

amostra 

Absorbância 

(280nm) Diluição 

Absorbância 

PD (280 nm) 

Massa 

de 

lignina 

solúvel 

(g) 

% 

Lignina 

solúvel Media 

Desvio 

padrão  

 

PT1 0,26503 20 0,7638 0,1896 4,726 4,45 0,378   

PT2 0,23735 20 0,741 0,1674 4,179     
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Tabela C.5. Determinação dos açúcares, ácidos orgânicos, produtos de degradação, balanço do 

material juntamente com a composição percentual das macromoléculas. 

  CELULOSE   HEMICELULOSE    

Fatores de 

conversão 0,9 0,95 3,52 1,29 0,88 
0,90 0,72 1,37 

Código da 

Amostra 

Glicose          

(g·L-1) 

Celobiose           

(g·L-1) 

Ácido 

Fórmico 

(g·L-1) 

HMF                     

(g·L-1) 

Xilose              

(g·L-1) 

Arabinose 

(g·L-1) 

Ácido 

acético 

(g·L-1) 

Furfural            

(g·L-1) 

PT1 1,994 nd nd 0,0067 0,0718 nd nd nd 

PT2 1,995 nd nd 0,0065 0,0719 nd nd nd 

Código da 

Amostra 

Glicose 

(%) 

HMF 

(%) 

Xilose 

(%) 

Furfural 

(%)     

PT1 
45,693 0,220 1,609 nd 

    

PT2 
45,784 0,214 1,613 nd 

    

Media 
45,693 0,220 1,609 nd 

    

Desvio 

Padrão 
45,784 0,214 1,613 nd 

    

         

Código da 

Amostra 

Lignina 

(%) 

Celulose 

(%) 

Hemicelulose 

(%) 

Extrativos 

(%) Cinzas Totais (%)    

PT1 46,49 45,91 1,6087 - 0,13    

PT2 47,46 46,00 1,6134 - 0,14    

Média 46,98 45,96 1,61 - 0,14    

Desvio 

Padrão 0,68 0,06 0,0033  0,08    

 

As Figuras C1 e C2 mostram os cromatogramas da caraterização das análises 

açúcares, ácidos orgânicos, produtos de degradação obtidos a partir da  hidrolise ácida.   

Figura C.1. Cromatograma para amostra submetida a pré-tratamento hidrotérmico 

açúcares. 

 

Fonte: Autor, 2015 

 



86 
 

Figura C.2. Cromatograma para amostra submetida a pré-tratamento hidrotérmico 

produtos de degradação HMF e Furfural. 

 

Fonte: Autor, (2015). 
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APÊNDICE D:  RESULTADOS DA CARACTERIZAÇÃO FÍSICO-QUÍMICA DOS 

CAVACOS DE EUCALIPTO SUBMETIDOS A DESLIGNIFICAÇÃO ALCALINA 

 

Tabela  D.1.  Peso seco e umidade. 

 

Tabela D.2.  Determinação de cinzas totais. 

Código da 

amostra  

Massa 

inicial (g) 

Umidade 

(%) 

Massa seca 

(g) 

Massa de 

cinzas (g) 

Cinzas 

 (%)      

DESL1 2,001 6,51 1,802901 
0,0019 

0,105385709 Media  Desvio  

DESL2 2,0018 6,51 1,8036218 
0,002 

0,110887992 0,105 0,0039 

 

Tabela D.3. Determinação de lignina solúvel, insolúvel e total. 

 

Tabela  D.4.  Parâmetros de hidrolise ácida H2SO4 72%. 

 

 

  Amostra 1 Amostra 2     

Peso do alumínio 0,2589 0,2701     

Massa úmida (g) 2,0028 2,0023 Média  Desvio padrão  

Peso do conjunto 

úmido (g) 2,2617 2,2724 9,76 1,192 

Peso do conjunto 

seco (12h) (g) 2,0832 2,0602     

Massa seca (g) 1,8243 1,7901   

% Umidade  8,91 10,60   

 

LIGNINA 

INSOLÚVEL        

 

Código 

da 

amostra  

Massa papel 

de filtro (g) 

Massas 

(papel, 

lignina e 

cinzas) 

Massa de 

lignina + 

cinzas (g) 

Massa de 

cinzas de 

Lignina (g) 

Massa de 

lig insolúvel 

(g) 

Massa 

da 

amostra 

seca (g) 

Lignina  

 (%) Média  

 

 

Desvio 

padrão 

DESL1 2,336 2,6071 0,2711 0,0041 0,267 2,008 13,30 13,15 0,04 

DESL2 2,3245 2,6286 0,3041 0,043 0,2611 2,0076 13,01    

  

LIGNINA 

SOLUVEL               

 

Código 

da 

amostra  

Absorbância 

(280nm) Diluição  

Absorbância 

PD  

(280 nm) 

Massa de 

lignina 

solúvel (g) 

Lignina 

solúvel  

(%) Média  

Desvio. 

Padrão   

 

DESL1 0,242 20 1,20 0,151 3,78 3,81 0,0   

DESL2 0,242 20 1,16 0,154 3,84     

Código da 

Amostra  

Massa 

inicial (g) 

Umidade  

(%) 

Massa seca 

 (g) 

Volume 

 (L) Média  Desvio padrão  

DESL1 2,0081 9,76 1,8122 0,5 1,8121 0,000191438 

DESL2 2,0078 9,76 1,8119 0,5     
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Tabela D.5. Determinação dos açúcares, ácidos orgânicos, produtos de degradação, 

balanço do material juntamente com a composição percentual das macromoléculas. 

 

As Figuras D1 e D2 mostram os cromatogramas da caraterização das análises 

açúcares, ácidos orgânicos, produtos de degradação obtidos a partir da  hidrolise ácida.  

 

Figura D.1. Cromatograma para amostra submetida a deslignificação alcalina:  

açúcares. 

 

Fonte: Autor, (2015). 

   Celulose      Hemicelulose        

Fatores 

de 

conversão 0,9 0,95 3,52 1,29 0,88 

0,90 0,72 1,37 

Código da 

Amostra 

Glicose          

(g·L-1) 

Celobiose           

(g·L-1) 

Ácido 

Fórmico (g·L-

1) 

HMF                     

(g·L-1) 

Xilose              

(g·L-1) 

Arabinose 

(g·L-1) 

Ácido 

acético 

(g·L-1) 

Furfural            

(g·L-1) 

DESL1 2,979 nd nd 0,0006 0,021 nd nd nd 

DESL2 3,098 nd nd 0,0007 0,024 nd nd nd 

Código da 

Amostra  % glicose  % HMF % Xilose  % Furfural      

DESL1 73,973 0,021 0,510 nd      

DESL2 76,940 0,025 0,583  nd     

Media  75,457 0,023 0,546  nd     

Desvio 

Padrao  2,098 0,003 0,052  nd     

         

Codigo da 

Amostra % Lignina  Celulose (%) 

Hemicelulose 

(%) 

Extrativos 

(%) 

Cinzas Totais 

(%)    

DESL1 18,12 73,99 1,02 nd 0,105385709    

DESL2 17,98 76,96 1,17 nd 0,110887992    

Média  18,05 73,99 1,09 nd 0,11    

Desvio 

Padrão  0,10 2,10 0,10 nd 0,0039    
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Figura D.2. Cromatograma para amostra submetida a deslignificação alcalina. Produtos 

de degradação HMF e Furfural. 

 

Fonte: Autor, (2015). 
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APÊNDICE E:  RAMPA DE CONTROLE DA TEMPERATURA E TEMPO DO PRÉ-

TRATAMENTO HIDROTÉRMICO , E PÓS HIDRÓLISE ÁCIDA DO HIDROLISADO 

HEMICELULÓSICO 

 

Tabela E.1: Rampa de controle da temperatura durante o pré-tratamento hidrotérmico 

realizado no reator modelo REGMED AU/E-20. 

Tempo (min) Temperatura (ºC) Tempo (min) Temperatura (ºC) 

0 29,8 120 145,4 

10 61,9 130 149,5 

20 79,4 140 165,2 

30 86,7 150 169,7 

40 89,5 160 186,2 

50 97,4 220 166,3 

60 100,1 230 155,5 

70 108,8 240 142,8 

80 109,5 250 115,2 

90 122,3 260 107,2 

100 129 270 100,3 

110 129,6   

 

Tabela E.2: Valores obtidos na pós hidrólise com ácido sulfúrico 4% do hidrolisado 

obtido do pré-tratamento hidrotérmico. 

Hidrolisado  Celobiose  Glicose  Xilose  

Ácido 

fórmico  

Ácido 

acético  HMF  Furfural 

PHPT1 nd 77365,8 98669,5 10607,4 72113,2 11240,1 24622,1 

PHPT2 nd 75532 94227,8 11860,9 66405,8   

Concentração 

(g.L-1) - 2,365 2,983 0,749 4,609 0,451 0,649 

Concentração 

(g.L-1) - 2,311 2,846 0,848 4,236 0,446 0,668 

Média  - 2,338 2,915 0,799 4,423 0,449 0,659 

Desvio 

padrão - 0,039 0,097 0,070 0,264 0,004 0,014 
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APÊNDICE F:  ANÁLISE POR DIFRAÇÃO DE RAIO X – (DRX) 

 

Os difratogramas são representados da seguinte maneira: difratograma para os 

cavacos “in natura”  Figura F.1, difratograma para os cavacos submetidos a  pré-tratado 

Hidrotérmicamente Figura F.2  e difratograma para os cavacos submetidos a 

deslignificação alcalina  Figura F.3, respectivamente. 

 

Atraves das equações F.1 e F.2 foi possível determinar os valores da largura média 

dos cristalitos no plano reticulado de maior intensidade e o índice de cristalinidade (IC), 

respectivamente, para os cavacos de eucalipto in natura, pré-tratado e deslignificado. 

𝐷ℎ𝑘𝑙 =
𝐾𝜆

𝛽𝑐𝑜𝑠𝜃
 

(F.1) 

 

Onde: 

D - diâmetro médio das partículas 

K - constante que depende da forma das partículas (esfera = 0,94) 

λ - comprimento de onda da radiação eletromagnética 

θ - ângulo de difração 

β (2θ) - largura na metade da altura do pico de difração 

 

%𝐼𝐶 =   
𝐼002 − 𝐼𝑎𝑚

𝐼002
  . 100% 

(F.2) 

 

Onde: %IC: Indice de cristalinidade  

I002: Intensidade no pico cristalino a aproximadamente 2θ 

Iam: Intensidade relativa a região amorfa  

  

REFERÊNCIA: 

 

SEGAL, L. G. J. M. A., CREELY, J. J., MARTIN, A. E., & CONRAD, C. M. An 

empirical method for estimating the degree of crystallinity of native cellulose using the 

X-ray diffractometer. Textile Research Journal, v. 29, n. 10, p. 786-794, 1959. 
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Figura F.1. Difratograma dos cavacos “in natura. 
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Figura F.2. Difratograma dos cavacos pré-tratado Hidrotérmicamente.   
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Figura F.3. Difratograma dos cavacos submetidos a deslignificação alcalina. 
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APÊNDICE G: ESPECTROSCOPIA NO INFRAVERMELHO COM TRANSFORMADA DE 

FOURIER (FT-IR) CAVACOS DE EUCALIPTO 

 

Os espectros são representados da seguinte maneira: espectro de infravermelho para os 

cavacos “in natura”  Figura G.1, espectro de infravermelho para os cavacos submetidos a  pré-

tratado Hidrotérmicamente Figura G.2  e espectro de infravermelho para os cavacos submetidos 

a deslignificação alcalina  Figura G.3, respectivamente. 
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Figura G.1: Espectro de infravermelho para os cavacos “in natura. 
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Figura G.2.Espectro de infravermelho para os cavacos submetidos a  pré-tratado Hidrotérmicamente .  
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Figura G.3. Espectro de infravermelho para os cavacos submetidos a deslignificação alcalina.  
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APÊNDICE H: HIDRÓLISE ENZIMÁTICA 

 

H.1. Padronização da Atividade enzimática das enzimas comercias.  

 

A padronização da enzima para se obter a carga enzimática das enzimas Celluclast® 

1,5L e β-glicosidase foram determinadas segundo metodologia proposta por Ghose (1987). As 

curvas para determinação são mostradas nas figuras H.1, H.2 e H.3. 

 

Figura H.1.1: Curva analítica de glicose 
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Fonte: Autor, (2015). 

            A determinação da atividade em  FPU·g-1  foi reazada de acordo com a Figura H.2.  
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Figura H.1.2: Curva para determinação da atividade enzimática  
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Fonte: Autor, (2015). 

 

A atividade obtida para a enzima comercial Celluclast® 1,5L foi 24,7 FPU·g-1. 

A determinação da concentração de glicose liberada pela β-glicosidase (Novozym® 188) 

foi realizada através da utilização de um kit de análise de glicose (Reagente GOD-POD, Doles).  

 

        Figura H.1.3: Curva para determinação da atividade enzimática. 
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Fonte: Autor, 201 
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Carga enzimática para a enzima comercial Novozym® 188 foi 289,4 UI·g-1. 

H.2. Ensaios de hidrólise enzimatica cavacos de eucalipto “in natura”, submetidos a pré-

tratamento hidrotérmico e deslignifcação alcalina. 

 

Tabela H.2.1:  Perfis de concentrações em (g·L-1) de celobiose durante o tempo de ensaio 

enzimático utilizando-se enzimas comerciais Celluclast® 1,5L e Novozym® 188 nos cavacos de 

eucalipto “in natura” e os obtidos durante o processo. 

                       

Tempo 

(h) 

C. “in 

natura” PT. H20 

Deslg. 

NaOH 

0 0,36332 4,96369 5,76756 

0,5 0,39759 3,65107 4,78937 

3 0,39803 2,64879 6,56196 

6 0,26332 2,61471 3,11463 

12 0,25904 1,88846 2,92841 

24 0,24888 0,91122 1,07833 

30 0,24039 0,66842 0,89891 

36 0,20291 0,54739 0,99583 

48 0,17486 0,5023 0,75388 

54 0,0839 0,49143 0,53235 

60 0,05228 0,47533 0,92914 

72 0,03846 0,46337 0,41813 

78 0,02942 0,44848 0,42728 

84 0,01995 0,37517 0,37435 

96 0,0199 0,33368 0,36265 

 

Tabela H.2.2: Perfis de concentrações em (g·L-1) de glicose, durante o tempo de ensaio 

enzimático utilizando-se enzimas comerciais Celluclast® 1,5L e Novozym® 188 nos cavacos de 

eucalipto “in natura” e os obtidos durante o processo. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

                       

Tempo (h) 

C. “in 

natura” PT. H20 Deslg. NaOH 

0 0 0,51227 0,390187 

0,5 0,0144 0,964898 0,942613 

3 0,0576 1,041546 1,46696 

6 0,1152 1,050137 1,722107 

12 0,1224 1,141965 1,900133 

24 0,2016 1,698983 2,100973 

30 0,36 2,612786 2,53148 

36 0,4008 2,866622 2,77096 

48 0,414156 2,906145 2,789053 

54 0,429828 2,684616 2,852053 

60 0,437136 2,780558 3,042027 

72 0,454968 2,947769 3,33088 

78 0,510132 2,943534 3,760107 

84 0,50256 2,939596 3,802053 

96 0,495168 2,942313 3,998667 
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Tabela H.2.3:  Conversões celulose em glicose obtidos na hidrólise enzimática utilizando-se 

enzimas comerciais Celluclast® 1,5L e Novozym® 188 para os cavacos de eucalipto. 

                       

Tempo (h) 

C. “in natura” 

(%) 

PT. H20 

 (%) 

Deslg. 

NaOH (%) 

0 0,0 7,5 6,7 

5 0,2 14,2 16,2 

3 0,6 15,3 25,2 

6 1,2 15,4 29,6 

12 1,3 16,8 32,7 

24 2,1 25,0 36,1 

30 3,8 38,4 43,5 

36 4,3 42,1 47,7 

48 4,4 42,7 48,0 

54 4,6 39,5 49,1 

60 4,7 40,9 52,3 

72 4,8 43,3 57,3 

78 5,4 43,3 64,7 

84 5,3 43,2 65,4 

96 5,3 43,2 68,8 

 

As concentrações foram obtidas por CLAE, utilizando as seguintes curvas analítica como 

mostra a Figura H.2.1. 

Figura H.2.1. Curva analítica para celobiose. 
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Fonte : Autor, (2015). 
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Figura H.2.3:  Curva analítica para Glicose 
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Fonte: Autor,  (2015). 
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APÊNDICE I: ESPECTROSCOPIA NO INFRAVERMELHO COM TRANSFORMADA DE 

FOURIER (FT-IR) 

 

Reação de acetilação da lignina de acordo com a Figura I.1. 

 

Figura I.1: Reação de acetilação da lignina 

 

Fonte: adaptado de Hoareau, 2006. 

Os espectros são representados da seguinte maneira: espectro de infravermelho para a  

lignina “in natura” Figura I.2 , e espectro de infravermelho para a lignina Acetilada  Figura I.3 .  

 

REFERÊNCIA:  

 

HOAREAU, W.; OLIVEIRA, F. B.; GRELIER, S.; SIEGMUND, B.; FROLLINI, E.; 

CASTELLAN, A. Fiberboards based on sugarcane bagasse lignin and fibers. Macromolecular 

Materials and Engineering, v. 291, n. 7, p. 829-839, 2006. 
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Figura I.2. Espectro de infravermelho para a  lignina “in natura” .  
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Lig_A
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Figura I.3. Espectro de infravermelho para a  lignina Acetilada. 
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APÊNDICE J : ESPECTROSCOPIA DE RESSONÂNCIA NUCLEAR MAGNÉTICA 

 

 

Os espectros são representados da seguinte maneira: espectro de ressonância  magnética 

da lignina acetilada de prótons 1H é representado pelas Figuras  J.1, J.2 e J.3. os espectros de 

RMN de 13C é representado pelas figuras J.4, J.5 e J.6, respectivamente.  
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Figura J.1. Ressonância Nuclear Magnética de 1H na região de  (0 a 10) ppm.  
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Figura J.2. Ressonância Nuclear Magnética de 1H na região de  (0 a 4) ppm.  
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Figura J.3. Ressonância Nuclear Magnética de 1H na região de  (5 a 9) ppm.  
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                          Figura J.4. Ressonância Nuclear Magnética de 13C na região de  (0 a 100) ppm.  
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                          Figura J.5. Ressonância Nuclear Magnética de 13C na região de  (0 a 60) ppm.  
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                  Figura J.5. Ressonância Nuclear Magnética de 13C na região de  (60 a 180) ppm 
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APÊNDICE K: ESPECTROSCOPIA UV/Vis LIGNINA “IN NATURA”  

 

Determinação do coeficiente de extinção  

Tabela K.1: Curva de absorbância por concentração de Lignina.   

Concentração 

(g·L-1) Absorbância 1 Absorbância 2 Absorbância 3 Media  Desvio padrão  

0,0025 0,047629 0,047879 0,047629 0,047629 0,000144338 

0,005 0,13952 0,13938 0,13998 0,13952 0,0003139 

0,025 0,6156 0,61499 0,61483 0,61499 0,000406325 

0,05 1,1102 1,1117 1,1099 1,1102 0,000964365 

0,1 2,2767 2,2766 2,272 2,2766 0,002685144 

 

Tabela K.2: Espectro de UV/Vis das soluções de 0,026 g.L-1das ligninas “in natura”. Valores de 

comprimento de onda por absorbância 

λ (nm) ABS(DO) λ (nm) ABS(DO) 

190 2,28753 360 0,05888 

200 2,5986 370 0,0522 

210 2,61151 380 0,04455 

220 0,68286 390 0,06613 

230 0,3481 350 0,06363 

240 0,27757 400 0,02934 

250 0,29476 410 0,02377 

260 0,39271 420 0,01906 

270 0,5293 430 0,01547 

280 0,56881 440 0,0126 

290 0,39395 450 0,01053 

300 0,21712 460 0,00879 

310 0,11839 470 0,00754 

320 0,08686 480 0,00646 

330 0,07203 490 0,00604 

340 0,0675 500 0,00493 

350 0,06363 - - 

 

  

 


