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RESUMO 

As lesões cutâneas são processos altamente complexos e dinâmicos que envolvem fenômenos 

bioquímicos e fisiológicos. As lesões cutâneas representam um grande desafio para os profissionais 

de saúde, com necessidade de desenvolver recursos mais acessíveis, eficientes e rentáveis no 

tratamento de feridas. Um dos principais desafios é a substituição de tecidos lesados do corpo por 

biopolímeros biocompatíveis, conhecidos por possuírem propriedades curativas e serem 

abundantes na natureza, tornando seu uso atrativo para a confecção de curativos para lesões 

cutâneas. A inclusão de agentes terapêuticos de origem natural em bases poliméricas surge como 

uma alternativa para o tratamento de feridas. Nesse contexto, destacamos a própolis vermelha, com 

variadas e importantes atividades biológicas. Neste estudo, procuramos desenvolver membranas 

biopoliméricas enriquecidas com o extrato etanólico da própolis vermelha (EEPV) e avaliar sua 

atividade cicatrizante in vitro. Membranas biopoliméricas de carboximetilcelulose (CMC)-pectina 

foram obtidas com inclusão de EEPV, em uma concentração de 10%. A adição de EERP na mistura 

de polímeros foi considerada satisfatória. Não houve alterações na aparência, com exceção da cor, 

típica da própolis vermelha, na morfologia das membranas, capacidade de absorção de fluidos e 

resultou em alta eficiência de incorporação e controle cinético apropriado da liberação de 

flavonóides totais com um platô a 240 min. Os resultados cromatográficos mostraram 6 flavonóides 

principais: Daidzeína, Pinobanksina, isoliquiritigenina, formononetina, bolusontol e Biochanina. 

Além disso, as formulações apresentaram alto potencial antioxidante in vitro (FRAP- 147,8 mmol 

de Fe (II) g-1 para EERP; potencial de eliminação de radicais livres de DPPH - IC50  43,70 g mL-1 

). Para resposta alérgica, foi utilizado o ensaio da β-hexosaminidase, amplamente utilizado para 

monitorar a degranulação de mastócitos. As membranas desenvolvidas mostraram não ter 

propriedades alergênicas. Uma boa atividade cicatrizante também foi observada in vitro, pela 

avaliação da migração de fibroblastos, uma vez que essas membranas apresentaram fechamento 

acelerado de 20% da ferida. Assim, podemos concluir que as membranas enriquecidas com EERP 

provaram ser uma ótima opção para o reparo de lesões e podem ser úteis na obtenção de produtos 

eficientes e de baixo custo, contribuindo para tratamentos de saúde alternativos e complementares. 

 

Palavras-chave: Biopolímeros. Própolis vermelha. Membranas. Cicatrização. 



 

 

ABSTRACT 

Skin lesions are highly complex and dynamic processes that involve biochemical and physiological 

phenomena. The skin lesions represent a major challenge for health professionals, with need to 

develop more accessible, efficient and cost effective resources in the treatment of wounds. One of 

the major challenges is the replacement of injured tissues of the body with biocompatible 

biopolymers, which are known for having healing properties and because they are abundant in 

nature, making their use, attractive for the fabrication of dressings for skin lesions. The inclusion 

of therapeutic agents of natural origin in polymeric bases arises as an alternative for the treatment 

of wounds. In this context, we highlight the red propolis, with varied and important biological 

activities. In this study, we sought to develop biopolimeric membranes enriched with the ethanolic 

extract of red propolis (EERP) and evaluate its healing activity in vitro. Biopolimeric membranes 

of carboxymethylcellulose (CMC)-pectin were obtained with the inclusion of EERP, at a 

concentration of 10%. The addition of EERP at the polymer mixture was considered satisfactory. 

There were no changes in appearance, with the exception of the color, typical of red propolis, on 

the morphology of the membranes, fluid absorption capacity and resulted in high efficiency of 

incorporation and appropriate kinetic control of release of total flavonoids with a plateau at 240 

min. The chromatographic results showed 6 major flavonoids:  

Daidzein, Pinobanksina, isoliquiritigenina, formononetina, bolusontol and Biochanin 

A.Additionally, the formulations presented a high antioxidant potential in vitro (FRAP- 147.8 

mmol of Fe(II) g-1 for EERP; radical scavenging potential from DPPH – IC50 43.70 g mL-1). For 

allergic response, the β-hexosaminidase assay, widely used to monitor mast cell degranulation was 

used. The developed membranes were shown to have no allergenic properties. A good healing 

activity was also observed in vitro, by fibroblast migration assessment, once those membranes 

showed an accelerated closing of 20% of the wound. Thus, we can conclude that the membranes 

enriched with EERP have proven to be a great option for the repair of injuries and may be useful 

in obtaining efficient and low-cost products, contributing for alternative and complementary health 

treatments. 

 

Keywords: Biopolymers. Red propolis. Membranes. Cicatrization. 
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1 INTRODUÇÃO 

O uso de produtos naturais pelo ser humano é tão antigo quanto a origem das civilizações, 

sendo encontrado em todas as populações, em todos os grupos étnicos conhecidos (MARTINS et 

al., 2003). No início dos tempos, a fitoterapia representava a principal forma terapêutica conhecida 

e a partir dela, foram descobertos diversos medicamentos usados na medicina tradicional 

(MARTINS et al., 2003). 

O conhecimento popular sobre o uso e a eficácia dos produtos naturais medicinais 

contribuiu, de forma decisiva, para a divulgação de seus efeitos medicinais, tornando-os prescritos 

com frequência, apesar de não terem seus constituintes químicos conhecidos (MACIEL, 2002).  

A redescoberta e a revalorizaçãoda conexão entre produtos naturais e saúde tem sido 

responsável pelo lançamento e reativação de uma geração de produtos farmacêuticos, que incluem 

fitoquímicos, fármacos multicomponentes, suplementos dietéticos, alimentos funcionais, proteínas 

recombinantes de origem natural e outros. Estes novos produtos ou produtos antigos com novos 

usos já se encontram, complementando produtos farmacêuticos convencionais, no tratamento, 

prevenção e diagnóstico de doenças, e, ao mesmo tempo, agregam valor à biodiversidade (RASKIN 

et al., 2002). Outra área de grande relevância envolve a semi-síntese de derivados inspirados em 

produtos naturais. 

No Brasil, a Política Nacional de Medicamentos (PNM) tem construído alternativas de 

tratamento de doenças e contribuído para a Atenção Básica de Saúde. O Ministério da Saúde (MS) 

tem desenvolvido e aplicado a Política de Práticas Interativas e Complementares (PNPIC) no SUS 

que atende às recomendações da Organização Mundial de Saúde (OMS), que com base na evolução 

histórica do uso de produtos de origem natural, em 1978 passa a reconhecer a fitoterapia como 

terapia alternativa de eficácia comprovada. De acordo com dados da OMS, cerca de 80% da 

população mundial faz uso de fitoterapia, seja na forma de infuso ou medicamento ‘industrializado 

(TRENTINI; YAMADA, citado por CORRÊA; GRAÇA; SCHEFFER, 2004; VEIGA; PINTO; 

APARECIDA, 2005). Para atender às demandas de plantas medicinais foi lançado em 2016 o 

Memento Fitoterápico que descreve as práticas em fitoterapia no Brasil. Quando se fala de práticas 

em fitoterapia no Brasil, sem dúvida, nos deparamos com a existência de lacunas que 

comprometem o modo racional dessa terapêutica (BRASIL,2016). 
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Do ponto de vista econômico, os medicamentos de origem natural representam um grande 

benefício para a população brasileira. A comercialização de produtos obtidos de abelhas (Apis 

mellifera) como o mel e a própolis vermelha vem se tornando frequente no Brasil, com a crescente 

implantação de micro indústrias de produtos à base de mel e própolis.  

 A própolis é um produto natural que vem sendo utilizado por séculos pelas mais diversas 

civilizações. Pode ser definida como uma resina natural obtida através da colheita de partes de 

plantas e exsudatos resinosos, produzida, principalmente, por abelhas da espécie Apis mellifera. 

Essa resina é utilizada naturalmente pelas abelhas, com o intuito principal de selar eventuais 

aberturas nas colmeias, protegendo contra possíveis invasores (PEREIRA; SEIXAS; AQUINO 

NETO, 2001; MARCUCCI, 1995). 

As propriedades farmacológicas da própolis têm sido muito estudadas nesses últimos anos. 

Suas principais aplicações são voltadas para a criação de produtos, utilizados como tratamentos 

alternativos de saúde, além de poder ser utilizada na produção de medicamentos. O interesse por 

este produto natural está aumentando devido às suas características químicas, biológicas e 

farmacêuticas. Vários estudos têm demonstrado algumas propriedades da própolis, como 

antifúngica, antiviral, antioxidante, antiinflamatória, antitumoral e antibacteriana (HU et al, 2005; 

SFORCIN, BANKOVA, 2011; VALENTE et al, 2011; CHAN, CHEUNG, SZE, 2013), em 

cicatrização de feridas (ORYAN et al., 2018), entre outras. 

Estudos das últimas décadas atribuem à própolis a melhora no tratamento de queimaduras, 

cicatrização e ulcerações. O conhecimento da ação cicatrizante da própolis é antigo, na África do 

Sul, por exemplo, na guerra ao final do século XIX, foi amplamente utilizada devido às suas 

propriedades cicatrizantes e na segunda guerra mundial foi empregada em várias clínicas 

soviéticas.  

No Brasil, as feridas constituem um sério problema de saúde pública, devido ao grande 

número de doentes com alterações na integridade da pele, embora sejam escassos os registros 

desses atendimentos. O elevado número de pessoas com feridas contribui para onerar o gasto 

público, além de interferir na qualidade de vida da população. No mundo, o impacto econômico e 

social das feridas exige um maior nível de atenção e recursos para entender os mecanismos 

biológicos subjacentes às complicações de ferida cutânea (SENet al., 2009). 
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 Com o envelhecimento da população, o número de pacientes afetados por feridas vem 

aumentando. O verdadeiro custo do tratamento de feridas, incluindo feridas crônicas, como úlceras 

venosas da perna, úlceras do pé diabético e úlceras de pressão, permanece desconhecido. Uma taxa 

de prevalência aproximada para feridas crônicas nos países não desenvolvidos é de 1% a 2% da 

população geral (HEYER et al, 2016; GUEST et al, 2015). 

 As feridas crônicas geram sofrimento, dor, infecções graves, diversas comorbidades, 

isolamento social, depressão, comprometimento da saúde em geral, perda de mobilidade e aumento 

de custos hospitalares. Em muitos casos, podem levar à amputação do membro afetado e até 

morte(SITUM et al, 2014). A ferida é considerada crônica se a cura não ocorrer dentro de um 

período de até três meses. Cada vez mais, isso se tornou um grande desafio terapêutico em todo o 

mundo e é considerado um problema de saúde pública (NUNAN et al, 2014). 

No Brasil, os dados estatísticos sobre feridas crônicas são escassos e atualizados com pouca 

frequência. Estima-se que quase 13% da população brasileira é portadora desse tipo de lesão, 

estatística que se eleva para quando se considerava apenas a população de diabéticos (GOMES et 

al., 2011; BEZERRA et al., 2014).  

Apesar da variedade de curativos já comercializados, destinados ao tratamento de feridas 

graves e de difícil cicatrização, nenhum produto existente vai ao encontro de todos os 

requerimentos de um curativo ideal (MOURA et al., 2013). Os requerimentos de um curativo ideal 

são realizar desbridamento da ferida, evitar contaminação microbiológica, promover isolamento 

térmico, permitir a troca gasosa, permitir sua remoção sem causar traumas na ferida e pele ao redor 

(BOATENG & CATANZANO, 2015). Devem garantir boa modelagem da superfície da ferida, ser 

atraumáticos, fazer monitoramento sem contato possível com a ferida, não produzir qualqueração 

irritativa local e tóxica, admitir a esterilização, fornecerum nível máximo de conforto , ser simples 

na manutenção e admitir o uso a longo prazo sobre a ferida. Curativos modernos também devem 

produzirefeitos curativos; por esta razão, muitos deles carreiam substâncias biologicamente ativas, 

que devem ser liberadas na ferida, em dose certa. A combinação dessas propriedades oferece uma 

definição do curativo "ideal", que pode ser considerado como indicativoda direção principal de 

pesquisa e desenvolvimento neste campo (YUDANOVA& RESHETOV, 2006). 

Neste sentido, existe uma clara demanda por materiais que possam acelerar a cicatrização 

e reduzir os riscos de infecção ou até a morte para o paciente (WIEGAND e HIPLER, 2010). Além 
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disso, faz-se necessário um maior investimento em pesquisas neste campo, com o objetivo de criar 

recursos e tecnologias mais acessíveis à população (MANDELBAUM et al., 2003). 

O desenvolvimento de novos sistemas de liberaçãodefármacos em determinados alvos 

terapêuticos é uma necessidade para se obter o sucesso terapêutico ou que demonstre benefício 

fisiológico à saúde na prevenção de doenças, e é tão importante quanto a descoberta das moléculas 

com determinada ação terapêutica.  

Um dos grandes desafios atuais da cirurgia moderna tem sido a substituição de tecidos do 

organismo, inclusive em áreas de lesão cutânea, isso por meio do uso de implantes ou de inclusão 

de materiais sintéticos, de produtos artificiais ou de biomateriais. 

Nos últimos anos houve um interesse crescente no uso de sistemas poliméricos como 

carreadores de fármacos. Estes sistemas são constituídos de polímeros biodegradáveis 

hidrossolúveis oulipossolúveis, onde o fármaco é incorporado por várias técnicas. 

 Um biomaterial é definido como qualquer tipo de material que é usado para produzir um 

dispositivo farmacologicamente inerte, que pode auxiliar ou substituir uma função fisiológica 

docorpo, de uma maneira segura, confiável e fisiologicamente aceitável (PARK, 2012).O uso de 

biomateriais aumentou consideravelmente, devido a uma variedade de fatores, como o 

envelhecimento da população e devido a uma série de doenças congênitas e lesões. (LEVY, 

MARSHALL, 2004; CAMPOCCIA, MONTANARO, ARCIOLA, 2013). 

As membranas, que são formadas a partir de biopolímeros capazes de produzir hidrogéis, 

possuem histórico de compatibilidade com organismos e têm sido muito utilizadas como curativos 

em feridas. Essas membranas apresentam uma maior resistência, maleabilidade e grau de 

reticulação variável, o que permite a formação de redes porosas com tamanho suficiente para vários 

tipos de aplicações (RODAS, 2004). 

Os curativos são amplamente utilizados no tratamento de feridas devido à ação profunda de 

hidratação sobre a superfície da ferida (RODRIGUES et al., 2013). Sua capacidade para liberação 

controlada de fármacos é outro ponto bastante explorado, principalmente na forma de membrana 

polimérica. Esse fato amplia a possibilidade de desenvolvimento de curativos mais eficientes, que, 

além de hidratar a ferida, liberem fármacos que possam auxiliar no processo de cicatrização, ideia 

desenvolvida no presente trabalho. 
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Os fármacos ou outros materiais incorporados podem desempenhar um papel ativo no 

processo de cura da ferida diretamente, como agentes de limpeza ou desbridamento, para a remoção 

de tecido necrótico, ou indiretamente como antimicrobianos, que previnem ou tratam os agentes 

de infecção ou crescimento (fatores de crescimento), para ajudarna regeneração dos tecidos. Na 

gestão de feridas crônicas, onde os pacientes geralmente passam por tratamentos longos e 

mudanças frequentes dos curativos, um sistema que oferece fármacosdiretamente na ferida, de uma 

forma controlada, pode melhorar a adesão do paciente e os resultados terapêuticos. Bioadesivos, 

curativos (sintéticos, semi-sintéticos ou naturalmente derivados) poliméricos são potencialmente 

úteis no tratamento de infecções locais onde pode ser benéfico alcançar concentrações locais 

aumentadas de antibióticos, evitando altas doses sistêmicas, reduzindo assim a exposição de 

pacientes a um excesso de fármaco, além daquele exigido (BOATENG & CATANZANO, 

2015).De acordo com a Organização Mundial de Saúde (2002), as espécies vegetais são a melhor 

e maior fonte de fármacos para humanidade. Estudos etnobotânicos têm demonstrado o uso popular 

de produtos naturais no tratamento de doenças tanto por via oral, como na aplicação tópica sobre 

as lesões cutâneas (DAVIS & PEREZ, 2009). Muitos produtos naturais apresentam em sua 

composição substâncias descritas na literatura como eficazes na atividade cicatrizante.  

Neste sentido, a própolis, vem se destacando na medicina popular e atrai muita atenção por 

suas utilidades na prática médica e cosmética graças às suas propriedades farmacológicas, o que 

pode permitir sua utilização como estratégia na terapia de feridas, podendo vir a possibilitar a 

redução do tempo de tratamento das lesões, melhorando a condição psicossocial do paciente com 

sua consequente inclusão social, além de garantir o acesso mais fácil e democrático da população 

a tratamentos alternativos e complementares da saúde (ORYAN et al, 2018). 

Desta forma, no presente trabalho, buscou-se desenvolvimento de biomembranas 

enriquecidas com própolis vermelha, a fim de tratar lesões na pele. Assim, este trabalho enfoca 

tema de relevância para a utilização de produtos de origem natural, mais especificamente na área 

de desenvolvimento de novos materiais, com foco no estabelecimento de processos de produção 

de biomateriais aplicáveis na recuperação de lesões de pele, importantes na área de biotecnologia 

de recursos naturais e na saúde. 
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2 OBJETIVOS 

2.1 Objetivo Geral 

Desenvolver e caracterizar uma membrana polimérica incorporada com própolis vermelha 

para auxiliar no processo de cicatrização de lesões de pele. 

2.2 Objetivos Específicos 

❖ Obter e padronizar o Extrato Etanólico da Própolis Vermelha (EEPV); 

❖  Identificaros constituintes químicos do EEPV por cromatografia líquida de alta eficiência 

(CLAE) com detector UV-vis; 

❖ Desenvolver formulações de membranas poliméricas e incorporaçãodo EEPV; 

❖ Caracterizar o extratoe das membranas obtidas a partir da própolis vermelhaAplicação da 

espectroscopia no infravermelho com transformada de Fourier (FTIR); 

❖ Quantificar o teor de fenóis e flavonóides totais do extratoe das membranas obtidas a partir 

da própolis vermelha; 

❖ Avaliar a capacidade antioxidante frente ao radical DPPH● e redutora de ferro (FRAP) do 

EEPVe das membranas obtidas a partir da própolis vermelha; 

❖ Avaliar a morfologia da superfície das membranas obtidas a partir da própolis 

vermelhaatravés da Aplicação da microscopia óptica e microscopia eletrônica de varredura 

(MEV); 

❖ Avaliar o comportamento hídrico,através da determinação do grau de 

intumescimento(swelling behavior) das membranas poliméricas desenvolvidas à base de 

própolis vermelha;  

❖ Aplicar UV-Vis na determinação da eficiência de incorporação de EEPV nas membranas;  

❖ Aplicar modelos in vitro para a determinação do potencial antialérgico e de viabilidade 

celular das membranas obtidas a partir da própolis vermelha; 

❖ Aplicar ensaios de cicatrização in vitro para a determinação da atividade cicatrizante das 

membranas obtidas a partir da própolis vermelha. 
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3 REVISÃO DE LITERATURA 

3.1 Produtos Naturais 

3.1.1 Histórico do Uso de Produtos Naturais 

O uso terapêutico dos produtos naturais na saúde humana constitui-se como prática milenar, 

historicamente construída na sabedoria do senso comum que articula cultura e saúde, uma vez que 

esses aspectos não ocorrem de maneira isolada, mas inseridos num contexto histórico determinado. 

Mesmo com os expressivos avanços científicos da fitoterapia, como são conhecidas as plantas 

utilizadas para fins terapêuticos na linguagem acadêmica, elas continuam sendo muitas vezes 

usadas apenas com base na cultura popular para a promoção e recuperação da saúde das pessoas 

(ALVIM, 2006; ALEXANDRE, 2008). 

No Brasil, esta prática foi introduzida pelos indígenas, que utilizavam seus conhecimentos 

empíricos para uso das plantas na cura das doenças endêmicas de suas tribos. É fato que até os dias 

atuais os estudos sobre as formas, uso e terapêutica dos produtos naturais tem se tornado muito 

importante e que ainda existe muito a se estudar, pois de acordo com a Organização Mundial da 

Saúde (OMS) 80% da população faz uso desses produtos naturais no que tange a atenção primária 

àsaúde (CUNHA, 2011; BRASIL, 2012). 

O uso de produtos naturais simboliza muitas vezes o único recurso terapêutico de muitas 

comunidades. Estudos envolvendo seu uso demonstram uma grande dimensão e conscientização 

através da aplicação empírica da fitoterapia entre a população. No Brasil, essa prática terapêutica 

alternativa serve para o tratamento de muitas enfermidades, já que a descoberta de novos 

medicamentos baseados em produtos naturais tem sido enfatizada pela indústria farmacêutica 

(SOUSA et al., 2011; GEARY et al., 2012). 

As plantas são consideradas a matéria-prima para a fabricação de fitoterápicos e outros 

medicamentos. Pelo menos 25% dos medicamentos atuais são produzidos direta ou indiretamente 

a partir de alguma planta. No Brasil este segmento responde por 3% a 4% do faturamento anual do 

setor farmacêutico. Os fitomedicamentos são responsáveis por 6% do faturamento de todo o 

segmento de medicamentos no mundo (RODRIGUES et al, 2012). 

Na Segunda Guerra Mundial, muitos produtos naturais foram utilizados como agentes 

clínicos (PHILLIPSON, 2001). Após a grande Guerra, os conhecimentos na área de fitoterapia 
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estimularam o desenvolvimento de drogas sintéticas que eram produzidas a partir de moléculas 

encontradas naturalmente nos vegetais (GILBERT et al., 1997). O conhecimento adquirido e 

acumulado pelas civilizações, que usam as plantas no tratamento de enfermidades, representa a 

base da fitoterapia moderna e ponto de partida para pesquisas e produção de novos medicamentos 

pelas indústrias farmacêuticas. 

O fim do século XX e o início do século XXI foram marcados pelo grande avanço na ciência 

e da tecnologia e pelos impactos que estas causaram na medicina. No entanto, apesar de todo esse 

desenvolvimento, em diversos casos, a medicina ainda se mostra incapaz de resolver os problemas 

de saúde. Apesar de altas tecnologias terem sido incorporadas aos sistemas de diagnóstico e da 

terapêutica, pesquisas mostram que cresce a insatisfação das pessoas com os custos dos 

tratamentos, com a falta de humanização em saúde, além da suspeita sobre a eficácia de alguns 

procedimentos médicos (FIGUEIREDO; OLIVEIRA, 2003).  

Nota-se um retorno do interesse pelas plantas medicinais, devido à grande procura por 

terapias alternativas. Isto se deve principalmente à ineficiência de alguns produtos sintéticos, ao 

alto custo dos medicamentos alopáticos e à busca da população por tratamentos menos agressivos 

ao organismo (BADKE et al., 2012). 

3.1.2 . Opoterápicos  

Opoterápicos são definidos como “preparação obtida a partir de glândulas, tecidos, outros 

órgãos e secreções animais destinada a fim terapêutico ou medicinal”, como exemplo de 

medicamento, a própolis (produzida por abelhas) (BRASIL, 2011).   

 Nos últimos anos tem crescido o interesse por produtos de fontes naturais para uso 

farmacêutico, principalmente no que se refere a fitoterápicos e particularmente a opoterápicos. 

OBrasil ocupa uma posição privilegiada, possuindo cerca de 30% da flora mundial (BRESSOLIN; 

CECHINEL FILHO, 2003). 

 De acordo com a Agência Nacional de Vigilância Sanitária (ANVISA) a “própolis” é um 

produto natural, de características físicas resinosas e composição variável, coletada de várias 

espécies vegetais e que sofre adição de secreções da abelha, sendo classificada como opoterápico” 

(BRASIL, 2005).  

Atualmente, o estado de Alagoas apresenta um Arranjo Produtivo Local (APL) na área de 

apicultura. A prática das medicinas naturais e alternativas tem direcionado um interesse cada vez 
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maior sobre os produtos apícolas/opoterápicos, assumindo grande importância em pesquisas, 

dentre eles a própolis. 

3.1.2 Própolis 

A Apis melífera é a principal espécie de abelhas produtoras da própolis. Destaca-se por ser 

uma espécie bastante eficiente na polinização das plantas e na elaboração de mel, geleia real, cera 

e própolis. De cada colmeia pode-se coletar entre 100 a 300 gramas de própolis por ano (PEREIRA 

et al, 2003).  

A própolis é um produto natural que vem sendo utilizado por séculos, pelas mais diversas 

civilizações, sob as mais diferentes formas de administração. Suas aplicações já eram descritas por 

gregos, romanos e egípcios. No Egito, por exemplo, a própolis era utilizada para embalsamar 

corpos e era chamada de “cera negra”. Além disso, os gregos incluindo Hipócrates, já utilizavam a 

própolis, como principal agente cicatrizante da época (PEREIRA; SEIXAS; AQUINO NETO, 

2001). 

A palavra própolis é derivada do grego pro – para ou em defesa, e polis – a cidade, dando 

o significado de “em proteção da colmeia” (GHISALBERTI, 1979). As abelhas usam esta 

substância para protegê-las contra insetos e micro-organismos, empregando-a em finas camadas 

nas paredes internas das colmeias para vedar buracos e rachaduras, reparar e fortalecer os favos de 

mel, proteger a entrada da colmeia, no preparo de locais assépticos para a postura da abelha rainha 

e na mumificação de insetos invasores (MARCUCCI, 1995; LUSTOSA et al., 2008). 

 A própolis é um material resinoso coletado por abelhas,principalmente de brotos de 

folhas, brotos de flores, caules, frutos rachados na casca de várias espécies de árvores, 

transportados para a colmeia e misturados com cera para formar materiais adesivos fortes 

(ORLANDINI, PINETTI, BENVENUTI, 2011). 

Sua composição é variada, apresentando majoritariamente de 50 - 60% de resinas e 

bálsamos, 30 - 40% de ceras, 5 - 10% de óleos essenciais, 5% de grão de pólen (LUSTOSA et al., 

2008; NASCIMENTO et al., 2018).A porção resinosa e balsâmica é rica em compostos fenólicos 

e esses têm sido apontados como os responsáveis pelos efeitos terapêuticos atribuídos à própolis. 

Dentre esses compostos, os flavonoides são considerados os principais, sendo possível encontrar, 

ainda, ácidos fenólicos, aldeídos fenólicos, álcoois e cetonas. A composição e a proporção dos 

componentes encontrados na própolis variam de acordo com a vegetação local, a estação do ano 
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em que foi feita a colheita e até mesmo de acordo com a variabilidade genética das abelhas rainhas 

(PARK et al., 1998). 

Park, Ikegaki e Alencar (2000) classificaram a própolis em doze grupos diferentes, baseado 

em uma série de estudos físico-químicos (Tabela 1). A classificação foi feita após análises, como 

asdeaparência e coloração do extrato e espectro de absorção noUV-visível, realizados em 500 

amostras de própolis coletadas em diferentes regiões do Brasil. O mesmo estudo sugeriu que a 

diversidade da própolis cresciana mesma proporção que a vegetação das regiões também 

aumentava. Posteriormente, Daugsch e colaboradores (2006) relataram a descoberta da própolis 

vermelha e sua classificação como a própolis do grupo treze.Cinco tipos são provenientes da região 

sul, um proveniente do sudeste e centro-oeste e sete do Nordeste.  

A própolis vermelha é obtida no nordeste do Brasil, em regiões localizadas nas 

proximidades de mar, rios e manguezais, mais precisamente da região de mangue do estado do 

Alagoas. Esse tipo de própolis tem uma composição diferente em relação aos outros tipos. Sua 

coloração vermelha ocorre devido à sua origem botânica, que foi descoberta após pesquisadores 

observarem que as abelhas coletavam um exsudato vermelho da leguminosa Dalbergia 

ecastophyllum (L.) Taub. (DAUGSCH et al., 2006) (Figura 1), conhecida popularmente como rabo 

de bugio, devido à sua coloração vermelha intensa. 

Figura 1 - Própolis Vermelha de Alagoas – Apiário Marechal Deodoro/AL. 

 

 

 

 

 

 

 

Fonte: www.propolisdealagoas.blogspot.com – Acesso em 19 de maio de 2018. 
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Tabela 1 – Classificação da própolis vermelha de acordo com as características físico-químicas e localização 

Extrato etanólico de própolis 

Grupo* Cor Origem 

1 (RS) Amarela Região Sul 

2 (RS) Marrom Região Sul 

3 (PR) Marrom escura Região Sul 

4 (PR) Marrom Região Sul 

5 (PR) Marrom esverdeada Região Sul 

6 (BA) Marrom avermelhada Região Nordeste 

7 (BA) Marrom esverdeada Região Nordeste 

8 (PE) Marrom escura Região Nordeste 

9 (PE) Amarela Região Nordeste 

10 (CE) Amarela escura Região Nordeste 

11 (PI) Amarela Região Nordeste 

12 (SP) Verde ou marrom esverdeada Região sudeste 

13 (AL) Vermelha Região Nordeste 

Fonte: Adaptado de PARK et al., 2000; CABRAL et al., 2009; TORETI et al., 2013. 

3.1.3 Própolis vermelha de Alagoas 

A própolis vermelha é reportada como sendo típica de Cuba e da Venezuela, onde as origens 

botânicas foram identificadas como Clusia nemorosa (Clusiaceae) e Clusia scrobiculata, 

respectivamente (TRUSHEVA et al., 2006).  

A própolis vermelha de Alagoas (Figura 1) recebeu, em 2012, o registro de Indicação 

Geográfica (IG201101) pelo INPI, delimitando o Estado em 17 pontos, os quais abrangem as áreas 

de manguezais, denominando assim a origem da própolis de Alagoas. 
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“A “Própolis Vermelha de Alagoas” (PVA) é um produto oriundo de 

substâncias resinosas, gomosas e balsâmicas, colhidas pelas abelhas da 

espécie Apis mellifera, de brotos, flores e exsudatos predominantemente da 

planta Dalbergia ecastophyllum (L) Taub. (Leguminosae, nome popular: 

Rabo de Bugio), de ocorrência na região litorânea e estuarino-lagunar do 

Estado de Alagoas, acrescidos das secreções salivares desses insetos, além 

de cera e pólen, para elaboração final do produto cuja composição apresente, 

entre outros compostos químicos, medicarpina, vestitol, isoliquiritigenina, 

formononetina e dadzeína (LOPEZ et al., 2001).” 

3.1.4 Composição química da própolis vermelha 

A composição química da própolis é muito complexa e depende da biodiversidade da flora 

regional, mas de forma geral ela é constituída de aproximadamente 30% de ceras, 50% de resinas 

vegetais, 10% de óleos voláteis, 5% de pólen e 5% de outras substâncias, incluindo compostos 

orgânicos e microelementos.  

Mais de 300 compostos químicos já foram identificados, incluindo ácidos fenólicos, 

flavonóides, ésteres, diterpenos, sesquiterpenos, lignanas, aldeídos aromáticos, álcoois, 

aminoácidos, ácidos graxos, vitaminas e minerais terpenos (BANKOVA, 2005; FUNARI & 

FERRO, 2006; HUANG et al., 2014). 

A própolis tem sido objeto de estudos farmacológicos devido às suas propriedades, 

antimicrobiana, antiparasitária, antifúngica, antiviral, imunoestimulante, antioxidante, antitumoral, 

entre outras, (LUSTOSA et al., 2008). Essas atividades atribuídas à própolis são relacionadas aos 

seus marcadores, no caso da própolis vermelha de Alagoas, essas atividades se atribuem 

principalmente aos isoflavonóides, ácidos fenólicos, gutiferonas e terpenos (LÓPEZ et al., 2014). 

Dentre esses compostos, os flavonóides são considerados os principais responsáveis pelos 

efeitos terapêuticos da própolis, possuindo ação antibacteriana, antiviral, antioxidante, cicatrizante, 

imunomoduladora, antiinflamatória, analgésica, regenerativa de cartilagens e ossos e 

vasodilatadora (CHEN et al., 2005; MENEZES, 2005; FERNANDES JUNIOR et al., 2006; VOLPI 

& BERGONZINI, 2006; SPERANÇA et al., 2007; OLIVEIRA et al, 2012). 

Os flavonoides são classificados como compostos fenólicos que podem estar presentes na 

forma de agliconas, glicosídeos ou como parte de estruturas que possuem flavonoides. O principal 
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flavonoide presente na dieta humana é a quercetina. Os mecanismos antioxidantes dos flavonoides 

envolvem sua capacidade sequestradora de espécies reativas de oxigênio e nitrogênio (ERON) e 

sua capacidade de quelar íons metálicos, promovendo então a proteção do tecido contra ERON e 

contra a peroxidação lipídica(BEHLING et al., 2004). 

A estrutura química dos flavonóides está baseada no núcleo flavilium, o qual consiste de 

três anéis fenólicos. O benzeno do primeiro anel é condensado com o sexto carbono do terceiro 

anel, que na posição 2 carrega um grupo fenila como substituinte. O terceiro anel pode ser um 

pirano heterocíclico, gerando as estruturas básicas das leucoantocianinas e das antocianidinas, 

denominado de núcleo flavana (Figura 2). Devido ao fato do terceiro anel apresentar-se como uma 

pirona, ocorre a formação das flavonas, flavonóis, flavanonas, isoflavonas, chalconas e auronas, 

recebendo a denominação de núcleo 4-oxo-flavonóide (AHERNE, O’BRIEN, 2002). 

Figura 2 - Estrutura química básica de um flavonóide. 

 

Fonte: MARÇO et al., 2008. 

Tabela 2. Classe, estrutura química e fontes de flavonoides. 

CLASSE  ESTRUTURA NOME FONTE 

Flavanóis 

OH no C-3, sem 

dupla ligação 

entre 

C-2 e C3, 

sem C=O no 

C-4 

 

Epicatequina 

Catequina 

Epigalocatequina 

Galato de 

Epicatequina 

 

Cha verde, 

preto, uvas e vinho 

tinto 

 

Tabela 3. Classe, estrutura química e fontes de flavonoides. (Continuação) 
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Flavanona 

C=O no C-4 sem 

dupla ligação 

entre 

C-2 e C-3  

Nariginina 

Taxofolina 

Cascas e frutas 

cítricas 

Flavonóis 

OH na 

posição 3 e 

C=O na 

posição 4 do 

anel C 
 

Campferol 

Quercetina 

Rutina 

Miricetina 

Brócolis, chá preto, 

cebola, alface, maça, 

cerejas, uvas, vinho 

tinto 

Flavonas 
C=O na 

posição 4 

 

Cricina 

Apigenina 

 

Cascas de fruta, aipo, 

salsa 

 

Antocianidinas 

OH no C-3, com 

ligações duplas 

conjugadas, sem 

C=O no 

C-4 

 

Malvidina 

Cianidina 

Apigenidina 

 

Uvas roxas, vinho 

tinto, 

morangos,cerejas, 

frutas e cascas de 

frutas coloridas 

Fonte: THOMAZ, 2014. 

Os flavonoides encontrados na própolis são considerados os principais compostos 

responsáveis pelos seus efeitos benéficos. As propriedades farmacológicas da própolis têm sido 

muito estudadas nesses últimos anos. Suas principais aplicações são voltadas para o 

desenvolvimento de produtos, utilizados como tratamentos alternativos de saúde, além de poder 

ser utilizada na produção de medicamentos propriamente ditos. Dentre essas propriedades se 

destacam suas ações: antiviral, antitumoral, antiprotozoária, hepatoprotetora, antiinflamatória, 

antimicrobiana, antioxidante e cicatrizante, sendo essas quatro últimas propriedades essenciais para 

o tratamento de feridas (BURDOCK, 1998; BANSKOTA, TEZUKA, KADOTA, 2001; 

BANKOVA, 2005; HUANG, 2014). 

A Figura 3 mostraalgumas estruturas de flavonoides comumente encontrados na própolis: 

a quercetina, miricetina e a galangina são flavonóis; a apigenina, a crisina e o canferol são exemplos 

de flavonas e a pinocembrina e a naringenina são flavanonas.  
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Figura 3 – Alguns flavonóides encontrados na própolis. 

 

Fonte: HUANG, 2014. 

3.1.5 A pele 

A pele é o maior órgão do corpo humano e por sua localização externa está em contato 

direto com o meio ambiente, sendo sua principal função proteger o organismo de possíveis 

agressões externas, formando, portanto, uma barreira entre os órgãos internos e o ambiente 

externo.A pele possui diferentes funções, como promover proteção contra microrganismos, agentes 

físicos e químicos; regular a temperatura corpórea pelo do ajuste do fluxo sanguíneo e da 

transpiração; prevenir a desidratação e fornecer suporte a vasos sanguíneos e nervos responsáveis 

pelas funções sensoriais (calor, frio, pressão, dor e tato) (PAUL e SHARMA, 2004). A pele é ainda 

o componente periférico do sistema imune, sendo capaz de iniciar uma resposta imune primária 

frente a um estímulo, como um patógeno. É na verdade um órgão complexo que envolve diversos 

tipos celulares e estruturas, e pode ser dividida em três camadas principais: epiderme, derme e 
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hipoderme (DEBENEDICTIS et al., 2001; MAKRANTONAKI e ZOUBOULIS, 2007; 

SPELLBERG, 2000). 

Como já comentado, por ser rica em vasos sanguíneos, glândulas e tecido adiposo, a pele 

desempenha papel fundamental na termorregulação corporal (JUNQUEIRA, CARNEIRO, 2012). 

Suas camadas mais profundas possuem terminações nervosas que transmitem ao sistema nervoso 

central as percepções desencadeadas por estímulo do meio externo. Dentre essas sensações estão 

frio, calor, dor, tato e alterações de pressão (LIMA, 2010).  

Histologicamente a pele é constituída por duas camadas distintas e firmemente unidas, 

sendo a mais superficial denominada epiderme e a mais profunda derme. Abaixo da derme uma 

terceira região pode ser identificada, a hipoderme, que representa um reservatório energético 

constituído principalmente por tecido adiposo ( JUNQUEIRA, CARNEIRO, 2005; (DALLAN, 

2005; REED et al., 2011). 

3.1.5.1 Organização estrutural da pele 

A derme representa uma camada com espessura variável de tecido conjuntivo denso. Já a 

epiderme é formada por um epitélio de revestimento, estratificado, pavimentoso e queratinizado 

(JUNQUEIRA, CARNEIRO, 2005). O limite entre a epiderme e a derme não é regular. A derme 

apresenta projeções, as papilas dérmicas, que se encaixam em reentrâncias da epiderme, 

aumentando a coesão entre as camadas (JUNQUEIRA, CARNEIRO, 2005) (Figura 4). 

A epiderme é composta de várias camadas. O estrato córneo, camada fina e mais externa 

da epiderme, é composto de células desvitalizadas e queratinizadas. É seca, impermeável à água e 

rica na proteína protetora chamada queratina. As camadas seguintes da epiderme (estrato lúcido, 

estrato basal, estrato granuloso e estrato germinativo) contêm células. A epiderme é uma camada 

protetora que proporciona uma barreira a lesões, à contaminação e à luz. Ela também evita a 

desidratação dos tecidos subjacentes, retém fluidos e nutrientes dentro da pele e produz melanina, 

a qual é responsável pela cor da pele.  

A derme é composta primariamente de tecidos conjuntivos fibrosos de colágeno e elastina. 

Estas fibras estão entremeadas dentro de uma matriz de polissacarídeos e proporcionam força e 

elasticidade a pele. Os folículos pilosos, glândulas sebáceas e glândulas sudoríparas estão contidos 

na derme. Uma rede de linfáticos, vasos sanguíneos e terminações nervosas cutâneas suprem os 

anexos da pele.  
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A derme produz pêlos, regula a temperatura do corpo, abriga receptores sensoriais, supre 

nutrientes, oxigênio e sintetiza várias substâncias químicas. Ela é composta por fibroblastos, 

colágeno, substância matricial e proteínas de elastina. Abaixo da derme há tecido conjuntivo frouxo 

e tecido adiposo. Ela proporciona isolamento, suporte e amortecimento para a pele e outros tecidos, 

a fim de suportar tensões e pressões, armazenando energia para a pele. Abaixo desta camada, estão 

localizados fáscia e músculos que proporcionam amortecimento adicional por sobre as estruturas 

ósseas. 

Figura 4 – Corte de pele humana. 

 

Fonte: Adaptado de Slomianka, 2009. 

3.1.5.2 Lesões de pele 

Uma lesão de pele é um defeito ou rompimento da sua estrutura, e sua gravidade varia de 

acordo com as camadas envolvidas: lesões superficiais atingem a derme, lesões profundas 

superficiais atingem o tecido subcutâneo (hipoderme), e lesões profundas totais atingem os 

músculos e as suas estruturas adjacentes (BORGES et al., 2007). 

A pele é o órgão acometido por feridas e quando lesada requer reparação. Ferida é definida 

como a interrupção na continuidade de um tecido, em maior ou menor extensão, causada por 

qualquer tipo de trauma físico, químico, mecânico ou provocado por uma afecção clínica, que, uma 

vez desencadeada, ativa as defesas orgânicas para o contra-ataque. (MALAGUTTI; KAKIHARA, 

2010). 

Dependendo da natureza do processo de reparo da lesão, esta pode ser classificada como 

aguda ou crônica. As feridas agudas normalmente cicatrizam completamente, com formação 
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mínima de cicatrizes, dentro de 8 a 12 semanas. As causas primárias destas feridas são fatores 

externos como abrasões, cortes, penetração de objetos, incisões cirúrgicas, queimaduras, choques 

e contato com substâncias corrosivas ou radiação (BOATENG et al., 2008). 

Dentre as feridas agudas, as queimaduras devem receber atenção especial, uma vez que são 

de difícil tratamento, podendo causar danos extensos, perda de fluidos e trauma ao paciente. O 

atendimento a vítimas de queimaduras, incluindo os casos complicados por outros tipos de trauma, 

exige pessoal com treinamento especializado e acesso a equipamentos e materiais adequados. O 

que configura um desafio para todos os profissionais da área da saúde e exige constante 

aperfeiçoamento pela equipe (IURK et al., 2010).  

As feridas crônicas, por outro lado, cicatrizam lentamente devido a danos constantes ao 

tecido, ao mau tratamento da lesão ou a condições fisiológicas como diabetes, infecções 

persistentes, tromboses, edemas ou pressão local prolongada. Este tipo de ferida pode conter níveis 

elevados de substâncias que perpetuam a fase inflamatória, podendo persistir sem sinais de 

cicatrização por meses ou até anos. Exemplos de feridas crônicas são as úlceras de pressão e as 

úlceras de perna (BOATENG et al., 2008; PAUL e SHARMA, 2004; WIEGAND e HIPLER, 

2010). 

A cicatrização é um processo extremamente dinâmico, e envolve interações complexas 

entre moléculas da matriz extracelular, mediadores solúveis, várias células residentes e leucócitos 

infiltrados (LAU et al., 2009) e pode ser entendida como um conjunto de processos que se iniciam 

logo após a ocorrência de uma lesão, em perfeita e coordenada cascata de eventos celulares, 

moleculares e bioquímicos que interagem para que ocorra a reconstituição epitelial (CAMPOS; 

FRANCO; GROTH, 2007).  

A cicatrização é uma resposta inflamatória aguda, com edema e formação de exsudado 

seroso, provocando morte celular, ruptura dos vasos sanguíneos, seguidos por coagulação e 

alteração da vascularização (ALVES; MACHADO; NORONHA, 2011;MAHDAVIAN 

DELAVARY et al., 2011), sendo um processo complexo composto por três estágios clássicos de 

reparo das feridas: inflamação, granulação (proliferação celular, formação de tecido) e re-

epitelização (remodelação do tecido). (Figura 6) 

No entanto, há dinamismo e sobreposição entre essas fases, sendo impossível o 

estabelecimento das mesmas em períodos específicos (KUMAS et al., 2005) (Figuras5). 
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Figura 5 - Fases da ferida: (a) inflamação, (b) granulação e (c) repitelização. 
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Fonte: Gurtner et al., 2008. 

Figura 6 - Fases da cicatrização. 

 

Fonte:http://saudecelulahumana.blogspot.com.br/2016/09/fibroblastos-e-seu-papel-na-regeneracao.html. (Acessado 

em 19 de maio de 2018) 

3.1.5.2.1 Fase inflamatória 

A resposta inflamatória é uma reação local não específica à lesão do tecido e/ou invasão 

bacteriana. Esta fase dura cerca de 48 horas depois da lesão. É uma parte importante dos 

mecanismos de defesa do corpo e fase essencial do processo de cicatrização. A ferida é 

caracterizada por um ambiente hipóxico (isquêmico), no qual um coágulo de fibrina é formada. 

Bactérias, neutrófilos e plaquetas são abundantes nesta fase da ferida (GURTNER et al., 2008). 

A fase inflamatória inicia-se imediatamente após a lesão, com vasodilatação e aumento de 

permeabilidade vascular para a migração de neutrófilos para a ferida.Estesproduzem espécies 

reativas de oxigênio (ERO), que auxiliam na destruição bacteriana, sendo substituídas 

gradativamente pelos macrófagos, fundamentais para a transição para a fase seguinte.  

Esta fase tem as funções de ativar o sistema de coagulação, promover o debridamento da 

ferida e defesa contra microrganismos. É composta por três outras fases que ocorrem quase que 

simultaneamente: 

1. Fase trombocítica - a hemostasia é a primeira resposta à lesão e se caracteriza pela 

vasoconstrição. Os trombócitos são responsáveis pela agregação plaquetária e ativação da cascata 

de coagulação.  



41 

 

2. Fase granulocítica – nesta fase, os granulócitos liberam enzimas proteolíticas mediadoras 

(colagenases, elastases e hidrolases ácidas); há aumento do fluxo sanguíneo (vasodilatação); perda 

de líquidos, proteínas e células pelos capilares (produção de exsudato); ocorre a quimiotaxia 

(atração de macrófagos) e a fagocitose (os neutrófilos e macrófagos digerem as bactérias e restos 

celulares). 

3. Fase macrofágica – nesta fase, há o início da reparação, onde os macrófagos secretam proteases, 

fatores de crescimento e substâncias vasoativas que dão continuidade ao processo de debridamento 

e exercem a função de controle central das fases de cicatrização subsequentes. 

3.1.5.2.2 Fase proliferativa 

Nesta fase, a migração de queratinócitos, fibroblastos e células endoteliais resultam na nova 

epitelização, formação de tecido de granulação e angiogenese. Esteestágio ocorre em cerca de 2-

10 dias após a lesão.  Os fibroblastos são responsáveis pela construção da matriz extracelular com 

a formação de coágulos de fibrina e com os vasos sanguíneos para fornecimento de oxigênio e 

nutrientes para os fibroblastos, com posterior substituição da rede de fibrina com glicoproteinas 

(fibronectina e laminina) em proteoglicanos (ácido hialurônico) e colágeno (tipo III). (GURTNER 

et al., 2008). 

3.1.5.2.3 Fase de maturação ou remodelamento 

A característica mais importante desta fase é a deposição de colágeno de maneira 

organizada, por isso é a mais importante clinicamente. Esteestágio dura por um ano ou mais.O 

colágeno desorganizado é depositado pelos fibroblastos quemigraram para a ferida. A ferida se 

contrai perto de sua superfíciee a parte mais larga passa a ser a mais profunda. A ferida re-

epitelizada éligeiramente mais alta que a superfície circundante, e a região curada nãocontém 

apêndices normais da pele(GURTNER et al., 2008). 

Com o tempo, o colágeno inicial (colágeno tipo III) é reabsorvido e um colágeno mais 

espesso é produzido e organizado ao longo das linhas de tensão. Estas mudanças se refletem em 

aumento da força tênsil da ferida. A reorganização da nova matriz é um processo importante da 

cicatrização. Fibroblastos e leucócitos secretam colagenases que promovem a lise da matriz antiga. 

A cicatrização tem sucesso quando há equilíbrio entre a síntese da nova matriz e a lise da matriz 

antiga, havendo sucesso quando a deposição é maior. Mesmo após um ano, a ferida apresentará um 
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colágeno menos organizado do que o da pele sã, e a força tênsil jamais retornará a 100%, atingindo 

em torno de 80%, após três meses. 

3.1.6 Tratamento de lesões de pele 

O corpo humano pode sofrer lesões devido à exposição a agentes físicos, químicos ou 

biológicos. A variedade e incidência das lesões de pele existentes e a dificuldade de tratamento de 

muitas delas são um desafio para os profissionais da saúde. Assim, existe a demanda por curativos 

que possam acelerar a cicatrização, facilitando o tratamento e reduzindo os riscos para o paciente 

(WIEGAND e HIPLER, 2010), além de diminuir o tempo e os dispêndios com a internação nos 

casos mais graves. 

Quando a perda tecidual resulta na formação da ferida, o processo de cicatrização pode não 

ser suficiente para garantir o desenvolvimento adequado de reparação. Nestes casos, além da 

limpeza e desbridamento, outro princípio importante da terapia inclue o uso de oclusão com 

substitutos dérmicos sintéticos (coberturas dérmicas), amanipulação mecânica (por exemplo, 

consiste na aplicação de força mecânica diretamente sobre o tecido necrótico a fim de facilitar sua 

remoção, promovendo um meio ideal para a ação de cobertura primarias oudesbridamento 

instrumental conservador – pode ser realizado à beira do leito ou ambulatorial, em lesões cuja área 

de necrose não seja muito extensa(MENDOÇA e COUTINHO NETO, 2009; MALAFAIA, 2010; 

GURTNER et al., 2008;BRASIL, 2013). 

A existência de uma variedade de tipos de feridas, com suas fases e modos de cicatrização, 

levou à evolução no desenvolvimento de novos modelos de tratamento a exemplo das coberturas. 

Antes de 1960, as coberturas eram consideradas apenas produtos passivos que tinham o papel 

mínimo no processo de cicatrização, porém, em 1962, o pesquisador Winter introduziu o conceito 

da importância de um ambiente ideal para o processo de cicatrização de feridas e do envolvimento 

das coberturas na estabilização e manutenção do ambiente. Esta mudança de paradigma resultou 

no desenvolvimento de coberturas funcionalmente ativas, que através da interação com as feridas, 

recobrem, criam e mantém a umidade no campo de cicatrização(BALBINO, 2005; VALENCIA 

BASTO, 2010).  

Hoje no mundo há diversos tipos de coberturas que podem ser utilizados nas diferentes 

etapas de tratamento das feridas, das quais não podemos esquecer da higienização, desbridamento, 
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diminuição da comunidade bacteriana, controle do exsudato, estímulo à granulação e proteção da 

re-epitelização (SMANIOTTO et al., 2012). 

A escolha da cobertura mais apropriada para manter o ambiente propício para a reparação 

tissular deve observar os seguintes princípios:  

• Manter a umidade na interface da ferida/curativo- em um ambiente úmido, as células 

epiteliais conseguem deslizar pela superfície da lesão, e, além disso, são intensificados os 

processos autolíticos naturais, decompondo o tecido necrótico e também proporciona-se a 

redução da dor no local da ferida, porque as terminações nervosas não sofrem ressecamento. 

• Permitir troca gasosa - a cobertura deverá ser permeável suficiente para permitir a entrada 

de oxigênio suficiente para a realização do processo de mitose e excreção de gás carbônico. 

• Remover excesso de exsudato - embora a superfície da ferida deva permanecer úmida, a 

umidade excessiva causa maceração do tecido da pele circundante. 

• Isolamento térmico - para que as células realizem mitose é necessário que o leito da ferida 

mantenha temperatura entre 36 oC e 37 oC. Toda vez que o leito for resfriado, ou seja quando 

ocorre a utilização de soluções geladas na lesão, há um retardo no processo de cicatrização 

desta ferida. 

• Ser impermeável a bactérias - todos os curativos devem possuir alguma propriedade 

antibacteriana. Alguns deles têm elementos constituintes que são bactericidas, enquanto 

outros criam uma barreira entre a ferida e o ambiente. 

• Permitir a remoção sem causar trauma - se um curativo for de fácil remoção, ele 

provavelmente não causará lesão aos tecidos recém-formados na ferida e tampouco será 

doloroso para o paciente. 

Segundo Mogosanu e Grumezescu (2014), vários produtos são usados como curativos 

passivos, ou seja, essenciais para a manutenção da umidade ideal na estimulação de cicatrização 

de feridas, podendo ser citados como exemplos as gazes, hidrogéis, hicrocoloides e filmes 

transparentes, dentre outros.  

Algumas características, descritas por Malagutti e Kakhiara (2010), são analisadas como 

critério de escolha do curativo ideal, tais como: custo e acessibilidade, capacidade de absorção, 

proteção contra contaminação, manutenção do ambiente úmido, frequência de troca, capacidade de 
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aliviar a dor, se são isolantes térmicos, filtro de odores, se são termolábeis, se podem se desnaturar, 

maleabilidade, transparência, entre outros. 

Neste sentido, métodos alternativos para o fechamento de feridas foram desenvolvidos e 

aperfeiçoados nas últimas décadas (LAUTO et al., 2010; SLATE et al., 2018). Os métodos atuais 

no tratamento de feridas de difícil cura incluem desbridamento, irrigação, antibióticos,enxertos de 

tecidos e enzimas proteoliticas. 

Os curativos modernos podem ser classificados de acordo com o tipo de contato que 

estabelecem com a lesão: curativos primários são aqueles usados em contato direto com o 

tecidolesado; curativos secundários são aqueles colocados sobre o curativo primário, curativos em 

ilha são os que possuem uma região central absorvente cercada por uma porção adesiva.  

Uma segunda classificação comum para curativos refere-se à sua forma física: pomadas, 

filmes,espumas e géis (BOATENG et al., 2008). Outra classificação divide os curativos de acordo 

com a sua atividade: inativos (gaze e outros tecidos), interativos (hidrocolóides, hidrogéis) e ativos 

(que contêm em sua composição fatores de crescimento e inibidores de proteases). Apenas os 

curativos ativos são capazes de influenciar a cicatrização, enquanto os outros têm a função de 

promover um ambiente úmido, e prover isolamento térmico e proteção contra microrganismos 

(WIEGAND e HIPLER, 2010). 

Boateng et al. (2008) também propõem a divisão dos curativos modernos em: 

hidrocolóides, curativos de alginato, hidrogéis, filmes adesivos ou semi-permeáveis, espumas, 

matrizes celulares e acelulares, e curativos biológicos. 

Os curativos biológicos, por sua vez, são feitos de biopolímeros, que são polímeros de 

origem natural, possuindo uma variedade de benefícios ambientais, como serem derivados de 

fontes renováveis, biodegradáveis e biocompatíveis (BOATENG et al., 2008). Os biopolímeros são 

divididos em classes, como os ácidos nucleicos, proteínas, polissacarídeos, polidienos, ligninas e 

poli(alfa-hidroxi-alcanoato)s (ELIAS, 2005). 

Em alguns casos, os biopolímeros podem ser misturados com componentes ativos como 

agentes antimicrobianos e fatores de crescimento passíveis de liberação no ferimento (BOATENG 

et al., 2008; YUDANOVA e RESHETOV, 2006; WIEGAND e HIPLER, 2010). 
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Um dos grandes desafios atuais da cirurgia moderna tem sido a substituição de tecidos do 

organismo, inclusive em áreas de lesão cutânea, por meio do uso de implantes ou de inclusões de 

materiais sintéticos, de produtos artificiais ou de biomateriais (FREDEL; BARRA, 2004). 

Um biomaterial é definido como uma substância, de natureza sintética ou natural, que pode 

ser utilizada por um período de tempo, para melhorar, aumentar ou substituir parcial ou 

inteiramente tecidos ou órgãos. São seus exemplos, materiais que substituem ou induzem o 

crescimento do tecido ósseo, cartilagens, ligamentos, peles e reparação de tecido, como a polpa 

dentária (FRANKE, 2003). Park (1984) define o biomaterial como substâncias sistêmicas, 

farmacologicamente inertes, idealizadas para implante ou incorporação por um sistema vivo, com 

a finalidade de substituir matéria viva que deixou de ter sua função, podendo ou não servir como 

veículo, matriz suporte ou estimulador para o crescimento de novo tecido (RATNER, et al., 2013). 

A ciência dos biomateriais envolve a medicina, as ciências naturais e a engenharia, 

delimitando duas grandes áreas: biotecnologia ( aplicação da biologia moderna, particularmente a 

manipulação genética de microrganismos à medicina, química, além de outras aplicações); 

bioengenharia (compreende a interação entre as ciências naturais e engenharia direcionada para a 

medicina). 

Inicialmente tinha-se por objetivo a obtenção de materiais biocompatíveis que pudessem 

substituir um tecido danificado e prover suporte mecânico, com mínima resposta biológica do 

paciente, em seguida, focou-se no desenvolvimento de materiais biodegradáveis, com capacidade 

de serem incorporados ou absorvidos (após dissolução) pelo tecido hospedeiro, e, mais 

recentemente, tem-se trabalhado com o conceito de biomimética, buscando-se materiais que 

participem de forma ativa no processo de recuperação, atuando no tecido de forma específica, com 

estimulação em nível celular(HOLZAPFEL et al, 2013).  

Embora não seja possível generalizar quais devam ser as características requeridas dos 

biomateriais, pois estas dependem fundamentalmente de sua aplicação, alguns tipos de 

propriedades são frequentemente avaliados para que o projeto do dispositivo possa ser realizado 

de forma efetiva e economicamente atraente.  

Neste sentido, destacam-se propriedades biológicas, como a biocompatibilidade, com 

frequência associada à hemocompatibilidade, citotoxicidade, alergenicidade, estimulação de 

adesão e proliferação celular; as propriedades físicas, como morfologia da superfície, energia 
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superficial, encaixe anatômico, rugosidade, porosidade, cor, transparência e permeabilidade, 

propriedades mecânicas como tensão de ruptura, alongamento e flexibilidade e propriedades 

químicas, como densidade, estabilidade, resistência à esterilização e forma de degradação quando 

em contato com o organismo  (HUBBELL, 1999). 

Na área da medicina regenerativa são muito utilizados os biopolímeros, principalmente para 

o tratamento de feridas e a liberação controlada de fármacos, entre outras. Isto se deve às 

características de biodegradabilidade, biocompatibilidade, semelhança com a matriz extracelular e 

por induzir e estimular o processo de cicatrização de feridas (BELLINI, 2012; MOGAÇANU, 

2014). Sua degradação depende de processos enzimáticos e por isso há maior propensão destes 

materiais serem metabolizados pelo organismo humano, porém, sua taxa de degradação pode variar 

de paciente para paciente. Além do mais, os polímeros naturais possuem grupos funcionais (como 

grupamentos amino, grupos carboxílicos e hidroxilas) disponíveis para modificações químicas 

(hidrólise, oxidação, redução, esterificação, ligações cruzadas, etc.) e enzimáticas e, também, para 

interagir com outras moléculas, o que permite a obtenção de uma variedade de produtos com 

propriedades adaptáveis (GOMES et al, 2016). 

3.1.7 Polímeros  

Os polímeros são macromoléculas, formadas por unidades repetitivas. Estas unidades são 

chamadas de meros, ou monômeros, que são moléculas menores, tais como: eteno, propeno, 

buteno, entre outras. Normalmente o grau de polimerização, quantidade de meros, fica acima de 

750 (CANEVAROLO, 2006) e o peso molecular acima de 10.000, as moléculas abaixo deste valor 

são consideradas oligômeros (MANO, 1999; CANEVAROLO, 2006).  

Polímeros (“polymers”) são caracterizados por seu tamanho, estrutura química e interações 

intra- e intermolecular da cadeia. O número de meros das cadeias poliméricas é denominado grau 

de polimerização, sendo geralmente simbolizado por n ou DP Grau de polimerização) (MANO, 

1999). 

3.1.6.1 Classificação dos Polímeros  

Os polímeros podem ser naturais, originados de plantas e animais, como a borracha; os 

polissacarídeos, a celulose, ou sintéticos como os plásticos, as borrachas e as fibras. Para que se 

possa classificar os polímeros os métodos mais comuns são de acordo com sua estrutura química, 
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método de preparação, as características tecnológicas e seu comportamento mecânico (SELKE, 

2009). 

3.1.6.1.1 Polímeros sintéticos 

Os polímeros sintéticos são aqueles obtidos industrialmente, em geral, a partir de moléculas 

de baixo peso molecular, e também largamente utilizados, como, por exemplo, poli(etileno), 

poli(álcool vinílico), poli(ácido acrílico), poli(acrilamidas), poli(etilenoglicol), poliésteres. No caso 

dos poliésteres, estes são mais utilizados pelo químico e têm no poli(glicolídeo) o polímero alifático 

linear mais simples.  

3.1.6.1.2 Polímeros Naturais  

A aplicação de polímeros naturais pelas indústrias de diferentes áreas como embalagens, 

farmacêutica, médica, alimentícia, entre outras, vem se destacando devido às diversas vantagens 

como a disponibilidade a partir da utilização de resíduos agrícolas ou fontes marinhas, 

biocompatibilidade e biodegradabilidade, tornando-os mais seguros ecologicamente 

(PRASHANTH & THARANATHAN, 2007). Macromoléculas naturais são extraídas a partir de 

diferentes fontes, onde se encontram polímeros como a quitina, amidos (batata, milho, trigo, arroz), 

derivados de celulose e gomas (guar, carragena, alginato e pectina), além de proteínas de origem 

vegetal (gelatina, caseína, colágeno, zeína, etc.) (ANITHA et al., 2014) e animal (soro de leite) 

(CUTTER, 2006). 

3.1.6.1.3 Carboximetilcelulose (CMC) 

A celulose é um polímero natural, um homopolissacarídeo linear cuja unidade repetitiva é 

a celobiose. Apresenta elevada massa molecular, considerável grau de cristalinidade, 

insolubilidade em água e estrutura rígida. A celobiose é formada por anéis de b-D-glicopiranose 

unidos por ligações glicosídicas do tipo β(1→4), como mostra a Figura 7. 

 

 

 

 

 

Figura 7– Estrutura da celulose. 
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Fonte: AUTORA, 2018. 

A estrutura rígida da celulose pode ser modificada através de reações de derivatização, isto 

é, da introdução de grupos funcionais na sua cadeia. A carboximetilcelulose (Figura 8) é preparada 

em duas etapas, a partir da reação entre a celulose e a soda cáustica formando o álcali de celulose, 

que em seguida reage com o ácido monocloroacético (eterificação), sob condições controladas. O 

polímero formado na eterificação é mais flexível, com forças intermoleculares mais fracas e cadeias 

menos regulares, apresentando propriedades que diferem significativamente da celulose de partida 

(MACHADO, 2000).  

Figura 8 - Estrutura química do CMC. 

 

Fonte: Adaptado de Venanzi, 2008. 

3.1.6.1.4 Pectina  
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A pectina é um polímero estrutural solúvel em água, com capacidade de formar géis, 

encontrados nas paredes celulares dos tecidos vegetais, geralmente extraídas a partir da casca e 

polpa de frutas cítricas ou maçã, sementes de girassol, entre outras (BAYARRI et al., 2014; 

THAKUR et al., 1997). É um polímero comestível e amplamente utilizado pelas indústrias de 

alimentos como emulsificante, geleificante, espessante e apresenta a capacidade de interagir com 

proteínas em valores de pH baixos, auxiliando na estabilização de dispersões ácidas (LUO e 

WANG, 2014; CHEN et al., 2010; LAM et al., 2008). O seu potencial para aplicações biomédicas 

(suportes, liberação de fármacos, engenharia de tecidos, terapia genética) também vem sendo 

estudado (RIBEIRO et al., 2014; COIMBRA et al., 2011; NISHIJIMA et al., 2009).  

Quimicamente a pectina é um polímero aniônico composto por uma cadeia linear de ácido 

galacturônico (Figura 9), parcialmente esterificado com grupos metoxila (-COOCH3), ligado por 

associação α (1,4) em uma cadeia que pode conter ramificações de arabinose, galactose e xilose 

(NINAN et al., 2013; NUNES et al., 2012). Muitas das unidades do ácido galacturônico são 

esterificadas com metanol e o grupo éster pode ser facilmente removido pela ação de enzimas ou 

álcalis (JINDAL et al., 2013; LOOTENS et al., 2003). 

Figura 9 - Representação esquemática da estrutura primária da pectina (HAMMAN, 2010). 

 

Fonte: AUTORA, 2018.
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4 MATERIAIS E MÉTODOS 

4.1 Coleta do Material 

As amostras de própolis vermelha foram coletadas no mês de janeiro de 2014 (Figura 10) e 

obtidas de coletores colocados nas caixas de abelhas Apis mellifera, em apiario localizado na região 

de manguezais do município de Marechal Deodoro-AL (S9º42’10.2924”e W35º54’21.5316”).  

Figura 10 – Própolis coletada no município de Marechal Deodoro-AL. 

 

Fonte:AUTORA, 2018. 

4.2 Tratamento das Amostras de Própolis Vermelha 

As amostras de própolis bruta, um total de 1kg, foram acondicionadas sob refrigeração por 

24 horas em recipiente ambar após prévia retirada de todos os resíduos presentes no material, como 

restos de plantas e/ou de abelhas.Em seguida, o material foi triturado, homogeneizado com auxilio 

de um moinho, pesado, acondicionado em sacos plásticos hermeticamente fechados e armazenadas 

em freezer a -18ºC. 

4.3 Obtenção do Extrato Etanólico da Própolis Vermelha (EEPV) 

Para a preparação do EEPV, foram pesados 300g da própolis vermelha triturada, obtida 

conforme item 4.2 e transferida para frasco de vidro ambar contendo 700 mL de álcool etílico P.A 

(95º GL). O processo de extração ocorreu em temperatura ambiente (28 ºC), com troca do solvente 

de 48 em 48 horas durante uma semana.  
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Após o processo de maceração, o extrato passou por um processo de filtração e o filtrado, 

denomidado de Extrato Etanólico da Própolis Vermelha (EEPV), o qual foi submetido a 

rotaevaporação à 40ºC para posterior acondicionamentoem frasco de vidro âmbar hermeticamente 

fechado e devidamente identificados para conservação. 

4.4 Caracterização Química do Extrato Etanólico da Própolis Vermelha (EEPV) 

4.4.1 Espectroscopia noinfravermelho com transformada de Fourier (FTIR) 

 A determinação do espectro no IV (com transformada de Fourier)do EEPV em estado 

sólido foi realizada por refletância total atenuada (RTA), na região média do infravermelho, 

compreendida entre 4000 a 400 cm-1 e número de scans de 64. Os resultados foram expressos na 

porcentagem de transmitância de infravermelho. O equipamento utilizado foi um ThermoScientific 

acoplado ao software Ommic para aquisição de dados. 

4.4.2 Análise dos espectros de absorção na região UV-Vis 

A obtenção dos espectros de absorção molecular dos EEPV foi realizada de acordo com 

Park e colaboradores (1998), com algumas modificações. Soluções etanólicas dos extratos com 

concentração de 25 µg.mL-1 foram preparadas e o espectro de absorção na região UV-Vis das 

amostras foi obtidoa partir de varredura na faixa de 200 a 500 nm, utilizando cubeta de quartzo 

(capacidade = 3 mL; caminho óptico = 1 cm) e espectrofotômetro UV-Vis (Shimadzu UV Mini 

1240). 

4.4.3 Determinação do conteúdo total de fenóis 

O conteúdo total de fenóis foi obtido de acordo com o método de Folin-Ciocaulteu (RFC), 

descrito por Cicco e colaboradores(2009), com algumas modificações. Para a realização do 

ensaio,a amostra de EEPV foi diluída em metanol, obtendo-seuma concentração de 25 µgmL-1. 

Adicionou-se em tubos de 5mL, 120 µL da solução amostra, 180 µLde água, 300 µL do reagente 

de Folin-Ciocaulteu e 2,4 mL de carbonato de sódio a 5% (m/v), totalizando um volume de 3 mL.  

Os tubos foram postos em banho-maria a 40°C no escuro por 20 minutos. Em seguida,a 

mistura reacional foi colocada em uma cubeta de quartzo (capacidade = 3 mL; caminho óptico = 1 

cm) e medida a absorvância a 760 nm, utilizando espectrofotômetro UV-vis (Agilent 8453). Os 

teores de fenóis totais (TFC) foram obtidos a partir de curva de calibração utilizando ácido gálico 
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(0,7 a 7,0 mgL-1) como padrão e os resultados foram expressos em miligramas de equivalentes de 

ácido gálico/grama de extrato seco (mg de EAG/g de extrato seco). O ácido gálico foi utilizado 

como padrão no presente estudo, representando os compostos fenólicos em meio básico.  

4.4.4 Determinação do teor de flavonoides totais 

Para a determinação do teor de flavonóides totais, utilizou-se o método do cloreto de 

alumínio (AlCl3) descrito por Woisky (1996) com algumas modificações realizadas por Ahn e 

colaboradores(2007). Foram adicionados 1,5 mL da solução do extrato previamente preparada (25 

µgmL-1) a 1,5 mL de solução metanólica de AlCl3 (2% m/v). 

A solução foi homogeneizada e deixada reagir à temperatura ambiente no escuro por 1 hora. 

A absorvância foi medida a 420 nm. Os teores de flavonóides totais foram obtidos a partir de curva 

de calibração realizada com quercetina (0,5 a 20 µgmL-1), e os resultados expressos em miligrama 

de equivalentes de quercetina/grama de extrato seco (mg de EQ/g de extrato seco). 

4.4.5 Determinação da capacidade antioxidante frente ao radical DPPH● 

O método consiste em avaliar a capacidade antioxidante sequestradora de radicais. A 

determinação da capacidade antioxidante do EEPV foi realizada de acordo com a metodologia 

descrita por Sales (2012), com algumas modificações. O método consistiu em preparar uma solução 

de DPPH● (40µgmL-1) em metanol e 2,7 mL desta solução forammisturadosa 0,3 mL da solução 

previamente preparada do extrato (25 µgmL-1).  

A avaliação da capacidade antioxidante do EEPV foi feita monitorando-se a redução do 

radical DPPH● (2,2-difenil-1-picril-hidrazila), de coloração púrpura, a DPPH-H (difenil-picril-

hidrazina) de coloração amarela, por meio da medida do decréscimo da absorvância a 516 nm por 

espectrofotometria. 

A atividade sequestradora do radical (ASR%) foi calculada usando a seguinte equação para 

um tempo de 30 min.: 

%ASR = [(Abscontrole – Absamostra) / Abscontrole] x 100 (equação1)  

Onde, Abscontrole é a absorvância inicial da solução metanólica de DPPH● e Absamostra é a 

absorvância da mistura reacional (DPPH● + amostra). 
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4.4.6 Determinação da capacidade antioxidante redutora de ferro (FRAP) 

A determinação da atividade antioxidante por meio da redução de ferro (FRAP) foi 

realizada pelo método de Benzie e Strain (1996), com algumas modificações. O método baseou-se 

na medida direta da habilidade dos antioxidantes da amostra em reduzirem em meio ácido (pH = 

3,6), o complexo deFe(III)/TPTZ (2,4,6-Tris(2-piridil)-s-triazina) [Fe(III)(TPTZ)2]3+, para formar 

o complexo de Fe(II) [Fe(II)(TPTZ)2]2+, de coloração azul,com absorção máxima em 595 nm  

(BENZIE & STRAIN, 1996). 

O reagente FRAP foi preparado somente no momento da análise, através da mistura de 25 

mL de tampão acetato (300 mmol L-1, pH 3,6), 2,5 mL solução TPTZ (10mmol L-1em HCl 40 

mmol L-1) e 2,5 mL da solução de FeCl3.6H2O (20mmol L-1). Adicionou-se 90μL de cada solução 

dos extratos (25 μgmL-1), em cada tubo de ensaio, acrescentou-se 270 μL do solvente e misturou-

se com 2,7 mL do reagente FRAP. Os tubos foram homogeneizados em agitador de tubos (vórtex, 

AP-56) e postos em banho-maria a 37 °C por 30 min. Realizou-se então a leitura da absorvância a 

595 nm em espectrofotômetro UV-vis (Agilent 8453). Utilizou-se trolox para construção da curva 

padrão, alíquotas de 90 μL foram retiradas das soluções preparadas na faixa de 0,04 a 7,50 mg L-

1. Os resultados foram expressos em mg de equivalentes de trolox/g de extrato seco. 

4.4.7 Cromatografia Líquida de Alta Eficiência (CLAE) em fase reversa 

A identificação e quantificação dos constituintes químicoscontidos no EEPV foram 

realizadas a partir da técnica de cromatografia líquida de alta eficiência acoplado com um detector 

de arranjo de diodos (HPLC-DAD) modelo Shimadzu. 

A separação dos flavonoides ocorreu utilizando uma coluna de fase reversa (C18, 150 x 4,6 

mm; 5 um), uma fase móvel que consistiu de solvente A (deionizada) e o solvente B (acetonitrila), 

com fluxo de 0,3 mL / min.O gradiente de eluição inicial consistiu de água (70%) e acetonitrila 

(30%), com uma variação da percentagem de acetonitrila a 100% em 40 min seguido de uma 

condição isocrática com acetonitrila (100%) até 53 minutos e retorno àcondição inicial a 54 min, 

seguido por condições de acetonitrila isocrático (30%) até 60 min.  

Padrões analíticos foram pesados (2,0 mg), transferidos para balões volumétricos de 100mL 

afim de se obter uma concentração de 200 ugmL-1.As soluções de trabalho foram diluídas para se 

obter as concentrações finais da curva de calibração, 7,50, 5,00, 2,50, 1,00, 0,50 e 0,15 ugmL-
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1.Estas curvas de calibração foram utilizados para determinar o conteúdo (ensaio) de flavonoides 

no EEPV.A identificação dos flavonoides foifeita pela comparação dos espectros noUV, obtidos 

através do detector de arranjo de fotodiodos e dos tempos de retenção obtidos para os padrões e 

para as amostras. 

A partir da solução estoque (9 mgmL-1 do EEPV), diluiu-se para balões de 5mL afim de 

obter concentrações de 400 ugmL-1. Esta solução foi filtrada através de um filtro millipore de 

0,22µm e em seguida injetada(2 uL da amostra)no HPLC, para a identificação de flavonoides no 

EEPV. 

4.5 Preparo das Membranas 

O planejamento da parte experimental deste estudo consistiu de duas etapas. Primeira foi 

dedicada à produção dos géis e das membranas. A segunda, à caracterização química, física e 

biológica das membranas. 

4.5.1 Produção das membranas 

Para obtenção das membranas foram produzidos géis dos polímeros pectina e 

carboximetilcelulose sódica (NaCMC). Os géis e as membranas foram produzidos no Laboratório 

de Tecnologia e Controle de Medicamentos (LABTCOM), da Escolas de Enfermagem e Farmácia 

(ESENFAR/UFAL). 

4.5.1.1 Produção dos géis 

4.5.1.1.1 Produção de Gel de Pectina 

 A obtenção do gel de pectina foi realizada por meio da diluição de pectina em água destilada 

e a mistura foi mantida em agitação mecânica (1000 rpm) por 3 horas. Posteriormente, o gel foi 

filtrado a vácuo.  

 Os géis foram colocados em banho de ultrassom, mantidos á temperatura de 30 ºC por uma 

hora e amazenados a 4ºC, para posterior utilização. 

4.5.1.1.2 Produção de gel de carboximetilcelulose 

A obtenção do gel de carboximetilcelulose foi realizada por meio de dissolução de 

carboximetilcelulose em água destilada. A mistura foi mantida em agitação mecânica (500 rpm) 
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por 24 horas. Posteriormente, o gel foi colocado em banho de ultrassom, com temperatura de 30 

ºC por uma hora e armazenados a 4ºC, também para posterior utilização.  

4.5.1.1.3 Preparação da mistura (membrana) 

Assoluções de pectina e NaCMC foram misturadas para a preparação das membranas. Em 

seguida manteve-se o sistema NaCMC/Pectina/H2O sob agitação mecânica (500rpm) por 3horas, 

à temperatura ambiente, para garantir a total dispersão dos géis. 

Após a completa dispersão dos géis, foram acrescidos o percentual de 10% de EEPV em 

relação à massa total, o qual foi previamente solubilizado em propilenoglicol. Ao final, foram 

adicionados à dispersão,sorbitol,como agente plastificante e o benzoato de sódio, como agente 

conservante.  

As membranas foram produzidas por solubilização, sendo a dispersão vertida em placa de 

vidro para permitir a evaporação do solvente em estufa a 37°C por 24 horas. Asquantidades exatas 

dos componentes da formulação utilizadas para a preparação das membranas são descritas na 

Tabela 3.  

Tabela 4- Relação dos componentes das membranas poliméricas de EEPV. 

Componentes Mistura (%) 

NaCMC  20 

Pectina 15 

Sorbitol 14,5 

Propilenoglicol 40 

Benzoato de sódio 0,5 

EEPV 10 

Fonte: AUTORA, 2018. 

4.6 Caracterização das Membranas Produzidas 

A caracterização das membranas produzidas foi realizada no Laboratório de Tecnologia e 

Controle de Medicamentos (LABTCON) da Universidade Federal de Alagoas, para a avaliação do 
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seu desempenho quanto à tensão de molhabilidade e ângulo de contato, grau de retenção de soluto, 

estimativa do raio médio dos poros, espessura, permeabilidade da água e de soluções aquosas. 

As membranas foram caracterizadas de acordo com os procedimentos descritos a seguir. 

4.6.1 Análise macroscópica 

A análise macroscópica foi realizada de forma subjetiva visando a observar nas membranas 

aspectos visuais, como cor, uniformidade (partículas dispersas homogeneamente pela membrana), 

transparência, presença ou ausência de bolhas e rachaduras, aspecto quebradiço, flexibilidade e 

facilidade de se desprender do suporte. Para comparação foram usados os seguintes parâmetros: 0–

ausência; X-pouco; XX- médio; XXX- intenso. 

4.6.2 Aspecto das membranas 

A morfologia das membranas foi avaliada macroscopicamente (utilizando uma câmera 

fotográfica modelo DMC-F2, Panasonic) e através da Microscopia Eletrônica de Varredura.  

4.6.2.1 Microscopia Eletrônica de Varredura (MEV) 

A caracterização através do microscópio eletrônico de varredura (MEV) foi realizada no 

Laboratório de Microscopia da Coordenação de Química do Instituto Federal de Alagoas.Para 

tanto, uma pequena quantidade das membranas foi fixada com fita metálica adesiva de carbono de 

dupla face e montada sobre o stubs do microscópio com altura de 1,0 cm de altura e diâmetro de 

1,0 cm. Este material foi transferido para um metalizador QUORUM Q150R ES para ser recoberto 

com uma camada de ouro. Foi aplicada uma corrente de 45 mA por 200 s. O material foi analisado 

em MEV modelo TESCAN VEGA3 com distância de trabalho de 15,97 mm e com aceleração de 

voltagem igual a 20 kV. 

4.6.3 Espessura das membranas 

A espessura das membranas foi medida com auxílio de micrômetro digital (Mitutoya, 

modelo MDC-25S, Japão), através de medições em sete diferentes pontos ao longo da extensão da 

membrana. Antes das medidas, as membranas foram previamente acondicionadas em umidade 

relativa de 20% por, no mínimo, 48 horas. A armazenagem prévia em umidade controlada é 

importante para evitar variações nos resultados, tendo sido escolhido um baixo valor de umidade 

relativa (20%) de modo a evitar que as amostras ficassem excessivamente ressecadas. 
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4.6.4 Umidade 

A porcentagem de umidade das membranas foi determinada pelo método gravimétrico, e 

foi feito em triplicata. Realizou-se a pesagem da massa inicial das membranas (Mi), que foram 

acondicionadas por 24 horas em uma estufa com circulação forçada de ar a 105°C, quando foi 

medida a massa final (Mf) para determinação da porcentagem de umidade (CAMPOS et al., 2005). 

A porcentagem de umidade foi calculada de acordo com a Equação (2): 

 %U = [(mf-mi)/mi] x 100%   (equação 2)  

Sendo:  

%U = porcentagem de umidade;  

mi = massa inicial da amostra (g);  

mf = massa final da amostra (g). 

4.6.5 Grau de Intumescimento 

O comportamento hídrico foi determinado através do grau de intumescimento paulatino das 

membranas secas. As membranas preparadas foram cortadas em circulo com diâmetro de 2cm, 

secas em dessecador por 24 horas e pesadas (Wd). Após tal procedimento, foram imersas em 

solução tampão fosfato (PBS), em valor de pH 7,4 a 37 °C, durante 72 horas, quando foram pesadas 

novamente (Ws).  

A porcentagem de intumescimento (% S) da amostra foi obtida através da Equação (3) e 

calculada pela média de três repetições (BASKAR; KUMAR, 2009; QU et al., 2000).  

 %S = [(Ws-Wd)/Wd] x 100%   (equação3) 

Onde:  

Ws = massa da amostra inchada (g); Wd = massa da amostra seca (g). 

4.6.6 Espectroscopia no infravermelho com transformada de Fourier (FTIR) 

As membranas produzidas foram analisadas por espectroscopia no infravermelho 

(infravermelho com transformada de Fourier - FTIR). As membranas produzidas foram analisadas 

para identificar as possíveis interações entre os componentes da formulação e o EEPV, 

comparando-se os resultados da análise de FTIR do EEPV e das membrana produzidas. 
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Os espectros de absorção na região de comprimento de onda do infravermelho foram 

registrados com um espectrômetro Thermo Scientific, modelo Nicolet iS50 FT-IR, acoplado com 

um acessório de reflexão total atenuada (ATR), modelo Gladi ATR, Pike Technologies, do 

Laboratório de Nanotecnologia da Escola de Enfermagem e Farmácia da Universidade Federal de 

Alagoas. As análises foram realizadas com um cristal de diamante. Foram realizadas 50 varreduras 

de interferogramas, proporcionando uma resolução espectral de 4 cm-1. A análise começou com a 

aquisição de um espectro de fundo com o acessório ATR na posição correta no compartimento de 

amostra. Os espectros obtidos foram corrigidos pela subtração automática do espectro de fundo e 

registrados no intervalo entre 4.000 cm-1 e 400 cm-1. 

4.6.7 Determinação da eficiência de incorporação de EEPV nas membranas 

Para determinar a eficiência de incorporação do EEPV nas membranas foi determinado o 

teor de fenóis totais das membranas. Essas foram pesadas, colocadas em balão volumétrico de 25 

mL e adicionadas a uma mistura de água destilada e etanol absoluto (99ºGL). Após esse 

procedimento, foram levadas ao aparelho ultrassom (Unique USC 750) até que fossem 

completamente solubilizadas. A partir da solução estoque, foi retirada uma alíquota para um balão 

de 5 mL, a fim de se obter a concentração total de 110 ugmL-1. Em seguida, foram adicionados 

3,5mL de água destilada, 400 µL de RFC e 600 µL de uma solução de carbonato de sódio a 5%.  

A determinação do fenois totais foi realizada conforme método descrito no item 4.4.3 e para 

a determinação da eficiência de incorporação (Ef) foi calculada segundo Equação 4, em que o FTini 

é a massa euivalente de fenóis totais no EEPV adiconado à mistura ou presente inicialmente em 

solução e FTinc refere-se à massa de fenóis totais efetivamente incorporada à membrana: 

 Ef =(FTinc/FTinc) x 100  (equação4) 

4.6.8 Cinética de liberação de EEPV incorporado nas membranas 

A cinética de liberação de agentes ativos contidos em membranas pode ser analisada através 

da determinação de sua concentração em um meio líquido extrator de composição apropriada. O 

tampão PBS é bastante utilizado para esta finalidade por possuir pH igual a 7,4, simulando 

condições fisiológicas, como por exemplo, no caso de uma ruptura da pele.  

Com o intuito de se determinar o perfil de liberação dos compomentes do EEPV, foram 

realizados testes de libertação in vitro para a membrana. Para a realização deste ensaio, amostras 
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de massas e diâmetros conhecidos (2cm) contendo EEPV, foram previamente pesados e colocados 

em béqueres com 50 mL de solução tampão fosfato salina (pH= 7,4). Os béqueres foram mantidos 

em estufa com temperatura de aproximadamente 37oC. Em seguida, 500µL foram retirados da 

solução em períodos de 1, 6, 24 e 48 horas, e, a partir dessas, foram realizadas as quantificações de 

fenóis totais pelo método de Folin-Ciocalteau, a fim de se monitorar a liberação de fenóis ocorrida 

em determinado tempo.  

Este procedimento foi realizado em triplicatapara as membranas obtidas, a partir das 

formulações finais. No final dos ensaios, a quantidade de fenois totais liberados em cada amostra 

recolhida foi determinada, por espectrofotometria no UV-visível, conforme método descrito no 

item 4.4.3. 

4.6.9 Teste de molhabilidade 

As medidas do ângulo de contato foi realizada utilizando o goniômetro Attension Theta 

Optical Tensiometer que fica localizado no Laboratório de Fluídos Complexos do Instituto de 

Física da Universidade Federal de Alagoas. Este equipamento analisa o formato da gota líquida 

quando depositada sobre um substrato sólido. É formado por uma câmera de vídeo alinhada a uma 

base mecânica ajustável, um dispositivo para armazenamento uma seringa micrométrica para 

ejeção do líquido sobre um substrato e uma fonte de luz LED. A luz é posicionada de frente para a 

câmera para obter contraste com o líquido usado, uma vez que o líquido era incolor. A altura do 

porta amostra foi determinada de tal forma que a gota não sofresse deformação após colisão com a 

superfície da amostra. A câmera capta a imagem da gota e, através software OneAttension, é feito 

a medição do ângulo de contato através dos frams, gravados em intervalo de 30ms. Todos os 

cuidados são tomados para evitar erros na obtenção das imagens e proceder medidas confiáveis.  

O ângulo de contato foi estimado usando o método de gota séssil que se baseia nas medidas 

do diâmetro da base da gota e da altura. 

Cada amostra teve seu ângulo de contato estático estimado após gotejamento. O fluido 

utilizado nesse trabalho foi o água destilada. 

4.7 Ensaios Biológicos 
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4.7.1 Ensaios de potencial antialérgico 

4.7.1.1 Preparação das células 

As células RBL-2H3 (BARSUMIANet al., 1981) foram crescidas em frascos de cultura 

de células, com capacidade para 250 mL, em Dulbecco’s Modified Eagle Medium (DMEM). As 

células aderidas em monocamadas foram coletadas 3 dias após a repicagem, lavadas com PBS (0,2 

g KCl, 8 g de NaCl, 1,15 g de Na2HPO4 e 0,2 g de KH2PO4 para 1 L) e tratadas com tripsina-EDTA 

0,05%, sendo incubadas durante 5  min, a 37C e 5% de CO2. Em seguida, foram centrifugadas e 

ressuspensas em 1 mL de DMEM. Após contagem, as células na suspensão de 5 x 105 célmL-1 

foram sensibilizadas pela adição de anti-DNP-IgE (1,91 mgmL-1) com um excesso de 5 vezes em 

relação à concentração de receptores FcɛRI. Então, 100 L da suspensão de células foram 

colocados em uma placa de cultura com 96 poços e incubadas durante a noite a 37C e 5% de CO2. 

4.7.1.2 Ensaio de potencial alérgico com emprego de biossensor baseado em mastócitos (ensaio 

direto) 

As células RBL sensibilizadas pela IgE e aderidas em microplacas de 96 poços, com 70% 

de confluência, foram lavadas em tampão de Tyrode pH 7,4, a temperatura ambiente, e incubadas 

após a adição de 100 µL de DMSO e 100 µL da solução das membranas, nas concentrações de 2 a 

300 µg/mL,por 20 min a 37C e 5% de CO2. Em seguida, foram estimuladas por 100 L do 

antígeno DNP-BSA (concentração final de 0,2 µgmL-1, em tampão de Tyrode pH 7,4) e incubadas 

por 60 min a 37C e 5% de CO2. Posteriormente, a placa de cultura foi deixada em banho de gelo 

por 10 min a fim de parar a reação de desgranulação, sendo, então, tratadas com 100 L do substrato 

MUG (concentração final de 1,2 mmolL-1) para - hexosaminidase (β-hex), seguida de incubação 

por 30 min, a 37C e 5% de CO2. 

4.7.1.3 Ensaio padrão 

Para o ensaio padrão, as células foram sensibilizadas como descrito para o ensaio direto. 

Em seguida, foram tratadas com 150 µL da membrana de própolis vermelha nas concentrações de 

2, 5, 10, 20, 50, 100, 200 e 300 µg, sendo estimuladas pela adição de 150 µL do antígeno nas 

mesmas concentrações e condições descritas no item anterior (4.7.1.2). A reação de desgranulação 

foi parada em banho de gelo por 10 min. Em seguida, 25 µL de solução de cada poço foram 
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transferidos para uma nova placa de cultura, contendo 100 µL de MUG (concentração final de 1,2 

mmolL-1) preparados em tampão acetato pH 4,4. Por fim, foram adicionados 175 µL de tampão 

carbonato, pH 10,0, para cessar a reação. 

4.7.1.4 Quantificação da -hexosaminidase 

O perfil de inibição da desgranulação foi feito pela quantificação da enzima β-hex liberada 

pelas células. A liberação espontânea das células foi medida para eliminar componentes não-

específicos da desgranulação, sendo determinada em tampão de Tyrode pH 7,4. A liberação total 

da -hex (100%) foi determinada para as células contendo 0,1% de Triton X-100. Para eliminar as 

interferências causadas pela fluorescência do tampão de Tyrode, a reação enzimática foi realizada 

na presença do mesmo. A atividade de -hex no sobrenadante foi quantificada por fluorescência 

em um leitor para microplacas (SynergyTM HT - Biotek) com exc e em iguais a 360 e 450 nm, 

respectivamente. A β-hex liberada foi expressa como uma porcentagem da β-hex total determinada 

pelas células destruídas com Triton X-100 (Equação 5). Os valores de CI50 foram determinados, 

graficamente, a partir de curvas de % de -hex versus concentração deprópolis nas biomembranas. 

(S) Amostra: DNP-BSA (+), amostra teste (+) ou (-), células (+).  

(N) Normal: DNP-BSA (-), amostra teste (-), células (-).  

(T) Total: DNP-BSA (-), amostra teste (-), Triton X-100 (+), células (+). 

 
% 𝛽 − 𝐻𝑒𝑥 = (

𝑆 − 𝑁

𝑇 − 𝑁
) ∙ 100 

(equação1)  

4.7.1.5 Inibição da atividade enzimática da β-hexosaminidase 

A suspensão celular na concentração de 1 x 106 célmL-1 foi centrifugada, ressuspendida em 

3 mL de tampão Tyrode e adicionada a 30 µL de Triton X-100 (0,1%), para lise celular, e 

consequente liberação da enzima. A solução foi homogeneizada, centrifugada e o sobrenadante foi 

diluído para 5 x 105 célmL-1 em um volume final de 3 mL de Tyrode. A solução enzimática (4,5 

µL) e as soluções diluídas das amostras teste (5 µL) foram transferidas para uma placa de 96 poços 

e incubadas a 37ºC, por 30 min. Em seguida, foram adicionados 50 µL da solução de substrato 

fluorogênico MUG (concentração final de 1,2 mmolL-1 em tampão acetato pH 4,4), sendo 

incubadas novamente a 37C por mais 60 min. A reação foi finalizada pela adição de 200 µL de 
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uma solução tampão Na2CO3/NaHCO3, 0,1 molL-1, pH 10,0. A fluorescência foi medida usando 

um leitor para microplacas com exc igual a 360 nm e em igual a 450 nm. 

4.7.1.6 Viabilidade celular 

DuzentosµL de células RBL-2H3, na suspensão de 1,5 x 105 célmL-1 foram cultivadas em 

placa de cultura de células com 96 poços, e incubadas por toda a noite a 37C e 5% CO2. Após este 

período, o meio foi removido e as células lavadas com 200 µL de PBS. Nos poços destinados ao 

branco (meio de cultura sem células) e ao controle (meio de cultura com células), adicionou-se 200 

µL de DMEM, e nos demais poços foram acrescentados 1000 µL das diluições das membranas 

preparadas em DMEM nas concentrações de 2 a 300µg/mL. Uma nova incubação foi realizada, 

por 2 h, a 37C e 5 % de CO2. Posteriormente, o meio de cultura foi descartado e 200 µL de DMEM 

foram adicionados juntamente com 5 µL do corante resazurina, diluída 10 vezes a partir de uma 

solução estoque de 10 mg/mL em PBS. A placa foi incubada por mais 3 h, a 37C e 5 % de CO2, e 

a fluorescência foi monitorada usando um leitor para microplacas (exc igual a 530 nm e em igual 

a 590 nm).A porcentagem de células viáveis em cada suspensão foi determinada pela Equação 06. 

 
% viabilidade celular = (

S − B

C − B
) x 100 

(equação2)  

S:Amostra: célula (+), Resazurina (+), substância teste (+).  

B:Branco: célula (-), Resazurina (+).  

C:Controle: célula (+), Resazurina (+). 

4.7.2 Determinação da atividade cicatrizante in vitro 

4.7.2.1 Cultivo celular 

Fibroblastos da linhagem 3T3 (fibroblastos embrionários de camundongos) foram 

semeados em meio Dulbecco’s Modified Eagle Medium (DMEM), suplementado com 10% de 

SBF, L-glutamina (2 µM) e gentamicina (40 µgmL-1), e foram mantidos em estufa à 37 °C e 

atmosfera de 5% de CO2. 

4.7.2.2 Ensaio de Migração Horizontal 

O efeito das amostras sobre a atividade migratória dos fibroblastos foi avaliado, utilizando-

se o ensaio de migração horizontal (scratch-wound healing assay). As células (7×104 cél/poço) 



63 

 

foram semeadas em placas de 48 poços e mantidas em estufa por cerca de 18 h para a adesão celular 

e formação de uma monocamada. Após a confluência 90%, foi realizado um risco linear (área livre 

de células) na monocamada de células utilizando uma ponteira de 200 μL. Em seguida, o meio de 

cultivo foi substituído para remoção das células em suspenção. As células aderidas foram expostas 

ao tratamento por 24 h com as amostras (5, 10 e 50 µg/ml), meio de cultura DMEM ou ao TGF-β 

(10 ngmL-1) (controle experimental). Após este tempo, as células foram fotografadas usando um 

sistema de aquisição de imagem acoplado ao microscópio invertido (Olympus IX51). As 

fotomicrografias foram analisadas, utilizando o software Adobe Photoshop CS5.1 para determinar 

a área ocupada por células após 24 h de tratamento. O fechamento da área livre de células 

caracterizou o índice de migração celular que foi obtido mediante o seguinte cálculo:  

Í𝑛𝑑𝑖𝑐𝑒 𝑑𝑒 𝑚𝑖𝑔𝑟𝑎çã𝑜 (%) =  [
A0− At

A0
] ×  100                                               (equação7)  

 Onde A0 refere-se a área original e At a área no tempo de 24h após o risco. 

4.8 Análise dos Resultados 

O software Statistica 7® foi utilizado para analisar os resultados numéricos referentes 

àspropriedades das membranas, empregando-se o teste de comparação de médias de Tukey com 

nível de significância de 5%. 

Todos os resultados são expressos como a média das medidas experimentais.  

Cada valormédio é acompanhado de seu respectivo erro padrão, o que é indicado para 

realizar comparaçõesentre médias de diferentes populações (PAES, 2008). 



64 

 

5 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

5.1 Coleta e Tratamento do Material 

As amostras de própolis das abelhas Apis mellifera foram obtidas de coletores localizados 

no município de Marechal Deodoro-AL, com coordenadas geográficas S9º42’10.2924”e 

W35º54’21.5316”. A coleta foi feita no mês de janeiro do ano de 2014 (Figura11). As própolis 

obtidas nos coletores foram reunidas para constituir uma única amostra. A coleta foi realizada 

raspando-se as própolis nas fendas entre a parte inferior da tampa e a melgueira superior da colmeia, 

bem como nas paredes das caixas (Figura 11). Após a raspagem, o material coletado foi 

acondicionado em saco plástico devidamente etiquetado e armazenado em freezer (-8C) até o 

momento da sua utilização. Antes do processo de extração, as amostras foram examinadas 

criteriosamente para a retirada de eventuais impurezas. 

Figura 11– Coleta da própolis nas caixas de abelha. 

 

Fonte: AUTORA, 2018. 

A Tabela 4apresenta os valores médios para o teor de cinzas, umidade, sólidos solúveis e 

cera para todas as amostras de própolis analisadas, de acordo com as regiões de coleta. 

Tabela 5 - Identificação de qualidade da própolis (n=3). 

Sólidos 

média% ± DP 

Umidade 

média% ± DP 

Cinzas 

média% ± DP 

Ceras 

média% ± DP 

68,93 ± 0,611 6,68 ± 0,562 0,02± 0,01 24,36  ± 0,032 

Fonte: AUTORA, 2018. 
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Segundo o Ministério da Agricultura – MAPA (BRASIL, 2002) são aceitáveis valores no 

mínimo 35% para o teor de sólidos.Os resultados para sólidos solúveis em etanol estão de acordo 

com a legislação, visto que a amostra apresentou valor de68,93% (BRASIL, 2002). Estes 

parâmetros de sólidos solúveis estão altamente relacionados ao solvente utilizado e a solubilidade 

da amostra no mesmo (FUNARI et al., 2006). 

Teores de sólidos no extrato etanólico de própolis também foram encontrados por Ferro e 

Funari (2006), em amostras analisadas de própolis obtendo os seguintes valores 54,82%, 54,41% 

e 51,96%, mostrando-se está adequado com a legislação Brasileira e inferior aos valores obtidos 

no nosso estudo.  

A umidade da própolis pode acarretar desenvolvimento de fungos e mofos, gerando 

fermentações indesejáveis e tornando o material impróprio para o comércio além de gerar toxinas 

prejudiciais à saúde (GARCÍA et al., 2010; MARCUCCI, 2008). A manipulação excessiva resulta 

em valores elevados de umidade pelo contato prolongado com o ambiente externo (MELO; 

MATSUDA; ALMEIDA-MURADIAN, 2012).   

Funari e Ferro (2006) obtiveram valores de perdas por dessecação entre 10,89 a 11,05%. 

Lima (2009), entre períodos secos e chuvosos, encontrou valores de umidade entre 4,73% a 6,18%. 

Melo; Matsuda e AlmeidaMuradian (2012), por sua vez, relataram os valores entre 2,26% e 9,89% 

para as amostras analisadas.  

Nesta pesquisa, o valor encontrado de umidade foi 6,68%(Tabela 4), que é considerado 

satisfatório, visto que está de acordo com os requisitos em legislação que preconizam para umidade 

teores abaixo de 8% (BRASIL, 2001), o que garante a qualidade da própolis bruta, devendo ser 

também um parâmetro obrigatório. 

Observou-se que na amostra de própolis estudada, o teor de cinzas foi de 0,2%, mostrando 

ser a que resultou menor quantidade de resíduos inorgânicos.Assim, os resultados (Tabela 4) 

comprovam que a amostra estáde acordo com a legislação vigente (BRASIL, 2002), que preconiza 

uma variação em torno de 1% para cinzas. Esta determinação é importante podendo detectar 

adulterações no produto, principalmente nos que são comercializados em pó, onde a adição de 

elementos como terra, por exemplo, resultaria em valores elevados de cinzas (WOYISKI, 1996). 

GARCIA e colaboradores (1999/2000), analisando a própolis do Paraná, encontrou valores para 

cinzas de 3,56%, valor este superior a todos as amostras analisadas neste trabalho.  
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Quanto ao teor de ceras, a amostra de própolis apresentou um teor de 24,36% de cera, 

consideradoinferior ao máximo permitido pela legislação vigente (BRASIL, 2002) que é de 25%. 

Lima (2012) afirma em sua pesquisa que a sazonalidade influencia na quantidade de cera presente 

nas própolis, de forma que variações de ±7,61% foram observadas entre períodos chuvosos e secos.  

Melo, Matsuda e Almeida-Muradian (2012) relataram valores médios de ceras para região 

Nordeste de 2,09% a 12,43%, abaixo dos valores encontrados nessa pesquisa. As abelhas podem 

incorporar mais cera à própolis durante períodos em que as resinas são escassas ou de difícil coleta, 

principalmente, durante o período de seca.  

Garcia et al (2001) encontraram altos teores de cera analisando a própolis do Paraná, que 

corresponderam à colheita no verão 26,72% e no inverno 25,08%, semelhante aos encontrados 

nessa pesquisa. A faixa normalmente encontrada para o teor de ceras é na faixa de 10 a 

35%(FRANCO; BRUSCHI; BUENO, 2000; VANHAELEN E VANHAELEN-FASTRÉ, 1979). 

O teor de ceras na própolis é necessário como controle de qualidade obrigatório, em função da 

possibilidade da diminuição do teor de substâncias ativas (BRUSCHI, 2002). 

Com base nos dados obtidos na identificação da própolis bruta, observa-se que os valores 

dosparâmetros obtidos para identificação de qualidade da própolis considerando ametodologia 

utilizada, são permitidos para produção de produtos farmacêuticos (BASTOS et al., 2007). 

5.2 Extrato Etanólico de Própolis Vermelha (EEPV) 

O extrato etanólico de própolis obtido apresentou uma coloração vermelha, corroborando 

com as variações de cores de própolis encontradas na região dos manguesais de Marechal Deodoro 

– AL (Figura 12).  

 

 

 

 

 

 

Figura 12– Extrato Etanólico de Própolis Vermelha. 
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Fonte: AUTORA, 2018. 

Neste estudo,a preparação do extrato etanólico teve rendimento em massa seca de própolis 

vermelha igual a 12,52%.Este valor foi obtido por extração com posterior secagem para eliminação 

do solvente e apresentavalor superior ao preconizado pelo Ministério da Agricultura que é de no 

mínimo 11% de extrato seco (BRASIL, 2001). 

Cabral e colaboradores (2009), em estudo realizado com própolis vermelha, indicaram 

variações de rendimentos em extratos fracionados, em que foram obtidos na fração hexânica e 

fração clorofómica, rendimentos de 11,36 % e 30,08%, respectivamente.  

Quando avaliados os extratos obtidos com etanol absoluto, esse rendimento encontra-se 

dentro dos valores obtidos pela técnica e na média dos valores encontrados na literatura, que foram 

entre 9,42% e 43,5% (BITTENCOURT et al., 2014). 

Tabela 6- Rendimento do extrato etanólico da própolis vermelha. 

Extrato Massa fresca (g) Extrato obtido (g) Rendimento (%) 

Própolis vermelha 300 37,56 12,52 

Fonte: AUTORA, 2018. 

5.3 Caracterização Química do Extrato Etanólico da Própolis Vermelha (EEPV) 

5.3.1 Espectroscopia noinfravermelho com transformada de Fourier (FTIR) 

Ao realizar a análise dos espectros de IR, concentrou-se na busca de grupos funcionais 

que correspondem a compostos fenólicos, uma vez que a atividade biológica e funcional do extrato 

de própolis vermelha é atribuída a eles. Na Figura 13, os espectro do EEPV obtido no laboratório. 

Figura 13 - Espectros de FTIR para o extrato etanólico de própolis vermelha (EEPV). 
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Fonte: AUTORA, 2018. 

O espectro ATR-FTIR do extrato de própolis mostrou estiramento característico de 

hidrogêniosem grupo hidroxila (O-H), típicos de compostos fenólicos a 3392 cm-1. Também pode-

se observar em 1620, 1506 e 1454 cm-1 bandas correspondentes aos estiramentosC=C deanel 

aromático, assim como bandas a 1030 cm-1 atribuídas ao estiramento da ligação C-O-C de éter ou 

éster aromáticos (para flavonóides), e a presença da banda a 835 cm-1 correspondende à deformação 

angular fora do plano de C-H aromático. As bandas a 2920 cm-1 e 2850 cm-1 correspondem a 

estiramentos simétricos de C-H (sp3) e a estiramentos assimétricos de C-H (sp3) respectivamente, 

tais picos podem ser atribuídos a remanentes de ceras presentes no extrato. 

5.3.2 Análise dos espectros de absorção na região UV-Vis 

A absorção molecular é um dos parâmetros químicos mais utilizados para classificar e 

avaliar as própolis, uma vez que as atividades farmacológicas têm sido atribuídas a compostos 

fenólicos, os quais absorvem entre 280 e 330nm,entre estes podemos incluir os flavonoides, porém 

de uma forma específica, descrevem sua ocorrência na faixa de 281 a 284 nm (MOT;SILAGHI-

DUMITRESCU; SÂRBU, 2011). 

A figura 14 mostra o espectro de absorção na região do UV-visível do EEPV, no qual se 

observa absorvância máxima na região de 280 nm, resultadoque se relaciona com a absorção da 

maioria dos flavonóides. 

Castro e colaboradores (2007) observaram, em seus estudos, absorções na região de 279 

nm e 302 nm para os extratos de própolis, valores próximos aos encontrados neste estudo. Silva 

(2009) define que, mesmo dentro de uma mesma região, diferenças podem ser observadas nos 
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espectros na região UV, principalmente, em função da variação da composição química da flora 

local.  

Figura 14 – Espectro de absorção na região do UV-vísivel do EEPV da própolis vermelha. 

 

Fonte: AUTORA, 2018. 

De acordo com Jurd e Geissman (1956), espectros de absorção entre 270 e 330 nm sugerem 

a presença de flavonoides e fenóis. Os autores reportam as absorções a 276 nm como indicativo da 

presença de derivados de ácido gálico nos extratos de própolis analisados e observaram ainda 

bandas de absorção na região do ultravioleta nos espectros de flavonoides com máximos entre 240-

285 nm e entre 300-350 nm. 

Asabsorções na região do UV observadas são, reconhecidamente, devidas à presença das 

duplas ligações em anéis aromáticos (MARKHAM, 1982). Deve-se salientar que apesar de terem 

sido obtidos espectros contendo bandas de absorção máxima em comprimentos de onda previstos 

para fenólicos e flavonoides, isto não reflete somente a presença destas classes químicas. Isto se 

sustenta, pois outros compostos químicos podem conter anéis aromáticos ou insaturações, no 

mínimo duas, que também promovem a absorção da luz ultravioleta, nos comprimentos de onda 

citados.  
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5.3.3 Determinação do conteúdo total de fenóis e flavonóides totais 

A Tabela 6 apresenta os teores encontrados de fenólicos totais e flavonoides totais da 

amostra do EEPV. Os teores encontrados foram de 302,0 mg equivalente de ácido gálico por grama 

para fenólicos totais e de 28,3 mg equivalente de quercetina por g para flavonoides totais.  

Tabela 7- Rendimento do extrato etanolico da própolis vermelha. 

Amostra 

Fenólicos totais 

(mg EAG/g de EEPV) 

média ± DP 

Flavonóides Totais 

(mg QE/g de EEPV) 

média ± DP 

Própolis vermelha 302,0 ± 15,2 28,300± 0,035 

O resultado está expresso em Média ± Desvio Padrão (dp). 

EAG: Equivalente de ácido gálico; QE: equivalente de quercetina 

Fonte: AUTORA, 2018. 

De acordo com o Anexo VI do Regulamento Técnico para Fixação de Identidade e 

Qualidade da Própolis da Instrução Normativa nº 3 do Ministério da Agricultura, Pecuária e 

Abastecimento (MAPA) (BRASIL, 2001) quanto aos 55 teores de fenólicos e flavonoides totais, 

os extratos de própolis devem conter, no mínimo, 0,25% de flavonoides e 0,50% de compostos 

fenólicos. O conteúdo médio de compostos flavonoides e fenólicos foram 2,83 % e 30,2 g%, 

respectivamente, verificando que a amostra está dentro dos padrões estabelecidos pela legislação 

quanto a esses dois parâmetros. 

Buriol e colaboradores (2009), em seus experimentos em extrato etanólico de própolis com 

etanol a 70% encontraram valores médios para flavonoides em torno de 2,74% ±0,02 e para fenois 

totais, 5,93%±0,01. Melo, Matsuda e Almeida-Muradian (2012), reportam para as própolis da 

região Nordeste do Brasil, valores entre 0,03% a 3,3% de flavonoides e entre 0,95% a 29,52% para 

fenólicos totais. Souza e colaboradores (2010) encontraram valores médios de flavonoides de 0,4%.  

Salatino e colaboradores (2012), ao investigar própolis vermelha do Estado do Alagoas, 

encontraram teores de flavonóides de 3,29 mg/100g e de fenóis totais de 41,63 mg/100 g. Lima 

(2012), em seus experimentos com própolis da região Sudeste do Ceará, relacionou valores de 

5,02% a 16,6% para o teor de fenólicos e de 1,4% a 10,1% para flavonoides, referindo-se esses 

valores à época de coleta, sendo a sazonalidade, um fator importante para colheita de própolis com 

altos teores de compostos fenólicos, pois em épocas chuvosas o número de espécies botânicas em 

estado vegetativo é significativamente superior quando comparado ao período seco. 
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Sousa e colaboradores (2007) relataram que os teores de fenólicos totais e de flavonoides 

totais podemvariar em função de diferentes fatores, tais como o período da coleta da resina, a 

genética da abelha rainha, a flora local e a região de coleta.  

5.3.4 Atividade antioxidante 

Os produtos naturais são uma fonte promissora para a descoberta e o desenvolvimento de 

novas drogas, e o número de patentes está aumentando em relação aos medicamentos 

comercializados para inúmeras indicações terapêuticas contendo produtos naturais ou derivados, 

ou produtos sintéticos baseados em algum composto natural (CRAGG, NEWMAN E SNADER, 

1997; KOEHN E CARTER, 2005). 

Várias patologias estão relacionadas com a oxidação das espécies reativas de oxigênio 

(EROs) e a própolis vermelha consegue neutralizar esses radicais livres mediante diferentes 

mecanismos, devido à sua atividade antioxidante. As EROs são geradas de forma local nas células 

como consequência de reações bioquímicas e de fatores externos, e podem ser neutralizadas por 

antioxidantes celulares, como as enzimas. O problema aparece quando existe um desequilíbrio na 

formação das EROs que acarreta um acúmulo destas espécies e que afetam a lipídios, proteínas e 

DNA. Esta situação é conhecida como estresse oxidativo. 

Desta forma, antioxidantes  podem contribuir para a neutralização das EROs (HAVSTEEN, 

2002; DALEPRANE e ABDALLA, 2013). Os ensaios de atividade antioxidante podem ser 

classificados em dois tipos conforme o tipo de reação envolvida no processo: ensaios baseados em 

reações de transferência de um átomo de hidrogênio (HAT) e ensaios baseados na transferência de 

elétrons (ET). A maioria dos ensaios baseados na HAT aplica um esquema de reação competitiva, 

onde um antioxidante e um substrato competem por radicais peroxila gerados termicamente na 

decomposição de compostos azoicos. Os ensaios baseados na ET indicam a capacidade de um 

antioxidante em reduzir um oxidante que altera sua coloração quando é reduzido, e estão 

correlacionados com as concentrações das substâncias antioxidantes (HUANG, OU e PRIOR, 

2005). A capacidade antioxidante das amostras de própolis vermelha foi avaliada por dois métodos: 

o ensaio do DPPH (ET) e FRAP. 
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5.3.4.1 Determinação da capacidade antioxidante frente ao radical DPPH● e capacidade 

antioxidante redutora de ferro (FRAP) 

Dentre os métodos aplicados para avaliação do potencial antioxidante, o método de 

sequestro do DPPH● é um dos mais utilizados. Este método é considerado simples e rápido, e é 

empregado em grande parte dos trabalhos que avaliam o potencial antioxidante de substâncias 

puras e de amostras complexas. Na tabela 7, estão dispostos os resultados da análise de capacidade 

de sequestro do DPPH● doEEPV, expressos em CI50, ou seja, a concentração capaz de sequestrar 

50% dos radicais livres. 

As atividades sequestradoras de radicais livres da amostra do EEPV estão listadas na tabela 

7, expressas em DDPH● –CI50. O CI50 da amostra do EEPV mostrou um valor de 43,7 µgmL-1, 

considerado superior ao CI50 de extrato etanólico de própolis vermelha encontrada por Pinheiro e 

colaboradores (2009) e Frozza e colaboradores (2013), 294 e 270µgmL-1, respectivamente. 

Silva e colaboradores (2011) apresentaram valores de 35% de inibição do radical DPPH•, o 

que indica uma menor atividade do sequestro do DPPH• quando comparada com a obtida neste 

trabalho. Segundo o autor, uma menor atividade sequestrante do radical DPPH• pode ser devida 

avariações nas concentrações de fenólicos totais e de flavonoides totais. 

Laskar e colaboradores (2010) encontraram capacidade antioxidante superior através do 

método de CI50 para extrato aquoso de própolis, de 50 µgmL-1 e de 70 µgmL-1 para EEP, sendo 

que o padrão de ácido gálico utilizado apresentou CI50 de 10 µgmL-1 . Os flavonoides isolados 

dessa própolis Indiana, apresentaram valores de CI50 de 8420 µgmL-1 de pinocembrina, e 50 µgmL-

1 de galangina. Essa última exibiu ação antioxidante superior ao da pinocembrina, e esta diferença 

entre os dois flavonoides podem ser atribuídos à presença do grupamento OH no anel C que a 

galangina possui (MOREIRA, ROGÃO, ESTEVINHO, 2011). 
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Tabela 8 - Capacidade antioxidante de extratos do EEPV através da capacidade antioxidante frente ao radical 

DPPH● e capacidade antioxidante redutora de ferro (FRAP) 

Amostra 

DPPH● 

CI50 µgmL-1 

Média ± *DP 

FRAP 

(mmol de Fe(II) g-1paraEEPV) 

Média ± *DP 

EEPV 43,70 ± 0,06 147,8 ± 3,0 

Média ±*DP = desvio padrão 

Fonte: AUTORA, 2018. 

São apresentados na Tabela 7, os valores médios para a capacidade antioxidante da própolis 

vermelha analisadas pelo método FRAP. 

A capacidade de sequestro de radicais livres das amostras também foi analisada pelo FRAP. 

Os resultados parecem denotar uma boa ação redutora da própolis, uma vez que forte atividade foi 

atribuída a ela, a qual atingiu valor de 147,8 mmol de Fe(II) g-1paraEEPV. A amostra demonstrou 

capacidade antioxidante com valorespróximos ao encontrado por Xavier e Colaboradores (2015), 

de 157,7 mmol de Fe(II)g-1 para própolis vermelha do Estado de Alagoas. 

Mohammadzadeh e colaboradores (2007) encontraram valores entre 0,03 a 1,65 mmol de 

Fe(II) g-1 para extrato etanólico de própolis Iraniana, valores inferiores aos encontrados neste 

estudo para as amostras utilizadas.  

Os valores de FRAP obtidos nesse trabalho para os EEPV foram superiores aos encontrados 

por Barlak e colaboradores (2011), onde encontraram para o extrato aquoso de própolis da Turquia 

24,1 mmol de Fe(II) g-1de extrato seco, e inferiores ao encontrado por Skaba e colaboradores (2013) 

para o extrato etanólicos de própolis verde Brasileira que foi de 674 mmol de Fe(II) g-1de extrato 

seco. 

5.3.5 Cromatografia Líquida de Alta Eficiência (CLAE) em fase reversa 

 As composições químicas do EEPV foram analisadas por Cromatografia Líquida de Alta 

Eficiência em Fase Reversa (CLAE-FR) e a identificação dos compostos químicos foi realizada 

pela comparação direta com padrões autênticos, que foram selecionados a partir da revisão de 

relatos científicos de compostos fenólicos mais comumente encontrados em outras amostras da 

própolis vermelha. 
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Conforme apresentado nos cromatogramas da figura 15, o extrato da propolis vermelha 

foram identificados 6 flavonóides:Daidzeína,Pinobanksina, isoliquiritigenina, formononetina, 

bolusontol eBiochanina A. 

Tabela 9– Identificação dos marcadores da própolis vermelha por CLAE-FR. 

(EEPV 400 µg/mL)**  

Pico T. Retenção          Área λ Nome 

1 11.71            94.460  249 Daidzeína 

2 14.05            28.873  289 Pinobanksina 

3 16.57          101.914  366 Isoliquiritigenina 

4 17.47          169.078  249 Formononetina 

5 20.97          193.555  280 Bolusontol 

6 22.67            29.701  249 Biochanina A 

Símbolos “+” = presente, mas não identificado; 

** Percentual comparado com o teor encontrado no EEPV na concentração de 400 µgmL-1; 

T. Retenção = Tempo de retenção. 

Fonte: AUTORA, 2018. 

 López et al (2014) estudaram 2 amostras de própolis vermelha dos Estado de Alagoas. 

Os autores, através da Cromatografia Líquida de Alta Eficiência com detector de massas 

identificaram: daidzeina (m/z 253,06), formononetina  (m/z 267,06), biochanina A  (m/z 283,06) e 

gutiferona E e xantochimol (m/z 601,35). Dentre os cinco compostos que autores identificaram 03 

foram identificados no presente estudo, com exceção apenas da gutiferona E e xantochimol, que 

não foi identificada no nosso trabalho. 
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Figura 15 - Perfil cromatográfico do extrato etanólico da própolis vermelha. 

 

Fonte: AUTORA, 2018. 

5.4 Preparação e Análise das Membranas 

As membranas foram preparadas a base de biopolímetos e EEPV, obtidos por dispersão dos 

componentes da fórmula e evaporação do solvente, utilizando-se moldes circulares de 7 cm de 

diâmetro. Após a evaporação do solvente, as membranas foram facilmente removidas do molde e 

acondicionadas separadamente para serem posteriormente analisadas. 

5.4.1 Aspecto e morfologia das membranas 

5.4.1.1 Características Macroscópicas das Membranas 

Na avaliaçãodas membranas preparadas com e sem o EEPV, nota-se macroscopicamente 

que apresentaram flexibilidade e coloração adequadas, isto é, as membranas sem a presença do 

EEPV apresentaram transparência. Nas membranas preparadas com EEPV, consegue-se visualizar 

acoloração proveniente da própolis e percebe-se uma boa distribuição da coloração o que indica 

uma homogeneidadena distribuição dos partículas por toda a membrana, que pode vir a ser uma 

característica desejável quando usada no paciente.  
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Os resultados macroscópicos estão resumidos na Tabela 9. As membranas podem ser 

visualizadas na Figura 16. 

Conforme a Tabela 9 e Figura 16, as membranas com e sem a presença de EEPV 

apresentaram forma contínua e homogênea, ou seja, sem ruptura após a eliminação do solvente. 

Não foram observadas partículas insolúveis. 

Tabela 10- Comparação dos aspectos macroscópicos das membranas. 

Característica Membrana sem EEPV Membrana com EEPV 

Cor Transparente Avermelhada 

Uniformidade xxx xxx 

Presença de bolhas 0 0 

Presença de rachaduras 0 0 

Aspecto quebradiço 0 0 

Flexibilidade xxx xx 

Facilidade de se desprender do suporte xxx xx 

Legenda: 0–ausência; X-pouco; XX- médio; XXX- intenso.  

Fonte: AUTORA, 2018. 

Figura 16 – Características macroscópicas das membranas preparadas com EEPV. 

 

Fonte: AUTORA, 2018. 
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5.4.1.2 Análise Morfológica 

Na Figura 17 são mostradas as imagens obtidas por microscopia óptica e por microscopia 

eletrônica de varredura das membranas preparadas com e sem EEPV .  

As imagens obtidas por microscopia óptica mostram a presença de cavidades na superfície 

das membranas obtidas com e sem a presença de EEPV. Aparentemente, as cavidades podem 

indicar a distribuição dos polímeros de forma irregular. No entanto, nenhuma delas apresentou 

rupturas nas suas paredes, o que indica que elas não se romperam durante o processo de evaporação 

do solvente.Contudo, as imagens de microscopia eletrônica de varredura (MEV), mostradas na 

Figura 17, mostram que existem diferenças entre as morfologias das membranas preparadas na 

presença e na ausência de EEPV. Nota-se que, apesar de ambas as formulações apresentarem a 

mesma composição de polímeros, a adição do EEPV aumentou a compactação do material 

tornando a superfície mais lisa e compactada.  

As imagens de MEV indicam que as membranas com EEPV possuem estrutura lamelar e 

que não apresentam poros que possam atravessar integralmente a sua espessura, característica que 

favorece a aplicação do biomaterial no tratamento de lesões de pele, uma vez que a penetração de 

microrganismos na ferida seria evitada (BUENO e MORAES, 2011; HINRICHS et al., 1992).  

Observou-se que com a adição do EEPV dissolvido em etanol houve menor retenção de ar 

durante a agitação mecânica da mistura polimérica, levando consequentemente à redução do 

tamanho dos poros do material e àdiminuição do espaçamento entre as camadas observadas na 

estrutura transversal da membrana. A espuma formada pela mistura polimérica durante o preparo 

da membrana tornou-se ainda menos estável,reduzindo a formação de bolhas e, consequentemente, 

evitando a formação de poros durante a secagem do material em estufa (BUENO, 2015). 
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Figura 17 – Fotomicrografia da superfície das membrana com (A) e sem (B) a presença de EEPV, obtida por 

MEV com aumento de 125x. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Fonte: AUTORA, 2018. 

Com base mas fotomicrografias obtidas em MEV, não se notou separação/domínio de fases 

na membrana à base de EEPV, sendo isso um forte indicativo de formação de membranas miscíveis 

dos polímeros usados. Resultados similares foram obtidos por outros pesquisadores com 

membranas de polímeros semelhantes (YEH et al., 2006).  

5.4.2 Espessura das membranas 

A espessura das membranas está indicada na Tabela 10. Considerando o processo de 

fabricação das membranas, pode-se concluir que as membranas com e sem EEPV não apresentaram 

grande diferença de espessura e que com a incorporação da solução do EEPV não houve alteração 

significativa na espessura das membranas 

A uniformidade da espessura da membrana é fator importante para que os componentes da 

membrana fiquem distribuídos de forma uniforme. É também interessante para aplicação em 

feridas de pele, estando relacionada com a propriedade de barreira das membranas. As membranas 

muito finas alteram a flexibilidade das mesmas, podendo fazer com que rasguem com facilidade, 

A B 
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o que não é interessante para recobrimento de feridas na pele, já que o importante é se ter 

membranas finas e resistentes.  

As propriedades de barreira são importantes, ou seja, estão relacionadas com a dispersão 

homogênea dos componentes na matriz polimérica. Se a membrana estiver muito espessa dificulta 

a permeação, enquanto a menor espessura facilita o processo.  

Tabela 11 - Espessura das membranas em μm com e sem a presença de EEPV. 

Amostras 

(Membranas) 

Espessura (µm) 

Média ± *dp 

Com EEPV 2,6 ± 0,6 

Sem EEPV 2,5 ± 1,1 

Média ±, *dp = desvio padrão 

Fonte: AUTORA, 2018. 

Segundo estudos de Uygun e colaboradores (2010), a espessura das membrana é uma 

variável importante, porém pouco discutida na engenharia de tecidos. Seu estudo demonstrou que 

a espessura da membrana, quanto mais espessa, mais irá influenciar na proliferação celular, além 

de diminuir a cristalinidade das membranas tornando-as também mais aderentes, entretanto 

membranas maiores que 120 µm não obtiveram bons resultados. 

5.4.3 Umidade 

Devido à sua natureza hidrofílica, os polissacarídeos são altamente receptivos à umidade 

(KUREK et al, 2012). Membranas a base de NaCMC são capazes de absorver até 40% de umidade 

dependendo das condições (AGUIRRE-LOREDO et al., 2016). Entretanto, uma grande 

porcentagem de umidade pode ser desfavorável, pois pode acelerar a degradação da membrana por 

ataque de microrganismos.   

Na análise do teor de umidade nas membranas com EEPV, no método de secagem, 

encontrou-se o rendimento de massa entre a massa inicial e final de 67,87% (massa inicial = 36,3mg 

e massa final = 24,66mg), ou seja, a umidade em torno de 32,12%, valor menor quando comparado 

ao valor de 73% de umidade apresentado por Maina, Heide e Shagal (2012).  

Os resultados deste estudo (Tabela 11) mostram que a quantidade de umidade da membrana 

com a presença de EEPV é menor que a as membranas sem a presença do EEPV. Tal fato corrobora 
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com os resultados do MEV que demonstraram uma melhor compactação das membranas pela 

presença de etanol no processo de secagem e, portanto, maior eficiência de secagem. 

Tabela 12 – Teor de umidade das membranas. 

Amostra/membrana 
Umidade (%) 

Média ± *dp 

Membrana sem EEPV 38,05 ± 3,2 

Membrana com EEPV 32,12 ± 5,1 

Fonte: AUTORA, 2018. 

5.4.4 Molhabilidade 

A caracterização da molhabilidade é fundamental para inferir nas propriedades de 

molhabilidade das membranas e indicar o perfil de absorção de umidade, uma vez que este é um 

requisito importante, considerando a liberação do fármaco. 

Na Fig. 18 é apresentada a dinâmica de molhabilidade do da membrana com e sem a 

presença de própolis. As medidas foram realizadas a uma temperatura de 26ºC. A superfície das 

membranas apresentam uma alta hidrofilicidade, resultando em um alto ângulo de contato de 

estático, com ɵ° = 10,63º (Membrana sem Própolis) e  ɵ°= 15,50º (Membrana com Própolis). 

Neste caso, é possível observar que o ângulo de contato relaxa rapidamente para o seu valor 

de estático para ambas as membranas. Isto pode estar diretamente associado à porosidade do 

substrato e a capacidade de absorção de umidade dos componentes da formulação.  

Figura 18 - Dinâmica de molhabilidade das membranas com a presença e sem a presença de própolis vermelha. 

 

Fonte: AUTORA, 2018. 
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5.4.5 Grau de Intumescimento 

O fenômeno do intumescimento é devido à hidratação dos grupos hidrofílicos do CMC e 

da pectina, sendo que o primeiro possui maior capacidade de intumescimento. A água penetra na 

estrutura do material, preenchendo os espaços vazios entre as cadeias poliméricas e provocando a 

relaxação da matriz devido à pressão osmótica. O equilíbrio é atingido quando a pressão osmótica 

se iguala às forças de ligação que mantém a estrutura polimérica estável (PASPARAKIS e 

BOUROPOULOS, 2006). 

A hidrofobicidade é uma propriedade muito marcante nessas membranas, devido àpresença 

de grupamentos carboxílicos (-COOH) e amidas (-CONH2). Estes grupamentos favorecem o 

intumescimento, através da formação de ligações de hidrogênio com água (SPERLING, 2001). 

Devido ao grande poder de intumescimentocaracterísticos das membranas àbase de CMC e 

pectina, foi adotado o uso da solução tampão salina (0,9% NaCl) como solvente para este ensaio, 

visto que a presença de íons em todos os fluidos (com exceção da água) pode induzir à blindagem 

de cargas dos polissacarídeos, reduzindo a repulsão eletrostática entre as cadeias poliméricas, 

originando uma estrutura mais empacotada e menos hidrofílica, com menor capacidade de absorção 

de líquidos (MAURSTAD et al., 2008; BARTKOWIAK, 2002; STRAND et al., 2001). Além disso, 

o gradiente de força iônica no caso das soluções salinas é maior, o que reduz o fluxo de água para 

dentro da matriz polimérica, conferindo assim, resultados mais confiáveis (ZOR et al.; 1998). 

O comportamento das membranas foi avaliado na presença de solução salina (NaCl a 0,9% 

m/v), PBS, fluido corpóreo simulado (FCS), meio RPMI suplementado e soro fetal bovino (SFB). 

Primeiramente, avaliou-se a cinética de intumescimento das membranas em água a 37°C. Os 

resultados obtidos são mostrados na Figura 19. 

A tabela 12 mostra o resultado do grau de intumescimento das membranas com e sem a 

presença de EEPV, onde se observa que a adição do EEPVnão modifica os resultados. Os perfís de 

intumescimento entre as membranas são similares. Comparando os dados de intumescimento entre 

as membranas contendo EEPV e as membranas sem EEPV, nota-se que a incorporação do ativo 

nas membranas não conferiu alteração no perfil e nos valores máximos de intumescimento. 

Quando comparado o grau máximo de intumescimento das membranas, observa-se que 

ambas mostraram valores próximos, sendo as membranas sem a presença de EEPV, com absorção 

máxima de 2912,36 % e as membranas a base de EEPV com absorção máxima de 3002,22 %. As 
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membranas estudadas apresentaram, em geral, maiores valores de capacidade de absorção em 

comparação aos dados anteriores reportados por Bueno (2010), que foram de1383%, para 

membranas preparadas com pluronic F68 a 1:1 (m/m) em relação à massa de polissacarídeos.    

Tabela 13 - Grau de intumescimento das membranas em relação ao tempo de intumescimento (n=3). 

 

Tempo (horas) 

Grau de intumescimento (%) 

(Média ± dpr*) 

Sem EEPV Com EEPV 

0 0 0 

24 2345,56 ± 12,54 2532,65 ± 25,65 

48 2854,36 ± 10,12 2975,08 ± 6,43 

72 2912,36 ± 9,01 3002,22 ± 9,22 

Fonte: AUTORA, 2018. 

Figura 19- Cinética de intumescimento em PBS (0,9%) a 37°C das membranas preparadas na ausência e na 

presença do EEPV. 

 

Fonte: AUTORA, 2018. 

Os valores de capacidade máxima de absorção de água obtidos nestes ensaios são 

comparáveis aos curativos produzidos por Rodrigues e colaboradores (2008), que absorveram de 

1100 a 1900%. Altos valores de capacidade de absorção de água também foram reportados por 
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Tanodekaew e colaboradores (2004) para um hidrogel de β-quitina e poliácido acrílico, que 

variaram de 3000% a 6000%, dependendo do conteúdo de ácido acrílico.  

Como conclusão das análises de capacidade de absorção de umidade das membranas em 

soluçãoPBS (0,9%), pode-se assumir que seriam mais adequadas para aplicações que requeiram 

alta capacidade de absorção de fluidos, por exemplo, no caso de feridas exsudativas, ou ainda, para 

aplicações em que o aspecto poroso seja desejável para permitir crescimento celular, como no caso 

dos scaffolds, sendo desejável também que o material apresente taxa de degradação adequada 

quando em contato com fluidos fisiológicos. 

5.4.6 Espectroscopia na região doinfravermelho com transformada de Fourier (FTIR) 

A técnica de FTIR foi utilizada para avaliar a presença de EEPV e incorporação na 

formação do complexo polimérico aplicado na preparação da membrana. 

Na Figura 20, são mostrados os espectros de absorção no infravermelho (FTIR) do EEPV 

e da membrana. Na Tabela 13 encontram-se os picos de absorção característicos, que podem ser 

utilizados para identificar os compostos presentes nas membranas. 

Como pode ser observado, ambos os espectros de absorção mostram uma banda larga na 

região de 3420 – 3355 cm-1, aproximadamente. De acordo com Lawrie e colaboradores (2007), 

esta banda pode ser atribuída ao estiramento dos grupos -OH, hidroxila típica de fenóis. O pico a 

2937 cm-1 representa as vibrações dos grupos metila e metileno, presentes também no EEPV 

(SANKALIA et al., 2007; LAWRIE et al,. 2007). As bandas de absorção 1618 cm-1 - 1502 cm-1  

decorrentes de C=C de anéis aromáticos e em 1160 - 1016 cm-1, houve a presença da banda  de 

deformação axial de C-O, a banda de absorção em 836 cm-1 mostrou a deformação angular C-H 

fora do plano, característica de compostos aromáticos polinucleares, comuns a vários dos 

compostos utilizados para o preparo das membranas. 

Foramidentificadas,na membrana,as bandas características do EEPV, confirmando que 

houve a incorporação do extrato com os excipientes. As bandas 3331 – 2911cm-1que podem ser 

características carbonos primários e terciários (CH2 e CH3) a de 1619 e 1601 de anéis aromáticos 

(C=C) e 1036 e 836 de álcoois primários, de éter tipicamente característico de EEPV. 
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Figura 20 - Espectros de FTIR para o extrato etanólico de própolis vermelha (EEPV) e membrana à base de 

EEPV. 

 

Fonte: AUTORA, 2018. 

Tabela 14- Tabela da relação entre os valores das bandas de absorção no FTIR e os grupos químicos 

encontrados nas formulações atomizadas e o extrato de própolis vermelha. 

Bandas (cm-1) Grupos químicos Material 

3355 

2936 

1618 - 1502 

1032 

836 

OH 

CH3 / CH2 

C=C aromáticos 

C-O (álcoois primários, de 

éter alifático e cíclico) 

C-H (deformação angular 

fora do plano, de aromáticos 

polinucleares) 

Membrana 

3336 -OH 
Extrato de Própolis 

Vermelha 

2911 CH3 
Extrato de Própolis 

Vermelha 

1619 

1601 

 

CH3 

C=C aromáticos 

Extrato de Própolis 

Vermelha 

Extrato de Própolis 

Vermelha 

1036 
C-O (álcoois primários, de 

éter alifático ecíclico) 

Extrato de Própolis 

Vermelha 

836 

 

C-H (deformação angular 

fora do plano, de aromáticos 

polinucleares) 

Extrato de Própolis 

Vermelha 

Fonte: AUTORA, 2018. 
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5.4.7 Determinação da eficiência de incorporação de EEPV nas membranas 

Para determinar a eficiência de incorporação do EEPV nas membranas foi determinado o 

teor de fenóis totais das membranas.  

O teor dos fenóis totais recuperados, após a extração, em membranas a base de EEPV está 

representado na Tabela 14. A quantidade de recuperação total dos fenóis totais foram de entre 89,6 

e 92,0 % da quantidade teórica. 

Conforme pode ser observado na Tabela 14, a adição de EEPV na matriz da membrana foi 

bem sucedida, visto que apresentaram uma retenção de fenóis totais superior a 60% que, segundo 

Bhandari e colaboradores (2006) e Kenyon e Anderson (1988), está proporção de retençãoé 

considerada ótima para formulações, contendo polímeros.  

A associação da mistura entre CMC e pectinacomo agentespromotores da formação das 

membranas mostrou ser eficiente na adesão do EEPV. Tal fato confirma os relatos de Shahidi e 

Han (1993), que afirma sobre a necessidade de associação de dois ou mais materiais de 

revestimento para garantir maior retenção e melhor estabilidade de produtos. 

Tabela 15 - Eficiência de incorporação de EEPV nas membranas. 

Amostra/membrana 
Teor dos fenóis totais recuperados (%) 

Média ±*dp = desvio padrão 

Membrana com EEPV 90,84 ± 1,16 

Média ± *DP = desvio padrão 

Fonte: AUTORA, 2018. 

5.4.8 Cinética de liberação de EEPV incorporado nas membranas 

A cinética de liberação de agentes ativos contidos em membranas pode ser analisada através 

da determinação de sua concentração em um meio líquido extrator de composição apropriada. O 

tampão PBS é bastante utilizado para esta finalidade por possuir pH igual a 7,4, simulando 

condições fisiológicas, como por exemplo, no caso de uma ruptura da pele.  

Com o intuito de se determinar o perfil de libertação dos componentes do EEPV, foram 

realizados testes de libertação in vitro para a membrana. Para a realização deste ensaio, amostras 

de massas e diâmetro conhecidos (2cm) contendo EEPV foram previamente pesados e colocados 

em béqueres com 50 mL de solução tampão fosfato salina (pH= 6,86).  
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Tabela 16- Quantificação de conteúdo de flavonóides totais liberados pelas membranas em relação ao tempo. 

*dp = Desvio padrão 

Fonte: AUTORA, 2018. 

Figura 21- Perfil de liberação de flavonóides totais da membrana em função do tempo. 

 

Fonte: AUTORA, 2018. 

Os flavonoides são as principais substâncias responsáveis pelas atividades farmacológicas 

da própolis (BURIOL et al., 2009). Sendo assim, conhecer a cinética de liberação desses compostos 

é fundamental para prever como ocorrerá a liberação desse fármaco na superfície ferida, nos 

posteriores testes in vivo. 

Ainda sobre a liberação de flavonóides totais, levando em consideração a quantidade de 

flavonóides totais presente nas membranas completamente solubilizadas e considerando esses 

valores como a porcentagem máxima de liberação, foi possível avaliar a porcentagem de 

flavonóides que a membrana liberou em função do tempo. Os resultados podem ser observados na 

Tabela 15 e no gráfico representado na Figura 21. 

Tempo (horas) 
Teor de flavonóides totais (%) 

média ± *DP 

1 11,64± 6,32 

6 15,01± 3,12 

12 22,49± 1,85 

24 36,95± 3,86 

48 75,93± 5,09 

72 80,18± 6,26 

240 100,48 ± 7,58 

360 102,20± 2,32 
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A liberação de flavonoides totais em relação ao tempo mostrou resultados 

consideravelmente positivos no decorrer das horas em que o teste foi realizado. A membrana 

liberou gradativamente os flavonóides até o platô de 240 horas onde a liberação se estabilizou. 

5.5 Ensaios Biológicos 

5.5.1 Ensaios de potencial antialérgico 

O potencial alergênico, in vitro, do extrato (EEPV) e da formulação (MEPV) foram 

avaliados pelo ensaio direto de liberação da enzima β-hexosaminidase em mastócitos da 

linhagem RBL-2H3 (NAAL et al, 2004). A liberação estimulada da enzima β-hexosaminidase 

foi quantificada pela reação com o substrato metilumbeliferil-N-acetil-β-D-glucosaminida 

(MUG), a qual gera o produto fluorescentemetilumbeliferona (Figura 22), quantificado em um 

leitor de fluorescência para microplacas. Compostos que estimulam a liberação da enzima β-

hexosaminidase são ditos compostos com potencial alergênico e aqueles que inibem a 

desgranulação e a consequente liberação de β-hexosaminidase são ditos compostos com 

potencial antialérgico.  

Figura 22 – Reação de produção do N-acetilglucosaminida e metilumbeliferona a partir do metilumbeliferil-

N-acetil--D-Glucosaminida. 
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Fonte: AUTORA, 2018. 

O EEPV (2 a 100 µg/mL) assim como a Membrana a Base de Propolis Vermelha (MEPV) 

(2 a 200 µg/mL) não estimulam a desgranulação, in vitro, de mastócitos e a liberação de medidores 

químicos das alergias (Figura 22), o que indica que o produto desenvolvido não apresenta 

propriedades alergênicas e pode ser usado com segurança para as aplicações farmacológicas 

pretendidas. Para concentrações de EEPV e MEPV tais como 50 e 100 µg/mL nota-se discreta 

inibição da desgranulação mastocitária, a qual é favorecida no caso de alta concentração da 

membrana (100 – 200 µg/mL de MEPV), devido, provavelmente, à maior solubilidade do extrato 

incorporado comparado ao extrato livre. Para a concentração de 200 µg/mL de MEPV, por 
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exemplo, observa-se forte inibição da desgranulação enquanto que para o extrato livre, nesta 

mesma concentração, o ensaio biológico não pode ser realizado em função da baixa solubilidade 

do extrato (EPV), em tampão fisiológico. Assim, pode-se dizer que a membrana desenvolvida, 

contendo o extrato de própolis vermelha, ou seja, a MEPV, além de não ser alergênica, pode 

aumentar a solubilidade do extrato e contribuir para a inibição moderada de reações alérgicas 

quando usada em concentrações acima de 50 µg/mL (Figura 23). 

Figura 23 - Porcentagem de β-hexosaminidase liberada para as células estimuladas pelo antígeno DNP-BSA 

(0,1 µg/mL) na presença de diferentes concentrações de inibidores (EPV e MEPV).  

 

Fonte: AUTORA, 2018. 

Nesta curva, as barras de erro representam o desvio padrão para amostras em triplicata, 

quadruplicata ou quintuplicata de um único experimento. 

Devido à sua característica biológica comprovadamente cicatrizante em células de 

fibroblastos, as membranas obtidas pelos processos propostos podem ser utilizadas para: 

tratamento de infecções bacterianas de amplo espectro de ação; tratamento de processos 

inflamatórios de origem bacteriana; tratamento de feridas; tratamento de processos inflamatórios e 

infecciosos, em geral na pele.  
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Os usos aqui descritos apresentam-se como novidade ao estado da técnica, em termos de 

atividades e atuação da própolis vermelha como produto farmacêutico (membrana). 

Assim, as modalidades da invenção descritas no presente documento apresentam-se como 

um avanço no estado da técnica já que, permitem a produção de MEPV e composições 

farmacêuticas contendo os mesmos de maneira economicamente viável. Desta forma, as MEPV 

obtidos através do processo proposto podem ser utilizadas em diversos setores industriais da área 

cosmética e farmacêutica. 

5.5.2 Determinação da atividade cicatrizante in vitro 

Para determinar a influência do tratamento das membranas a base de própolis vermelha 

sobre a migração de fibroblastos, as células foram submetidas ao tratamento com as amostras da 

membrana por 24 h. Após este período, o índice de migração foi estimado pelo ensaio de migração 

horizontal.  

A migração dos fibroblastosquando na presença de das membranas enriquecidas com 

EEPV, nos tempos de 0 e 24 h, pode ser observada nas figuras abaixo. A diminuição da área da 

ferida ao longo de 24 h foi vista na Figura 24, na forma de uma observação representativa. A 

demonstração dos dados deste ensaio de migração celular in vitrose encontra nas Figura 24. 

Figura 24 - Efeito do tratamento com própolis vermelha ou própolis vermela sobre a migração de fibroblastos 

in vitro.  

 

Fonte: AUTORA, 2018. 

5 1 0 5 0 5 1 0 5 0

0

2 0

4 0

6 0

8 0

1 0 0

Ín
d

ic
e

 d
e

 m
ig

r
a

ç
ã

o

* * * ***

P r ó p o l i s  v e r m e l h a

(  g / m L )

P r ó p o l i s  v e r m e l h a

+  A l o e - v e r a  (  g / m L )



90 

 

Células mantidas apenas com meio DMEM (linha tracejada) foram consideradas como 

controle do experimento. As barras representam a média ± erro padrão da média (EPM) de três 

experimentos independentes. * P <0,01 e ** P < 0,05 quando comparado as células tratadas com 

veículo (barra branca). 

Figura 25 - Fotomicrografias representativas do efeito da própolis vermelha ou própolis vermelha/Aloe-vera 

sobre a migração de fibroblastos in vitro. As setas indicam a área livre de células no tempo de 24h comparado 

ao respectivo tratamento no tempo de 0h. As imagens foram obtidas em microscopia de contraste de fase, 

aumento de 100X. 

 

Fonte: AUTORA, 2018. 

 Analisando-seas Figuras 24 e 25, conclui-se que a presença de EEPV é relevante na 

aceleração do fechamento da ferida. Observou-se que a concentração de EEPV influencia 

diretamente na diminuição da área. A presença de baixas concentrações EEPV permite que os 

fibroblastos migrem mais rapidamente do que em altas. 

 Não foram encontrados registros na literatura sobre o ensaio de migração celular in vitro 

utilizando própolis vermelha incorporada em membranas.  

 O comportamento de células cutâneas pode ser investigado com o uso de cultura de células, 

como os queratinócitos (KEIRA et al., 2004). Em tecidos normais, o colágeno fornece a força, a 

integridade e a estrutura. Quando os tecidos são rompidos após a ferida, o colágeno é necessário 

para reparar o defeito e restabelecer a estrutura anatômica e a função. Neste sentido, novos 

materiais podem ser utilizados na medicina para reparação do dano ou trauma químico-mecânico, 

da pele ou mucosas devido à sua biocompatibilidade e sua capacidade de promover cicatrização de 

feridas. Ainda não há indicações claras do seu mecanismo de ação da própolis, sobretudo 

incorporada em membranas poliméricas, mas acredita-se que seja promovido pela ação protetora 
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dos polímeros associado a destacada atividade cicatrizante da própolis, que proporciona condições 

favoráveis para a cura de feridas e regeneração tecidual.Desta forma, novos estudos in vitro e in 

vivosão necessários, pois poderão promover o entendimento de sua interação com os tecidos 

(WANET et al., 2007). 

 Como reportado por Osman e colaboradores (2007) e Muangman (2011), o potencial de 

cicatrização da membrana a base de própolis vermelha é evidenciado por meio destes resultados. 

Ressalta-se que a porcentagem é estatisticamente igual à demonstrada pelas membranas 

biopoliméricas. Lin e colaboradores (2013) realizaram testes in vitro com membranas de 

nanocelulose e quitosana e foi observada a reparação tecidual de 30% a 48 h. Souza (2013) realizou 

testes in vivo utilizando membranas de nanocelulose e colágeno bovino e a reparação tecidual em 

72 h foi de 20%. Comparado a estes, o produto biopolimérico desenvolvido neste trabalho pode se 

tornar mais promissor quando aplicado em animais e humanos, uma vez que em apenas 24 h foi 

observada uma porcentagem de migração celular de 20%. 
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6 CONCLUSÕES 

A própolis vermelha se apresenta como um importante produto natural rico em compostos 

fenólicos. Neste trabalho foi possível estabelecer as seguintes conclusões de acordo com os 

objetivos definidos: 

É possível incorporar o extrato etanólico da própolis vermelha em matrizes poliméricas para 

obtenção de membranas; 

Não houve alterações significativas na qualidade e quantidade dos teores fenólicos e 

flavonóides totais, após o processo de preparação das membranas, mantendo-se a integridade do 

extrato etanólico da própolis.  

O extrato etanólico, assim como as membranas a base de própolis vermelha,apresentaram 

atividade antioxidante acentuada, correlacionando-se com o teor dos compostos fenólicos; 

A autenticidade da própolis vermelha foi comprovada pela identificação de marcadores 

majoritários, como a Liquiritigenina, Daidzeína, Pinobanksina, Isoliquiritigenina, Formononetina, 

Bolusontol e Biochanina A; 

A membrana desenvolvida, contendo o extrato de própolis vermelha, além de não ser 

alergênica, pode aumentar a solubilidade do extrato e contribuir para a inibição moderada de 

reações alérgicas quando usada em concentrações acima de 50 µg/mL; 

A membrana constituida de EEPV permite a aceleração do fechamento da ferida em testes 

in vitro, assegurando sua importância na migração dos fibroblastos permitindo o fechamento das 

feridas. 

Neste cenário, devido à sua característica biológica comprovadamente cicatrizante em 

células de fibroblastos, as membranas obtidas pelos processos propostos podem ser utilizadas para: 

tratamento de feridas; de processos inflamatórios e infecciosos, em geral na pele.  

Assim, as modalidades da invenção descritas no presente documento apresentam-se como 

um avanço no estado da técnica já que permitem a produção de MEPV e composições 

farmacêuticas contendo componentes economicamente viáveis, podendo ser utilizadas em diversos 

setores industriais cosmética e farmacêutica. 
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