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RESUMO 
 
 
A deterioração de alimentos causada por microrganismos, principalmente por fungos, 
tem acarretado perdas significativas para as indústrias por alterações indesejáveis e 
riscos à saúde do consumidor. A pesquisa por novos agentes antifúngicos é de grande 
importância, chamando atenção para os biossurfactantes da classe dos soforolipídios. 
Esses pertencem à classe de glicolipídios extracelulares, e são produzidos por 
microrganismos, com destaque para a levedura Starmerella bombicola, que produz 
uma mistura de formas acídicas e lactônicas. Estas diferenças estruturais influenciam 
diretamente em suas características físico-químicas e biológicas que direcionam para 
as diversas aplicações industriais. A ação antimicrobiana tem chamado atenção 
devido à atividade contra uma ampla gama de bactérias e fungos que prejudicam a 
indústria de alimentos. Considerando esses aspectos, o presente trabalho teve como 
objetivo produzir, caracterizar e verificar a ação antifúngica de soforolipídios de S. 
bombicola contra os principais contaminantes de alimentos Aspergillus flavus, 
Aspergillus melleus, Aspergillus ochraceus, Aspergillus parasiticus, Aspergillus niger, 
Fusarium oxysporum, Brotrytis cinerea e Rhizopus spp. Também desenvolver e 
caracterizar filmes de amido comestíveis com adição desse biossurfactante para 
aplicação industrial. A produção dos soforolipídios foi realizada em meio contendo 
glicose e o ácido oleico e a melhor condição foi transferida para biorreator onde atingiu 
67 g/L, com uma produtividade 0,56 g/L h-1 em 120 h. A caracterização estrutural dos 
soforolipídios confirmou predominância da forma lactônica, a qual apresentou ação 
antifúngica contra todos os fungos contaminantes testados. Os filmes produzidos com 
soforolipídios apresentaram boa aparência, sem poros ou bolhas, e os resultados de 
espectroscopia no infravermelho com transformada de Fourier (FTIR) confirmaram a 
presença do biossurfactante nos filmes. Os filmes tiveram uma maior resistência a 
tração e um decréscimo na permeabilidade ao vapor de água e alongamento com a 
adição de 10 % de soforolipídios na matriz polimérica. Soforolipídios de S. bombicola 
podem ser uma alternativa para aplicações industriais como um agente antifúngico 
inovador reduzindo a deterioração microbiana, aumentando assim a produtividade 
industrial. 
 
Palavras-chave: Soforolipídios. Starmerella bombicola. Patógenos de alimentos. 

Atividade antifúngica. Filmes comestíveis. 
 



HIPOLITO, Amanda. Antifungal property of sophorolipids from Starmerella 
bombicola with potential application in the food industry. 2020. 99 p. Dissertation 
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2020. 
 

ABSTRACT 
 
 
The deterioration of food caused by microorganisms, especially by fungi, has caused 
significant losses for the industries due to undesirable changes and risks to the health 
of the consumer. The search for new antifungal agents is of great importance, drawing 
attention to the biosurfactant sophorolipids. These belong to the class of extracellular 
glycolipids, and are produced by microorganisms, especially the yeast Starmerella 
bombicola, which produces a mixture of acidic and lactonic forms. These structural 
differences directly influence their physical-chemical and biological characteristics that 
lead to the various industrial applications. The antimicrobial action has attracted 
attention due to its activity against a wide range of bacteria and fungi that affect the 
food industry. Considering these aspects, the present study aimed to produce, 
characterize and verify the antifungal action of sophorolipids from S. bombicola against 
the main food contaminants Aspergillus flavus, A. melleus, A. ochraceus, A. 
parasiticus, A. niger, Fusarium oxysporum, Brotrytis cinerea and Rhizopus spp. 
Additionally, the development and characterization of edible starch films with the 
addition of this biosurfactant for industrial application was made. The production of 
sophorolipids was performed with glucose and oleic acid and the best condition was 
transferred to the bioreactor, where it reached 67 g/L, with a productivity of 0.56 g/Lh-

1 in 120 h. The structural characterization of sophorolipids confirmed the predominance 
of the lactonic form, which presented antifungal action against all pathogenic fungi 
tested. The films produced with sophorolipids showed good appearance, without pores 
or bubbles, and the results of Fourier transform infrared spectroscopy (FTIR) confirmed 
the presence of the biosurfactant in the films. The films had a higher tensile strength 
and a decrease in water vapor permeability and elongation. Sophorolipids from S. 
bombicola showed to be a potential alternative for industrial applications as an 
innovative antifungal agent reducing microbial deterioration, and thus increasing 
industrial productivity. 
 
Key words: Sophorolipids. Starmerella bombicola. Food pathogens. Antifungal 

activity. Edible films. 
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1 INTRODUÇÃO 

 
 

A deterioração microbiana de alimentos tem sido uma das maiores causas de 

perdas nas indústrias, diminuindo a produtividade e causando danos à saúde humana. 

Diante disto, para a prevenção da contaminação microbiana tem sido uma tendência 

a utilização de aditivos naturais em substituição aos aditivos sintéticos, atendendo 

uma demanda dos consumidores por produtos mais saudáveis, de fontes renováveis 

e biodegradáveis. Portanto, pesquisas são de fundamental importância para encontrar 

substâncias naturais, que sejam capazes de substituir os aditivos sintéticos e 

tradicionais de forma efetiva e segura. 

Os microrganismos deteriorantes podem estar veiculados à água e em 

alimentos de origem animal e vegetal, frescos ou processados. Estes microrganismos 

causam alterações químicas e físicas nos alimentos, alterando o aspecto, cor, odor, 

textura e sabor. Os principais responsáveis pela deterioração de produtos alimentícios 

são os fungos. Eles são eucariotos, quimiorganotróficos, reproduzem-se por meio de 

esporos, salvo algumas exceções, e têm alto potencial de crescimento, relacionados 

aos fatores extrínsecos e intrínsecos do alimento. Durante a germinação dos esporos, 

algumas espécies de fungos podem produzir micotoxinas, que constituem um perigo 

natural na cadeia de produção alimentícia. Assim, se tornam necessárias medidas de 

controle do desenvolvimento destes microrganismos com a finalidade de garantir a 

segurança desses alimentos.  

Os fungos se desenvolvem principalmente em alimentos com teor de umidade 

intermediário, como produtos de panificação, entretanto, apresentam capacidade de 

crescimento em uma ampla escala de atividade de água, pH e temperatura e utilizam 

grande variedade de substratos como carboidratos, proteínas, lipídios e ácidos 

orgânicos. 

Diante desse contexto, abre-se uma nova oportunidade a incorporação de 

biossurfactantes como aditivos alimentares, uma vez que estes possuem 

características que correspondem à atividade antifúngica. Podendo ser utilizados 

indiretamente, como sanitizantes de superfícies de contato com o alimento ou 

diretamente, como aditivos alimentares. 
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Os soforolipídios são biossurfactantes pertencentes à classe dos 

glicolipídeos, que têm propriedades similares aos surfactantes petroquímicos, além 

de apresentarem baixa toxicidade, biodegradabilidade, menor impacto ambiental, alta 

seletividade e atividade em condições extremas de pH, temperatura e salinidade. 

Também dispõem de características físico-químicas atrativas para aplicações 

biotecnológicas industriais como ação emulsificante, espumante, umectante, 

solubilizante, são agentes anti adesivos e antimicrobianos, o que pode contribuir para 

diversos setores industriais. 

Os soforolipídios podem ser utilizados como agentes antimicrobianos e a sua 

incorporação em filmes de amido pode ser considerada uma alternativa para várias 

aplicações na indústria alimentícia. Essa matriz polimérica tem baixo custo e pode 

agregar valor ao produto pelo aumento da vida útil e da qualidade.  

Considerando a capacidade metabólica da Starmerella bombicola, as 

propriedades do soforolipídios e as possíveis aplicações industriais, este trabalho visa 

produzir, caracterizar e testar a capacidade antifúngica dos soforolipídios em fungos 

deteriorantes de produtos alimentícios, bem como desenvolver um filme comestível 

como proposta para potencial aplicação na conservação de alimentos. 
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2 OBJETIVOS  
 

2.1 OBJETIVO GERAL  

 
 

Produzir e avaliar a capacidade antifúngica do soforolipídios de Starmerella 

bombicola contra fungos contaminantes de alimentos.  

 

2.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS  

 
 

• Otimizar a produção de soforolipídios de S. bombicola variando as 

concentrações do ácido oleico e glicose em frascos de Erlenmeyer;  

• Acompanhar o processo fermentativo pelo consumo de ácido oleico e glicose, 

crescimento microbiano e produção de soforolipídios, durante 120 h de 

fermentação, em biorreator na condição otimizada anteriormente; 

• Extrair, quantificar e caracterizar os soforolipídios produzidos por técnicas 

gravimétricas, cromatográficas e ressonância magnética nuclear; 

• Avaliar o efeito dos soforolipídios contra contaminantes de alimentos 

Aspergillus flavus, A. melleus, A. ochraceus, A. parasiticus, A. niger, Fusarium 

oxysporum, Brotrytis cinerea e Rhizopus spp.; 

• Produzir filmes de amido comestíveis com adição de soforolipídios;  

• Caracterizar e verificar a ação antifúngica dos filmes com soforolipídios para 

potencial uso na indústria de alimentos. 
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3 REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 
 
 
3.1 CONTAMINAÇÕES FÚNGICAS EM ALIMENTOS 

 

 

Aspectos gerais de qualidade e higiene sanitárias são cruciais na aceitação 

de qualquer produto alimentício. A principal forma de deterioração dos alimentos é de 

origem microbiológica, principalmente por fungos, o que traz uma enorme 

preocupação relacionada à segurança alimentar e saúde do consumidor (OLIVEIRA 

et al., 2015). Os fungos são organismos eucarióticos, multicelulares e filamentosos, 

são decompositores e parasitas facultativos que podem obter nutrientes através de 

organismos mortos ou vivos pela decomposição de sua matéria orgânica (BROOKS 

et al., 2012). Estão amplamente distribuídos na natureza e apresentam diferentes 

condições de multiplicação, capacidade de esporulação e disseminação (PITT; 

HOCKING, 2009). 

Essa contaminação pode ocorrer durante a formação das sementes, no 

armazenamento, no solo e principalmente por apresentarem substratos adequados 

para o seu desenvolvimento como, carboidratos, proteínas e lipídeos e possuírem 

elevado teor de água livre (ROSSETTO et al., 2003; OLIVEIRA et al., 2015). Os fungos 

contaminantes mais frequentes pertencem aos gêneros Aspergillus, Fusarium, 

Rhizopus e Botrytis. (PITT; HOOCKING, 2009; SARANHAJ; GUEETHA, 

2012; NJOBEH et al., 2010; TERZI et al., 2014). 

A contaminação dos alimentos por fungos fica visível a partir do aparecimento 

do micélio visível oriundo de esporos na superfície do produto, que pode ocorrer após 

o término da germinação e antes do final da vida útil do produto, gerando rejeição pelo 

consumidor (BAERT et al., 2007). Além da aparência indesejável, os fungos são 

capazes de provocar alterações no sabor e na qualidade dos alimentos, promovendo 

odores desagradáveis ocasionados por diferentes graus de deterioração, ou ainda, 

trazer riscos à saúde humana e animal, devido à produção de micotoxinas (SOUZA 

et. al, 2017).  

Micotoxinas são metabólitos secundários proeminentes produzidos por 

espécies que pertencem aos gêneros Aspergillus e Fusarium e são produzidas de 

forma natural em produtos agroalimentares, sendo tóxicas para animais e humanos 

mesmo quando ingeridas em pequenas quantidades. As mais expressivas são as 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0168160518308894#bb0190
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0168160518308894#bb0245
https://www.sciencedirect.com/topics/food-science/aspergillus
https://www.sciencedirect.com/topics/food-science/fusarium
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aflatoxinas, ocratoxina A, patulina e fumonisina, sendo as duas primeiras de grande 

preocupação em armazenamento incorretos de cereais e grãos (ANFOSSI et al., 

2016 ; NJOBEH et al., 2010 ; TERZI et al., 2014; SOARES; ABRUNHOSA; 

VENÂNCIO, 2013; YEHIA, 2014). Os produtos passíveis de contaminação por 

aflatoxinas são: amendoim, figo, milho, sementes oleaginosas, frutas, vegetais, sorgo, 

cacau e especiarias. A ocratoxina é identificada em diversos tipos de grãos e cereais, 

tais como: café, cacau, soja, nozes, uva, vinho e cerveja (MAKUN et al., 2012; 

HAIGHTON et al., 2012 ; STREIT et al., 2012; BELLVER-SOTO et al., 2014).  A 

patulina encontra-se em frutas em geral, pães, queijo, produtos cárneos e cereais e a 

fumonisina é bem evidente em grãos de milho (PUEL et al., 2010; VARGA et al., 2011; 

MOGENSEN et al., 2011; SOARES et al., 2012; MOGENSEN, 2012). 

Os fungos do gênero Aspergillus são caracterizados pela presença de 

conidióforo que dão origem às estirpes e apresentando seu crescimento simultâneo e 

sincrônico. Quando na superfície dos alimentos, apresentam coloração verde, azul, 

preta ou amarelada e estão associadas principalmente com a deterioração pós-

colheita de produtos agrícolas, como cereais e oleaginosas (PITT; HOCKING, 2009).   

O gênero Fusarium é caracterizado por possuir micélios aéreos e ramificados. 

Uma indicação de que esteja envolvido na contaminação do alimento, é a presença 

de esporulação com coloração variando de laranja a amarela (MACIEL, 2012; FRIAS, 

2014; GORDON et al., 2015). Está associado à podridão de raízes, caules e frutas 

(MENEZES et al., 2010).  

Fungos da classe de Zigomicetos, como os Rhizopus spp. apresentam como 

caraterísticas a rápida multiplicação e produção de micélios aéreos não septados 

(PITT; HOCKING, 2009). Resistem a condições extremas, como baixa atividade de 

água, tratamentos térmicos e químicos e seus bolores possuem coloração 

esverdeada, que produzem enzimas pectinolíticas, responsáveis por deteriorar 

alimentos de origem vegetal causando a podridão (GAVA et al., 2008; PITT; 

HOCKING, 2009)   

Os fungos do gênero Botrytis apresentam conidióforos longos, hifas 

ramificadas de cor marrom acinzentada. As infecções causadas por esse gênero são 

geralmente iniciadas por conídios, provocando mofos densos de cor cinza. Causam 

deterioração em uma ampla variedade de frutas, hortaliças e culturas ornamentais 

(WALKER et al., 2011 ; PLESKEN et al., 2015) 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0168160518308894#bb0005
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0168160518308894#bb0005
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0168160518308894#bb0190
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0168160518308894#bb0245
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0168160518308894#bb0245
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0168160518308894#bb0160
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0168160518308894#bb0095
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0168160518308894#bb0230
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0168160518308894#bb0020
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2016.02075/full#B31
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2016.02075/full#B25
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Devido a essas contaminações, o desenvolvimento de novos agentes 

antifúngicos é de grande relevância, pois, existem fungos resistentes aos biocidas 

atuais e o uso excessivo de agroquímicos e deslocamento da população fúngica, 

favorece a seleção de mutantes resistentes, o que torna necessária a produção de 

novos antifúngicos que contenham principalmente características eco amigável 

(DEISING et al., 2008 ; GUILGER et al., 2017; NYILASI et al., 2010). 

 
 
3.2 BIOSSURFACTANTE: SOFOROLIPÍDIOS 

 

 

A crescente preocupação ambiental entre os consumidores, a deterioração 

dos alimentos e as atuais legislações têm incentivado a indústria a buscar produtos 

alternativos para a substituição dos surfactantes sintéticos, como os produzidos por 

microrganismos, que são conhecidos como biossurfactantes (NAUGHTON et al., 

2019). 

Devido à demanda entre os consumidores em reduzir o uso de compostos 

sintéticos de fonte não renovável por ingredientes e aditivos naturais, os surfactantes 

microbianos surgem como uma alternativa eco amigável aos surfactantes sintéticos 

(MOHAN, et al. 2006). Apresentam estabilidade em temperaturas extremas, variações 

de pH e salinidade permitindo o direcionamento em diversas aplicações nas indústrias 

farmacêutica, cosmética, petrolífera, alimentícia e agrícola (SOUZA et al., 2018; 

NAUGHTON et al, 2019).  

Os biossurfactantes exibem uma variedade de propriedades para a indústria 

alimentícia, como ação emulsionante, espumante, umectante, solubilizante e 

antimicrobiana, além de apresentarem fonte renovável, serem biodegradáveis e 

apresentarem baixa toxicidade (SINGH; CAMEOTRA, 2004; MULLIGAN, 2005; 

BANAT, et al. 2014).  

Fazem parte de um grupo estruturalmente diversificado de moléculas de 

superfície, obtidos a partir do metabolismo secundário e produzidas por uma grande 

variedade de microorganismos, incluindo bactérias, fungos e leveduras. São 

categorizados em grupos de baixa (glicolipídios, lipopeptídeos, fosfolipídios, ácidos 

graxos e lipídios neutros) e alta massa molecular, os poliméricos. Os glicolipídios 

exibem grande potencial comercial, devido sua alta produtividade (PEREIRA, 2017). 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0168160518308894#bb0040
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0168160518308894#bb0080
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0168160518308894#bb0195
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Os soforolipídios são biossurfactantes classificados como glicolípidos 

extracelulares. É uma molécula constituída por um dissacarídeo soforose (2´-O-β-D-

glicopiranosil-1-β-D-glicopiranose), unidos por uma ligação β-glicosídica entre o 

carbono 1’ e o carbono terminal (ω) ou sub-terminal (ω-1) à uma longa cadeia 

hidrofóbica de ácido graxo que geralmente, contém 16 ou 18 carbonos (ASHBY; 

SOLAIMAN, 2010; ROELANTS et al., 2019).  

Esses metabólitos são produzidos de duas formas estruturais principais, 

acídica (A) e lactônica (B) (Figura 1). Na forma acídica, é ligado apenas um dímero de 

glicose na extremidade do ácido carboxílico, exibindo uma cadeia aberta. A estrutura 

lactônica é esterificada internamente na posição 4” da soforose, resultando em uma 

cadeia fechada. Ambas as formas podem dispor de grupos acetil em sua porção da 

soforose nas posições 6’ e/ou 6” e de diversidades na estrutura do ácido graxo como 

o número de carbono, a hidrogenação e as insaturações, devido às condições e 

substratos utilizado no processo fermentativo, que podem resultar em alterações nas 

propriedades físico-químicos e biológicas, acarretando em diferentes aplicabilidades 

desses compostos (MORYA et al., 2013; ASMER et al., 1988; CAVALERO; COOPER, 

2003; DÍAZ DE RIENZO et al., 2015; ASHBY; SOLAIMAN, 2010; PAULINO et al., 

2016).  

Em geral, os soforolipídios lactônicos diacetilados ou monoacetilados 

apresentam melhor atividade antimicrobiana e possuem tensão superficial mais baixa 

quando comparados com moléculas de lactônicos não acetilados e acídicas. 

(SOLAIMAN; ASHBY; UKNALIS, 2017). 

 

Figura 1. Formas estruturais dos soforolipídios: (A) acídica e (B) lactônica  

 

Fonte: Solaiman, D. K.Y.; Ashby, R. D.; Uknalis, J., (2017). 
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Nas décadas de 60 e 70 vários microrganismos produtores de soforolipídios 

foram identificados, destacando Torulopsis magnolia (Candida apicola), Torulopsis 

gropengiesseri, Torulopsis bombicola e Candida bogoriensis (VAN BOGAERT; 

ZHANG; SOETAERT, 2011; PAULINO et al., 2016). Entretanto, hoje existem novas 

cepas produtoras (Tabela 1), porém as melhores produções são com a levedura 

chamada Starmerella bombicola (Candida bombicola) (PAULINO et al., 2016).   

 

Tabela 1. Principais microrganismos produtores de soforolipídios 

Microrganismos Referências 

Candida albicans  Gaur et al., 2019 

Candida apicola  Kurtzman et al., 2010 

Candida floricola Konish et al., 2017 

Candida kuoi  Price et al., 2012 

Candida riodocensis  Kurtzman et al., 2010 

Candida stellata  Kurtzman et al., 2010 

Candida tropicalisY9 

Candida parapsilosis 

Chandran; Das, 2011 

Garg, Priyanka, Chatterjee, 2018 

Cryptococcus VITGBN2 

Starmerella bombicola 

Basak et al., 2014 

Silveira et al., 2019; Kaur et al., 2019 

Rhodotorula bogoriensis Van Bogaert; Zhang; Soetaert, 2011 

Rhodotorula babjevaeYS3 Sen et al., 2017; Garay et al., 2017 

Candida bombicola ATCC 22214 Dolman et al., 2016; Jia et al., 2016; 

Jiménez-Penalver et al., 2017 

Wickerhamiella domercqiae Wang et al., 2019 

Wickerhamomyces (Pichia)anomalus 

Wickerhamiella anomalus  

Van Bogaert; Zhang; Soetaert, 2011 

Souza et al., 2017 

 
 
3.3 PRODUÇÃO DE SOFOROLIPÍDIOS  
 
 
Para a produção de soforolipídios são necessárias uma fonte hidrofóbica e 

uma hidrofílica fornecida ao meio, sendo geralmente ácido graxo e glicose, 

respectivamente. Se nenhum substrato hidrofóbico estiver presente, os ácidos graxos 

serão formados pela via de síntese de novo a partir de derivados de acetil-CoA vinda 
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da via da glicólise. Se a concentração de glicose for baixa, uma parcela dos ácidos 

graxos será dirigida para a via de β-oxidação para realizar a manutenção das células 

e não para a síntese de soforolipídios (VAN BOGAERT; ZHANG; SOETAERT, 2011).  

A biossíntese dos soforolipídios começa com a hidroxilação do ácido graxo, 

através de duas possíveis vias: síntese de novo e incorporação direta. A síntese de 

novo ocorre quando o ácido graxo entra na via de β-oxidação e o substrato oxidado 

libera um acetil-CoA que, mesmo estando envolvido em diversas rotas, neste caso, 

será destinado a formação de uma nova cadeia longa de ácidos graxos, que 

posteriormente serão hidroxilados e incorporados aos soforolipídios. Na incorporação 

direta não acontece oxidação do substrato na via de β-oxidação e sim a hidroxilação 

obtendo o mesmo comprimento da cadeia do substrato, integrando-se no 

soforolipídios (CAVALERO; COOPER, 2003; SOBERÓN-CHÁVEZ, 2010).  

Diferente dos ácidos graxos, não há evidências da incorporação direta de 

açúcares nos glicolipídios. Dessa forma, independente do açúcar utilizado como 

substrato, sendo eles glicose, frutose, manose, sacarose ou maltose, a porção 

hidrofílica dos soforolipídios será sempre soforose (duas moléculas de glicose). 

Grande parte do substrato hidrofílico (geralmente a glicose) presente no meio é 

metabolizada pela via glicolítica, assim, o carbono presente na estrutura dos 

soforolipídios é oriundo da gliconeogênese (HOMMEL et al.,1994).   

A enzima citocromo P450 monooxigenase NADPH dependente, está presente 

em leveduras, sendo responsáveis pela hidroxilação no carbono terminal (ω) ou 

subterminal (ω-1) dos ácidos graxos ou alcanos. Desta forma, podem ser 

metabolizados pela via da β-oxidação ou iniciar a síntese dos soforolipídios. 

(HOMMEL et al., 1994; VAN BOGAERT et al., 2009; VAN BOGAERT; ZHANG; 

SOETAERT, 2011). 

A síntese de soforolipídios pode ser exemplifica pela a Figura 2 onde as 

etapas 1 a 5 são o fornecimento de diferentes fontes lipídicas, alcanos, álcool (2) ou 

aldeídos (3) formando o ácido graxo esteárico (C18:0) (4), ou também de um 

triacilglicerol, que anteriormente necessitam ser degradados pelas enzimas lipases 

possibilitando a liberação dos ácidos graxos (C18:1). O oleico (1), esteárico (5) e o 

gerado pela síntese de novo resultam no ácido oleico, que pode ser oxidado ou ser 

utilizado para a síntese de soforolipídios (COOPER; PADDOCK, 1984; VAN 

BOGAERT; ZHANG; SOETAERT, 2011). Nas etapas seguintes (6 e 7) é onde ocorre 

direcionamento do ácido graxo, o que depende das condições metabólicas da célula, 
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disponibilidade de substratos para a manutenção celular e da síntese de biomoléculas. 

Assim, o ácido graxo poderá sofrer β-oxidação gerando energia para a célula ou 

hidroxilação através da redução do NADPH pela enzima (etapa 6) que resultará em 

uma cadeia de ácido graxo hidroxilado (VAN BOGAERT; ZHANG; SOETAERT, 2011).  

Nas etapas 7 e 8, após a formação do ácido graxo hidroxilado, duas moléculas 

de glicose (UDP-glicose) serão adicionadas através das enzimas glicosiltransferase I 

e II. Uma molécula de glicose liga-se na posição C1’ ao grupamento hidroxila ω ou ω-

1 do ácido graxo e a segunda glicose na posição C2’ (VAN BOGAERT; ZHANG; 

SOETAERT, 2011), tendo na etapa 9 a perda de uma molécula de água e a formação 

dos soforolipídios lactônicos, através da ação da enzima lactonesterase. Na etapa 10, 

os acídicos não acetilados obtidos, podem formar soforolipídios lactônicos mono e di 

acetilados, que ocorre devido a ação da enzima acetiltransferase com a adição de 

uma molécula de acetilCoA. 
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Figura 2. Etapas da via metabólica da biossíntese de soforolipídios 

 

Fonte: Van Bogaert; Zhang; Soetaert (2011). 

 
 

 
Os soforolipídios são sintetizados principalmente na fase estacionária, sendo 

a quantidade e os tipos produzidos dependentes de alguns fatores como 

microrganismo, fonte de carbono, nitrogênio e sais utilizados e as condições de 

temperatura, agitação e pH no processo fermentativo (TULLOCH; SPENCER; GORIN, 

1962; DAVILA; MARCHAL; VANDECASTEELE, 1992). 

Os substratos constituem o fator de grande importância para a biossíntese 

dos soforolipídios e são necessárias fontes de carbono hidrofílicas e hidrofóbicas 

(ASMER et al., 1988; COOPER; PADDOCK, 1984; DAVILA; RÉMY; 

VANDECASTEELE, 1992). Assim, cultivos são efetuados com uma fonte primária 

hidrofílica os carboidratos e uma fonte secundária hidrofóbica os lipídios, 
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hidrocarbonetos, óleos vegetais e gorduras animais (BAJAJ; TILAY; AMAPURE, 2012; 

COOPER; PADDOCK, 1984; HOMMEL et al, 1994; RAU et al., 2001).  

Várias fontes de carbono foram relatadas para a produção desse metabólito, 

como glicose, sacarose, frutose, manose, maltose, rafinose, lactose, galactose e 

xilose. Entretanto, a glicose é a principal fonte de carbono hidrofílica utilizada e com 

melhores rendimentos (BADIA; SHAH, 2010; BAJAJ; TILAY; ANNAPURE, 2012).  

Dolman et al. (2016) estudaram a produção de soforolipídios utilizando glicose 

e atingiram 623 g/L em 1.023h. Solaiman et al. (2007), utilizaram melaço de soja 

refinado como carboidrato e atingiram 75 g/L demonstrando que outros mono e 

dissacarídeos podem diminuir a produção de soforolipídios, porém é viável devido à  

utilização de resíduos como substrato, acarretando na diminuição do custo de 

produção. Satpute et al. (2017) e Roelants et al. (2019) destacaram que a 

produtividade foi reduzida com a aplicação de subprodutos em comparação com 

substratos puros. 

Diversas fontes hidrofóbicas como alcanos, ácidos graxos, ésteres de ácidos 

graxos e óleos vegetais influenciam diretamente na estrutura dos soforolipídios 

formados (acídico e lactônico). Dentre as fontes lipídicas, Felse et al. (2007) 

mostraram  que  as maiores produções ocorreram com a utilização dos ácidos graxos 

C16  e C18 e as menores com os C14 e C20, isso ocorre porque cadeias maiores 

restringem a biodisponibilidade enquanto as cadeias médias são metabolizadas mais 

facilmente pela via da β-oxidação, deixando de ser incorporadas devido à enzima 

citocromo P450 monooxigenase (MORYA et al., 2013; CLAUS; VAN BOGAERT, 

2017).  

Zhang et al. (2018) estudaram diversas fontes hidrofóbicas alternativas em 

comparação com o ácido oleico e descreveram uma produção de 477 g/L nesta fonte.  

Gogate e Pandit (2015) reaproveitaram o óleo de soja e atingiram uma produção de 

72 g/L.  Morya et al. (2013) utilizaram óleo de coco na composição do meio e obtiveram 

resultado de 54 g/L. Autores observaram também que o grau de insaturação pode 

afetar a produção dos soforolipídios: ácidos graxos monoinsaturados (C18:1) 

resultaram em maiores produção do que  os ácidos graxos C18:2 ou C18:3 (CLAUS; 

VAN BOGAERT, 2017).  

Entre as fontes de nitrogênio utilizadas encontram-se o extrato de levedura, 

extrato de malte, peptona bacteriológica, peptonas de soja e milhocina. O extrato de 

levedura é considerado a melhor fonte para as produções de soforolipídios e 
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biomassa, por apresentar vitaminas, elementos traços como zinco, magnésio, ferro 

entre outros (RISPOLI; BADIA; SHAH, 2010; VEDARAMAN; VENKATESH, 2010). 

Estudos apontam que altas concentrações são favoráveis para a biomassa, 

entretanto, isso diminui a produção de soforolipídios, devido ao esgotamento das 

fontes de energia através do crescimento celular. Desta forma, por serem produzidos 

ao final da fase exponencial e início da fase estacionária, a síntese ocorre sob 

condições limitantes de nitrogênio, levando a um aumento da atividade das enzimas 

que estão envolvidas na biossíntese desse metabólito (CASAS; GARCÍA-OCHOA, 

1999; ZHOU; KOSARIC, 1995; RAU et al., 2001; VEDARAMAN; VENKATESH, 2010). 

Jiménez-Peñalver et al. (2017) relataram que quando a glicose é substituída por outro 

substrato como melaço de cana-de-açúcar ou melaço de soja, que são ricos em 

açúcar e nitrogênio, isso pode permitir a exclusão do extrato de levedura ou ureia no 

meio de fermentação, baixando o custo final de produção. 

O controle de pH na produção de soforolipídios pode ser importante, pois 

quando controlado pode haver um aumento de até 27,6% na produção, sendo o pH 

ótimo descrito em 3,5. Durante a fermentação o pH inicial é mantido entre 5,0 e 6,0 

para promover o crescimento celular, posteriormente na fase estacionária o pH é 

mantido em 3,5, estimulando assim a produção dos soforolipídios (HU; JU, 2001; 

DAVEREY; PAKSHIRAJAN, 2010; MORYA et al., 2013). Entretanto, alguns autores 

como Minucelli et al. (2017) não controlaram o pH devido à queda natural de 6,0 para 

3,5 durante a fase estacionária. 

A oxigenação é essencial na biossíntese dos soforolipídios, pois na fase 

estacionária a enzima citocromo P450 monooxigenase necessita de oxigenação 

molecular para a sua atividade. Porém, altas concentrações de substratos podem 

intervir nas taxas de transferência do oxigênio, tornando-o insuficiente e afetando 

assim o crescimento celular e a produção dos soforolipídios (VEDARAMAN; 

VENKATESH, 2010; VAN BOGAERT; ZHANG; SOETAERT, 2011).   

Vederaman e Venkaesk (2010) demonstram que a temperatura ótima para a 

produção de soforolipídios foi de 30°C, porque estimula o crescimento celular e o 

consumo de substratos. Também o tipo de processo fermentativo influencia na 

produção, podendo ser utilizados processos fermentativos em batelada, batelada 

alimentada e contínua. Os soforolipídios convencionais são produzidos através de 

fermentação em batelada submersa, tendo poucos estudos da fermentação em 

estado sólido (KIM; YUN; KIM, 2009; KOH; GROSS, 2016).  
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A Tabela 2 reúne dados de produção de soforolipídios com diferentes fontes 

e condições de cultivo.  

Tabela 2. Produção de soforolipídios variando as condições de cultivo 

Soforolipídios 
(g/L) 

Fonte 
hidrofílica e 
hidrofóbica 

T 
(°C) 

Agitação 
(rpm) 

Tempo 
(h) 

Referência 

125 
Resíduos 

agroindustriais 
30 200 92 

Kaur et al., 
2019 

69,83 Glicose e oleico 30 450 288 
Silveira et al., 

2019 

477 Glicose e oleico 30 - 300 
Zhang et al., 

2018 
60,4 Glicose 19 200 72 Sen et al., 2017 

39,81 
Gordura de 

frango e glicose 
30 150 120 

Minucelli et al., 
2017 

10 
Melaço de cana 

óleo de coco 
25 180 168 

Hoa et al., 
2017 

32, 26, 21 e 19 
respectivamente 

Palma, tapis, 
ratawi, melita e 

glicose 
30 180 120 

Shah et al., 
2017 

484 Oleico e glicose 30 450 320 Jia et al., 2016 

199 Oleico e glicose 25 350 220 
Delbeke et al., 

2016 

623 
Canola e 
glicose 

25 - 1.023 
Dolman et al., 

2016 

72 
Óleo de cozinha 

e glicose 
30 300 240 

Meddikeri; 
Gogat; Pandit, 

2015 

54 
Óleo de coco e 

glicose 
25 250 192 

Morya et al., 
2013 

95,4 Oleico 25 200 168 
Kurtzman et al., 

2010 

 
3.4 APLICAÇÕES DOS SOFOROLIPÍDIOSS 
 

 

Os soforolipídios dispõem de características físico-químicas atrativas para 

aplicações industriais e biotecnológicas, pois possuem propriedades anfifílicas 

capazes de diminuir a tensão superficial e interfacial de inúmeros compostos. Essas 

características conferem alto valor agregado como: agente de limpeza, ação 

emulsificante, espumante, umectante, solubilizante, agente anti adesivo e 

antimicrobiano para várias cepas bacterianas e fúngicas, o que pode ser importante 

para diversos setores industriais (ROELANTS et al., 2019; BAJAJ; TILAY; 

ANNAPURE, 2012).  
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Atualmente são os biossurfactantes mais aplicados na indústria e seus 

produtos são disponíveis em nível comercial. Destacam-se as aplicações em 

formulações de cosméticos (MAENG et al., 2018; MORYA et al., 2013), recuperação 

de petróleo (BANAT, 1995; BROWN; ROBINSON; SPRINGHAM, 1986; PESCE, 

2002), biorremediação ( MINUCELLI et al., 2017; TANG et al., 2018), na indústria de 

alimentos como estabilizantes e emulsificantes (AKARI; AKARI, 1987; NITSCHKE; 

COAST, 2007; NITSCHKE; SILVA, 2017), na indução de enzimas (LO; JU, 2009; 

GROSS; SHAH, 2007) e na área da saúde como antivirais, anticâncer e 

antinflamatórios (SHAH et al., 2005; CHEN et al., 2006; RASHAD et al., 2014; SHAO 

et al., 2012; JOSHI-NAVARE; SHIRAS; PRABHUNE, 2011; ZIEMBA et al., 2017). 

  São aceitos e aprovados pela FDA (Food and Drug Administration) (GUPTA, 

2012). Também exibem diversos efeitos terapêuticos, como agentes antitumorais, 

anti-inflamatórias, antivirais e lise de microrganismos patogênicos da pele e cabelo 

(BORSANYIOVA et al., 2015; DEY et al., 2015; DIAZ DE RIENZO et al., 2015; 

MAGAR; ROTHLISBERGER; WZGNER, 1987), atuam como biopesticidas e agentes 

antifúngicos contra patógenos de plantas e alimentos (YOO; LEE; KIM, 2005; SEN et 

al., 2017). A atividade biológica antimicrobiana está relacionada com mecanismos que 

envolvem a alteração da permeabilidade de membranas celulares dos patógenos 

(KITAMOTO; ISODA; NAKAHARA, 2002; SHAH et al., 2007; ZARAGOZA et al. 2009). 

As formas lactônicas e acídicas de soforolipídios apresentam aplicações 

específicas. A forma lactônica tem sido utilizada como aditivo em xampus, sabonetes 

e detergentes (ASHBY et al., 2013); em cosméticos, promove maior síntese de 

colágeno e estimula o metabolismo de fibroblastos, além de apresentarem melhores 

propriedades de tensão superficial e atividade antimicrobiana (GLENNS; COOPER, 

2006). As formas acídicas têm sido descritas com efeito terapêutico em tratamentos 

de pele, como agente hidratante, melhorando a solubilidade e formação de espuma 

(PAULINO et al., 2016).  A presença de grupos acetil melhora a atividade antiviral e a 

comunicação celular, melhorando as propriedades biológicas e físico-químicas do 

metabólito (SHAH et al., 2005) 

 
3.4.1 Atividade Antifúngica  
 

A utilização dos biossurfactantes como agente antifúngico tem se mostrado 

promissora (CHUNG et al., 2000; ABALOS et al., 2001). A atividade antifúngica tem 

sido apresentada para as classes dos glicolipídios, como ramnolipídios e soforolipídios 
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(DEBODE et al., 2007; VARNIER et al., 2009), e para os lipopeptídeos (TRAN et al. 

2008), que inclui a surfactina, iturina e fengicina (VELMURUGAN et al., 2009; 

ARGUELLES-ARIAS et al., 2009; CHEN et al., 2009; SNOOK et al., 2009; 

MOHAMMADIPOUR et al., 2009; GROVER et al.2010).  

Embora a ação contra fungos contaminantes em alimentos tenha sido pouco 

estudada, existe um crescente interesse entre os consumidores em reduzir o uso de 

produtos químicos sintéticos e substitui-los por produtos de origem natural (BANNAT 

et al., 2010; DAS et al., 2010). Diante dessa preocupação, os soforolipídios se 

destacam por possuírem baixa toxicidade e propriedades biológicas e químicas 

particulares que ganham a atenção dos pesquisadores. Entretanto, a atividade 

antifúngica dos soforolipídios depende de fatores como a sua forma molecular 

(acídicas e lactônicas), o microrganismo que o produz, a espécie de patógeno e a 

concentração utilizada (SHARMA; SAHARAN; KAPIL, 2016; ZHANG et al., 2017).  

A ação antimicrobiana dos soforolipídios acontece devido ao mecanismo de 

desestabilização da membrana do microrganismo, o que leva a ruptura e aumento de 

permeabilização. Esse mecanismo está relacionado com a diminuição da tensão 

superficial e interfacial de compostos e materiais, que dependem da natureza anfifílica 

do metabólito, ou seja, interações sinérgicas entre as porções da soforose e o ácido 

graxo que produzem o efeito surfactante (VALOTTEAU et al., 2017; SEN et al., 2017). 

As características antifúngicas de soforolipídios e ramnolipídios foram 

avaliadas contra fungos patogênicos de plantas por Yoo et al. (2005) que observaram 

que 8 % do crescimento micelial de fitopatógenos (Phytophthora sp. e Pythium sp.) foi 

inibido por soforolipídios a uma concentração de 500 mg/L, e a motilidade zoósporo 

de Phytophthora sp. diminuiu 80 % na presença de 100 mg/L de soforolipídios. Para 

a ruptrura do zoosporo foram necessárias concentrações duas vezes superiores. 

Sen et al. (2017) também avaliaram a atividade antifúngica de soforolipídios 

produzido por Rhodotorula babjevae YS3 e observaram efeito inibitório contra um 

grupo amplo de fungos patogênicos, tais como: Colletotrichum gloeosporioides, 

Fusarium verticilliodes, Fusarium oxysporum f. sp. pisi, Corynespora cassiicola e 

Trichophyton rubrum. A atividade foi verificada através da concentração inibitória 

mínima (CIM) de 62 μg/mL, 125 μg/mL, 125 μg/mL, ≥2000 μg/mL, e ≥1000 μg/mL, 

respectivamente.   

A ação inibitória de soforolipídios também foi observada contra biofilmes 

fúngicos. Haque et al. (2016) verificaram que os soforolipídios de S.bombicola 
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MTCC1910 tiveram ação inibitória contra a formação de biofilme de Candida albicans 

e efeito na redução da viabilidade de biofilmes pré-formados. Posteriormente, os 

autores visualizaram em microscopia eletrônica de varredura e microscopia confocal 

de varredura a laser o efeito do soforolipídios na formação de filmes de C. albicans. 

Yuan, Yang e Cheng (2012) estudaram a atividade antimicrobiana de 

soforolipídios produzidos por Wickerhamiella domercqiae Y2A contra patógenos que 

causam podridão em frutas in natura, Aspergillus niger, A. flavus, Penicillium, Botrytis 

cinerea (Greymold) e Mucro.  Os resultados mostraram que com a concentração de 

2,0 g/L de soforolipídios, a taxa de inibição dos esporos foi superior a 75%. Quando a 

concentração atingiu 4,0 g/L, a inibição foi superior a 85%, sendo quase completa 

quando a concentração utilizada foi 10,0 g/L, apresentando 95%.  

Estes estudos demonstram o grande potencial desse biossurfactante como 

agente antifúngico alternativo, agindo como sanitizante, antimicrobiano ou germicida 

em diversos setores industriais. Considerando a importância do desenvolvimento de 

novos agentes antimicrobianos contra fungos contaminantes da indústria alimentícia, 

as propriedades dos soforolipídios possuem grande potencial para aplicação 

industrial. 

 

3.5 FILMES COMESTÍVEIS  
 

 

Filmes comestíveis são definidos como uma fina camada de material que 

proporciona uma barreira contra umidade, oxigênio e aromas, sendo utilizados na 

proteção dos alimentos a fim de aumentar sua vida útil (McHUGH, 2000; CAO; FU; 

HE, 2007). O filme pode ainda desempenhar uma ação coadjuvante auxiliando na 

manutenção de textura e valor nutricional dos alimentos (ASSIS; BRITTO, 2014).  

Diversos materiais têm sido investigados no desenvolvimento dos filmes 

comestíveis, principalmente de fontes renováveis (BAHRAM et al., 2014). Os 

polissacarídeos, proteínas, lipídios e derivados são os mais utilizados, adicionados ou 

não de plastificantes, como o sorbitol e glicerol. Dentre os polissacarídeos, o amido é 

o biopolímero mais empregado na produção dos filmes pelo seu baixo custo e elevada 

disponibilidade (MALI et al., 2005). 

Segundo Luvielmo e Lamas (2012), o amido de mandioca é uma matéria-

prima abundante com elevado potencial para elaboração de filmes e revestimentos 
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comestíveis, pois forma películas resistentes e transparentes, apresenta baixo custo 

e proporciona uma barreira eficiente contra gases.  

 Estruturalmente, os grânulos de amido são constituídos por amilose e 

amilopectina, cuja proporção difere com base na fonte botânica. O teor de amilose da 

maioria dos amidos está entre 20 e 30%, podendo variar, o que irá conferir 

características distintas para cada tipo de amido.  A amilose é composta basicamente 

por ligações (α1→4) de resíduos de D-glicopiranose (HOOVER et al., 2010) e possui 

excelente capacidade de formar filmes (CAMPOS et al., 2011). A amilopectina 

constitui-se de uma grande molécula ramificada, composta de ligações lineares 

(α1→4) e ligações ramificadas (α1→6) de D-glicopiranose (HOOVER et al., 2010).  

Os filmes comestíveis podem ser produzidos de diversas maneiras, sendo as 

principais por extrusão e técnica de casting (FENG et al., 2016; GHANBARI et al., 

2018). O filme de amido pode ser obtido através da solubilização do polímero em 

solvente, geralmente água, sob temperaturas entre 65 e 100 °C, ocorrendo a 

gelatinização (desestruturação dos grânulos nativos) e a formação da matriz 

polimérica do filme (KIM; JANE; LAMSAL, 2017; ZHONG et al., 2009).  

A gelatinização do amido é o processo da quebra das ligações de hidrogênio 

que ocorrem entre as cadeias de amilose e amilopectina, no qual os grânulos incham, 

dependendo da quantidade de água disponível (CARVALHO, 2008). Assim, após a 

produção de uma solução formadora de filme, coloca-se sobre uma base para a 

secagem (KIM; JANE; LAMSAL, 2017). A espessura do filme dependerá da 

quantidade de suspensão inserida sobre o suporte e da quantidade de sólidos 

empregados na formulação da solução filmogênica. Após a secagem e completa 

evaporação do solvente, o suporte com o filme deve ser armazenado em umidade 

relativa controlada para padronização das condições de caracterização do material 

(MARTINEZPARDO et al., 2017). 

Após a gelatinização do amido, aditivos podem ser incorporados, tais como 

enzimas, prebióticos e aromatizantes, que visam melhorar a qualidade e 

características sensoriais dos alimentos (BERSANETI et al., 2016; LUVIELMO; 

LAMAS, 2012). Assim como ingredientes que contenham agentes antimicrobianos e 

antioxidantes a fim de melhorar a proteção que o filme já fornece, acarretando 

aumento da shelf-life do produto (JIMENÉS et al., 2012). 

Trabalhos com o uso de agentes antimicrobianos incorporados aos filmes 

biodegradáveis têm se destacado (BAHRAM et al., 2014). Isso porque o aumento da 
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exigência do consumidor por alimentos naturais, saudáveis e sem adição de 

ingredientes químicos, faz com que haja modificações e investimentos em tecnologias 

nas indústrias, garantindo assim um produto similar ao in natura para o consumidor 

final (POSSER, 2016). Diante disso, diferentes antimicrobianos foram testados em 

filmes comestíveis, como biossurfactantes e óleos essenciais.  

Maniglia et al. (2019), testaram filmes comestíveis de amido de mandioca com 

propriedades tensoativas, preparados com a utilização do biossurfactante 

manosileritritol lipídio (MEL) e surfactante sintético dodecil-sulfato de sódio (SDS). O 

estudo demonstrou que os filmes contendo MEL tiveram maior solubilidade e 

permeabilidade ao vapor de água, e foram mais flexíveis quando comparados com os 

filmes contendo SDS e com o padrão de amido, pois os filmes contendo somente SDS 

em sua composição apresentaram maior rigidez, sendo mais resistentes a ruptura, 

com menor solubilidade e permeabilidade ao vapor de água. Ambos os surfactantes 

apresentaram efeitos antimicrobianos, entretanto os autores relataram que o filme 

contendo SDS apresentaram halos de inibição bem definidos contra bactérias gram 

positivas, como Weissella viridescens e Staphylococcus aureus enquanto os filmes de 

amido contendo MEL não apresentaram halos de inibição definidos. 

Adetunji et al. (2018) avaliaram a associação de quitosana e ramnolipídeo em 

revestimentos comestíveis a fim de prolongar a vida útil de laranjas. Os autores 

concluíram que o tratamento combinado de ramnolipídeo com quitosana analisados 

em oito semanas retardou significativamente o amadurecimento, a perda de vitamina 

C e firmeza da laranja. A ação antimicrobiana do filme também foi testada através do 

armazenamento das laranjas revestidas por um período de oito semanas. Durante a 

primeira semana, os tratamentos reduziram o crescimento de bactérias mesófilas e 

após as oito semanas foram reduzidas as contagens de leveduras e bolores quando 

comparado ao controle, ou seja, todos os tratamentos testados reduziram 

significativamente o crescimento microbiano nas laranjas durante o armazenamento.  

Revestimentos comestíveis de quitosana com nanoemulsões de timol foram 

produzidos com o intuito de avaliar a atividade antifúngica contra B. cinerea através 

de revestimento em tomates cerejas. Os revestimentos contendo nanoemulsão de 

timol apresentaram uma estrutura porosa e heterogênea. Os tomates cereja foram 

revestidos e armazenados a 5 ° C por 7 dias e seu uso levou a inibição do crescimento 

do fungo B. cinerea no 7° dia, o que pode estar relacionado à liberação controlada de 

timol do filme para o fruto (ROBLEDO et al., 2018). 
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Song, Zuo e Chen (2018) desenvolveram filmes de amido de milho e trigo 

incorporados com óleo essencial de limão e dos surfactantes Span 80 e Tween 80. 

Os filmes com óleo essencial de limão demonstraram uma diminuição da 

permeabilidade a vapor de água, da solubilidade e das propriedades mecânicas, 

porém apresentaram atividade antimicrobiana contra Escherichia coli e 

Staphylococcus aureus. Já os filmes com óleo essencial de limão em conjunto com 

surfactante (Span 80 ou Tween 80) aumentaram significativamente a atividade 

antimicrobiana contra os microrganismos testados e a solubilidade concluindo que os 

filmes compostos pelos dois ingredientes ativos possuem boas propriedades para 

futuras aplicações industriais.  

Escamilla-Garcia et al. (2017) desenvolveram filmes comestíveis com matriz 

de quitosana com zeína, acrescidos de três óleos essenciais: anis, laranja e canela. 

A atividade antifúngica dos filmes foi testada pelo método de disco difusão com 

concentração de 15,6 ppm. e todos os filmes com adição dos óleos essenciais 

apresentaram halos com efeitos inibitórios contra Rhizopus sp. e Penicillium sp.. 

A indústria alimentícia apresenta um grande apelo no que diz respeito à 

inovação que possa ser voltada ao consumidor, como a busca filmes e revestimentos 

comestíveis com o intuito de agregar valor ao produto aumentando sua vida útil e mais 

que isso auxiliando na preservação do meio ambiente (TRAVALINI, 2019).  

Considerando as vantagens e aplicações dos biossurfactantes como agentes 

antimicrobianos, a experiência do nosso grupo de pesquisa da área, com os estudos 

de produção, caracterização e aplicações dos soforolipídios em biorremediação e 

ação antimicrobiana (MINUCELLI et al., 2017; SILVEIRA et al., 2019), e o pequeno 

número de publicações disponíveis quanto ao uso desse metabólito contra fungos 

deteriorantes de alimentos, essa pesquisa tem o objetivo de estudar a aplicação dos 

soforolipidios produzidos por Starmerella bombicola, contra fungos contaminantes da 

indústria alimentícia, e desenvolver um filme como uma alternativa inovadora para 

evitar perdas pela contaminação microbiana.   
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4 MATERIAL E MÉTODOS  
 
 
4.1 MATERIAL  
 
 
4.1.1 Microrganismos  
 
 

Para a produção de soforolipídios foi utilizada a levedura Starmerella 

bombicola obtida da American Type Culture Collection (ATCC), Manassas, USA. Para 

os testes da ação antifúngica in vitro foram utilizadas as cepas: Aspergillus flavus, 

Aspergillus melleus, Aspergillus ochraceus, Aspergillus parasiticus, Aspergillus niger, 

Fusarium oxysporum, Brotrytis cinerea e Rhizopus spp., cedidas pelo Departamento 

de Microbiologia da Universidade Estadual de Londrina.  

 
 
4.1.2 Meios de Cultura  
 
 
4.1.2.1 Meio de preservação, ativação e pré-inóculo para Starmerella bombicola  
 
 

Meio de preservação em g/L: glicose 10, extrato de levedura 3, peptona 5, 

extrato de malte 3 e ágar 20.  

Meio de ativação em g/L:   glicose 100, extrato de levedura 10 e ureia 1.  

Meio de pré-inóculo em g/L: glicose 77,5, extrato de levedura 2,5 e ácido 

oleico 75 (MINUCELLI et al., 2017). 

 
 

4.1.2.2 Meio de fermentação 
 
 

Glicose e ácido oleico nas concentrações estabelecidas no planejamento Box 

Behnken 3³ (Item 4.2.3.1) e extrato de levedura a 6 g/L (concentração definida em 

experimentos prévios pelo grupo).  

 
 

4.1.2.3 Meios para os ensaios de atividade antifúngica  
 
 

Todas as cepas foram inicialmente cultivadas em meio ágar batata dextrose 

(ABD). Para a concentração inibitória mínima (CIM) foi utilizado meio RPMI 1640 
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(contendo glutamina, vermelho fenol, sem bicarbonato de sódio; Sigma Aldrich®) 

tamponado com ácido 3-(n-morfolino) propanosulfônico (MOPS; INLAB São Paulo, 

Brasil) com pH de 7,2 - 7,4; para o teste de diluição em ágar foi utilizado o meio ágar 

sabouraud dextrose (ASD). 

 
 
4.2 MÉTODOS  
 
 
4.2.1 Preservação e Inóculo da Starmerella bombicola  

 
 
A levedura foi mantida criopreservada em 25 % glicerol à - 80 ° C (GAO et al., 

2013). A manutenção da cepa foi realizada em placas de Petri, sendo os repiques 

realizados a cada quatro semanas e mantidos sob refrigeração a 4 °C. O inóculo foi 

preparado em frascos Erlenmeyers de 125 mL com 25 mL de meio adicionado de 2 

alças de platina com o microrganismo, sendo incubados em shaker a 30 º C, 150 rpm 

por 48h. Os cultivos foram interrompidos por centrifugação a 4º C, 9.000 rpm por 15 

minutos. O sobrenadante foi descartado e as células ressuspensas em 5 mL de 

solução salina (NaCl 0,9 %). O inóculo foi padronizado em 0,5 g/L de células, 

relacionada à absorbância em 600 nm com a curva de biomassa em g/L. 

 
 
4.2.2 Avaliação do Ácido Oleico e Glicose na Produção de Soforolipídios por S. 
bombicola 
 
 

O efeito do ácido oleico e glicose na produção de soforolipídio foi realizado 

utilizando um planejamento Box Behnken 33 com 8 combinações, três repetições no 

ponto central, consistindo em 11 ensaios (Tabela 4). As variáveis testadas foram (X1) 

ácido oleico (125, 188 e 251 g/L) e (X2) glicose (100, 150 e 200 g/L). As variáveis 

codificadas e decodificadas estão na Tabela 3. As fermentações foram realizadas em 

fracos Erlenmeyer de 125 mL contendo 25 mL dos diferentes meios de fermentação, 

a 150 rpm e 30 °C por 120 h. A variável resposta foi soforolipídios g/L.  
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Tabela 3. Planejamento Box Behnken 33 para avaliação do ácido oleico e da glicose 
na produção de soforolipídios por S. bombicola 

Variáveis Codificadas 
Variáveis 

Decodificadas 

Ensaios X1 X2 
Oleico 
(g/L) 

Glicose 
(g/L) 

1 -1 -1 125 100 
2 -1 0 125 150 
3 -1 1 125 200 
4 0 -1 188 100 
5 0 1 188 200 
6 1 -1 251 100 
7 1 0 251 150 
8 1 1 251 200 
9 0 0 188 150 
10 0 0 188 150 
11 0 0 188 150 

 
 
4.2.3 Fermentação em Biorreator de Bancada 

 
 
A melhor condição obtida pelo planejamento foi transferida para um biorreator 

de bancada modelo FerMac 320 (Electrolab Biotech Ltda.) com capacidade de 5,0 L 

e com volume operacional de 3,5 L. O inóculo foi padronizado em 0,5 g/L de células. 

As condições do reator foram agitação de 450 rpm, oxigenação de 1 vvm, pH foi 

controlado em 3,5 após 48 h até 120h (SILVEIRA et al, 2019). Amostras foram 

coletadas a cada 24 h, centrifugadas a 9.000 rpm por 15 min a 4 °C. Nas amostras 

foram quantificados os soforolipídios, o crescimento celular e o consumo de 

substratos.  

 
 
4.2 4 Determinação da Biomassa 
 

 

Foi realizada uma curva a partir do cultivo da S. bombicola por 48 h a 30º C e 

150 rpm. Após o crescimento celular, o meio foi centrifugado a 9.000 rpm por 15 min 

a 4 °C e as células ressuspendidas em 5 mL de solução salina 0,9 % (m/v). Uma 

alíquota de 1 mL foi submetida a uma série de diluições que foram submetidas a 

espectrofotometria a 600 nm. Simultaneamente, três alíquotas de 1 mL foram 

distribuídas em recipientes de alumínio previamente tarados e encaminhados à estufa 
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(70°C), até atingir peso constante. Em seguida, foi desenvolvido o gráfico 

correlacionando os valores da absorbância x peso seco (g/L) encontrando o fator de 

calibração.  

 
 
4.2.5 Extração e Quantificação dos Soforolipídios  

 
  
Os sobrenadantes das fermentações foram submetidos à extração com 

acetato de etila (1:1), formando duas fases: fase aquosa (descartada) e fase orgânica, 

contendo os soforolipídios e o ácido oleico residual, que em seguida foi 

rotaevaporada. A fração orgânica obtida foi encaminhada para uma nova extração 

com os solventes hexano (1:1) para a remoção da fração lipídica e metanol:água (4:1) 

para extração dos soforolipídios brutos. Após evaporação do metanol, os 

soforolipídios brutos foram submetidos a três extrações em funil de separação com 

acetato de etila e água (3:1) por 40 minutos a 4 ºC para eliminação de possíveis 

açúcares residuais. Posteriormente, os soforolipídios foram secos em estufa, para 

total eliminação do solvente e então liofilizados (MINUCELLI et al., 2017). 

A quantificação dos soforolipídios foi realizada por método gravimétrico e por 

cromatografia líquida de alta eficiência (CLAE) em comparação com o padrão 1',4"-

sophorolactona 6', 6"–diacetato (Sigma Aldrich, USA), utilizando detector de arranjo 

de iodo, coluna Shim-pack CLC-ODS(M)® C18 da Shimadzu (4,6 x 250 mm; 4,6 mm; 

12 nm) e fase móvel em gradiente composto por 30 % de acetonitrila e 70 % de água 

por 5 minutos, aumentando para 80 % de acetonitrila e 20 % de água por 50 min 

(MINUCELLI et al., 2017; HU; JU, 2001; WADEKAR et al., 2012). 

 
4.2.6 Determinação de Substratos Residuais  

 
Ao final da fermentação, a glicose e o ácido oleico residuais foram 

quantificados pelos métodos de Somogyi-Nelson (NELSON, 1944; SOMOGYI, 1945) 

e gravimétrico, respetivamente. 

 
4.2.7 Caracterização do Soforolipídios  
 

Os soforolipídios obtidos ao final da fermentação foram separados e 

liofilizados para posterior determinação estrutural. Para isso foi utilizado 
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Cromatografia Liquida de Alta Eficiência, espectroscopia de Infravermelho com 

Transformada de Fourier e espectroscopia de Ressonância Magnética Nuclear. 

 
 
4.2.7.1 Cromatografia Líquida de Alta Eficiência  
 
 

Foi feita a comparação com o padrão 1',4"-sophorolactona 6', 6"–diacetato 

(Sigma Aldrich, USA), utilizando detector de arranjo de iodo, utilizando coluna Shim-

pack CLC-ODS(M)® C18 da Shimadzu (4,6 x 250 mm; 4,6 mm; 12 nm) e fase móvel 

em gradiente composto por 30 % de acetonitrila e 70 % de água por 5 min, 

aumentando para 80 % de acetonitrila e 20 % de água por 50 min (HU; JU, 2001; 

WADEKAR et al., 2012). 

 
 
4.2.7.2 Espectroscopia de infravermelho com transformada de Fourier (FTIR) 

 
 
A identificação e caracterização dos grupos funcionais dos soforolipídios foi 

feita por FTIR no espectrômetro IR Prestige 21 (Shimadzu) equipado com o software 

OriginPro 8.0. Após a purificação, 1 mg dos soforolipídios foram misturados com 100 

mg de KBr e pressurizados a 7.500 Kg por 30 segundos para obtenção de pastilhas 

translúcidas. As leituras foram conduzidas em transmitância, sistema com resolução 

de 2 cm-1, faixa de 400-4000 cm-1 com 32 scans (CHANDRAN; DAS, 2011). 

 
4.2.7.3 Espectrometria de ressonância magnética nuclear (RMN) 

 
A análise estrutural dos soforolipídios foi verificada por Espectrômetro de 

RMN Bruker Mod. Avance III operando a 400 MHz para 1H equipado com uma sonda 

multinuclear inversa (BBI) de 5 mm. As amostras purificadas de soforolipídios foram 

analisadas utilizando os métodos 1H e 13C e espectros bidimensionais HSQC e HMBC. 

O sistema de solvente foi clorofórmio deuterado 0,05 % v/v TMS e o espectro foi 

expresso por ppm a partir do padrão de referência interno. 

 
4.2.8 Avaliação do Potencial Antifúngico do Soforolipídios  
 

A avaliação da atividade antifúngica do soforolipídios de S. bombicola foi 

realizada pela concentração inibitória mínima, método de diluição em ágar e a 

alteração da estrutura foi verificada por microscopia eletrônica de varredura.  
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4.2.8.1 Concentração inibitória mínima (CIM) 
 
 

Foi realizada pelo método de microdiluição em caldo em placa de 96 poços 

de acordo com o documento M38-A2 do CLSI (2008), com adaptações. As 

concentrações de soforolipídios testadas foram de 1.800 μg/mL a 7,03 μg/mL. Meio 

contendo apenas soforolipídios foi utilizado como controle.  

As cepas Aspergillus flavus, A. melleus, A. ochraceus, A. parasiticus, A. niger, 

Fusarium oxysporum e Botrytis cinerea, foram previamente cultivadas em meio ABD 

a 30 ºC por 5 dias e Rhizupus spp. por 24 h.  As suspensões fúngicas foram 

preparadas em solução tampão fosfato-salino (PBS), foi realizada a contagem em 

câmara hematocitométrica e ajustado o inóculo para 104 de esporos/mL em meio 

RPMI 1640 e adicionadas alíquotas de 100 µL da suspensão fúngica em cada poço, 

incubada a 30 ºC por 24 h para a leitura visual do Rhizopus spp. e por 48 h para a 

leitura visual dos demais fungos. 

A CIM foi definida como a menor concentração de soforolipídio capaz de inibir 

o crescimento fúngico.  

 
4.2.8.2 Concentração fungicida mínima (CFM) 

 
 
A concentração fungicida mínima foi determinada de acordo com Espinel-

Ingroff et al. (2002). Foram retirados 10 μL dos poços (teste CIM) onde a inibição do 

crescimento dos fungos foi completa, transferidas e cultivadas em placas com ABD 

por 72 h a 30 ° C. O CFM foi definido pela menor concentração dos soforolipídios 

capazes de produzir efeito fungicida ou fungistático. 

 
4.2.8.3 Método de diluição em ágar 
 
 

O desenvolvimento micelial dos fungos foi determinado em triplicata por teste 

de diluição em ágar. Em placas de Petri de 60 mm, foram adicionados 9 mL de meio 

ABD e 1 mL de soforolipídios em diferentes concentrações (1800 μg/mL a 112,5 

μg/mL). Após solidificar, foi adicionado no centro de cada placa um disco de 7 mm de 

diâmetro dos micélios fúngicos anteriormente cultivados em meio ABD por 24 h em 

estufa a 28 ± 2 °C. As placas foram incubadas em estufa por 48 h e 24 h para o 

Rhizopus spp. Placas contendo apenas meio ABD e os fungos sem soforolipídios 
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foram utilizadas como controle. O halo de crescimento micelial foi medido com 

paquímetro e os tratamentos comparados com o controle para aferição da 

porcentagem de inibição.  

 
 
4.2.9 Microscopia Eletrônica de Varredura (MEV) 
 
 

As amostras das colônias fúngicas do teste de diluição em ágar foram 

utilizadas para a microscopia. Para o teste de diluição em ágar, foram cortados discos 

de 7 mm de diâmetro, entre o limite de crescimento e o meio de cultura, colocados em 

placas de 24 poços contendo 2,5 % de glutaraldeído, 2 % de paraformaldeído em 

tampão de cacodilato de sódio 0,1 M (pH 7,2), mantidos a 4 °C, overnight (16-18 h).  

Após esse período as amostras foram lavadas com tampão cacodilato de 

sódio 0,1 M (pH 7,2) três vezes por 10 minutos, seguido de pós fixação em OsO4 a 1 

% por 30 minutos. As amostras foram desidratadas seriadamente em álcool etílico (30 

%, 50 %, 70 %, 90 %) durante 10 min e a concentração etílica de 100 % foi 

administrada três vezes por 10 min. As amostras foram levadas ao ponto crítico em 

CO2 (BALTEC CPD 030 critical point dryer), revestidas por ouro (BALTEC SDC 050 

Sputter Coater) e observadas em Microscópio Eletrônico de Varredura (FEI Quanta 

200) operando a 30 kV. 

 
 

4.3 PRODUÇÃO DOS FILMES DE AMIDO COMESTÍVEIS  
 
 

Os filmes foram obtidos a partir do preparo de uma solução filmogênica com 

adição de amido de mandioca (Yoki® Paranavaí-PR), soforolipídios e glicerol nas 

concentrações descritas na Tabela 4, pelo método de casting (SIPOS et al., 2008; 

TARANTILI; KOUMOULOS, 2008), empregando água como solvente. Foram 

preparadas quatro formulações de solução filmogênica com variação das 

concentrações de soforolipídios, empregando 3 % (m/v) de sólidos. Em todas as 

formulações 20 g de glicerol/100 g de sólidos foram adicionados como plastificante. 
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Tabela 4. Formulações para o desenvolvimento dos filmes comestíveis a base de 
amido de mandioca com adição de soforolipídios de S. bombicola nas 
concentrações de 2, 5 e 10% com volume total final de 400 g. 

Formulações 

Amido  

(g) 

Soforolipídios  

(g) 

Glicerol  

(g) 

Água  

(g) 

AM-PURO 12,00 - 2,40 385,6 

AM-SLP (2 %) 11,76 0,24 2,40 385,6 

AM-SLP (5 %) 11,40 0,60 2,40 385,6 

AM-SLP (10 %) 10,80 1,20 2,40 385,6 

AM: amido de mandioca (yoki®); SLP: soforolipídios de S. bombicola 

 
 

O amido, o glicerol e a água foram aquecidos a 90 °C com agitação constante 

(7 a 8 min) até obter uma solução homogênea, em seguida foram adicionadas à cada 

formulação as quantidades estabelecidas dos soforolipídios. Após completa 

homogeneização, as soluções foram sonicadas (Unique USC-1800) durante 10 min 

para completa eliminação das bolhas formadas no processo. Em seguida, foram 

colocadas 30 g de cada formulação em placa de Petri de acrílico 60 mm para secagem 

em estufa de circulação de ar a 30 °C, por aproximadamente 24 h, até a formação dos 

filmes. Os filmes selecionados foram acondicionados em BOD com 58 % de umidade 

relativa (UR) e 25 °C até o momento da realização das análises de caracterização. 

 
 

4.3.1 Caracterização dos Filmes  
 
 

4.3.1.1 Espessura  
 
 

As espessuras dos filmes foram determinadas pelo Micrômetro (Mitutoyo - 

Japão), a partir de três pontos escolhidos aleatoriamente na superfície de cada filme. 

 

4.3.1.2 Espectroscopia no infravermelho com transformada no Fourier (FTIR)  
 
 
A análise foi conduzida em aparelho Shimadzu FTIR-8300 (Japão) com 

resolução de 4 cm-1, utilizando uma escala de 4000 a 500 cm-1. As amostras foram 

incorporadas ao Brometo de Potássio (KBr) e pressurizadas para a produção das 

pastilhas. Os resultados foram integrados pelo programa Shimadzu Hyper IR. As 



40 

análises foram realizadas no Laboratório de Espectroscopia (ESPEC) da Central 

Multiusuário de Laboratórios de Pesquisa da Universidade Estadual de Londrina. 

 
 
4.3.1.3 Calorimetria diferencial de varredura (DSC)  

 
 
Para as análises de DSC, cerca de 10 mg de cada amostra foram colocados 

em cadinho de alumínio com tampa furada e submetidos a programa de aquecimento 

controlado. Os ensaios foram realizados no equipamento Netzsch (modelo DSC-204 

- Japão), em uma atmosfera com fluxo de nitrogênio gasoso de 10 mL/min. A amostra 

de soforolipídios foi aquecida de 30 a 325 °C e as amostras de filme de 20 a 100 °C a 

uma taxa de aquecimento de 10 °C/min.  

As análises foram realizadas no Laboratório de Espectroscopia (ESPEC) da 

Central Multiusuário de Laboratórios de Pesquisa da Universidade Estadual de 

Londrina. 

 
 
4.3.1.4 Solubilidade em água  
 
 

As análises foram realizadas de acordo com o método de Gontard, Guilbert e 

Cuq, (1992). As amostras (duplicata) foram cortadas em corpos de prova com 3x3 cm 

e secas em estufa com circulação de ar (Marconi, Brasil) a 60 °C por 24 h. Em seguida, 

foram pesadas para determinar o peso seco inicial e mergulhadas em Erlenmeyers de 

250 mL contendo 80 mL de água destilada. Os frascos foram vedados e 

encaminhados para incubadora orbital (Shaker Marconi MA 420), a 50 rpm, 25 °C por 

24 h. Após este período, as amostras foram removidas cuidadosamente e secas em 

estufa com circulação de ar por 24 h a 60 °C, para determinar a massa do material 

não solubilizado (peso final). A solubilidade foi expressa por porcentagem de material 

seco solubilizado conforme a equação:  

 

Solubilidade (%) = ((mi-mf)/mi)*100  (1)  

 

Onde, mf é a massa final da amostra e mi é a massa inicial da amostra, ambos 

em base seca. 
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4.3.1.5 Permeabilidade ao vapor de água (PVA)  
 
 

Foi determinada gravimetricamente de acordo com as normas da American 

Society for Testing and Materials (ASTM E96-95 1996) com modificações. Cada 

amostra (duplicata) foi colocada em uma cápsula de permeabilidade e seu interior foi 

parcialmente preenchido com CaCl2 anidro, de modo a se obter 0% de UR no interior 

destas cápsulas, que foram seladas para garantir que a transferência de vapor de 

água ocorresse exclusivamente através do filme. O conjunto (cápsula + filme) foi 

pesado em tempo zero e armazenado em dessecador a temperatura ambiente, 

contendo em seu interior uma solução saturada de NaCl que proporcionou um 

ambiente com 75% de UR. Após um período de equilíbrio de 2 h as células foram 

pesadas em intervalos regulares durante 24 h. A mudança de massa da cápsula de 

permeação foi registrada e o ganho de massa (g) foi inserido em um gráfico em função 

do tempo (t). Da reta obtida por regressão linear foi determinado o coeficiente angular 

e calculada a taxa de permeabilidade ao vapor de água (TVA): 

 

TVA = 
g

t.A
  (2) 

 
 

Onde, g/t é o coeficiente angular da reta (regressão linear) e A é a área de 

permeação (m²) da cápsula. Em seguida, a permeabilidade ao vapor de água (PVA) 

foi calculada utilizando a seguinte equação: 

 

PVA = 
TVA.m

∆P
  (3) 

 
 

Onde, m é a espessura média do filme (m²), ΔP é a diferença de pressão de 

vapor de água do ambiente contendo CaCl2 anidro (0% de UR) e solução saturada de 

NaCl (75% de UR). 

 
 

4.3.1.6 Propriedades mecânicas  
 
 

As propriedades mecânicas dos filmes foram determinadas utilizando 

texturômetro TA TX2 de acordo com as Normas da ASTM (D882-91, 1996). Os filmes 
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foram cortados (24,4 x 100 mm) e ajustados entre as garras pneumáticas do 

equipamento. A distância entre as garras foi de 50 mm e a velocidade de tração de 

500 mm/min. Foram determinadas as seguintes propriedades de tração: resistência 

máxima à tração (MPa) e elongação na ruptura (%), calculadas pelas equações a 

seguir: 

                         Resistência máxima à tração = 
Fmax

Amin
 (4) 

 

Onde, Fmax é a força máxima (N) registrada no equipamento e Amin é a área 

mínima inicial da amostra (m²). 

 

Elongação da ruptura = 
AT

DG
 (5) 

 
 

Onde, AT é a elongação total da amostra até a ruptura (m) e o DG é a distância 

inicial entre as garras (m). 

 
 
4.3.1.7 Microestrutura  

 
 
A análise de microestrutura foi realizada por microscopia eletrônica de 

varredura - MEV (modelo FEI Quanta 200). Para verificar a estrutura dos filmes, as 

amostras foram imersas em nitrogênio líquido e submetidas a um congelamento 

rápido, depois foram fraturadas com auxílio de uma pinça e secas em estufas por 

cinco dias a 50 °C. Após estes procedimentos as amostras secas foram revestidas de 

ouro por um Sputter Coater (BAL-TEC SCD 050) e avaliadas com voltagem de 

aceleração de 30.0 kV.  

 
 

4.4 ANÁLISES ESTATÍSTICAS  
 
 

As análises estatísticas foram realizadas com o auxílio do programa 

STATISTICA 7.0 (STATISTICA Inc. Tulsa – USA, 2004). Os resultados do 

planejamento estatístico foram submetidos à análise de variância com nível de 

significância de 0,05, e metodologia de superfície de resposta. Para PVA e 

propriedades mecânicas dos filmes foi realizado o teste de Tukey (p ≤ 0,05).   
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5 RESULTADOS E DISCUSSÃO 
 
 

Os resultados obtidos estão apresentados em forma de uma patente, um 

capítulo de livro e dois artigos científicos. 

 

5.1 – Patente protocolada: “Processo de separação das formas acídicas e 

lactônicas dos soforolipídios produzidos por uma cepa de Starmerella”. 

 

5.2 – Capítulo de livro publicado: Inovação em Ciência e Tecnologia de 

Alimentos, Ed. Atena. 

 

5.3 – Artigo 1: “Aplicação de soforolipídios de Starmerella bombicola contra 

fungos contaminantes de alimentos”, que será submetido ao periódico Biocatalysis 

and Agricultural Biotechnology. 

 

5.4 – Artigo 2: “Avaliação de um novo filme comestível com amido de 

mandioca acrescido de soforolipídios lactônicos de Starmerella bombicola”, que será 

submetida ao periódico Carbohydrate Polymers 

 

5.1 PATENTE 

 

Título: “Processo de separação das formas acídicas e lactônicas dos soforolipídios 

produzidos por uma cepa de Starmerella”  

Autores: Maria Antonia Pedrine Colabone Celligoi, Amanda Hipólito, Victória Akemi 

Itakura Silveira, Gabrielly Terassi Bersaneti, Ismael Rodrigues Amador e Fernando 

Cesar de Macedo Júnior. 

Protocolada em: 17/ 10/ 2019 (processo BR 10 2019 026810 7) 

Resumo: A invenção refere-se a uma nova técnica de separação das estruturas 

lactônicas e acídicas dos soforolipídios, para direcionar às futuras aplicações 

industriais. Os soforolipídios utilizados na técnica foram produzidos por uma cepa de 

Starmerella, extraído e liofilizado. A amostra foi solubilizada em 100 mL de água 

destilada e corrigida para pH 11 com NaOH (1 M). A amostra foi submetida a funil de 
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separação, com adição de acetado de etila, obtendo a fase orgânica lactônica e a fase 

aquosa. Essa fase foi ajustada a pH 2 com HCl (1 M), e submetida a uma nova 

extração, com adição de acetado de etila, obtendo na fase orgânica a estrutura 

acídica. As fases orgânicas lactônica e acídica foram submetidas a identificação 

estrutural através de cromatografia de camada delgada (CCD), cromatografia líquida 

de alta eficiência (CLAE) e espectroscopia por ressonância magnética nuclear (RMN). 

Os resultados encontrados nessa invenção demonstram uma nova metodologia de 

separação, de estruturas acídicas e lactônicas, dos soforolipidios da cepa de 

Starmerella, essa técnica demonstrou ser eficaz e viável, pela facilidade metodológica, 

baixo custo de operação e especificidade para futuras aplicações industriais. 

 

5.2 CAPÍTULO DE LIVRO 

Título do livro: Inovação em Ciência e Tecnologia de Alimentos 

Título do capítulo: Perspectivas de aplicação de soforolipídio microbiano na indústria 
de alimentos.  ISBN 978-85-7247-698-0 – Doi: 10.22533/at.ed.980190910 

Autores: Christiane Aparecida Urzedo de Queiroz, Victória Akemi Itakura Silveira, 

Amanda Hipólito, e Maria Antonia Pedrine Colabone Celligoi 

Publicado em: Atena Editora, 2019. 

Resumo: Devido à crescente preocupação ambiental, a procura por alternativas de 

produtos naturais que possam ser utilizados como aditivos alimentares têm 

aumentado, abrindo uma nova oportunidade aos surfactantes produzidos por 

microrganismos. O soforolipídio é um biossurfactante produzido principalmente pela 

levedura Starmerella bombicola, que se destaca por apresentar alta produtividade. O 

soforolipídio tem capacidade emulsificante, atividade antimicrobiana e antiadesiva, 

que são características com potencial para aplicação na indústria de alimentos. Sendo 

assim, o objetivo dessa revisão foi descrever a produção e caracterização de 

soforolipídios e as potenciais aplicações na indústria de alimentos.  

 

5.3 ARTIGO 1  

 

Aplicação de soforolipídios de Starmerella bombicola contra fungos 

contaminantes de alimentos 
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Resumo 26 

 27 
A deterioração dos alimentos por microrganismos acarreta enormes perdas econômicas para a 28 
indústria e causam riscos à saúde humana e animal, abrindo espaço para o desenvolvimento de 29 
antimicrobianos de origem natural. Soforolipídios pertencem a uma classe de biossurfactantes 30 

produzidos por Starmerella bombicola, que apresenta potencial aplicação em diversas áreas 31 
industriais, com destaque para ação antimicrobiana. O objetivo deste trabalho foi produzir, 32 

caracterizar e aplicar os soforolipídios de S. bombicola contra fungos contaminantes de 33 
alimentos Aspergillus flavus, Aspergillus melleus, Aspergillus ochraceus, Aspergillus 34 

parasiticus, Aspergillus niger, Fusarium oxysporum, Brotrytis cinerea e Rhizopus spp. A 35 
produção de soforolipidios foi avaliada em glicose e ácido oleico e a melhor condição foi 36 
transferida para um biorreator atingindo 67 g/L com uma produtividade 0,56 g/L h-1 em 120 h, 37 
com predominância estrutural da forma lactônica. Os soforolipídios demonstraram atividade 38 

antifúngica contra todos os fungos testados e se configura como uma alternativa para aplicações 39 
industriais, como um agente sanitizante inovador, reduzindo a deterioração microbiana dos 40 
principais alimentos. 41 

 42 
Palavras-chave: Patógenos de alimentos, atividade antifúngica, soforolipídios, caracterização 43 
estrutural. 44 

 45 
 46 

 47 
 48 

 49 
 50 
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1. Introdução 51 

 52 

Ao longo do armazenamento, os alimentos estão sujeitos às alterações 53 

microbiológicas, físicas e químicas (Cauvain e Young, 2007). Tais alterações estão 54 

relacionadas com parâmetros intrínsecos e extrínsecos como, a temperatura de estocagem, 55 

umidade, pH, embalagem, atividade de água do produto, entre outros. Alimentos como, pães, 56 

frutas, hortaliças e produtos agrícolas, têm como principal forma de deterioração a de origem 57 

microbiológica, principalmente por fungos (Oliveira et al., 2015), acarretando em perdas nas 58 

indústrias devido à  aparência indesejável, alterações nas características sensoriais e riscos à 59 

saúde do consumidor devido à produção de micotoxinas (Baert et al., 2007; Souza et. al, 2017). 60 

As principais espécies deteriorantes incluem fungos dos gêneros Aspergillus, 61 

Fusarium, Rhizopus e Botrytis (Anfossi et al., 2016; Njobeh et al., 2010; Terzi et al., 2014). Os 62 

fungos do gênero Aspergillus estão associados com a deterioração em produtos agrícolas na 63 

pós-colheita, apresentando crescimento na superfície dos alimentos com coloração verde, azul, 64 

preta ou amarelada (Pitt e Hocking, 2009). O gênero Fusarium está associado à podridão de 65 

raízes, milhos e frutas, apresentando esporulação alaranjada e amarela (Menezes et al., 2010; 66 

Gordon et al., 2015). Ambos os gêneros possuem fungos produtores de micotoxinas, sendo 67 

aflatoxinas, ocratoxina A e fuminosina as mais expressivas (Soares, Abrunhosa e Venâncio, 68 

2017). O gênero Rhizopus é responsável por causar podridão em alimentos de origem vegetal e 69 

apresentam rápida multiplicação com bolores esverdeados (Gava et al., 2008; Pitt e Hocking, 70 

2009). Os fungos do gênero Botrytis causam deterioração em uma ampla variedade de frutas, 71 

hortaliças e culturas ornamentais, provocada por mofos densos de cor cinza (Walker et al., 72 

2011; Plesken et al., 2015). 73 

Devido a essas contaminações, o desenvolvimento de novos agentes antifúngicos é de 74 

grande importância, pois, além do uso excessivo de agroquímicos, existem fungos resistentes 75 

aos biocidas atuais. Diante disso, os biossurfactantes tem recebido grande atenção visto que 76 

apresentam vantagem frente aos surfactantes sintéticos como, melhor compatibilidade 77 

ambiental, permitindo diversas aplicações industriais e biotecnológicas (Souza et al., 2018; 78 

Naughton et al, 2019).  79 

Uma das classes mais promissoras de biossurfactantes são os soforolipídios, 80 

classificados como glicolípidos extracelulares e produzidos por diversos microrganismos, 81 

destacando a Starmerella bombicola. São constituídos por um dissacarídeo soforose (2´-O-β-82 

D-glicopiranosil-1-β-D-glicopiranose), ligado a uma cadeia de ácido graxo terminal (ω) ou sub-83 

terminal (ω-1), geralmente com 16 ou 18 carbonos (Ashby e Solaiman, 2010; Roelants et al., 84 

https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0168160518308894#bb0005
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0168160518308894#bb0190
https://www.sciencedirect.com/science/article/pii/S0168160518308894#bb0245
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2016.02075/full#B31
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2016.02075/full#B31
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fmicb.2016.02075/full#B25
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2019). Durante a produção, dois congêneres principais são formados, estrutura acídica e 85 

lactônica. Os soforolipídios também podem dispor de variações de acetilações na porção 86 

soforose além de hidrogenação e insaturação na cadeia de ácido graxo (Asmer et al., 1988; 87 

Cavalero e Cooper, 2003; Díaz de Rienzo et al., 2015). 88 

Essas moléculas exibem inúmeras aplicações industriais, como agente de limpeza, 89 

biorremediação, formulações de cosméticos, estabilizante e emulsificante na indústria de 90 

alimentos, ação anticâncer, antiviral e anti-inflamatória na área da saúde e tem se destacado por 91 

suas propriedades antimicrobianas e antifúngicas (Morya et al., 2013; Minucelli et al., 2017; 92 

Nitschke e Silva, 2017; Shah et al., 2005; Chen et al., 2006; Rashad et al., 2014; Shao et al., 93 

2012;  Sen et al., 2017, Silveira et al. 2019).   94 

A ação antimicrobiana dos soforolipídios é caracterizada pelo mecanismo de 95 

desestabilização da membrana do microrganismo que leva a ruptura e aumento de 96 

permeabilização, devido a sua natureza anfifílica que provoca a diminuição da tensão 97 

superficial e interfacial dos compostos, produzindo o efeito surfactante (Valloteau et al., 2017; 98 

Sen et al., 2017). Embora pouco estudada, a ação antifúngica dos soforolipídios foi descrita 99 

para algumas espécies de fungos patógenos de plantas e alimentos (Yoo et al, 2005; Yuan; 100 

Tang; Cheng, 2012; Sen et al., 2017).  101 

Portanto, considerando a importância do desenvolvimento de novos agentes 102 

antimicrobianos contra fungos contaminantes de alimentos e as propriedades dos soforolipídios, 103 

este trabalho teve como objetivo produzir soforolipídios de Starmerella bombicola e testar sua 104 

atividade antifúngica contra Aspergillus flavus, Aspergillus melleus, Aspergillus ochraceus, 105 

Aspergillus parasiticus, Aspergillus niger, Fusarium oxysporum, Brotrytis cinerea e Rhizopus 106 

sp, como uma alternativa eco-amigável em potencial aplicação como agente antimicrobiano na 107 

indústria alimentícia. 108 

 109 

2. Material e métodos 110 

 111 

2.1 Microrganismo e inóculo 112 

 113 

A Starmerella bombicola ATCC 22214 foi obtida da American Type Culture Collection 114 

(ATCC), Manassas, EUA e mantida criopreservada em soluções estoque contendo 25 % (v/v) 115 

de glicerol a -80 °C (Gao et al., 2013). As células foram ativadas em meio contendo g/L: glicose, 116 

100; extrato de levedura, 10; ureia, 0,1, por 24h, 30 °C e 150 rpm. Em seguida, 10 % (v/v) do 117 

meio anterior foi adicionado a um novo Erlenmeyer contendo g/L: glicose, 77,5; extrato de 118 
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levedura, 2,5 e ácido oleico, 75, por 48 h, 150 rpm e 30 °C. Os inóculos foram padronizados 119 

em 0,5 g/L de células, a 600 nm, correlacionados com a curva de biomassa em g/L.  120 

 121 

2.2 Avaliação dos substratos e produção de soforolipídios 122 

 123 

Foi realizado um planejamento Box Behnken 33 com 11 combinações, 3 pontos 124 

centrais (Tabela 1). As variáveis testadas foram (X1) ácido oleico (125, 188 e 251 g/L) e (X2) 125 

glicose (100, 150 e 200 g/L). As fermentações foram realizadas em fracos de Erlenmeyer de 126 

125 mL contendo 25 mL dos diferentes meios de fermentação, por 120 h, 150 rpm a 30 °C. Os 127 

resultados foram analisados pela metodologia da superfície de resposta e análise de variância 128 

(ANOVA) pelo STATISTICA 7.0 (STATISTICA Inc. Tulsa - EUA). 129 

A melhor condição do planejamento foi transferida para biorreator de bancada 130 

(FerMac 320 - Electrolab Biotech Ltda.), com volume operacional de 3,5 L, 0,5 g/L de células, 131 

a 450 rpm, 1 vvm, 30 °C, pH foi controlado em 3,5 após 48 h até 120 h (Silveira et al, 2019). 132 

Amostras foram coletadas a cada 24 h durante a fermentação e quantificado os soforolipídios, 133 

crescimento celular e o consumo de substratos. 134 

 135 

2.3 Extração e determinação de substratos residuais e biomassa 136 

 137 

Após a fermentação, o caldo foi centrifugado e submetido à extração com acetato de 138 

etila, formando duas fases. A fase orgânica foi coletada, rotaevaporada e lavada com hexano: 139 

metanol (1:1) para remoção do ácido oleico residual. O ácido oleico residual foi quantificado 140 

por gravimetria a partir da extração com hexano e após secagem do metanol. Os soforolipídios 141 

foram submetidos à nova extração com água e acetato de etila (3:1) para eliminação dos 142 

açúcares residuais. Após rotoevaporar os soforolipídios esses foram liofilizados e quantificados 143 

por gravimetria. Para a determinação da biomassa, o pellet de células foi ressuspenso em 144 

solução salina a 0,9 % (m/v) e submetida a espectrofotometria com absorbância a 600 nm, os 145 

valores foram correlacionados com a curva de biomassa (g/L). A glicose residual foi 146 

quantificada pelo método de Somogyi-Nelson (Nelson, 1944; Somogyi, 1945) a partir do 147 

sobrenadante.  148 

 149 

 150 

2.4 Caracterização do soforolipídios 151 

 152 
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Os soforolipídios foram analisados em cromatografia líquida de alta eficiência 153 

(CLAE), realizada em comparação com o padrão 1',4"-sophorolactona 6', 6"–diacetato (Sigma 154 

Aldrich, USA), utilizando detector de arranjo de iodo, com coluna Shim-pack CLC-ODS(M)® 155 

C18 da Shimadzu (4,6 x 250 mm; 4,6 mm; 12 nm) e fase móvel em gradiente composto por 30 156 

% de acetonitrila e 70 % de água por 5 minutos, aumentando para 80 % de acetonitrila e 20 % 157 

de água por 50 minutos (Hu e Ju, 2001; Wadekar et al., 2012).  158 

Espectroscopia de Infravermelho (IV) com Transformada de Fourier (FTIR) também 159 

foi utilizada para caracterização. Os espectros de infravermelho foram registrados por FT-IR 160 

ao espectrômetro Prestige 21 (Shimadzu), com soforolipídios pressurizado com KBr. Foram 161 

realizadas 32 varreduras com resolução de 2 cm-1 e faixa de 400-4000 cm-1 de transmissão 162 

(Chandran e Das, 2011).  163 

A Espectrometria de ressonância magnética nuclear (RMN) foi utilizada para 164 

confirmar a estrutura soforolipídica através dos métodos 1H e 13C e espectros bidimensionais 165 

HSQC e HMBC que foram registrados por espectrômetro Bruker Avance III 400 MHz usando 166 

sonda inversa (BBI - 5 mm). Os espectros foram expressos por ppm a partir do padrão referência 167 

e o solvente utilizado no sistema foi CDCl3 a 0,05 % v/vTMS. 168 

 169 

2.5 Avaliação da propriedade antifúngica 170 

 171 

O potencial antifúngico dos soforolipídios foi testado contra Aspergillus flavus, A. 172 

melleus, A. ochraceus, A. parasiticus, A. niger, F. oxysporum, B. cinerea e Rhizopus spp  173 

 174 

2.5.1 Concentração Inibitória e Fungicida Mínima 175 

 176 

Foi realizada pelo método de microdiluição em caldo utilizando meio RPMI 1640 177 

tamponado, em placa de 96 poços (CLSI 2008 – adaptado). As concentrações de soforolipídios 178 

testadas foram de 1.800 μg/mL a 7,03 μg/mL. Meio contendo apenas soforolipídios foi utilizado 179 

como controle. As cepas A. flavus, A. melleus, A. ochraceus, A. parasiticus, A. niger e B. 180 

cinerea, foram previamente cultivadas em meio Ágar Batata Dextrose (ABD) à 30 ºC por 5 dias 181 

e Rhizupus spp. por 24 h.  As suspensões fúngicas foram preparadas em solução tampão fosfato-182 

salino (PBS), realizada a contagem em câmara hematocitométrica e ajustado o inóculo para 104 183 

de esporos/mL em meio RPMI 1640 e adicionadas alíquotas de 100 µL da suspensão fúngica 184 

em cada poço, incubada a 30 ºC por 24 h para a leitura visual do Rhizopus spp. e por 48 h para 185 

a leitura visual dos demais fungos. A Concentração Inibitória Mínima foi definida como a 186 
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menor concentração de soforolipídios capaz de inibir o crescimento fúngico. 187 

Para avaliar a Concentração Fungicida Mínima, frações de 10 µl dos poços que não 188 

mostraram crescimento na análise anterior foram transferidas para placas com Ágar Batata 189 

Dextrose (ABD) incubadas a 30 °C por 72 h. O CFM foi definido como a menor concentração 190 

de soforolipídios capaz de promover ausência de crescimento dos fungos.  191 

 192 

2.5.2 Método de Diluição em Ágar 193 

 194 

Diferentes concentrações de soforolipídios foram preparadas (1.800 μg/mL a 112,5 195 

μg/mL), adicionadas ao meio Ágar Batata Dextrose (ABD) e colocados em placas de 60 mm 196 

de diâmetro. Discos de 7 mm dos micélios fúngicos foram transferidos para o centro das placas. 197 

Foram incubadas a 28 ± 2 °C, por 48 h. Placas contendo apenas meio ABD e fungos foram 198 

utilizadas como controle. O halo de crescimento micelial foi medido com paquímetro e os 199 

tratamentos comparados com o controle. 200 

 201 

2.6 Microscopia Eletrônica de Varredura (MEV) 202 

 203 

As amostras das colônias fúngicas do teste de diluição em ágar foram utilizadas para 204 

a microscopia. Para a análise foram cortados discos de 6 mm de diâmetro, colocados em placas 205 

de 24 poços contendo 2,5 % de glutaraldeído, 2 % de paraformaldeído em tampão de cacodilato 206 

de sódio 0,1 M (pH 7,2), mantidos a 4 °C, overnight (16-18 h). Após esse período as amostras 207 

foram lavadas com tampão cacodilato de sódio 0,1 M (pH 7,2) três vezes por 10 minutos, 208 

seguido de pós fixação em OsO4 a 1 % por 30 minutos. Subsequentemente, as amostras foram 209 

desidratadas seriadamente em álcool etílico (30 %, 50 %, 70 %, 90 %) durante 10 min e a 210 

concentração etílica de 100 % foi administrada três vezes por 10 min. As amostras foram 211 

levadas ao ponto crítico em CO2 (BALTEC CPD 030 critical point dryer), revestidas por ouro 212 

(BALTEC SDC 050 Sputter Coater) e observadas em Microscópio Eletrônico de Varredura 213 

(FEI Quanta 200) operando a 30 kV. 214 

 215 

 216 

 217 

2.8 Análises Estatísticas 218 

 219 

As análises estatísticas foram realizadas utilizando Software Statistica 7.0 (2004) e 220 
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valores foram considerados significativos em p <0,05. 221 

 222 

3. Resultados e discussão  223 

 224 

3.1 Produção do soforolipídios 225 

 226 

As maiores produções de soforolipídios, de acordo com o planejamento Box Behnken 227 

33, foram 55,28 g/L, 53,92 g/L, 52,40 g/L (188 g/L de ácido oleico e 150 g/L de glicose) e 50,92 228 

g/L (251 g/L de ácido oleico e 150 g/L de glicose) (Tabela 1). O ácido oleico teve um efeito 229 

significativo (p=0,004), demonstrando que o ácido graxo com cadeia C18 é importante na 230 

produção, pois segundo Felse et al. (2007) são incorporados diretamente na porção hidroxila 231 

dos soforolipídios. De acordo com a análise de variância ANOVA, as variáveis glicose (p= 232 

0,03) e ácido oleico (p=0,02) foram significativas, isso porque a utilização conjunta de fontes 233 

hidrofílica e hidrofóbica fornecidas ao meio promove um aumento significativo na produção 234 

(Van Bogaert, 2011). A otimização das variáveis apresentou valores ótimos de produção de 235 

soforolipídios em 150 g/L para glicose e 219,5 g/L de ácido oleico (Fig. 1), demonstrando um 236 

elevado coeficiente de determinação experimental 93,27% com um desvio da regressão não 237 

significativo (p = 0,24), o que confirma a validade do modelo para fins preditivos.  238 

Com base nos resultados experimentais, uma equação foi desenvolvida para estimar a 239 

produção de soforolipídios:  240 

 241 

Y = 45.88 * 8.89x1 + 4.53x2 + 0.49x12 + 6.49x22 -1.88 x1x2 (6)       242 
 243 

Onde Y é a resposta (produção de soforolipídios), x1 e x2 são valores codificados de oleico e 244 

glicose, respectivamente. 245 

A partir da condição otimizada, a produção de soforolipídios foi realizada em 246 

biorreator de bancada com volume operacional de 3,5 L. A produção atingiu 67 g/L com uma 247 

produtividade 0,56 g/L h-1 em 120 h. O consumo de glicose e ácido oleico aumentaram 248 

progressivamente com o tempo de fermentação, assim como o crescimento celular (Fig. 2). A 249 

produção de soforolipídios teve um aumento de 22 % na fermentação em biorreator, isso deve 250 

ser pelo melhor controle das condições operacionais como aeração, temperatura, agitação e pH 251 

(Jadhav, Pratap e Kale, 2019). A oxigenação é essencial no processo de fermentação, não 252 

apenas durante o crescimento exponencial da levedura, mas também para a biossíntese dos 253 

soforolipídios, pois a monooxigenase do citocromo P450 requer a utilização de moléculas de 254 

oxigênio (Van Bogaert, 2011). O controle de pH é fundamental durante a fermentação 255 
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normalmente se inicia em 5,0 e 6,0 que é o ótimo para o crescimento celular e posteriormente 256 

na fase estacionária, próximo de 48 h o pH 3,5 estimula a produção dos soforolipídios (Daverey 257 

e Pakshirajan, 2010; Morya et al., 2013).  258 

 259 

3.2 Caracterização dos soforolipídios 260 

 261 

O meio de produção e as condições da fermentação influenciam diretamente nas 262 

proporções acídicas e lactônicas do soforolipídios (Claus e Van Bogaert, 2017). Desta forma, 263 

direcionar a fermentação para a produção de estruturas específicas é de suma importância, pois 264 

as aplicações são específicas para cada forma, sendo a lactônica empregada em atividades 265 

antimicrobianas (Paulino et al, 2016; Cerasa et al., 2020). 266 

A análise por CLAE mostrou que o perfil soforolipídico produzido, em comparação 267 

com o padrão di-acetato de SL 1 ', 4 "-Soforolactona 6', 6" (Sigma Aldrich), foi lactônico 268 

diacetilado C18:1, com tempo de retenção em 42,90 min (Fig. 3).  269 

O espectro de FT-IR mostrou uma banda a 3400 cm-¹ que corresponde a ligações de 270 

hidrogênio, as hidroxilas da estrutura. Bandas típicas de compostos alifáticos (CH2) foram 271 

observadas em 2920 e 2850 cm-¹. Em 1650 cm-¹, uma faixa de carbono insaturado é observada 272 

(C=C). A banda mais importante do espectro aparece em 1740 cm-¹ e corresponde ao grupo 273 

carbonila (C=O) presente na forma lactônica e 1175 cm-¹ com presença de ligação éster, 274 

correspondendo ao alongamento da forma lactônica presente na molécula. Outra banda em 1300 275 

cm-1 é atribuída a ligação éster encontrada no carboidrato da estrutura. (Fig. 4). 276 

A estrutura dos soforolipídios foi confirmada pela análise combinada 277 

monodimensional (¹H e ¹³C) e bidimensional (HSQC e HMBC) de RMN. O espectro de ¹H 278 

RMN (Fig. 5) mostrou sinais atribuídos aos prótons anoméricos da porção da soforose em 4,52 279 

e 4,48 ppm, O espectro de HSQC apresentou correlações que são correspondentes a  esses sinais 280 

de prótons anómericos, a 102,0 e 104,8 ppm, e outros sete prótons de glicose CH foram 281 

observados entre 3,48 e 3,81 ppm. Sinais de dois carbonos acetilados foram identificados por 282 

sinais HSQC em fases negativas em 4,25 e 4,18 ppm. Na análise de HMBC foi possível 283 

observar um pico em 4,97 ppm x 170 ppm, indicando a ligação entre o próton H-400 e o 284 

carbonil, demonstrando que a molécula é cíclica e na forma lactônica. As análises estruturais 285 

HPLC, FT-IR e RMN corroborando com a literatura, confirmam que os soforolipídios 286 

produzidos eram predominantemente lactônico (Minucelli et al, 2017; Silveira et al., 2019).  287 

 288 

3.3 Atividade antifúngica  289 
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 290 

A atividade antifúngica in vitro dos soforolipídios foi testada contra os patógenos 291 

Aspergillus flavus, A. melleus, A.ochraceus, A.parasiticus, A. niger, F.oxysporum, B.cinerea e 292 

Rhizopus spp, com base nos valores de CIM, MFC e crescimento micelial. Os resultados da 293 

CIM e MFC foram obtidos na faixa de 225-729 µg/mL (Tabela 2). A concentração fungicida 294 

mínima testada demonstrou que nas concentrações descritas na Tabela 2, os soforolipídios um 295 

foram considerados fungicidas para os esporos dos fungos testados. Yuan, Yang e Cheng (2012) 296 

mostraram 95% de inibição de esporos dos fungos A. niger, A. flavus e Botrytis cinérea, com a 297 

utilização de 10,0 g/L de soforolipídios produzidos por Wickerhamiella domercqiae Y2A, 298 

diferindo dos resultados apresentados neste trabalho, onde a concentração utilizada dos 299 

soforolipídios produzido por S. bombicola contra os mesmos patógenos, não ultrapassou 729 300 

µg/mL, sendo cem mil vezes menor que o apresentado pelos autores. Sen et al. (2017), 301 

observaram efeito inibitório de F. oxysporum através da CIM de 125 μg/mL. Porém, a atividade 302 

antifúngica dos soforolipídios contra os fungos A. melleus, A. ochraceus, A. parasiticus e 303 

Rhizopus sp ainda não foram relatadas.  304 

Concentrações de 1.800 μg/mL a 112,5 μg/mL de soforolipídios foram utilizadas para 305 

determinar a inibição do crescimento micelial dos fungos (Fig. 6). Inibições acima de 50% 306 

foram encontradas para A. ochraceus e B. cinerea na maior concentração testada. A ação 307 

antifúngica dos soforolipídios está relacionada com a diminuição da tensão superficial, 308 

ocorrendo desestabilização, ruptura e permeabilização da membrana do microrganismo 309 

(Valotteau et al., 2017). 310 

Embora a ação contra fungos patogênicos em alimentos tenha sido pouco estudada, 311 

estes resultados podem acarretar novas possibilidades para a aplicação de soforolipídios na 312 

indústria alimentícia, sendo implementado como antifúngico natural e alternativo.  313 

 314 

3.4 Microscopia Eletrônica de Varredura (MEV) 315 

 316 

As imagens do MEV dos micélios controle (sem tratamento com soforolipídios), 317 

revelaram morfologias normais, células com estrutura superficial intacta e tamanho uniforme (Fig. 318 

7-A, 8-A, 9-A e 10-A), enquanto as imagens dos micélios tratados com os soforolipídios 319 

exibiram irregularidades em sua superfície, apresentando aspecto marcescente e deformação 320 

das estruturas celulares dos micélios dos microrganismos (Fig. 7-B, 8-B, 9-B e 10-B). 321 

O micélio é a estrutura do microrganismo que apresenta uma função essencial em sua 322 

reprodução, portanto, qualquer dano à integridade celular pode afetar a patogenicidade dos 323 
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fungos, demonstrando que os soforolipídios podem alterar significativamente a morfologia dos 324 

micélios fúngicos, resultando em possíveis interrupções na camada fosfolipídica da membrana 325 

celular devido a sua atividade anfifílica (Borah et al., 2016; Valotteau et al., 2017) 326 

 327 

4. Conclusão 328 

 329 

A melhor produção de soforolipídios foi de 67 g/L com uma produtividade 0,56 g/L h-330 

1 em 120 h em biorreator com as concentrações de 150 g/L de glicose e 219,5 g/L de ácido 331 

oleico. Os soforolipídios foram caracterizados com predominância da forma lactônica C18:1 332 

diacetilada e tiveram boa atividade antifúngica contra os patógenos de alimentos estudados: 333 

Aspergillus flavus, A. melleus, A. ochraceus, A. parasiticus, A. niger, F. oxysporum, B. cinerea 334 

e Rhizopus spp. o que foi comprovado pela MEV. Essa atividade confirma que os soforolipídios 335 

produzidos por S. bombicola, pode ser uma inovação tecnológica para aplicação industrial, 336 

como um novo agente sanitizante sustentável. 337 
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 496 

Tabela 1 - Resultado do Planejamento Box Behnken 33 para avaliação do ácido oleico e da glicose na produção e 497 
soforolipídios por Starmerella bombicola 498 

Variáveis Codificadas 
Variáveis 

Decodificadas 
Resposta 

Ensaios X1 X2 
Oleico 

(g/L) 

Glicose 

(g/L) 

Produção de 

soforolipídios 

(g/L) 

1 -1 -1 125 100 35,52 

2 -1 0 125 150 44,56 

3 -1 1 125 200 39,68 

4 0 -1 188 100 47,32 

5 0 1 188 200 44,24 

6 1 -1 251 100 47,56 

7 1 0 251 150 50,92 

8 1 1 251 200 47,95 

9 0 0 188 150 52,40 

10 0 0 188 150 53,92 

11 0 0 188 150 55,28 

 499 

Tabela 2 - Concentração Inibitória Mínima (MIC) de soforolipídios de S. bombicola contra os fungos 500 
contaminantes de alimentos  501 

Fungos 
MIC/MFC 

soforolipidios(μg/mL) 

A. flavus, A. melleus, A. ochraceus, A. parasiticus 

A. niger. 
729,0 

Fusarium oxysporum 729,0 

Botrytis cinerea 478,0 

Rhizopus spp, 225,0 

 502 
Fig. 1 - Superfície de resposta da produção de soforolipídios por S. bombicola otimizada, relacionando 503 
diferentes concentrações de ácido oleico e glicose. 504 
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 505 

 506 
 507 
 508 
 509 
Fig. 2 - Biomassa, consumo de glicose e ácido oleico (g/L) na produção de soforolipídios por S. bombicola em 510 
biorreator durante 120 h. 511 
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Fig. 3 - Análise por cromatografia líquida de alta eficiência (CLAE) do soforolipídios padrão (A) e da amostra 527 
produzida em glicose e ácido oleico por S. bombicola (B) 528 

 529 
 530 
Fig. 4 - Espectro de FT-IR de soforolipídios produzido por Starmerella bombicola com ácido oleico e glicose.531 
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Fig. 5 - Espectro de RMN de soforolipídios produzido por S. bombicola. (A) ¹H, (B) HSQC e (C) HMBC.533 

 534 
Fig. 6 - Porcentagem de inibição do crescimento micelial dos fungos variando a concentração do soforolipídios de 535 
Starmerella bombicola 536 

 537 
 538 

A 

C 

B 



66 

Fig. 7 – Imagens do MEV de micélios do F. oxysporum: A – Controle, B – Tratamento com 1800 µg/mL de 539 
soforolipídios. Ampliação 1.600 x.540 

 541 
 542 

Fig. 8 – Imagens do MEV de micélios do A. niger: A – Controle, B – Tratamento com 1800 µg/mL de 543 
soforolipídios. Ampliação 1.600 x. 544 

 545 
 546 
 547 

Fig. 9 – Imagens do MEV de micélios do B. cinerea: A – Controle, B – Tratamento com 1800 µg/mL de 548 
soforolipídios. Ampliação 1.600 x. 549 

 550 
 551 
 552 
 553 
 554 
 555 
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Fig. 10 - Imagens do MEV de micélios do Rhizopus spp.: A – Controle, B – Tratamento com 1800 µg/mL de 556 
soforolipídios. Ampliação 1.600 x. 557 
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 559 
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Resumo  

 

O objetivo do presente trabalho foi desenvolver filmes comestíveis a base de amido de 

mandioca com adição de soforolipídios lactônicos produzidos por Starmerella bombicola com 

ação antifúngica, bem como avaliar as propriedades mecânicas dos filmes para futura aplicação 

industrial. Os soforolipídios foram adicionados aos filmes nas concentrações de 0, 2, 5 e 10 g/ 

100 g sólidos e esses foram desenvolvidos pela técnica de casting. Os filmes obtidos 

apresentaram com boa aparência, sem poros, bolhas ou rachaduras. A incorporação dos 

soforolipídios foi investigada por técnicas de espectroscopia no infravermelho com 

transformada de Fourier (FTIR) e calorimetria diferencial de varredura (DSC) e demonstraram 

a presença da interação entre o amido e o soforolipídios adicionado. A maior concentração de 

soforolipídios levou ao decréscimo da permeabilidade ao vapor de água, mostrando ser um 

ingrediente promissor e compatível com a matriz de amido, o que pode ser aplicados na 

indústria de alimentos como um agente antimicrobiano.  

 

 

Palavras-chave: Antimicrobiano, propriedades mecânicas, permeabilidade, solubilidade, 

revestimento, filmes de amido. 
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1. Introdução 

 

 

A embalagem é um dos métodos mais estudados para preservação dos alimentos ao 

longo de sua vida útil e como resposta às necessidades do consumidor, existe um crescente 

interesse no desenvolvimento de filmes e revestimentos comestíveis que sejam funcionais, 

ativos e biodegradáveis (Navarro et al., 2016; Debiagi et al., 2014).   

Nos últimos anos criou-se uma demanda dos consumidores por alimentos sem adição 

de ingredientes químicos e o investimento em tecnologias nas indústrias tem levado ao 

surgimento de embalagens ativas que prolongam a vida útil dos produtos, mas são obtidos de 

fontes renováveis, produzidos com menor impacto ambiental e alinhados ao conceito de 

sustentabilidade, tão preconizados na atualidade. Com esse objetivo, agentes antimicrobianos 

naturais são bastante estudados e podem ser incorporados diretamente nas embalagens de 

alimentos (Campos et al., 2011; Sipahi et al. 2013; Posser, 2016). A finalidade da embalagem 

ativa com antimicrobiano natural é impedir ou inibir o crescimento de microrganismos nos 

alimentos, onde o agente ativo é liberado gradualmente na superfície do produto contra 

patógenos que os afetam (Balaguer et al., 2013; Ribeiro-Santos et al., 2017). 

Os soforolipídios são biossurfactantes classificados como glicolípidos extracelulares, 

produzidos por diversos microrganismos, destacando-se o uso da Starmerella bombicola. São 

constituídos por um dissacarídeo soforose (2´-O-β-D-glicopiranosil-1-β-D-glicopiranose), 

unidos por uma ligação β-glicosídica entre o carbono 1’ e o carbono terminal (ω) ou sub-

terminal (ω-1) à uma longa cadeia hidrofóbica de ácido graxo que geralmente, contém 16 ou 

18 carbonos (Ashby; Solaiman, 2010; Roelants et al., 2019). São biomoléculas não tóxicas, 

obtidas de fonte renovável e podem ser considerados como uma alternativa eco-amigável para 

diferentes aplicações (Naughton et al., 2019).  

Possuem diversas aplicações em produtos farmacêuticos, cosméticos, detergentes e 

alimentos (Maeng et al., 2018; Nitschke e Silva, 2017) e atualmente se destacam por possuírem 

ação antimicrobiana contra diversos microrganismos contaminantes e patógenos de origem 

agrícola e alimentar, como Fusarium oxysporum, Colletotrichum gloeosporioides (Sen et al., 

2017), Clostridium perfringens e Campylobacter jejuni (Silveira et al., 2019), Aspergillus 

niger, Aspergillus flavus, Penicillium, Botrytis cinerea e Mucor (Yuan, Yang e Cheng, 2012).  

Vários autores relataram o uso de antimicrobianos em filmes comestíveis como, por 

exemplo, os óleos essenciais (Song, Zuo e Chen, 2018; Escamilla-Garcia et al., 2017) e 

biossurfactantes (Adetunji et al., 2018; Maniglia et al., 2019). Porém o uso de soforolipídios 

com esta finalidade ainda é pouco explorado na literatura. Considerando as vantagens de 



70 

produção, a sustentabilidade do processo de obtenção e as possíveis aplicações dos 

soforolipídios como agente antimicrobiano, o objetivo desse trabalho foi empregar 

soforolipídios produzidos por Starmerella bombicola, como ingrediente ativo e eco-amigável 

em filmes comestíveis de amido para aplicação na indústria de alimentos. Para isso os filmes 

foram produzidos e caracterizados de acordo com sua microestrutura, propriedades de barreira 

e mecânicas. 

 

2. Material e métodos  

 

2.1 Material 

 

O amido de mandioca foi adquirido em comercio local, da marca Yoki Alimentos S.A 

(Paraná, Brasil) e o glicerol da Synth (Labsynth, São Paulo, Brasil).  

Para a produção de soforolipídios foi utilizada a levedura Starmerella bombicola 

obtida da American Type Culture Collection (ATCC), Manassas, USA. 

 

2.2 Produção de soforolipídios 

 

Os soforolipídios foram produzidos pela levedura Starmerella bombicola ATCC 

22214 em biorreator de 5 L (FerMac 320 - Electrolab Biotech Ltda) contendo 3,5 L de volume 

operacional com meio de fermentação (g/L):  150, glicose; 6, extrato de levedura; 219,5, oleico, 

com as seguintes condições: inóculo a 0,5 g/L de células, 120 h, 30 °C, 450 rpm, 1 vvm e 

controle de pH em 3,5. Ao final da fermentação o caldo foi centrifugado e o sobrenadante 

submetido à extração com acetato de etila. O acetato de etila foi removido por rotaevaporação 

e a fase obtida foi lavada com hexano e metanol para remover o ácido oleico residual. Os 

soforolipídios bruto foram coletados da fase contendo metanol, rotaevaporado e liofilizado 

(Silveira et al., 2019). Os soforolipídios foram caracterizados por cromatografia líquida de alta 

eficiência (CLAE) em comparação com o padrão 1',4"-sophorolactona 6', 6"–diacetato (Sigma 

Aldrich, USA), utilizando detector de arranjo de iodo, utilizando coluna Shim-pack CLC-

ODS(M)® C18 da Shimadzu (4,6 x 250mm; 4,6mm; 12nm) (Hu e Ju, 2001; Wadekar et al., 

2012).  

 

 

2.3 Produção dos filmes de amido   
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Os filmes de amido foram preparados com amido de mandioca, soforolipídios e 

glicerol (plastificante). Para cada formulação, os filmes foram preparados empregando 3 % 

(m/v) de sólidos (amido + FOSs) e 20 g de glicerol/ 100 g de sólidos. Os filmes foram 

preparados pelo método de casting e quatro concentrações de soforolipídios foram adicionadas 

nas soluções filmogênicas: 0, 2, 5 e 10 g de soforolipídios/100 g de sólidos, rotulados como 

AM, AM-SLP2, AM-SLP5 e AM-SLP10, com formulações descritas na Tabela 1.   

O amido e o glicerol foram misturados com a água destilada e mantidos a 90 °C por 

10 min com agitação constante. Após a gelatinização, foram adicionadas em cada formulação 

as quantidades estabelecidas do soforolipídios, homogeneizadas e sonicadas (Unique USC-

1800).  

 
Tabela 1 - Formulações para o desenvolvimento dos filmes comestíveis a base de amido de mandioca com adição 

de soforolipídios de Starmerella bombicola nas concentrações de 2, 5 e 10%. 

Formulações 
Amido  

(g) 

Soforolipídios 

(g) 

Glicerol  

(g) 

Água  

(g) 

AM 12,00 - 2,40 385,6 

AM-SLP2 11,76 0,24 2,40 385,6 

AM-SLP5 11,40 0,60 2,40 385,6 

AM-SLP10 10,80 1,20 2,40 385,6 
AM: amido de mandioca (yoki®); SLP: soforolipídios de S. bombicola 

 

As soluções filmogênicas foram vertidas sobre placas de Petri de 60 mm (30 g/placa) 

e encaminhadas para secagem em estufa de circulação de ar TE-394-3 (Tecnal, Piracicaba, SP, 

Brasil) a 30 °C, por aproximadamente 24 h, até a formação dos filmes. Os filmes selecionados 

foram acondicionados em BOD com 58 % de umidade relativa (UR) e 25 °C até o momento da 

realização das análises de caracterização. 

 

2.4 Caracterização dos filmes 

 

2.4.1 Espessura 

 

A espessura dos filmes foi determinada utilizando um micrômetro (Mitutoyo - Japão) 

a partir de três pontos aleatórios dos filmes.  

 

2.4.2 Microestrutura 
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A análise de microestrutura foi realizada por microscópio eletrônico de varredura - 

MEV (modelo FEI Quanta 200). As amostras foram revestidas de ouro por um Sputter Coater 

(BAL-TEC SCD 050) e avaliadas com voltagem de aceleração de 30 kV, permitindo a 

visualização da superfície do filme.  

 

2.4.3 Espectroscopia no infravermelho com transformada no Fourier (FTIR) 

 

A análise foi conduzida em aparelho Shimadzu FTIR-8300 (Japão) com resolução de 

4 cm-1, utilizando uma escala de 4000 a 500 cm-1. As amostras foram incorporadas ao KBr e 

pressurizadas para a produção das pastilhas. Os resultados foram integrados pelo programa 

Shimadzu Hyper IR. 

 

2.4.4 Calorimetria diferencial de varredura (DSC)  

 

As análises de DSC foram realizadas no calorímetro Netzsch (modelo DSC-204 - 

Japão). Cerca de 10 mg de cada amostra foram colocados em recipientes de alumínio. A amostra 

de soforolipídios foi aquecida de 30 a 300 ◦C e as amostras de filme de 20 a 100 ◦C, todas com 

uma taxa de aquecimento de 10 ◦C /min em uma atmosfera com fluxo de nitrogênio gasoso de 

10 mL/min.  

 

2.4.5 Solubilidade 

 

A solubilidade do filme em água foi medida como a porcentagem de matéria seca do 

filme solubilizado em água durante um período de 24 h (Gontard, Guilbert e Cuq, 1992).  A 

matéria seca inicial de cada filme foi obtida após a secagem em estufa com circulação de ar 

(Marconi, Brasil) a 60 °C por 24 h. As amostras foram pesadas e imersas em 80 mL de água 

destilada a 25 ° C com agitação constante (50 rpm). Os filmes não solubilizados foram 

removidos e secos para determinar o peso da matéria seca.   

 

 

 

2.4.6 Permeabilidade ao vapor de água (PVA) 
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Os testes PVA foram realizados usando o método ASTM E96-95 1996. Cada amostra 

foi colocada em uma cápsula de permeabilidade, pesada (tempo zero) e armazenada a 25 ° C 

em dessecador.  No interior das capsulas foi adicionado cloreto de cálcio anidro para obter 0% 

de UR e uma solução saturada de cloreto de sódio (75%) foi utilizada no dessecador para manter 

75% de UR. Após o período de equilíbrio (aproximadamente 2 h), as cápsulas foram pesadas a 

cada 2 h por 24 h. O transporte de vapor de água foi determinado a partir da curva de ganho de 

massa (g) da cápsula de permeação, atribuído por regressão linear, determinando o coeficiente 

angular. A taxa de permeabilidade ao vapor de água foi calculada a partir do coeficiente angular 

da reta (g/t) dividida área de permeação (m²). Em seguida, a permeabilidade ao vapor de água 

(PVA) foi calculada como PVA = TVA.m/ ∆P, onde m é a espessura média do filme (m²), ΔP 

é a diferença de pressão de vapor de água do ambiente contendo CaCl2 anidro (0% de UR) e 

solução saturada de NaCl (75% de UR).  

 

2.4.7 Propriedades mecânicas  

 

As propriedades mecânicas foram determinadas utilizando texturômetro TA TX2 de 

acordo com a norma ASTM D882-91 (1996). Corpos de prova (25 × 100 mm) de cada 

formulação foram cortados e ajustados entre as garras pneumáticas. A distância entre as garras 

foi de 50 mm e a velocidade de tração de 500 mm/min. Foram determinadas a resistência 

máxima à tração (MPa) e elongação na ruptura (%). 

 

2.4.8. Análise estatística  

 

O teste de Tukey (p ≤ 0,05) foi empregado para comparação da média e realizado com 

o STATISTICA 7.0 (Statsoft, Oklahoma). 

 

 

 

 

 

 

3. Resultados e discussão 
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 Todas as formulações empregadas neste trabalho resultaram em filmes facilmente 

removíveis das placas, sem bolhas ou rachaduras, indicando que a concentração de sólidos na 

solução filmogênica (3 % p/v) utilizada para a produção era adequada. 

  

3.1 Espessura e microestrutura 

 

As espessuras das amostras variaram de 153 a 178 µm (Tabela 2), apresentando 

diferença significativa entre o filme de amido (AM) e AM-SLP2 com menores espessuras, em 

comparação com os filmes AM-SLP5 e AM-SLP10 com resultados maiores. A espessura dos 

filmes produzidos por Escamilla-Garcia et al. (2017) também se alterou com a adição de óleo 

essencial (aniz, laranja e canela), atingindo valores de espessura mais altos quando comparados 

à amostra controle,  alteração essa que pode estar parcialmente relacionada a densidade da 

suspensão filmogênica em decorrência da maior heterogeneidade na sua composição. 

As superfícies dos filmes produzidos foram visualizadas através da microscopia 

eletrônica de varredura (MEV) (Figura 1). O filme controle (filme AM - Figura 1A) mostrou 

uma superfície mais homogênea e a adição de soforolipídios resultou em superfícies mais 

ásperas para os filmes AM-SLP2 e AM-SLP5 (Figura 1B e C). Song, Zuo e Chen (2018) 

relataram que filmes incorporados de surfactantes Tween e Span 80 nas concentrações de 0,1%, 

afetaram suas microestruturas, apresentando filmes menos homogêneos devido a provável 

migração dos surfactantes para a superfície do filme durante a secagem.   

Filmes com concentrações mais altas de soforolipídios (AM-SLP10) mostraram 

superfícies mais suaves, o quê pode estar relacionado à concentração de soforolipídios aplicada 

(Figura 1D). Maniglia et al. (2019) relataram estruturas similares, onde os filmes de amido 

adicionados do surfactante SDS (dodecilsulfato de sódio) eram mais suaves e homogêneos, 

como o apresentado nesse estudo (AM-SLP10) e continham menos imperfeições quando 

comparado com os filmes de amido controle. Embora as superfícies dos filmes AM-SLP2 e 

AM-SLP5 apresentaram-se mais ásperas, não foi observada aglomeração ou migração dos 

soforolipídios para a superfície do filme, indicando boa interação com a matriz de amido.  

 

Figura 1 - Microscopia eletrônica de varredura (MEV) da superfície dos filmes: (A) filme de amido (AM); (B) 

filme amido com 2% soforolipídios (AM-SLP2); (C) filme amido com 5% de soforolipídios (AM-SLP5) e (D) 

filme amido com 10% de soforolipídios (AM-SLP10). 
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Tabela 2 - Resultados de espessura, solubilidade e permeabilidade ao vapor de água (PVA) de filmes comestíveis 

à base de amido de mandioca e soforolipidios  

Formulação 
Espessura  

  (µm) 

Solubilidade  

   (%) 

PVA x 10¹¹ 

(g/msPa) 

AM 153  ± 3,53b 17,06 ± 0,84a 1,48 ± 0,03 a  

AM-SLP2 160  ± 0,0b 18,76 ± 2,09a 1,16 ± 0,55 ab 

AM-SLP5 173  ± 3,54a 16,80 ± 0,40a 1,29 ± 0,63 ab 

AM-SLP10 178  ± 3,53a 21,08 ± 1,71a 0,85 ± 0,01 b 
Resultados expressos em média ± desvio padrão. Letras diferentes na mesma coluna indicam diferenças 

significativas (p≤0,05) de acordo com o teste de Tukey. 

 

3.2 Espectroscopia no infravermelho com transformada no Fourier (FTIR) 

 

Os espectros FT-IR dos soforolipídios e dos filmes produzidos com amido e 

soforolipídios estão apresentados na Figura 2 e foi observada uma forte banda próxima a 3400 

cm-1 em todas as amostras, que pode ser relacionada com o estiramento vibracional das 

hidroxilas (OH) presentes em todos os compostos empregados na formulação dos filmes 

(amido, glicerol e soforolipídios) (Romano et al., 2016; Santos et al., 2014). Pode-se perceber 

que esta banda apareceu menos intensa nos espectros dos filmes em comparação com o do 

soforolipídios, o que pode estar relacionado ao decréscimo das hidroxilas livres nos filmes, uma 

vez que possivelmente estes grupamentos estejam participando de ligações de hidrogênio nos 
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filmes, que são responsáveis pela manutenção da matriz polimérica de amido (Maniglia et al., 

2019). 

O espectro em 1740 cm-¹ com banda mais aparente no soforolipídios e nos filmes com 

soforolipídios corresponde ao grupo carbonila (C = O) de ésteres e da forma lactônica presente 

na amostra. As bandas próximas a 2920 cm-1 foram observadas em todas as amostras e 

correspondem a compostos alifáticos (CH2) e a banda foi mais intensa no soforolipídios do que 

nos filmes por conta da cadeia dos soforolipídios. A banda a 1650 cm-1 foi atribuída às 

moléculas de água incorporadas na matriz polimérica de amido e em 1600 cm-¹, uma faixa de 

carbono insaturado foi observada nos espectros de soforolipídios e dos filmes incorporados com 

soforolipídios. A banda próxima a 1300 cm-1 foi relacionada com a deformação simétrica dos 

grupos CH (Bersaneti et al., 2016; Santos et al. 2014). As bandas que nas regiões entre 1300-

1175 cm-1 correspondem às vibrações de C-H no anel aromático e O-H do fenol (Zhao et al., 

2018), e aparecem nesta região com maior intensidade no soforolipídios, indicando a presença 

do composto nos filmes AM-SLP2, AM-SLP5 e AM-SLP10.   

 

Figura 2 - Espectros FT-IR e filmes produzidos a partir de amido e soforolipídios em diferentes concentrações 

 
SLP: soforolipídios de S. bombicola 

 

3.3 Calorimetria diferencial de varredura (DSC) 

 

Os termogramas de soforolipídios puro (A) e filmes (B) estão representados na Figura 

3, no termograma de soforolipídios puro a temperatura variou de 30 a 325 °C e foram 

observados picos discretos em 168 °C e 178 °C e um grande pico endotérmico a 221 °C, que 

estão possivelmente relacionados com a degradação térmica dos soforolipídios.  Os picos 
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atribuídos à degradação térmica dos soforolipídios estão localizados em temperaturas muito 

mais altas do que os observados Abdulkadir et al. (2015), que testaram a estabilidade térmica 

do soforolipídios em uma faixa de temperatura de 20 a 100 °C, menor que a estudada neste 

trabalho, e demonstraram que o biossurfactante não sofreu nenhum tipo de degradação até o 

máximo da temperatura testada, indicando que o soforolipídios permaneceu estável durante a 

produção da solução filmogênica, visto que foram incorporados à temperatura de 90 °. 

Os filmes de amido produzidos não apresentaram nenhum pico durante a análise de 

DSC nas temperaturas testadas. Esse resultado foi confirmado por Mali et al. (2002), que 

fizeram análise de calorimetria em filmes de amido de inhame em uma faixa de temperatura 

entre – 40 °C a 120 °C e não obtiveram nenhum pico de degradação. 

 

Figura 3 - Termogramas de DSC de soforolipídios puro (A) e filmes produzidos a partir de amido e mistura com 

soforolipídios nas concentrações de 2% (AM-SLP2), 5% (AM-SLP5) e 10% (AM-SLP10) (B). 
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3.4 Solubilidade e permeabilidade ao vapor de água (PVA)  

 

 

A solubilidade e a permeabilidade ao vapor de água dos filmes produzidos estão 

apresentadas na Tabela 2. A solubilidade dos filmes de amido não foi afetada significativamente 

com a adição dos soforolipídios, sendo 17,07% para o filme de amido (AM), 18,76%, 16,80% 

e 21,08% para AM-SLP2, AM-SLP5 e AM-SLP10, respectivamente. A tendência de aumento 

na solubilidade observada para o filme AM-SLP10, pode ser atribuída a natureza hidrofílica 

dos soforolipídios. De acordo com Song, Zuo e Chen (2018) filmes de amido de milho 

adicionados de Tween apresentaram um notável aumento na solubilidade em comparação com 

o filme de amido controle.  Maniglia et al. (2019) também oberservaram que em filmes de 

amido adicionados de biossurfactante e surfactante sintético, a solubilidade aumentou devido à 

hidrofilicidade dos compostos, aumentando assim a superfície de contato entre a água e o filme. 

A adição do soforolipídios nos filmes apresentou diminuição na permeabilidade ao 

vapor de água (PVA) dos filmes, obtendo diferença significativa entre o filme padrão (AM), os 

filmes com 2 e 5 % de soforolipídios (AM-SLP2 e AM-SLP5) e filme com 10 % de 

soforolipídios (AM-SLP10).  A diminuição do PVA devido à adição de surfactantes tem sido 

observada em diferentes matrizes, como o amido de tapioca com sacarose (Chen, Kuo e Lai, 

2009), hidroxipropilmetilcelulose com span 60 e sacarose (Villalobos, Hernandez-Muñoz e 

Chiralt, 2006), filmes à base de amido e ácido ascórbico com Tween 20 (Zhong e Li, 2011) e 

filmes de amido de milho com ésteres de sorbitano de diferentes ácidos graxos (Ortega-Toro, 

Jiménez e Talents, 2014). Maniglia et al. (2019) apresentou menores resultados de 

permeabilidade ao vapor de água quando os filmes foram adicionados de surfactante SDS, 

devido ao  aumento da interação entre o surfactante e os polímeros do amido, reduzindo assim 

a passagem de vapor de água. O decréscimo das PVA pode ser uma característica interessante 

aos filmes comestíveis com ação antimicrobiana, uma vez que a contaminação de alimentos 

fica favorecida com o aumento da umidade e atividade de água do alimento. 

 

3.5 Propriedades mecânicas 

 

 

A adição de 2 e 5 % de soforolipídios aos filmes não afetou a sua resistência mecânica 

no entanto, a adição de 10 % levou ao seu decréscimo significativo (Tabela 3). Estes resultados 

estão de acordo com Rodríguez et al. (2006) também observaram a diminuição da resistência a 

tração nos filmes de amido na presença de glicerol e surfactantes (Span 80 e Tween 20).  Assim 
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como Ortega-Toro  et al. (2014),  que mostraram diminuição nas propriedades mecânicas 

quando Span 40, 60 e 80 foi adicionado em filmes de amido de milho.  

A adição de 2 e 5 % de soforolipídios levou ao decréscimo do alongamento dos filmes 

em comparação ao filme controle, no entanto, quando adicionou-se 10 % do biossurfactante, o 

alongamento aumentou, apresentando valores similares a amostra controle (Tabela 3). Maniglia 

et al. (2019) relataram que o uso do biossurfactante afetou a resistência a tração e o alongamento 

dos filmes, assim como demonstrado no resultado desse estudo com adição de 10 % de 

soforolipídios. Isso porque a interação do biossurfactante nessa concentração com a matriz 

polimérica de amido pode aumentar a distância entre as cadeias de amido, promovendo um 

efeito sinérgico entre o biossurfactante e o glicerol, resultando em filmes mais flexíveis 

(Maniglia et al., 2019). 

 

Tabela 3 - Propriedades mecânicas de filmes comestíveis à base de amido de mandioca e soforolipídios 

Formulações 
Resistência à tração 

(Mpa) 
Alongamento (%) 

AM 9,21 ± 2,40ab 36,10 ± 0,42a 

AM-SLP2 10,54 ± 1,99a 18,19 ± 0,47b 

AM-SLP5 8,81 ± 1,63ab 7,65 ± 0,21b 

AM-SLP10 4,52 ± 1,31b 37,77 ± 1,62a 
Resultados expressos em média ± desvio padrão. Letras diferentes na mesma coluna indicam diferenças significativas 

(p≤0,05) de acordo com o teste de Tukey. 

 

4. Conclusão 

 

 

Os soforolipídios de Starmerella bombicola foram produzidos por fermentação e 

empregados como aditivo com finalidade antimicrobiana em filmes comestíveis de amido de 

mandioca. A obtenção dos filmes em todas as concentrações de soforolipídios resultou em 

filmes facilmente removíveis das placas, sem bolhas e rachaduras. A adição do soforolipídios 

resultou em menores permeabilidades ao vapor de água (PVA), concluindo assim que os 

soforolipídios são um ingrediente promissor para filmes com potencial antimicrobiano, sendo 

uma alternativa eco-amigável para uso em embalagens de alimentos agregando a propriedade 

como um antimicrobiano natural. 
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6 CONCLUSÕES  

 

• As variáveis glicose e ácido oleico foram significativas e otimizadas em 150 g/L 

e 219,5 g/L respectivamente com uma produção máxima de 55,28 g/L em frascos de 

Erlenmeyer.  

 

• A produção dos soforolipídios em biorreator atingiu 67 g/L, correspondendo um 

aumento de 21% em relação ao frasco de Erlenmeyer. Os consumos de glicose e 

ácido oleico aumentaram progressivamente durante o período da fermentação. A 

biomassa atingiu 27,47 g/L em 120h. 

.   

• As análises de caracterização estrutural (CLAE, FT-IR e RMN) demonstraram, 

em comparação com o padrão que a estrutura formada pela S. bombicola foi 

predominantemente lactônica. 

 

• Os soforolipídios produzidos neste estudo tiveram efeito inibitório e fungicida 

contra esporos dos fungos Aspergillus flavus, Aspergillus melleus, Aspergillus 

ochraceus, Aspergillus parasiticus, Aspergillus niger, Fusarium oxysporum, Brotrytis 

cinerea e Rhizopus spp, em 48 h. A atividade antifúngica do soforolipídios contra os 

fungos A. melleus, A. ochraceus, A. parasiticus e Rhizopus spp. ainda não tinham sido 

relatada. 

 

• Os filmes produzidos com soforolipídios de S. bombicola e amido apresentaram 

boa aparência, sem a presença de bolhas, poros ou rachaduras. A adição do 

soforolipídios levou ao decréscimo na permeabilidade ao vapor de água (PVA) dos 

filmes produzidos. 
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