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RESUMO 

 

Para conseguir atender às demandas mercadológicas, torna-se cada vez mais 

importante conhecer novos métodos de produção para a otimização da extração de 

própolis. Essas mudanças precisam impactar de maneira positiva não só no tempo de 

produção como também na qualidade do produto. Em relação ao extrato de própolis, 

o método mais utilizado atualmente para a realização da sua extração é a maceração. 

Porém, esse método de extração envolve uma grande quantidade de tempo, 

geralmente de 3 a 10 dias. Somado à grande quantidade de tempo, é necessário 

manter uma alta temperatura durante todo o processo de extração, o que encarece a 

técnica. Enquanto isso, se faz necessário que o extrator em que ocorre a maceração 

esteja bem vedado para evitar a evaporação de solventes. Dessa forma, o objetivo 

desse estudo é analisar outra forma de realizar a extração da própolis. O presente 

estudo tem como foco a extração por ultrassom, visando diminuir o tempo de extração, 

melhorar o custo de produção e evitar a evaporação de maneira excessiva dos 

solventes. O estudo foi feito em laboratório, fazendo testes usando as técnicas de 

maceração e de ultrassom, variando fatores como a quantidade de própolis utilizada, 

teor de álcool do solvente inicial e tempo do processo. Desse modo, conseguiu-se 

fazer uma comparação entre os dois tipos de extração. Após realizados os testes, 

foram feitas algumas análises para efeito comparativo, tais como medição de teor 

alcoólico, teor de flavonoides e extrato seco. Além dessas análises, também foi feita 

uma comparação levando em consideração a quantidade de tempo empregada em 

cada método de extração, bem como a temperatura mantida em cada um deles. 

Observou-se que os testes utilizando técnica de extração por ultrassom tiveram 

resultados semelhantes aos testes realizados utilizando a técnica de maceração, 

porém em tempo bastante inferior. 

 

Palavras-chave: Extração de Propolis; Ultrassom; Metodos de Extração; 

Flavonoides. 

 

 

 

 

 



 

ABSTRACT 

 

In order to meet market demands, it becomes increasingly important to know new 

production methods for optimizing propolis extraction. These changes need to have a 

positive impact not only on production time but also on product quality. In relation to 

the propolis extract, the method most used today to carry out its extraction is 

maceration. However, this extraction method involves a large amount of time, usually 

3 to 10 days. In addition to the large amount of time, it is necessary to maintain a high 

temperature throughout the extraction process, which makes the technique more 

expensive. Meanwhile, it is necessary that the extractor in which the maceration takes 

place is well sealed to avoid evaporation of solvents. Thus, the objective of this study 

is to analyze another way of performing the extraction of propolis. The present study 

focuses on ultrasonic extraction, aiming to reduce extraction time, improve production 

cost and avoid excessive evaporation of solvents. The study was carried out in the 

laboratory, carrying out tests using maceration and ultrasound techniques, varying 

factors such as the amount of propolis used, alcohol content of the initial solvent and 

process time. In this way, it was possible to make a comparison between the two types 

of extraction. After the tests were carried out, some analyzes were carried out for 

comparative effect, such as measurement of alcohol content, flavonoid content and 

dry extract. In addition to these analyses, a comparison was also made taking into 

account the amount of time used in each extraction method, as well as the temperature 

maintained in each of them. It was observed that the tests using the ultrasound 

extraction technique had similar results to the tests performed using the maceration 

technique, but in a much shorter time. 

 

Keywords: Propolis Extraction, Ultrasound, Extraction Methods, Flavonoids. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

Atualmente, tem sido realizadas muitas pesquisas sobre diferentes extratos 

de plantas e produtos naturais, tais como a própolis. Muitos estudos feitos comprovam 

os efeitos positivos da própolis. Ela possui ação antibacteriana, e por conta disso, muitos 

a classificam como antibiótico natural. Além de fortalecer o sistema imunológico, ela 

ajuda no combate aos radicais livres. 

O extrato de própolis possui características que ajudam o organismo a 

conseguir um melhor poder imunológico e a combater as infecções microbianas. Os 

extratos de própolis possuem aplicação em uma grande variedade de nutracêuticos e 

cosméticos. 

O método mais utilizado para a extração da própolis e produção de seu extrato 

alcoólico é a maceração. Porém, esse método leva muito tempo, o que pode atrasar 

bastante a produção.  

O objetivo desse estudo é apresentar estratégias para a otimização da 

extração da própolis, propondo um método diferente para isso, a extração por ultrassom. 

Propondo a diminuição de tempo empregada e um valor acessível para o consumidor 

final.  

Em relação à divisão dos capítulos, o trabalho está dividido em 6 seções 

principais, sendo elas: 

Seção 1 – Introdução: mostra conceitos iniciais sobre o tema, justificativa do 

estudo, objetivos e metodologia;  

Seção 2 – Revisão Bibliográfica: referencial teórico sobre a própolis, seus 

benefícios, os estudos realizados, o mercado, o extrato de própolis, sua importância e 

análises feitas, bem como os métodos de extração: o mais tradicional, a maceração, e o 

proposto pelo estudo: o ultrassom. Tudo isso visando prover uma boa base para 

compreensão do estudo de caso;  

Seção 3 – Metodologia: apresenta o tipo de estudo, mostra o local da pesquisa 

e descreve a forma como se coletou e analisou os dados;  

Seção 4 – Resultados e discussão: apresenta todos os resultados 

encontrados durante o estudo de caso, apresentando a produção da empresa, os 

resultados obtidos durante os testes, fazendo as comparações entre o método utilizada 

e o método proposto pelo presente estudo; 
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Seção 5 – Conclusão: são apresentadas as principais conclusões finais do 

presente estudo, bem como recomendações e sugestões para trabalhos futuros;  

Seção 6 – Referências: descritos os principais estudos utilizados durante toda 

a pesquisa, sendo eles: livros, artigos publicados em revistas, teses e dissertações sobre 

o tema. 
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2 REFERENCIAL TEÓRICO 

 

2.1 Própolis 

 

A própolis é uma substância resinosa de coloração e resistência variável, 

produzida pelas abelhas a partir da mistura de substâncias coletadas de diferentes partes 

das plantas da flora regional, como brotos, botões florais e exsudatos resinosos, com 

secreções salivares, cera e pólen para a obtenção do produto final. materiais lipofílicos 

das folhas e dos brotos foliares, mucilagens, gomas, resinas e látex. Além disso, podem 

ser encontrados na própolis materiais que são introduzidos durante a elaboração dela 

na colmeia (BREYER, 2016). 

As abelhas do gênero Apis mellifera (Figura 1) são as mais conhecidas e 

difundidas entre os apicultores para a produção de própolis e mel.  

 

Figura 1 - Apis mellifera 

 
Fonte: Cassino (1999). 

 

Própolis é o nome genérico para a substância resinosa de composição 

complexa coletada pelas abelhas a partir dos mais heterogêneos tipos de plantas. A 

palavra "própolis" tem derivação do grego: pro- em defesa de, em prol de; e polis - cidade. 

Assim, própolis significa em defesa da cidade, ou seja, da colmeia.  

A própolis é utilizada pela abelha para: 

• Cobrir frestas e rachaduras da colmeia; reduzir as aberturas de acesso, 

evitando a entrada de frio, predadores e visitas indesejáveis;  

• Revestir os alvéolos antes da postura da rainha, mantendo-os livres de 

agentes microbianos e patogênicos;  
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• Embalsamar para mumificar restos de animais dentro da colmeia quando 

são muito grandes ou pesados para serem retirados, evitando assim a contaminação por 

agentes patogênicos e sua putrefação;  

• Revestir internamente toda a colmeia, funcionando também como isolante 

térmico.   

Devido a isso, é de grande interesse o estudo da própolis.  

 

2.2 História da Própolis 

 

A própolis (CAS No. 9009-62-5) se tornou um dos muitos produtos naturais 

utilizados durante pela humanidade durante os séculos, sendo conhecida desde os 

tempos remotos. Seu uso já era descrito pelos assírios, gregos, romanos, incas e 

egípcios. No primeiro texto médico conhecido por "Livro de produção de Medicamentos 

para todas as partes do Corpo Humano", narrado no papiro de Ebers e escrito há cerca 

de 1.700 a.C., se faz menção à própolis como produto medicinal. No antigo Egito (1700 

A.C.; “cera negra”) era utilizada como um dos materiais para embalsamar os mortos 

(“cera negra”) (PEREIRA et al., 2015). 

Já na África do Sul, na guerra ao final do século XIX, a própolis foi amplamente 

utilizada devido às suas propriedades cicatrizantes. Durante a segunda guerra mundial, 

foi empregada em várias clínicas soviéticas. Na antiga URSS, a própolis se destacou 

tanto na medicina humana como na veterinária, com aplicações inclusive no tratamento 

da tuberculose, notando-se a regressão dos problemas pulmonares e recuperação do 

apetite.  

Os gregos a adotaram como cicatrizante interno e externo. Plínio, um famoso 

historiador romano, refere-se à própolis como medicamento capaz de reduzir inchaços e 

aliviar dores. 

Na metade dos anos 80, a própolis tornou-se um produto importante na 

medicina complementar. Atualmente, a própolis é comercializada pela indústria 

farmacêutica como uma medicina alternativa. Desde os anos 80, ela vem sendo 

largamente utilizada em suplementos alimentares e beberagens, como preventivo de 

enfermidades e em aplicações tópicas (PEREIRA et al., 2015). 

 

 



17 

2.3 Características da Própolis 

 

A própolis possui propriedades biológicas valiosas: 

• Antibacteriana; 

• Antioxidante;  

• Anti-ininflamatório;  

• Antineurodegenerativa;  

• Antitumoral;  

• Antifúngica;  

• Antiprotozoária;  

• Antiviral;  

• Hepatoprotetor;  

• Anestésico local;  

• E livre eliminação de radicais. 

A própolis, também conhecida como cola de abelha, no que diz respeito à sua 

coloração, depende de sua procedência (origem botânica), podendo variar desde o verde 

pardo, castanho, marrom claro ou escuro, negro, amarelado. Ela também apresenta um 

odor característico que pode variar de uma amostra para outra. Seu ponto de fusão pode 

variar entre 60 e 70 ºC, e em alguns casos, pode chegar em até 100 ºC (BASTOS, 2010).  

É uma substância rígida, mas quebradiça quando fria e que quando aquecida, 

se torna maleável. Parece interagir de maneira forte com os óleos e proteínas da pele, e 

sua remoção da pele humana é difícil. Possui característica elástica, com consistência 

viscosa, sabor adstringente, acre, por vezes levemente amargo, com cheiro agradável e 

adocicado (BASTOS, 2010). A composição química é altamente complexa e variada. É 

intimamente relacionada com a flora da região visitada pelas abelhas para a coleta de 

material (RODRIGUES, 2017). De forma geral, a composição da própolis consiste em:  

• 50 a 60 % de resinas e bálsamos;  

• 30 a 40% de ceras;   

• 5 a 10 % de óleos essenciais;  

• 5 % de grãos de pólen;  

• microelementos como alumínio, cálcio, estrôncio, ferro, cobre, manganês e 

pequenas quantidades de vitaminas B1, B2, B6, C e E. (LUSTOSA, 2008). 

A própolis é considerada uma das misturas mais heterogêneas encontradas 
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em fontes naturais. Seus mais de 300 constituintes já foram identificados e/ou 

caracterizados em diferentes amostras de própolis. O maior grupo de compostos 

presentes na própolis são os flavonóides, que juntamente com os ácidos carboxílicos 

modificados, são responsáveis pela bioatividade contra vários microorganismos 

patogênicos (ADELMANN, 2005). 

As propriedades biológicas da própolis estão diretamente ligadas à sua 

composição química. Por conta disso, torna-se o maior problema para o uso da própolis 

em fitoterapia, pois a composição química varia com a flora da região, partes da planta, 

e época da colheita, com a técnica empregada, assim como com a espécie da abelha. 

Este conjunto exerce uma enorme importância nas propriedades físicas, químicas e 

biológicas (PEREIRA et al., 2015). 

No Brasil são notadas tanto propriedades biológicas como composição 

química distintas para diferentes amostras coletadas em diferentes partes do país. Essa 

variação é explicada pela grande biodiversidade brasileira, assim como também a 

habilidade bioquímica das abelhas em alterar a composição nativa ou adicionar 

componentes próprios à própolis (PEREIRA et al., 2002). 

Onde observa-se uma menor variação da composição química da própolis é 

nas regiões temperadas do planeta, como, por exemplo, na Europa, onde seus principais 

compostos bioativos são os flavonóides (flavonas, flavonóis e flavanonas). A principal 

fonte botânica das zonas temperadas é exsudato de broto de espécies de Populus e 

seus híbridos (ADELMANN, 2005). Isso é se dá na Europa, América do Norte e regiões 

não tropicais da Ásia e Nova Zelândia, onde espécies introduzidas de álamo são fontes 

botânicas para as abelhas (BANKOVA et al., 2000). 

Nas zonas temperadas do hemisfério norte, as abelhas coletam a própolis 

apenas no verão (incluindo final da primavera e começo do outono - cerca de quatro 

meses) e por isso as variações sazonais na composição da própolis são insignificantes. 

Já no Brasil, a coleta de própolis acontece durante todo o ano, deste modo existe uma 

variação sazonal na composição. Porém, a diminuição em alguns componentes 

biologicamente ativos como os fenólicos são acompanhados pelo aumento de outros, 

por exemplo, ácidos diterpênicos. Desta forma, pode-se esperar que algumas atividades 

biológicas, relacionadas a estes compostos, como antibacteriana e antifúngica, sejam 

similares em diferentes estações do ano (BASTOS, 2010).  

Como já visto, o perfil de moléculas bioativas da própolis bruta varia de acordo 

com alguns aspectos, tais como: sua origem geográfica e botânica, estação do ano, 
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genética das abelhas e fatores ambientais. A qualidade e quantidade da própolis 

coletada depende da diversidade e disponibilidade de plantas, fonte e prazo de coleta, 

técnicas e práticas dos apicultores, bem como a saúde ambiental.  

As armadilhas coletoras especiais colocadas diretamente nas armações e sob 

o telhado, ou nas laterais de uma colmeia, são métodos de colheita comumente usados 

que garantem a extração de própolis sem contaminação. As armadilhas são redes de 

nylon ou plástico com pequenos orifícios que estimulam as abelhas operárias a 

preencher a armadilha de própolis (Figura 2). A própolis coletada é removida das redes 

congeladas flexionando-as ou escovando-as. A matéria-prima é geralmente moída, 

peneirada e extraída usando solventes como etanol (EtOH), glicol ou água. 

O perfil químico dos extratos de própolis também dependerá do tipo de 

solvente de extração, proporção de solvente e procedimentos de extração. 

 

Figura 2 - Dois tipos de armadilhas coletoras e própolis bruta 
colhida. 

 
    Fonte: Molecules (2021). 
 
 
 
 

 

2.4 Tipos de própolis e moléculas-chave  

 

O tipo de própolis mais abundante na Europa, Ásia e América do Norte é a 

própolis de álamo, com origem vegetal de Populus spp., principalmente P. nigra L. A 

própolis de álamo é rica em flavonas, flavanonas, ácidos fenólicos e seus ésteres. A 

própolis de bétula da Rússia também é rica em flavonas e flavonóis, mas de um tipo 

diferente da própolis de álamo. Nas áreas tropicais, o principal recurso para a própolis 

verde do Brasil é Baccharis spp., especialmente B. dracunculifolia. 
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Este tipo é rico em diterpenóides e fenilpropanóides prenilados, como artepillin 

C (ácido 3,5-diprenil-4- hidroxicinâmico; (1) e éster alílico do ácido 3-prenilcinâmico (2), 

que são usados como marcadoresde própolis verde (Figura 3). A própolis vermelha 

brasileira é caracterizada pela isoflavona formononetina (3) e isoliquiritigenina (4) (Figura 

3). A própolis vermelha cubana é rica em benzofenonas poliisopreniladas como a 

nemorosona (5a,b) (Figura 3).  

 
Figura 3 - Estruturas moleculares de marcadores representativos  da 
própolis brasileira e cubana: ácido 3,5-diprenil 4-hidroxicinâmico (1), 
éster alílico do ácido 3-prenilcinâmico (2), formononetina (3), 
isoliquiritigenina (4), nemorosona (5a, b). 

 
Fonte: Molecules (2021) 
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Figura 4 – Composto fenólicos da própolis brasileira com atividade 
antimicrobiana 

 

Fonte: Marcucci et al. (2001). 

 

Marcucci et al. (2001) isolaram e identificaram quatro compostos da própolis 

brasileira, conforme a Figura 4: (1) ácido 3- prenil-4- hidroxicinâmico (PHCA), (2) 2,2-

dimetil-6-carboxietenil-2H-1-benzopirano (DCBEN), (3) ácido 3,5-diprenil-4-

hidroxicinâmico (DHCA), e (4) 2,2-dimetil-6-carboxietenil-8-prenil-2H-1-benzopiran 

(DPB). Todos os compostos foram testados contra Trypanosoma cruzie e as bactérias 

Escherichia coli, Pseudomonas aeruginosa, Staphylococcus aureus e Streptococcus 

faecalis. Os compostos de (1) a (3) foram ativos contra Trypanosoma cruzie e com 

exceção do composto (1), todos os compostos apresentaram atividade contra as 

bactérias testadas. 

A geoprópolis é um tipo ligeiramente diferente de cola de abelha, uma mistura 

de resinas, cera, argila ou solo. Santos et al. (2007) determinaram polifenóis, flavanonas, 

terpenóides, mas também derivados di- e trigalloil e fenilpropanóide heterosídeo em 

extratos hidroetanólicos de geoprópolis, enquanto os principais compostos fenólicos da 

geoprópolis do Brasil foram o ácido gálico (6) e elágico (7). (Figura 5). 
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Figura 5 - Estruturas moleculares de marcadores representativos 
da geoprópolis brasileira: ácido gálico (6), ácido elágico (7). 

 
Fonte: Molecules (2021). 

 

Os flavonóides mais abundantes encontrados em amostras de própolis da Itália 

foram crisina (8), galangina (9), pinocembrina (10) e pinobanksin-3O-acetato (11). Os 

ácidos fenólicos mais representativos foram o ácido cafeico (12), ácido p-cumárico (13) 

e ácido ferúlico (14), assim como seus derivados, ácido 3,4-dimetoxicafeico (15); e ácido 

cafeico prenil (16), benzil (17), feniletílico (18; CAPE) e cinamílico (19) ésteres (Figura 

5). Este tipo de conteúdo de polifenóis é típico da própolis de álamo. 

 

Figura 6 - Estruturas moleculares de marcadores representativos de 
própolis de álamo: crisina (8), galangina (9), pinocembrina (10), 
pinobanksin-3O-acetato (11), ácido cafeico (12), ácido p-cumárico (13), 
ferúlico ácido (14), ácido 3,4-dimetoxicafeico (15; DMCA), ácido cafeico 
prenil (16), benzil (17), feniletil (18; CAPE), ésteres de cinamílico (19).  

 
Fonte: Molecules (2021). 

 

Devido a tantos tipos de própolis com diferentes moléculas bioativas, Bankova 

(2005) propôs a padronização de acordo com a origem botânica e o perfil químico 
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correspondente. Para própolis do tipo álamo, marcadores representativos mencionados 

anteriormente podem ser usados para identificação e padronização do extrato de 

própolis do tipo álamo. A presença de marcadores em concentrações relevantes deve 

ser usada apenas para padronização e não como medida direta de atividade, pois é 

impossível atribuir a atividade de uma mistura complexa a poucos componentes. 

Os polifenóis são metabólitos secundários de plantas com um papel essencial 

na resposta a estressores bióticos (patógenos de plantas, herbívoros) e condições de 

estresse abiótico, como seca e frio. Com base em sua estrutura molecular, eles podem 

ser divididos em flavonóides e não flavonóides. Flavona crisina, flavonol galangina e 

flavanona pinocembrina são flavonóides, enquanto os não flavonoides mais abundantes 

são ácidos fenólicos subdivididos em derivados do ácido benzóico, como ácido gálico (6) 

(Figura 3), ácido protocatecuico (20) (Figura 6) e derivados de ácido cinâmico: ácidos 

cafeico (12), p-cumárico (13) e ferúlico (14) (Figura 4). 

 

Figura 7 - Estruturas moleculares do ácido protocatecuico (20) e 
do kaempferol (21). 

 
Fonte: Molecules (2021). 

 

Os compostos fenólicos são substâncias que apresentam um anel aromático 

no qual ao menos um hidrogênio é substituído por um grupo hidroxila. Os flavonoides 

são uma das classes de compostos fenólicos e possuem uma estrutura básica 

constituída de 15 átomos de carbono dispostos em uma configuração C6-C3-C6, onde 

os dois anéis C6 são aromáticos (anéis A e B) e são conectados por uma ponte de três 

carbonos que geralmente possuem um átomo de oxigênio (anel C) (Figura 8). 

 

 

 

 

 



24 

Figura 8 - Estrutura básica dos flavonoides 

 
Fonte: Buriol, 2008. 
 
 

Figura 9 - Flavonoides encontrados na própolis 

 
Fonte: Buriol, 2008. 

 

Os flavonoides pinocembrina, apigenina, galangina, crisina, quercetina e 

kaempferol sao comumente encontrados na própolis (Figura 9).  

Os ácidos fenólicos também pertencem ao grupo dos compostos fenólicos e 

são caracterizados por possuir um anel benzênico, um grupamento carboxílico e um ou 

mais grupamentos hidroxilas e/ou metoxila na molecula. Eles são divididos formalmente 

em derivados do ácido benzóico (Tabela 1), como o ácido gálico e derivados do ácido 

cinâmico (Tabela 2) como o ácido p-cumarico. Os ácidos fenólicos possuem atividade 

antioxidante. Essa atividade antioxidante e geralmente determinada pelo número de 

hidroxilas presentes na molécula e também com a proximidade do grupo -CO2H com o 

grupo fenil. Quanto mais próximo esse grupo estiver do grupo fenil maior será a 

capacidade antioxidante do grupo hidroxila na posição meta.  
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Tabela 1 – Principais ácidos fenólicos derivados 
do ácido benzóico 

 
Fonte: Buriol, 2008. 

 
Tabela 2 – Principais ácidos fenólicos derivados 
do ácido benzóico 

 
Fonte: Buriol, 2008. 

 

Recentemente a própolis brasileira foi classificada em 12 tipos (Tabela 3) de 

acordo com a composição química e as atividades biológicas. Cinco tipos são 

provenientes da região sul, um proveniente do sudeste e centro-oeste, e seis 

provenientes do nordeste. Os tipos que apresentaram melhor atividade microbiana foram 

G3, G6 e G12. Um novo tipo de própolis proveniente da região de mangue do estado do 

Alagoas, cuja origem botânica e a leguminosa Dalbergia ecastophyllum, conhecida 

popularmente como rabo de bugio devido a sua coloração vermelha intensa, foi 

classificada como 13° tipo de própolis brasileira e vem demonstrando várias atividades 

biológicas. Essa classificação é constantemente atualizada conforme estudos identificam 

novos tipos de própolis.  
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Tabela 3 – Classificação das própolis brasileiras de Abelhas 
Apismellifera segundo Yong Park 

 

 

2.5 Atividade da própolis 

 

2.5.1 Atividade Antioxidante  

 

A atividade antioxidante é um parâmetro utilizado separadamente ou em 

conjunto com outros para caracterizar diferentes materiais biológicos. Esta atividade está 

relacionada com compostos capazes de proteger um sistema biológico contra os efeitos 

danosos de processos ou reações que causam oxidação excessiva (ADELMANN, 2005). 

Pesquisas relacionadas com própolis tem se mostrado muito importantes 

devido seu amplo espectro de efeitos, incluindo suas propriedades antioxidantes e 

antimicrobianas, antivirais e anti-inflamatórias (PEREIRA, 2015).  

A ocorrência de diversas doenças está relacionada a aumentos nos níveis de 

radicais livres em nosso organismo, tais como: doenças cardiovasculares; doenças 

reumáticas; doenças neurológicas; doenças psiquiátricas; envelhecimento precoce; 

neoplasias; osteoporose; diabetes e inflamação (PEREIRA, 2015).  

Além dos polifenóis, a própolis contém uma extensa gama de outros 

compostos com a propriedade de remover esses radicais livres em excesso de nosso 

organismo (MARQUELE et al., 2005). Diversos grupos de pesquisadores têm relatado 
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essa propriedade da própolis, e muitos deles chegaram a isolar diversos compostos que 

seriam os responsáveis por essa propriedade antioxidativa. Estes grupos de 

pesquisadores são unânimes em atribuir aos flavonóides, principalmente ao éster 

fenólico do ácido caféico, esta propriedade farmacológica.  

 

2.5.2 Ação Anti-Inflamatória  

 

Algumas substâncias conhecidas por sua capacidade de inibir a inflamação 

como ácido salicílico, apigenina, ácido felúrico e galangina, foram identificadas na 

própolis por Krol et al. (1996).  

Mirzoeva e Calder (1996) indicararam ácido cafeico, quercetina e narigenina, 

como principais responsáveis pela propriedade anti-inflamatória. Observaram, 

supressão de prostaglandinas e leucotrienos de macrófagos peritoniais de ratos, após 

peritonite aguda induzida.  

A própolis possui propriedades anti-inflamatórias que foram descritas 

principalmente contra doenças do sistema muscular articular e outros tipos de 

inflamações, infecções, reumatismos e torções (PEREIRA, 2015).  

 

2.5.3 Atividade Antibiótica  

 

No Brasil, a diversidade de plantas medicinais utilizadas como forma 

alternativa, tem estimulado os estudos para o isolamento de seus princípios ativos e isto 

tem comprovado as atividades antimicrobianas relatadas (PEREIRA, 2015).  

As características fitoterápicas da maioria das plantas medicinais estão 

relacionadas ao controle de processos inflamatórios e micoses.  

A primeira publicação nacional sobre a atividade biológica da própolis tratou 

de um estudo comparativo do efeito do extrato de própolis e antibióticos na inibição da 

bactéria Gram-positiva Staphylococcus aureus (ADELMANN, 2005).  

A ação antibiótica da própolis tem sido amplamente investigada e depende do 

solvente utilizado para preparar o extrato, sendo que ao mais utilizados são os extratos 

etanólicos de própolis (PEREIRA, 2015).  

Alguns pesquisadores relatam a viabilidade do extrato oleoso de própolis que 

foi capaz de extrair substâncias bioativas responsáveis por atividade antibiótica e 

citotóxica e que conserva as características organolépticas da própolis (PEREIRA, 
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2015).  

Uma técnica de higienização alternativa dos alimentos pode envolver o uso 

da própolis. De fato, este produto tem chamado atenção nos últimos anos com sua 

provável utilidade na indústria alimentícia, bebidas e suplementos nutricionais, já que 

tem apresentado potencial tanto bacteriostático quanto bactericida (PEREIRA, 2015).  

De acordo com alguns pesquisadores, a própolis possui ação sinérgica de 

seus componentes bastante relevante, podendo se constituir como alternativa 

terapêutica para a resistência microbiana, porém dependente de sua composição 

(PEREIRA, 2015). 

  

Tabela 4 - Listagem de microrganismos de importância sanitária e 
econômica que se apresentaram susceptíveis aos efeitos de tratamentos 
realizados com extratos de própolis 
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                Fonte: Pereira et al., 2015. 

 

Na Tabela 4 e 5 são listadas algumas espécies de microrganismos de 

importância econômica para os reinos vegetal e animal, citados em artigos científicos 

como susceptíveis à ação antibiótica de extratos de própolis de diferentes regiões do 

globo.  

 

Tabela 5 - Listagem de microrganismos de importância sanitária e 
econômica que se apresentaram susceptíveis aos efeitos de tratamentos 
realizados com extratos de própolis (continuação) 
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                Fonte: Pereira et al., 2015. 

 

 

 

2.6 Mercado 

 

Em 2020, a própolis no Brasil teve uma grande valorização em decorrência 

da demanda crescente para todos os tipos de própolis, o que provavelmente teve relação 

com a crença de que os produtos à base de própolis podem ajudar no tratamento da 

COVID 19. A exportação cresceu cerca de 30% desde 2019, no início da pandemia. 

A partir disso, a produção de própolis no estado de Minas Gerais foi estimada 

entre 80 e 100 toneladas por ano, correspondendo a 90% da produção nacional. 

Também houve um aumento da procura por própolis no mercado nacional. Somente 

considerando o estado de Minas Gerais, o aumento girou em torno de 30%, e ao 

observar a região Nordeste, o aumento chegou a ficar entre 250 e 300%. A raspa da 

própolis passou de R$ 70,00 para R$ 250,00. 

O mercado global de própolis foi avaliado em 607,10 milhões de dólares em 

2020 e deve registrar uma taxa de crescimento 5,48% durante os anos de 2021 a 2026. 

A própolis da Região Sudeste do Brasil é a própolis mais bem cotada no 

mercado internacional, principalmente a própolis verde cuja origem botânica é a planta 

Baccharis dracunculifolia, conhecida popularmente como alecrim-do-campo. Os 
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principais componentes da própolis verde são os fenilpropanóides prenilados, que são 

ácidos fenólicos contendo um grupo prenila. Essas substâncias são formadas a partir do 

ácido cinâmico e seus derivados (ácidos p-cumárico, caféico, fenílico e sinápico), como 

a artepillin C (acido 3,5-diprenil-4- hidroxicinâmico), marcador químico da própolis verde, 

sendo a substância majoritária.  

No Brasil a própolis é comercializada principalmente sobre a forma de extratos 

alcoólicos e aquosos e são encontrados mais comumente extratos da própolis verde (de 

maior valor comercial) e outros sem denominações. Os produtos apícolas são 

registrados no Ministério da Agricultura, Pecuária e Abastecimento (MAPA) e 

apresentam legislações específicas. Para assegurar a qualidade da própolis tanto na 

forma bruta quanto na forma de extrato utilizam-se as normas do Regulamento Técnico 

de Identidade e Qualidade da Própolis.  

 

2.8 Extração 

 

2.8.1 Métodos de análise de extratos de própolis  

 

Nas análises corriqueiras de controle de qualidade, os flavonóides totais 

expressos em quercetina têm sido usualmente identificados por espectrofotometria no 

UV através da reação com o cloreto de alumínio. Esta técnica para a identificação de 

flavonóides totais em própolis (Savi et al., 2017) foi adaptada das análises de flavonóides 

em plantas, onde normalmente se encontra a quercetina. Estas substâncias absorvem 

radiação eletromagnética na faixa do ultravioleta (UV) e do visível. O uso do complexante 

cloreto de alumínio (AlCl3) no diagnóstico da presença de alguns grupamentos químicos 

foi feito pela primeira vez empregando-se antocianinas. Trata-se de um pigmento cuja 

estrutura química pertence ao grupo dos flavonóides, encontrado principalmente em 

flores, mas muitas vezes, também, em frutos, com uma coloração de vermelho a azul, 

com variações intermediárias. O cátion alumínio forma complexos estáveis com os 

flavonóides em metanol, ocorrendo na análise espectrofotométrica um desvio para 

maiores comprimentos de ondas e uma intensificação da absorção. Desta maneira, é 

possível determinar a quantidade de flavonóides, impedindo-se a interferência das outras 

substâncias fenólicas, principalmente os ácidos fenólicos presentes na própolis. A leitura 

é feita em espectrofotômetro a 425 nm, utilizando-se uma solução de cloreto de alumínio. 

Nestas condições o complexo Flavonóide-Alumínio absorve em comprimentos de ondas 
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maiores do que o flavonóide sem a presença do complexante.  

Aspectos como qualidade e composição dos produtos fitoterápicos estão 

fundamentalmente relacionados com a técnica de extração empregada na preparação 

dos extratos de produtos naturais. O procedimento de extração é determinado pela 

família de compostos a ser extraída e se o objetivo é quantitativo ou qualitativo. 

Compostos polares como os ácidos fenólicos são geralmente extraídos utilizando água, 

etanol ou uma mistura de água e etanol (OLIVEIRA, 2010). 

A extração de substâncias pode ser realizada de diferentes maneiras, a qual 

envolve normalmente uma extração simples, quando a amostra é deixada em contato 

com o solvente a frio por um tempo determinado, com ou sem agitação, ou por uma 

extração exaustiva, que utiliza um aparelho com solvente aquecido, passando 

continuamente através da amostra (PEREIRA, 2008). 

A extração de substâncias biologicamente ativas pode ser realizada através 

de técnicas convencionais de extração como a maceração e a extração Soxhlet. Nestas 

extrações são utilizados diversos tipos de solventes como álcoois metílico, etílico e 

propílico; hexano; clorofórmio; acetato de etila; acetona; entre outros. Estas técnicas são 

comumente aplicadas nas indústrias química, farmacêutica e de alimentos para a 

produção de extratos diversos. 

A maneira mais comum para se extrair os princípios ativos da própolis bruta é 

por extração simples, conhecida como maceração. O tempo de contato da própolis bruta 

com o solvente pode variar de semanas a meses, com ou sem agitação, à temperatura 

ambiente ou não. 

Na literatura são reportadas diferentes técnicas de extração para a obtenção 

de extratos de própolis, como a extração soxhlet e maceração, sendo que esta última é 

a técnica mais utilizada. Os procedimentos adotados em cada trabalho visam objetivos 

diferentes, tais como avaliação de atividades biológicas, de rendimento, de origem 

botânica entre outros. 

Cunha et al. (2004) avaliaram os fatores que influenciam no rendimento e 

composição dos extratos de própolis verde da região sudeste do Brasil. A maceração foi 

realizada utilizando etanol absoluto e diluído a 70 %, 50 % e 30 % (v/v) com água 

destilada, além de álcool comercial de cereais (96º GL), por períodos de 7, 10, 20 e 30 

dias, com e sem luz. Na extração soxhlet foi utilizado etanol absoluto e água destilada 

como solventes por um período de 24 h a 60 °C. O rendimento do extrato de própolis 

aumentou com o conteúdo etanólico no solvente sendo que, este aumento estabilizou 
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usando solventes com 70 % ou mais de etanol. O uso da extração soxhlet diminuiu o 

tempo de extração e aumentou o rendimento. 

Park e Ikegaki (1998) obtiveram extratos de própolis do estado de Minas 

Gerais no Brasil através da maceração, utilizando misturas de água destilada e etanol 

contendo de 0 a 95% (v/v) de etanol, com agitação a 70 °C por 30 min. Os extratos foram 

avaliados em termos de atividade antioxidante, antimicrobiana e inibição da atividade da 

hialuronidase. Os extratos obtidos com 60 a 80 % de etanol apresentaram os melhores 

resultados de atividade antioxidante e antimicrobiana. 

Sforcin et al. (2000) utilizaram a maceração de 30 g de própolis em 100 mL 

de álcool etílico 95° GL, com agitação moderada, à temperatura ambiente, por uma 

semana. Os extratos foram utilizados para avaliar o efeito da sazonalidade na atividade 

antibacteriana da própolis brasileira.  

Kumazawa et al. (2004) utilizaram a maceração com etanol absoluto à 

temperatura ambiente por um período de 24 h para obter EEP de várias origens 

geográficas. Os extratos foram avaliados em termos de atividade antioxidante, conteúdo 

de fenólicos totais e flavonoides. 

Nagai et al. (2003) obtiveram extratos aquosos de própolis brasileira através 

de maceração de 50 g de própolis com 5 volumes de água destilada, com agitação a 20 

°C por 24 horas. Foram determinados a atividade antioxidante e o efeito contra os 

radicais livre ânion superóxido, hidroxil e DPPH dos extratos obtidos.  

Park et al. (2002) extraíram 2 g de própolis com 15 mL de etanol 80 % (v/v), a 

70 °C por 30 min. e sob agitação constante para obter EEP do sul do Brasil, Argentina e 

Uruguai. Os extratos foram utilizados para determinar evidências fitoquímicas da origem 

vegetal das própolis analisadas.  

Banskota et al. (2000) extraíram própolis de diversas origens com água a 80 

°C por 3h. Após a filtração o filtrado foi liofilizado resultando no extrato aquoso e o resíduo 

foi novamente extraído com metanol em refluxo por 3 h para obter o extrato metanólico. 

Os extratos foram utilizados para determinar a atividade sequestrante do radical DPPH, 

atividade citotóxica e hepatoprotectiva. 

Novas formas de extração foram examinadas. Maceração e a extração 

Soxhlet estão entre os métodos tradicionais utilizados durante a extração de algum 

composto encontrado em própolis. Uma vez que a aplicação de métodos tradicionais de 

extração possui algumas propriedades como tempo de extração, alto custo de extração, 

grande quantidade de evaporação do solvente, necessidade de alta temperatura de 
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aplicação e instabilidade de alguns compostos (compostos aromáticos), novos métodos 

mais promissores têm sido propostos. 

Essas novas aplicações incluem extração de fluido supercrítico, extração 

assistida por ultrassom, extração assistida por alta pressão e aplicações de extração 

assistida por micro-ondas. A maioria desses métodos de extração apresenta vantagens 

promissoras, como encurtar o longo tempo de extração, diminuir o custo de produção, 

evitar evaporação excessiva de solventes e permitir a estabilidade de compostos 

afetados por temperaturas. Desta forma, importantes compostos de própolis (compostos 

fenólicos) tornam-se estáveis durante o processamento e se observa os efeitos positivos 

na saúde humana (antioxidantes, propriedades antimicrobianas e antivirais). 

A maceração é o método mais antigo usado para extração de compostos 

ativos de materiais vegetais usando diferentes líquidos de imersão.  

As extrações assistidas por ultrassom são brevemente realizadas com base 

nos efeitos mecânicos da cavitação. O método de extração assistida por micro-ondas é 

realizado brevemente aquecendo o solvente com o efeito do calor e a aderência do 

material extraível ao solvente. Alguns pesquisadores determinaram que este método 

reduz o tempo de extração graças ao rápido aquecimento do solvente. Além disso, a 

extração assistida por micro-ondas reduziu significativamente o tempo de extração em 

comparação com a extração assistida por ultrassom e maceração. No entanto, a 

aplicação ultrassônica é realizada com menos calor do que a de micro-ondas, uma vez 

que fornece uma grande quantidade de energia na forma de estado térmico final. 

Trusheva e coautores relataram que extrações assistidas por ultrassom e micro-ondas 

encurtam significativamente o tempo de extração em comparação com os métodos 

tradicionais de extração, proporcionando uma menor quantidade de custo de energia e 

permitiu o uso de menos solvente nas extrações. No mesmo estudo, obtiveram 

resultados bem-sucedidos relacionados à extração de própolis com extração assistida 

por ultrassom por 30 minutos. Em outros estudos, os efeitos dessas técnicas foram 

avaliadas, levando a resultados diferentes. Assim, a avaliação de diferentes métodos de 

extração em diferentes condições e solventes usados são necessários para maximizar 

os compostos bioativos de própolis. A avaliação desses métodos foi em diferentes 

condições e seus efeitos sobre a própolis são requeridos. 

A extração assistida por ultrassom uma técnica inovadora, considerada 

“tecnologia limpa” que ganhou interesse nos últimos anos devido às suas excelentes 

vantagens em comparação com as técnicas convencionais, incluindo o uso de baixos 
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volumes de solvente, tempos de extração curtos, poucos requisitos instrumentais e 

baixos impactos econômicos e ambientais. Essa técnica emprega ondas ultrassônicas, 

que apresentam frequências entre 20 kHz e 10 MHz, encontrado entre as ondas audíveis 

e as faixas de micro-ondas. Dentro da faixa de ultrassom, duas regiões podem ser 

encontradas, a saber: (i) ultrassom de potência (20-100 kHz), caracterizada por alta 

intensidade, utilizada para aplicações de extração e processamento; e (ii) sinal ou 

ultrassom-diagnóstico (100 kHz-10 MHz), empregado como técnica de diagnóstico 

clínico, e para controle e avaliação de qualidade. 

Se trata de uma técnica de extração rápida e eficaz que usa ultrassom para 

gerar movimento rápido de solventes, resultando em uma maior velocidade de 

transferência de massa, bem como aceleração da extração. Comparado a outras 

técnicas avançadas de extração, as extrações por ultrassom são mais econômicas, 

ecologicamente correto e conveniente (TENG et al., 2016). As declarações foram 

apoiadas por Boateng & Lee, 2013 onde é relatado que as extrações por ultrassom são 

uma técnica simples e rápida, que consome menos energia, tempo e materiais, 

produzindo assim produtos mais puros com maiores rendimentos (BOATENG; LEE, 

2013).  

Essa técnica pode ser realizada sob baixa temperatura de operação onde 

pode evitar danos térmicos aos extratos e preserva as propriedades dos compostos 

bioativos em termos de sua estrutura e molécula, assim são vistos como uma opção ideal 

para a indústria de óleo comestível (TIAN et al., 2013). Também não impedem o calor 

danos em compostos bioativos, mas também evita danos em materiais vegetais (YANG 

et al., 2017). Pode ser aplicado em duas técnicas diferentes, usando um banho 

ultrassônico ou um transdutor de chifre ultrassônico. Banho ultrassônico que foi equipado 

com um dispositivo de temperatura controlada que ajudou na recuperação de compostos 

termossensíveis, incluindo óleos essenciais (FUAD & DOM, 2016). 

Existem duas formas de irradiação ultrassônica que são o contato direto ou 

indireto com a amostra. Contato indireto significa que o contato acontece através das 

paredes da amostra, como sistema de banho ultrassônico. O sistema de contato direto 

é mais eficaz no processo de extração, pois pode alimentar até 100 vezes melhor do que 

o contato indireto ou banho ultrassônico (MEDINA-TORRES et al., 2017). 

Recentemente, tem havido muitos relatos sobre a aplicação de ultrassom na 

extração de traços compostos orgânicos do solo, tecidos animais e vegetais (TENG et 

al., 2016). Além disso, a extração por ultrassom também está bem reconhecida por exibir 
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grandes efeitos sobre a taxa de vários processos de extração em alimentos, produtos 

farmacêuticos e indústrias cosméticas (YANG et al., 2017). 

As vantagens do uso de extração por ultrassom são a facilidade de manuseio, 

segurança em termos de pressão atmosférica e temperatura ambiente, uso moderado 

de solvente (MEDINA-TORRES et al., 2017). Também pode ser operado em temperatura 

moderada, o que é adequado para compostos sensíveis ao calor (ILGHAMI et al., 2015). 

Em contraste, as desvantagens do ultrassom são a necessidade de etapa de filtração e 

possível degradação de compostos em altas freqüências. 

 
2.9 Processo de extração assistido por ultrassom. 

 

Extração assistida por ultrassom baseia-se no princípio do ultrassom de 

cavitação acústica que induz através de uma série de ondas de compressão e rarefação 

nas moléculas do meio através do qual é capaz de danificar as paredes celulares da 

matriz vegetal, além de favorecer a liberação de compostos bioativos (MEDINA-

TORRES et al., 2017). Durante a sonicação, a cavitação acústica produz bolhas de 

cavitação que provocam a quebra da parede celular da planta e, eventualmente, permite 

fácil percolação do solvente no material extraível (BOATENG; LEE, 2013).   

Em detalhes, o uso de ultrassom ou sonicação é quebrar as membranas 

celulares que tem a vantagem de reduzir consideravelmente o tempo de extração e 

aumentando o rendimento extraído. A aplicação do ultrassom rompe a estrutura da 

parede celular e aumenta a difusão através das membranas; assim, a célula sofre quebra 

e portanto, facilita a liberação do conteúdo celular (FALLEH et al., 2012). As bolhas de 

cavitação se formarão em alta potência suficiente para que o ciclo de rarefação possa 

exceder as forças atrativas das moléculas de o líquido.  Essas bolhas crescem sob um 

processo conhecido como difusão retificada, ou seja, pequenas quantidades de vapor 

(ou gás) do meio entra na bolha durante sua fase de expansão e durante compressão, 

não é totalmente expelido. É o destino dessas bolhas quando elas desmoronam em 

sucesso ciclos de compressão que geram energia. As bolhas simétricas são criadas de 

forma homogênea, e seu colapso no líquido a granel também são simétricos, levando a 

pontos quentes localizados (~5000 K e ~2000 atm). As bolhas assimétricas cavitam de 

forma heterogênea na mistura. O colapso das bolhas é assimétrico, resultando em jatos 

de velocidade extremamente alta de solvente direcionado ao material vegetal e é isso 

que torna a extração tão eficaz. Assim que uma bolha colapsa perto de uma superfície 
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que pode ser a parede do vaso, partículas de ervas ou qualquer material em suspensão 

no líquido, que a bolha se deforma tomando uma forma de rosquinha, ou seja, o colapso 

é assimétrico e forma um jato de alta velocidade, impactando a parede com o potencial 

de varrer as partículas da superfície ou realmente causar danos reais.  

Esta é uma das principais razões pelas quais o ultrassom é muito eficaz para 

a limpeza de superfície. Durante a sonicação de um material vegetal em um solvente, os 

sólidos suspensos promovem o colapso assimétrico da bolha que gera jatos de solvente 

em direção às partículas de ervas que tornam a extração deles mais eficiente. O colapso 

assimétrico da bolha é o parâmetro chave da extração assistida por ultraasom e, como 

em muitos processos ultrassônicos, a potência acústica aplicada deve ser grande o 

suficiente para superar o limiar de cavitação (MASON et al., 2017). 

Além disso, os ultrassons também utilizam um efeito mecânico que promove 

uma melhor penetração de solvente na matriz da amostra, permitindo assim maiores 

taxas de difusão através da parede celular (FUAD; DOM, 2016). 

Durante o processo da extração por ultrassom, o solvente será contatado 

pelos solutos ou pelas amostras. Então a eficiência da extração é influenciada pelo 

tempo de interação das duas fases. Existem duas fases que são a etapa de “lavagem” e 

a “extração lenta”. A primeira fase, etapa de “lavagem” é operada nos primeiros 10-20 

minutos de extração, onde a superfície da matriz que contém o dissolvido de componente 

solúvel será realizada e cerca de 90% da extração pode ser feita nesta fase, sendo 

assim, a taxa de extração rápida. A segunda fase chamada de “extração lenta”, onde o 

processo de difusão ocorre dentro de 60-100 minutos à medida que a transferência de 

massa do soluto da matriz se difunde para o solvente (MEDINA-TORRES et al., 2017). 

Com base nos estudos anteriores, muitos pesquisadores concluíram que o 

tempo de extração é em torno de 30 minutos durante o processo de extração por 

ultrassom (BOATENG; LEE, 2013). Também relatou que algumas pesquisas obteve o 

tempo de extração ideal superior a 30 minutos (ZHOU et al., 2017). 

No pico da extração, os extratos são maiores devido ao craqueamento 

totalmente completo das células devido aos efeitos da cavitação acústica durante a fase 

inicial de extração, o que pode causar uma melhor penetração do solvente nas células e 

facilitam a liberação de óleo de dentro das células para o solvente exterior (FUAD; DON, 

2016). Além disso, o rendimento da produção aumentou à medida que o tempo de 

extração aumentou porque um tempo mais longo dará à onda de ultrassom mais tempo 

para romper as paredes celulares e liberar o conteúdo celular (LI et al., 2016). No 
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entanto, em determinado ponto do tempo de extração, o rendimento de extração será 

constante ou declinado, pois o sistema está em estado de equilíbrio a partir deste ponto 

em diante. Como está nesse estado, o óleo começa a ser reabsorvido, o que diminui o 

rendimento (BUDDIN et al., 2018). Além disso, o tempo de extração prolongado pode 

aumentar as chances de decomposição das amostras e também aumentar 

potencialmente a perda de solvente por vaporização, que pode afetar diretamente a 

perda de transferência de massa durante a extração (YANG et al., 2017). Portanto, mais 

tempo de extração pode dar um resultado negativo e resultados desnecessários uma 

vez que o rendimento máximo de extração foi alcançado. 

Temperatura: A temperatura é um dos principais fatores envolvidos no 

processo de extração por ultrassom. Há também muitas pesquisas que vinham sendo 

feitas usando este parâmetro como fator para produzir maior rendimento da Extração. A 

maioria das pesquisas relatou que a temperatura ideal está entre 30℃ a 50℃ para obter 

um maior rendimento (YANG et al., 2017).  A temperatura exata depende dos materiais 

usados na extração. 

O rendimento de extração aumentou quando a temperatura de extração foi 

aumentada. Uma temperatura mais alta de ultrassom pode levar a um maior coeficiente 

de difusão dos compostos desejados e melhorar a solubilidade dos compostos no 

solvente (ZHOU et al., 2017). 

Em contraste, uma temperatura muito elevada causa a redução do rendimento 

devido ao efeito de amortecimento, o que significa que a pressão de vapor em 

temperaturas elevadas facilitou na formação de bolhas cheias de vapor e, como 

resultado, a implosão dessas bolhas foi amortecida. O efeito de cavitação é conhecido 

por ser menos eficiente em alta temperatura de extração, portanto, isso 

significativamente reduziu o rendimento (BUDDIN et al., 2018).  Além disso, 

temperaturas excessivamente altas podem às vezes degradar compostos bioativos nos 

extratos, o que diminui o rendimento de antioxidantes (ZHOU et al., 2017). Assim, 

acabaria por fazer com que cavitação do ultrassom ser menos eficiente (FUAD; DON, 

2016). 

Durante a sonicação de um material vegetal em um solvente, os sólidos 

suspensos promovem o colapso assimétrico da bolha que gera jatos de solvente em 

direção às partículas que tornam a extração mais eficiente. O colapso assimétrico da 

bolha é o parâmetro-chave da extração assistida por ultrassom e, como em muitos 

processos ultrassônicos, a potência acústica aplicada deve ser grande o suficiente para 
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superar o limiar de cavitação (MASON et al., 2017).  

Além disso, os ultrassons também utilizam um efeito mecânico que promove 

uma melhor penetração de solvente na matriz da amostra, permitindo assim maiores 

taxas de difusão através da parede celular (FUAD; DON, 2016). 
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3 METODOLOGIA 

 

3.1 Tipo de estudo 

 

Inicialmente foi realizado um levantamento bibliográfico através de meios 

impressos e eletrônicos sobre métodos utilizados para realizar a extração de própolis. A 

finalidade principal desta etapa era obter um conhecimento prévio sobre esses métodos, 

saber quais eram mais viáveis no que diz respeito à sua implementação, levando em 

consideração também a questão econômica. 

Optou-se por um estudo de caso para aprofundar o conhecimento sobre as 

técnicas utilizadas para a realização da extração de própolis. Esse estudo constitui um 

passo inicial ou uma base de dados para pesquisas comparativas subsequentes e 

construção de teorias. O enfoque principal é interpretar os dados obtidos num esforço 

de usar os dados para avaliar o mérito das técnicas estudadas. 

A pesquisa pode ser considerada como uma pesquisa tanto exploratória como 

descritiva. De acordo com Gil (2008), as pesquisas exploratórias têm como finalidade 

principal, esclarecer e modificar conceitos e ideias. São pesquisas que habitualmente 

envolvem levantamento bibliográfico, documental e estudo de caso. Já as pesquisas 

descritivas, se caracterizam por ter o objetivo primordial de descrever determinada 

população, fenômeno ou ainda relações entre variáveis. 

Sob a forma de abordagem do problema, pode-se dizer que se caracteriza 

como uma pesquisa qualitativa e quantitativa, pois direciona para critérios numéricos 

além de se aprofundar nos fenômenos que ocorrem em determinado tempo e lugar.  

Segundo Prodanov e Freitas (2013), a pesquisa qualitativa não requer o uso 

de métodos estatísticos, como a quantitativa, pois é a interpretação de fenômenos e a 

atribuição de significados no processo, atuando na coleta de dados no ambiente natural 

e focando na abordagem. 

Quanto à natureza, se trata de uma pesquisa aplicada, pois objetiva a geração 

de conhecimentos para a aplicação prática e dirigidos à solução de problemas 

específicos. Envolvendo assim, verdades e interesses locais. 

O método científico mais adequado ao trabalho, é o método comparativo. 

Segundo Fachin (2001) o método comparativo se consiste em investigar coisas ou fatos 

e explicá-los segundo suas semelhanças e suas diferenças. Permite a análise de dados 

concretos e a dedução de semelhanças e divergências de elementos constantes, 
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abstratos e gerais, propiciando investigações de caráter indireto. Assim, o presente 

trabalho faz as comparações com os resultados obtidos a partir do método já largamente 

utilizado, a maceração, com o método inovador, o ultrassom.  

 

3.2 Local do estudo  

 

O presente trabalho foi fundamentado na coleta de dados entre março e 

setembro de 2022. Foram levantados dados de uma empresa que produz extrato de 

própolis, na Região Metropolitana de Fortaleza. O estudo de caso foi realizado em uma 

empresa do setor alimentício, retratando o cenário de uma empresa que tem como seus 

principais produtos: mel, compostos à base de mel, sprays e extrato de própolis. Foram 

realizados testes para maximizar a produção de extratos com o uso de ultrassom. 

 

  

3.3 Linhas de produção e seus produtos 

 

A fábrica conta com um mix de produtos, sendo os que mais se destacam: o 

mel, seus compostos, extratos de própolis, e sprays. Os produtos são voltados tanto para 

o mercado nacional como para exportação. 

• Mel: além de ser vendido como mel puro natural, esse também é usado na 

produção de compostos; 

• Compostos do mel: produtos feitos à base de mel. 

• Extratos de própolis: esses podem ser comercializados de forma pura, ou 

podem ser utilizados na produção de compostos e sprays.  

• Sprays: produtos feitos à base de extratos com sabores variados.  

Vale ressaltar que as linhas que participaram desse estudo são as de extratos.  

Na Tabela 7, estão destacados os principais produtos comercializados pela 

empresa em que foi realizado o estudo de caso, assim como suas respectivas 

embalagens e gramaturas. 
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      Tabela 6 - Produtos, embalagem e gramatura 

Produto Embalagem Gramatura 

Mel Garrafa 260 g, 295 g, 700 g 

Compostos Pote, Garrafa 150 g, 250 g 

Extratos Frasco 30 mL, 35 mL, 60 mL 

Spray Frasco Spray  30 mL, 35 mL 
        Fonte: Autora (2022). 

 

3.4 Matéria-Prima 

 

As amostras de própolis utilizadas nos experimentos foram fornecidas por 

apiários provenientes do Ceará e do Piauí. Elas possuem a coloração esverdeada. As 

amostras acondicionadas em embalagens plásticas e armazenadas em um freezer.   

Após a chegada das amostras própolis, o próximo passo foi classificá-las. 

Para isso, foi realizada um teste em laboratório, sendo necessário para isso: 

• 20 g de própolis; 

• 160 mL de álcool; 

• 40 mL de água deionizada. 

A solução foi preparada em um Erlenmeyer e colocada em banho-maria, a 

65°, levando 3 (três) dias para se realizar a primeira medição. Ao fazer os testes de 

flavonoides e o teor alcoólico, decide-se em qual produção tal própolis recebida seria 

utilizada. 

 

3.5 Extração de própolis 

 

Os dados foram obtidos por meio de testes realizados no laboratório da empresa. 

A extração foi realizada com 10% de própolis, em um solvente composto por 80% de 

álcool e 20% de água deionizada. 

Porém, para otimização dos resultados, experimentos foram feitos, modificando 

algumas variáveis, esperando conseguir um melhor rendimento em retorno. Em seguida, 

foram realizados testes com um método diferente: o utrassom. Sendo assim, os primeiros 

testes que esse estudo apresenta são de maceração, depois os de ultrassom, para, por 

fim, fazer o comparativo entre os dois. A Tabela 8 mostra o comparativo dos dois 

métodos. 
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          Tabela 7 – Comparativo entre Maceração e Ultrassom 

  Maceração Ultrassom 

Própolis 
Esverdeada, primeira 

qualidade 
Esverdeada, primeira 

qualidade 

Solvente Etanol  Etanol  

Temperatura 65°C 25°C-45°C 

Fonte: Autora (2022). 

 

Na tabela 9, pode-se visualizar a variação na porcentagem de própolis 

utilizada e o tempo empregado para realizar as extrações por meio de maceração e 

ultrassom. 

 

Tabela 8 – Comparativo entre quantidade de própolis utilizada 
e tempo empregado nas extrações por maceração e 
ultrassom. 

Tipo de Extração 

  Maceração Ultrassom  

Própolis 10% - 15% 10% - 15% 

Tempo  72h - 120h 90 a 270 min 

  Fonte: Autora (2022) 

 

3.6 Análise dos dados  

 

A análise dos dados obtidos com as extrações utilizando maceração e 

ultrassom foram feitas utilizando os equipamentos mostrados na Figura 10. Para fazer a 

maceração, a solução foi preparada num erlemneyer e é levada ao banho-maria. O 

banho-maria utilizado pode ser visto na Figura 10(a). As medidas dos flavonóides fora 

feitas usando um espectofotômetro (Fig. 10b). A medição de álcool foi feita usando um 

alcoômetro Fig. 10 c). Para realizar a extração por ultrassom, é utilizada uma cuba 

ultrassônica, conforme a Figura 10(d). 
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Figura 10 – Equipamentos Utilizados para realizar extrações e análises 

 
  Fonte: Autora (2022). 

 

3.6.1 Teor de álcool  

  

Para determinar o teor alcoólico de cada extrato, foi utilizado um alcoômetro, 

conforme a figura 10c. Colocou-se numa proveta 100 mL de extrato de própolis, e após 

isso, o alcoômetro foi colocado na proveta, em contato com a amostra. Após estar 

estabilizado, pode fazer a leitura do teor alcoólico do extrato.  

 

3.6.2 Flavonoides  

 

Para a determinação dos flavonóides totais, o método escolhido foi por 

espectrofotometria no UV através da reação com o cloreto de alumínio. Esta técnica para 

a identificação de flavonóides totais em própolis (OLIVEIRA, 2010) foi adaptada das 

análises de flavonóides em plantas, onde normalmente se encontra a quercetina. 

Assim, prepara-se a solução em dois balões volumétricos. O primeiro balão 

de 25 mL e o segundo, de 50 mL. No primeiro, foi colocado 0,5 mL de cloreto de alumínio 

a 5%. No outro, 1 mL de extrato de própolis e 1 mL de cloreto de alumínio a 5%. No 
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segundo balão volumétrico, acrescentou-se 0,1 mL de extrato de própolis. O volume final 

de cada balão foi ajustado com etanol, a 96°. No branco do sistema, 1 mL da solução 

aquosa de cloreto de alumínio diluído em balão de 25 mL foi utilizada. Decorridos 30 min, 

foi tomada a leitura de cada solução a 425 nm, em espectrofotômetro (WOISKY; 

SALATINO, 1998), conforme a Figura 10b. 

Foi utilizado o Software Microsoft Excel para fazer os cálculos para a obtenção 

do teor de flavonoides em cada extrato, com os valores dos comprimentos de onda 

obtidos na leitura pelo espectrofotômetro.   

Na Figura 11, pode-se visualizar fotos de Erlenmeyers usados para fazer os 

experimentos, bem como de balões volumétricos em que foi recolhida a amostra para 

fazer a análise de flavonoides. Na Figura 12, encontra-se um fluxograma dos passos 

envolvidos para a determinação dos flavonoides. 

 

Figura 11 – Erlenmeyers usados para realizar extrações e balões volumétricos para 
análise de flavonoides. 

 
    Fonte: Autora (2022) 
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Figura 12 – Fluxograma dos passos para a determinação dos flavonoides 
 

 
Fonte: Autora (2022) 

 
3.6.3 Extrato Seco 

 

Outro método empregado para medir a qualidade do extrato de própolis é o 

extrato seco. O extrato seco, também conhecido como extrato em pó é obtido a partir de 

processos de extração dos princípios ativos de uma planta ou de um fruto.  

Uma alíquota de 5 mL do extrato de própolis, foi transferida para um cadinho 

de alumínio (aquecido em estufa a 105ºC, por 2 h, resfriado em dessecador e pesado) e 

o conjunto levado ao banho-maria por 30 minutos. Em seguida, foi o conjunto é retirado 

do banho-maria e transferido para a estufa pré-aquecida a 105ºC, onde permaneceu por 

2 h. Após resfriamento em dessecador, o conjunto foi pesado. O processo de 

aquecimento, resfriamento e pesagem do conjunto foi repetido com intervalos de 1 h, até 

se atingir massa constante (quando a diferença entre duas pesagens consecutivas não 

excedeu 1 mg). O teor de extrato seco foi calculado pela diferença entre a massa de 

resíduo depositada no cadinho e a massa inicial de própolis bruta extraída, 

correspondente à alíquota de 5 mL, em porcentagem. A figura 13, mostra o fluxograma 
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dos passos necessários para a determinação do extrato sco. 

Esse método é muito importante especialmente para a comercialização do 

extrato, visto que o Ministério da Agricultura fiscaliza a quantidade de extrato seco 

presente nos produtos (BRASIL, 2001). 

 

Figura 13 – Fluxograma dos passos para a determinação do extrato seco  
 

Fonte: Autora (2022) 
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4 RESULTADOS E DISCUSSÃO  

 

Esta seção aborda os testes feitos para maximizar a produção de extratos de 

propolis com o uso de ultrassom. Ao realizar os testes, levou-se em conta que a própolis 

escolhida é de primeira qualidade, na cor esverdeada. Esse tipo de própolis foi escolhido 

por apresentar melhor qualidade, de acordo com testes realizados.  

 

4.1 Testes da Extração com Maceração 

 

Em todos os experimentos que realizam a maceração à quente, a temperatura 

foi fixada a 65°C. Essa temperatura foi escolhida pois é a mesma usada na produção em 

escala industrial. A primeira variável modificada para a realização de testes foi o solvente, 

no que diz respeito à sua composição.  

Utilizando o método de maceração em laboratório, foram feitos testes que 

mantiveram o mesmo tipo de própolis, sendo utilizada a mesma quantidade (10% m/v), 

durante a mesma quantidade de tempo: 72 horas para realizar a primeira medição e 

chegando até 120 horas para a realização da última. Ao finalizar os testes, os extratos 

obtidos passaram por análises, para saber o teor alcoólico final, os flavonoides e o 

extrato seco. Os resultados obtidos foram evidenciados na tabela a seguir. Os valores 

na Tabela 10 foram encontrados após a última medição. 

 
Tabela 9 - Maceração do extrato de própolis a 10% (m/v) com variação de teor 
alcoólico do solvente  

AMOSTRAS 
TEOR DE 
ÁLCOOL 
INICIAL 

TEOR DE 
ÁLCOOL 

FINAL 

EXTRATO 
SECO 

(%) 

FLAVONOIDES 
(m/v) 

1 60° 57° 5,00 0,24 

2 65° 62° 5,00 0,24 

3 70° 68° 5,40 0,3 

4 75° 72° 5,20 0,28 

5 80° 74° 6,50 0,33 

6 85° 77° 6,40 0,32 

7 90° 84° 7,30 0,34 
Fonte: Autora (2022). 

 

Dos primeiros 5 testes feitos, nos quais há apenas a variação do teor de álcool 

inicial, percebe-se qual valor pode trazer um melhor rendimento. Quando se aumenta o 

teor alcoólico do solvente de 60° para 65°, percebe-se que não há mudanças nem nos 
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flavonoides e nem no extrato seco. Porém, quando se aumenta o teor alcoólico para 70°, 

percebe-se uma mudança significativa nos flavonoides e uma pequena melhora no 

extrato seco. Mas, quando o teor alcoólico muda para 75° e 85°, o que se nota é que o 

rendimento cai, não apenas nos flavonoides, mas no extrato seco também. A extração 

realizada com 80° de teor alcoólico no solvente, resultou em uma melhora significativa 

tanto nos flavonoides quanto no valor do extrato seco. Comparando com a extração a 

80° com a extração a 90°, nota-se que a de 90° possui valor de extrato seco 

significativamente melhor, mas o mesmo não se dá ao observar os flavonoides. Pode-se 

perceber que em todos os testes realizados, houve uma diminuição de teor alcoólico ao 

final, provando que há a evaporação de solvente. Todos os testes tiveram o mesmo 

período de duração.  

Uma segunda etapa de testes foi realizada, novamente utilizando o método 

da maceração. Dessa vez, variando a porcentagem de própolis utilizada. Assim, os 

testes foram feitos com 11% de própolis, novamente variando o teor alcoólico no 

solvente, em: 60°, 65°, 70°, 75°, 80°, 85°, 90°. Foi empregada a mesma quantidade 

tempo, 72 horas para realizar a análise inicial e chegando até 120 horas para realizar a 

última. Ao final, foram realizadas as mesmas análises, a saber, teor alcoólico, flavonoides 

e extrato seco. Os resultados obtidos, encontram-se na Tabela 11. Os valores abaixo se 

referem aos encontrados na última medição. 

 

Tabela 10 - Maceração de própolis a 11% com variação de teor alcoólico do solvente 

AMOSTRAS 
TEOR DE 
ÁLCOOL 
INICIAL 

TEOR DE 
ÁLCOOL 

FINAL 

EXTRATO 
SECO 

(%) 

FLAVONOIDES 
(m/v) 

8 60° 56° 6,40 0,3 

9 65° 61° 6,80 0,31 

10 70° 69° 7,05 0,33 

11 75° 72° 7,00 0,32 

12 80° 76° 7,10 0,34 

13 85° 81° 7,05 0,33 

14 90° 85°  7,50 0,35 

Fonte: Autora (2022). 

 

Depois de realizados os testes e terem sido feitas as análises, percebe-se um 

aumento significativo nos rendimentos quando se aumenta a porcentagem utilizada de 

própolis. Podemos ver melhor a partir das Figuras 14 e 15. Tanto os flavonoides como o 

extrato seco crescem gradativamente com o aumento do teor alcoólico do solvente. 
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Porém, quando a extração é realizada com 75° e 85°, novamente apresenta uma 

diminuição de rendimento, voltando a crescer quando o teor alcoólico da extração passa 

para 80°. Novamente, entre o teor alcoólico de 80° e 90° não se percebe grandes 

diferenças no que diz respeito aos flavonoides, mas com respeito ao extrato seco, sim. 

Novamente, nota-se uma diminuição de teor alcoólico ao final das extrações, 

evidenciando evaporação de solvente.  

Figura 14 – Extração por maceração comparando a concentração de 
própolis (10 e 11%) em relação ao extrato seco e quantidade de 
flavonoides  

 

Fonte: Dados da pesquisa (2022). 

 

Figura 15 – Extração por maceração comparando a concentração 
de própolis (10 e 11%) em relação quantidade de flavonoides  

 

Fonte: Dados da pesquisa (2022). 
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4.2 Testes da Extração com Ultrassom 

 

Agora, os testes seguintes irão utilizar outro método: ultrassom. Na primeira 

etapa de testes, foi utilizada a mesma quantidade de própolis: 10%, durante a mesma 

quantidade de tempo: 90 minutos, em seguida 180 minutos e finalizando com extrações 

a 270 minutos. Após isso, são realizadas as primeiras análises para saber o teor alcoólico 

final, os flavonoides e o extrato seco. Os resultados obtidos foram evidenciados na 

Tabela 12.  

 

Tabela 11 - Extração de própolis a 10% por meio de ultrassom com variação de 
teor alcoólico do solvente e tempo variando de 90 a 270 minutos 

AMOSTRAS 
TEOR DE 
ÁLCOOL 
INICIAL 

TEOR DE 
ÁLCOOL 

FINAL 

EXTRATO 
SECO (%) 

FLAVONOIDES 
(m/v) 

QUANTIDADE 
DE TEMPO 

EMPREGADA 
(min) 

15 60° 58° 4,55 0,25 90 

16 65° 64° 4,63 0,26 90 

17 70° 69° 4,90 0,28 90 

18 75° 73° 4,74 0,27 90 

19 80° 79° 5,20 0,30 90 

20 85° 84° 5,40 0,29 90 

21 90° 89° 5,99 0,32 90 

22 60° 58° 4,60 0,26 180 

22 65° 63° 4,69 0,27 180 

23 70° 69° 4,92 0,29 180 

24 75° 73° 4,80 0,28 180 

25 80° 79° 6,20 0,33 180 

26 85° 84° 5,88 0,31 180 

27 90° 89° 6,96 0,35 180 

28 60° 57° 4,70 0,26 270 

29 65° 62° 4,75 0,28 270 

30 70° 68° 4,99 0,29 270 

31 75° 72° 4,80 0,28 270 

32 80° 78° 6,12 0,33 270 

33 85° 84° 5,91 0,30 270 

34 90° 88° 7,02 0,35 270 
Fonte: Autora (2022). 

 
  

Para melhor compreensão, as Figuras 16 e 17 fazem a comparação entre as 

extrações por ultrassom a 90, 180 e 270 minutos (Amostras 15 a 34), no que diz respeito 

ao extrato seco e aos flavonoides, respectivamente.  
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Figura 16 – Comparativo de extrato seco entre extrações por ultrassom 
com tempos diferentes 

 

    Fonte: Autora (2022). 

 

Figura 17 – Comparativo de flavonoides entre extrações por ultrassom 
com tempos diferentes  

 
   Fonte: Autora (2022). 
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ultrassom é mais rápida que a maceração.  

De acordo com os dados apresentados na Tabela 12, pode-se perceber que 

a partir dos 180 minutos, os flavonoides de algumas extrações aumentam, outros 

diminuem, e alguns estagnam. 

Para saber como se comportarão extrações por ultrassom a partir de 180 

minutos, foram feitos mais testes com mais 90 minutos, totalizando assim, 270 minutos 

de extração. 

Assim como os resultados do método da maceração, o teste feito com o 

método ultrassom com o solvente a 85° teve um resultado inferior aos realizados com 

80° e 90°. Mais uma vez nota-se que ao realizar os testes pelo método de ultrassom, há 

menos evaporação do solvente. 

Ao realizar os testes com o método de ultrassom, evidencia-se que entre um 

solvente com teor alcoólico de 80° ou um com 90°, há sim alguma melhoria com um 

solvente de 90°, mas esta não é tão significativa assim. 

Agora, na próxima etapa de testes, será utilizado 11% de própolis, novamente 

variando o teor alcoólico no solvente, em: 60°, 65°, 70°, 75°, 80°, 85° e 90°. A quantidade 

de tempo inicial foi de 90 minutos para realizar a análise inicial, depois 180 minutos e por 

último, 270 minutos. Ao final, foram realizadas as mesmas análises anteriores, a saber, 

teor alcoólico, flavonoides e extrato seco. Os resultados obtidos, encontram-se na Tabela 

13.  

 
Tabela 12 - Extração de própolis a 11% por meio de ultrassom com variação de teor 
alcoólico do solvente 

AMOSTRAS 
TEOR DE 
ÁLCOOL 
INICIAL 

TEOR DE 
ÁLCOOL 

FINAL 

EXTRATO 
SECO (%) 

FLAVONOIDES 
(m/v) 

QUANTIDADE 
DE TEMPO 

EMPREGADA 
(min) 

35 60° 59° 4,87 0,27 90  

36 65° 64° 4,98 0,28 90  

37 70° 70° 5,40 0,3 90  

38 75° 74° 5,03 0,28 90  

39 80° 80° 5,80 0,32 90  

40 85° 82° 5,60 0,31 90  

41 90° 90° 6,09 0,34 90  

42 60° 58° 6,00 0,3 180  

43 65° 64° 6,24 0,32 180  

44 70° 69° 7,50 0,36 180  

45 75° 74° 6,40 0,34 180  
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46 80° 79° 6,93 0,38 180  

47 85° 68° 6,90 0,35 180  

48 90° 90° 7,09 0,36 180  

49 60° 57° 6,02 0,29 270  

50 65° 64° 6,33 0,32 270  

51 70° 68° 7,55 0,37 270  

52 75° 74° 6,41 0,33 270  

53 80° 79° 6,95 0,38 270  

54 85° 83° 6,90 0,34 270  

55 90° 89° 7,12 0,35 270  

Fonte: Autora (2022). 

 

Para melhor compreensão, as figuras 18 e 19 fazem a compração do extrato 

seco e flavonoides nas extrações por ultrassom, em 90, 180 e 270 minutos (amostras 35 

a 55).  

 

Figura 18 - Comparativo de extrato seco entre extrações por ultrassom 
com tempos diferentes 

 
Fonte: Autora (2022). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

4,4

4,9

5,4

5,9

6,4

6,9

7,4

6 0 ° 6 5 ° 7 0 ° 7 5 ° 8 0 ° 8 5 ° 9 0 °

EX
TR

A
TO

 S
EC

O
 (

%
)

TEOR DE ÁLCOOL INICIAL

EXTRAÇÃO DE PRÓPOLIS A 11% POR 
MEIO DE ULTRASSOM 

90 min 180 min 270 min



55 

 

Figura 19 - Comparativo de extrato seco entre extrações por ultrassom 
com tempos diferentes 

 
Fonte: Autora (2022). 
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quantidade de tempo utilizada nos testes feitos por ultrassom. Após verificar os 

rendimentos, optou-se por utilizar 180 minutos para realizar a extração, pois nesse 

tempo, há um aumento em relação às extrações feitas em 90 minutos. E o 

comportamento em extrações a 270 minutos não segue um padrão.  

 

4.3 Comparativo entre os dos métodos de extração 

 

Foram feitos testes que comparam maceração e ultrassom, variando a 

quantidade de própolis em: 10%, 11%, 12%, 13%, 14% e 15%. 

Resultados obtidos ao fazer os testes pelo método maceração: 

 

Tabela 13 - Extração por maceração tendo a quantidade de própolis variável  

AMOSTRAS 
TEOR DE 
ÁLCOOL 
INICIAL 

TEOR DE 
ÁLCOOL 

FINAL 

EXTRATO 
SECO (%) 

FLAVONOIDES 
(m/v) 

QUANTIDADE 
DE TEMPO 

EMPREGADA 

10% 80° 74° 6,50 0,33 72 – 120H 

11% 80° 76° 7,10 0,34 72 – 120H 

12% 80° 77° 7,15 0,36 72 – 120H 

13% 80° 75° 7,29 0,39 72 – 120H 

14% 80° 76° 7,40 0,41 72 – 120H 

15% 80° 77° 7,51 0,45 72 – 120H 

Fonte: Autora (2022) 

 
Resultados obtidos ao realizar os testes pelo método ultrassom:  

 

Tabela 14 - Extração por ultrassom tendo a quantidade de própolis variável  

AMOSTRAS 
TEOR DE 
ÁLCOOL 
INICIAL 

TEOR DE 
ÁLCOOL 

FINAL 

EXTRATO 
SECO (%) 

FLAVONOIDES 
(m/v) 

QUANTIDADE DE 
TEMPO 

EMPREGADA 
(min) 

10% 80° 79° 6,20 0,33 180  

11% 80° 79° 6,93 0,38 180  

12% 80° 78° 6,99 0,39 180  

13% 80° 78° 7,20 0,42 180  

14% 80° 79° 7,29 0,44 180  

15% 80° 79° 7,42 0,48 180 

Fonte: Autora (2022) 
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Figura 20 – Extração por maceração e ultrassom variando a 
quantidade de própolis 

 
                        Fonte: Autora (2022) 

 

Com todos os dados em mãos, são feitos comparações para saber qual o 

método mais adequado para se fazer a extração da própolis. 

Assim, os parâmetros que serão analisados a seguir, serão: 

• Flavonoides; 

• Extrato seco; 

• Teor alcoólico do solvente; 

• Tempo.  

Os primeiros dados comparados entre maceração e ultrassom dizem respeito 

ao número de flavonoides. A Figura 21 mostra a evolução dos flavonoides em cada 

extração, fazendo a comparação entre os flavonoides das tabelas 24 e 25. 

 

Figura 21 - Comparação dos resultados de flavonoides: Maceração x 
Ultrassom 

 
                      Fonte: Autora (2022). 
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Como se pode observar, à medida que se aumenta a porcentagem de própolis 

em cada extração, a tendência é o aumento de flavonoides. Na primeira extração, com 

10% de própolis, tanto a maceração como o ultrassom obtêm a mesma quantidade de 

flavonoides. Porém, nota-se que em todas as outras, o ultrassom traz um resultado mais 

satisfatório. 

Na Figura 22, pode-se observar a análise de extrato seco na maceração e no 

ultrassom, com os valores dispostos nas Tabelas 24 e 25. 

 
Figura 22 - Comparação dos resultados de Extrato seco: Maceração 
x Ultrassom 

 
            Fonte: Autora (2022). 
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aos obtidos por meio do ultrassom, o extrato seco do primeiro segue sendo maior. Para 

compreender melhor as possíveis causas disso, deve-se analisar a Figura 23, que 

compara o teor alcoólico ao final de cada extração conforme as Tabelas 24 e 25. 

Figura 23 - Comparação dos resultados de Teor Alcoólico ao final da 
extração: Maceração x Ultrassom 

 
        Fonte: Autora (2022). 
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Ao analisar o quanto de teor alcoólico de cada solvente ao começo e ao final 

de cada extração, percebe-se que a evaporação de solvente em cada extração é bem 

maior no método da maceração do que no método de ultrassom.  

Pode-se explicar esse fato por conta da temperatura empregada em cada 

método. Enquanto a temperatura na maceração à quente fica em torno de 65°C, a 

temperatura de extração por ultrassom fica entre 25°C a 45°C. 

Outro ponto a ser considerado é que a maceração é um método que envolve 

dias, enquanto o ultrassom envolve horas. Quanto mais tempo é empregado no método, 

maior é a chance de perda de solvente. 

E isso é provavelmente a causa para o extrato seco da maceração ser maior 

que o do ultrassom. À medida que o solvente é evaporado, isso resulta num aumento da 

relação: sólido por solvente.  

Por último, o fator a ser considerado é o tempo. Levando em consideração 

que o período de maceração dos testes foi de 5 dias, ou 120 horas, enquanto no 

ultrassom foram empregados 180 minutos, ou seja, 3 horas, nota-se que, para chegar 

em resultados similares, emprega-se 40 vezes mais tempo no método de maceração. 

Especialmente na indústria, isso representa um grande atraso na cadeia produtiva, e 

portanto, o ultrassom se mostra como uma alternativa melhor. 
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5 CONCLUSÃO 

 

O presente estudo tem como objetivo procurar alternativas para a otimização 

da produção de extrato de própolis. Assim, comparou-se o método mais utilizado pela 

indústria, a maceração, com um método mais recente de extração, o ultrassom.  

Foram feitos testes de extração por maceração e por ultrassom, e fez-se uma 

comparação entre elas, analisando alguns parâmetros, que foram: flavonoides, extrato 

seco, teor alcoólico do solvente e tempo. Ao analisar os testes feitos, percebeu-se que a 

extração por ultrassom é uma técnica de extração rápida e que funciona de maneira 

eficaz, também é simples de ser aplicada. Pode-se afirmar também que a extração 

consome menos energia e tempo, e traz rendimentos mais elevados.  

 Ao analisar os flavonoides, pode-se afirmar que o uso do ultrassom para 

realizar a extração trouxe melhores rendimentos.  

  No que diz respeito ao tempo, percebe-se a maior diferença entre todos os 

parâmetros analisados. É digno de nota que a extração por ultrassom é 40 vezes mais 

rápida que a extração por maceração. Enquanto o primeiro método acontece em questão 

de horas, o segundo leva dias. As primeiras análises da maceração ocorrem após 3 dias, 

e dependendo dos resultados, podem até chegar a 7 dias para encontrar um resultado 

satisfatório. Enquanto isso, o método de ultrassom ocorre em questão de minutos, que 

pode ser entre 30 e 240 minutos. No presente estudo, a maceração levou 120 horas para 

encontrar um bom rendimento, enquanto o ultrassom levou 3 horas. Mostrando uma 

otimização do tempo.  

Dessa forma, chegou-se à seguinte conclusão: que a técnica de extração 

escolhida é a Extração Assistida por Ultrassom, pois representa uma melhoria 

significativa no tempo empregado para a rodução de extrato de própolis. 

O solvente escolhido é o Etanol, a 80%. O tempo ótimo de extração de acordo 

com os testes realizados foi de 180 minutos, e a temperatura variando de 25°C a 45°C. 

Sugere-se mais pesquisas sobre esse tema, visando evidenciar ainda mais 

benefícios da técnica de extração por ultrassom. Mostrando como ela pode ser 

empregada não apenas na extração de própolis, mas em outros tipos de indústria, 

diminuindo o tempo de produção e beneficiando não só quem produz, mas também o 

consumidor final.  
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