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RESUMO 

Na literatura há estudos epidemiológicos e clínicos relatando os prováveis efeitos 
benéficos à saúde associados ao consumo de alimentos ricos em compostos 
fenólicos. Na grande maioria deles há uma limitação recorrente, que é considerar 
apenas uma das frações dos compostos fenólicos, os extraíveis (CFE) e ignorar os 
não extraíveis (CFNE). Essa limitação dificulta, por exemplo, a compreensão dos 
mecanismos de ação desses compostos no organismo humano. Neste trabalho a 
composição dos CFNE do araçá amarelo e do vermelho (Psidium cattleianum 
Sabine) foi relatada pela primeira vez. Uma hidrólise ácida foi conduzida e os 
extratos produzidos foram analisados por cromatografia líquida de alta eficiência 
conectada a um detector de arranjo de diodos e a um espectrômetro de massas de 
alta resolução (LC-DAD-ESI-MS/MS). O método LC-DAD-ESI-MS/MS foi otimizado 
para a identificação e validado para quantificação dos compostos fenólicos. Um total 
de 45 e 43 compostos fenólicos foram identificados na fração CFNE dos araçás 
vermelho e amarelo, respectivamente. Esse número de compostos fenólicos foi 
similar aos 50 compostos encontrados na fração CFE. Entretanto, o perfil qualitativo 
dos compostos fenólicos presentes nas frações CFE e CFNE foi muito diferente, 
sendo que apenas os ácidos gálico e elágico estavam presentes em ambas as 
frações. Os CFNE do araçá são caracterizados compostos majoritariamente por 
ácidos fenólicos, enquanto a fração CFE é rica em flavanóis. Apesar dos CFNE 
representarem um terço (1/3) do teor de total de compostos fenólicos presentes no 
araçá, a sua capacidade antioxidante (frente ao radical peroxila) foi 50 % superior ao 
da fração CFE. Os resultados desse trabalho mostram que fração CFNE do araçá 
possui uma grande diversidade e em concentração relativamente alta de compostos 
fenólicos de baixa massa molecular com elevada capacidade antioxidante. 
 
Palavras-chave: araçá, compostos fenólicos, não extraíveis, capacidade 
antioxidante. 

 

 

 

  



                                                                                

 

 

 

ABSTRACT 

Epidemiological studies and clinic reports are found in the literature associating the 
beneficial health effects with the consumption of rich in phenolic compounds foods. In 
most of those, there is a recurrent limitation, which is considering only one of the 
fractions of the phenolic compounds, the extractables (CFE) and ignoring the non-
extractables (CFNE). This limitation makes it difficult, for example, to understand 
these compounds action mechanisms in the human body. In this work the 
composition of CFNE in yellow and red araçá (Psidium cattleianum Sabine) is 
reported for the first time. For this, acid hydrolysis was conducted, and the obtained 
extracts were analyzed by high performance liquid chromatography connected to a 
diode arrangement detector and a high-resolution mass spectrometer 
(LC-DAD-ESI-MS/MS). The LC-DAD-ESI-MS/MS method was optimized for 
identification and validated for quantification of phenolic compounds. A total of 45 
and 43 phenolic compounds were identified in the CFNE fraction of red and yellow 
araçás, respectively. This number of phenolic compounds was similar to the 50 
compounds found in the CFE fraction. However, the qualitative profile of the present 
phenolic compounds in CFE and CFNE fractions was very different. Only gallic and 
ellagic acids were present in both fractions. The CFNE of the araçás are 
characterized by its phenolic acid composition, while the CFE fraction is rich in 
flavanols. Although CFNE represented one-third (1/3) of total phenolic compounds 
found in araçá, its antioxidant capacity (against peroxyl radical) was 50% higher than 
the CFE fraction. The results of this work show that CFNE fraction of araçá has a 
great diversity and a relatively high concentration of phenolic compounds of low 
molecular mass with high antioxidant capacity. 
 
Key words: araçá, phenolic compounds, non-extractable, antioxidant capacity. 
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1. INTRODUÇÃO 

 

Os compostos fenólicos (CF) são metabolitos secundários das plantas e o seu 

consumo através de frutas e vegetais tem sido associado à redução de doenças 

crônico-degenerativas, tais como alguns tipos de câncer, diabetes tipo II e doenças 

cardiovasculares (Rodriguez-Mateos et al., 2014). Vários mecanismos foram 

propostos para explicar esse efeito benéfico à saúde, com destaque para a 

capacidade antioxidante dessas moléculas. Segundo essa hipótese, os compostos 

fenólicos seriam capazes de auxiliar o organismo humano na desativação de 

espécies reativas de oxigênio (ROS) e de nitrogênio (RNS) durante o estresse 

oxidativo, o qual está relacionado à etiologia dessas doença (Mares, 2015; Song et 

al., 2018). 

Os efeitos benéficos associados ao consumo de CF estimularam um grande 

número de pesquisas que identificaram, quantificaram e também avaliaram as 

propriedades antioxidantes dessa classe de moléculas. Um total de 10.000 

diferentes CF foram encontrados em plantas, sendo que, desse total, 500 foram 

identificados em alimentos (Pereira et al., 2010; Shi et al., 2011). Destaca-se o 

grande número de trabalhos publicados em relação à composição de CF de 

diferentes frutas nativas do Brasil, tais como açaí, acerola, cajá, goiaba, graviola, 

maná-cubiu, manga e araçá (Rodrigues et al., 2013; Paz et al., 2015; Silva et al., 

2014). 

A dimensão do número de estudos relativos ao tema compostos fenólicos 

pode ser mensurada através do resultado de uma pesquisa realizada na base de 

dados Scopus, com as palavras-chaves “phenolic and compounds”. A pesquisa 

retornou cerca de 58.000 estudos desenvolvidos sobre o tema nos últimos 20 anos. 

Uma análise mais criteriosa nesses trabalhos permite identificar uma característica 

comum a grande maioria deles, que é a avaliar apenas da fração de compostos 

fenólicos extraíveis (CFE) da matriz em estudo e ignorar a fração de compostos 

fenólicos não extraíveis (CFNE).  
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Os CFNE estão ligados a matriz através de ligações fracas ou covalentes, o 

que não permite que elas sejam extraídas aplicando apenas solvente orgânico ou 

misturas de água mais solvente orgânico (Pérez-Jiménez et al., 2013). Essa fração é 

composta de moléculas de massa molecular baixa (ácidos fenólicos), intermediária 

(taninos hidrolisáveis) e até polímeros (proantocianidinas). A hidrólise ácida tem 

apresentado bons resultados no estudo dessa classe de compostos fenólicos. Por 

exemplo, pela aplicação da hidrólise ácida em frutas e vegetais, observou-se que os 

CFNE representam cerca de 40% dos fenólicos totais da tangerina e 76% do 

repolho-roxo (Esparza-Martínez et al., 2016; Gonzales et al., 2015). A capacidade 

antioxidante dos CFNE também tem sido pouco explorada, sendo ainda uma lacuna 

a ser preenchida. A capacidade antioxidante dos CFNE de frutas e vegetais 

comumente consumidas na Europa foi estudada e representou, em média, 64% da 

capacidade antioxidante total das frutas (Pérez-Ramírez et al., 2018; Pérez-Jiménez 

& Saura-Calixto, 2015). 

O conhecimento da composição e também das propriedades antioxidantes da 

fração de CFNE de diferentes frutas e vegetais auxiliará na compreensão do papel 

desses alimentos na diminuição do risco de desenvolvimento de doenças crônico-

degenerativas que possuem a sua etiologia associada ao estresse oxidativo. Nesse 

contexto, o araçá (Psidium cattleianum), fruta nativa do Brasil e bastante estudada 

devido ao seu alto teor de compostos fenólicos e elevada capacidade antioxidante 

(Ribeiro et al., 2014; Silva et al., 2014) foi escolhido para este estudo. Alguns 

estudos foram desenvolvidos com essa fruta em relação ao CFE, onde o ácido 

elágico (e seus derivados) e epicatequina (e seus derivados) foram os majoritários. 

Recentemente foi publicada uma revisão sobre compostos bioativos e capacidade 

antioxidante do araçá amarelo e vermelho que relatou a falta de estudos 

comparando o perfil completo de compostos fenólicos do araçá amarelo e vermelho 

(Pereira et al., 2018). 

A novidade deste trabalho é apresentar um estudo dos CFNE do araçá, uma 

fração não explorada desta fruta, pela aplicação de cromatografia líquida de alta 

eficiência conectada a um detector de arranjo de diodos e a um espectrômetro de 

massas de alta resolução (LC-DAD-ESI-MS/MS).  
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2. OBJETIVO  

 

O objetivo deste trabalho foi identificar, quantificar e avaliar a capacidade 

antioxidante dos compostos fenólicos extraíveis (CFE) e não extraíveis (CFNE) do 

araçá (Psidium cattleianum Sabine). 

As seguintes etapas foram realizadas para atingir o objetivo proposto: 

1. Extração dos CFE e CFNE dos araçás amarelo e vermelho; 

2. Otimização do método de separação cromatográfica, ionização por 

eletrospray e da fragmentação dos compostos fenólicos por LC-DAD-

ESI-MS/MS; 

3. Validação do método otimizado; 

4. Análise, por LC-DAD-ESI-MS/MS, dos CFE e CFNE dos araçás 

amarelo e vermelho; 

5. Determinação da capacidade antioxidante dos CFE e CFNE dos 

araçás amarelo e vermelho. 
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3. REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

 

3.1.  Compostos fenólicos 

 

Os compostos fenólicos são metabólitos secundários das plantas sintetizados 

durante o seu desenvolvimento normal. A sua produção pode ser influenciada por 

situações de estresse, tais como injúrias, exposição à radiação ultravioleta (UV), 

entre outros fatores (Haminiuk et al., 2012). Aproximadamente 10.000 compostos 

fenólicos foram relatados na literatura, sendo que desse total, 500 estão presentes 

em plantas que são utilizadas na alimentação humana (Ashraf et al., 2018; 

Tahara, 2007). 

 

3.1.1. Estrutura química e fontes 

 

Os compostos fenólicos são caracterizados por terem pelo menos um anel 

aromático com um ou mais grupos hidroxila ligados. Eles variam de único anel 

aromático, simples e de baixa massa molecular até grandes complexos de 

compostos fenólicos de elevada massa molecular. Uma fração significativa dos 

compostos fenólicos é encontrada glicosilada ou esterificada na matriz vegetal 

(Haminiuk et al., 2012). 

Os compostos fenólicos são distribuídos de forma heterogênea nas plantas. 

Por exemplo, as camadas externas das plantas contêm diferentes concentrações e 

classes de compostos fenólicos quando comparadas com suas partes internas. No 

araçá amarelo, a polpa da fruta possui uma concentração duas vezes superior de 

compostos fenólicos em comparação com a sua casca. A quercetina e seus 

derivados glicosilados foram os únicos compostos, em um total de 20 analisados, 

que apresentaram uma concentração maior na casca (até 5 vezes mais) 

(Ribeiro et al., 2014). 
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Os compostos fenólicos constituem um grupo grande e diversificado de 

compostos que podem ser classificados de acordo com o número de carbonos na 

molécula e, posteriormente, pelo arranjo desses carbonos na sua estrutura 

(Tabela 1). Usualmente, os compostos fenólicos tem sido divididos em dois grandes 

grupos: os flavonoides e os não flavonoides (Vermerris & Nicholson, 2006; Crozier et 

al., 2009). 

 
Tabela 1. Estrutura básica dos compostos fenólicos classificados com base no número de 
carbonos na molécula. 

Fórmula básica Classificação  Estrutura básica 

C6-C1 Ácidos fenólicos 
  

C6-C2 Acetofenonas  

  

 C6-C2 Ácido fenilacético 

    

C6-C3 Ácidos hidroxicinâmicos 
         

C6-C3 Cumarinas 

    

C6-C3 Naftoquinonas 

            

C6-C3 Xantonas 

    

C6-C3 Estilbenos 

       

C6-C3-C6 Flavonoides 

     

Fonte: própria autora 
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As frutas e vegetais são a principal fonte de ácidos fenólicos (Tabela 2). Eles 

são caracterizados por possuírem um substituinte carboxílico na sua estrutura 

fenólica, podendo ter também uma ou mais hidroxilas, além de um ou mais grupos 

metoxila. Essa classe de compostos apresenta um esqueleto carbônico muito 

similar, porém, as posições das hidroxilas e das metoxilas no anel aromático variam 

bastante. O substituinte X (Figura 1) faz com o que este grupo se divida em: ácidos 

hidroxicinâmicos (Xa), ácidos hidroxibenzóicos (Xb) e ácidos hidroxifenilacéticos (Xc) 

e seus respectivos derivados (Tabela 3) (Robbins, 2003). 

Tabela 2. Concentração (g.g-1) de alguns ácidos fenólicos em frutas e vegetais frescos. 

 
Ácido Ferúlico Ácido Cafeico Ácido Siríngico Ácido Gálico 

Amora 413,8 ± 11,9 377,9 ± 4,4 n.d 46,7 ± 3,8 

Araçá Amarelo 3,2 ± 1,0 30,2 ± 2,0 n.d 512,2 ± 48,0 

Araçá Vermelho 5,7 ± 2,0 n.d n.d 497,1 ± 41,2 

Banana n.d n.d 0,2 ± 0,1 10,0 ± 1,2 

Maçã 0,7 ± 0,1 3,3 ± 0,5 9,0 ± 1,2 0,1 ± 0,0 

Pêra n.d 1,4± 0,2 n.d n.d 

Laranja n.d 7,0 ± 1,0 n.d 0,2 ± 0,0 

Toranja 1,0 ± 0,0 2,0 ± 0,0 n.d 60,0 ± 0,0 

Azeitona 30,1 ± 2,6 13,3 ± 2,3 60,0 ± 8,5 243,0 ± 12,0 

Batata 0,6 ± 0,1 16,2 ± 0,2 n.d n.d 

Berinjela 2,2 ± 0,1 3,8 ± 0,1 n.d 1,4 ± 0,5 

Cenoura 2,1 ± 0,1 0,2 ± 0,0 n.d n.d 

Couve-flor 5,3 ± 0,0 1,0 ± 0,0 11,3 ± 0,0 6,9 ± 0,1 

Tomate 9,6 ± 0,4 21,8 ± 0,8 n.d 3,5 ± 0,1 

n.d= não detectado.  

Fonte: adaptado de Andlauer et al., 2003; Boskou, 2010; Escarpa & González, 2000; 

Gorinstein et al., 2004; Lee et al., 1990; Martínez-Valverde et al., 2002; Méndez et al., 2003; Pereira 

et al., 2018; Wada & Ou, 2002; Türkben et al., 2010; Russell et al., 2009; Garzón et al., 2017; 

Surjadinata & Cisneros-zevallos, 2012; (Quifer-Rada et al., 2015); Vallverdú-queralt et al., 2011.  
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Figura 1. Estrutura química dos ácidos fenólicos. O substituinte X caracteriza ácidos 

hidroxicinâmicos (Xa), ácidos hidroxibenzóicos (Xb) e ácidos hidroxifenilacéticos (Xc) e seus 

respectivos derivados. R1- R5 referem-se aos possíveis radicais especificados na Tabela 3. 

Fonte: própria autora. 

 

Tabela 3. Variações dos ácidos fenólicos de acordo com os substituintes da estrutura fenólica. 

R2 R3 R4 R5 X Composto 

H H H H a ácido cinâmico 

OH H H H a ácido o-cumárico 

H H OH H a ácido p-cumárico 

H OH H H a ácido m-cumárico 

H OCH3 OH H a ácido ferúlico 

H OCH3 OH OCH3 a ácido sináptico 

H OH OH H a ácido cafeico 

      

H H H H b ácido benzóico 

OH H H H b ácido salicílico 

H H OH H b ácido p-hidroxibenzoico 

H OCH3 OH H b ácido vanílico 

H OCH3 OH OCH3 b ácido siríngico 

H OH OH H b ácido protocatecuico 

OH H H OH b ácido gentísico 

OH OH OH OH b ácido gálico 

H OCH3 OH OCH3 c siringaldeído 

H OCH3 OH H c Vanilina 

Fonte: própria autora 
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Os flavonoides englobam o maior número de compostos fenólicos, com mais 

de cinco mil compostos que ocorrem na natureza (Tabela 4). Estes compostos são 

caracterizados por possuírem 15 carbonos (C6-C3-C6) em sua estrutura e dois anéis 

aromáticos (A e B) conectados por um heterocíclico de três átomos de carbono, anel 

C, (Figura 2). Os substituintes no anel C criam as variações de compostos dando 

origem a diversas classes (Moussa-Ayoub, El-Samahy, Kroh, & Rohn, 2011; 

Padilha et al., 2017). 

 
Tabela 4. Concentração (g.g-1) de alguns flavonoides em frutas e vegetais frescos. 

 
Quercetina Catequina Epicatequina Cianidina-hexose 

Amora 42,0 ± 9,0 7,2 ± 0,1 180,8 ± 10,9 852,1 ± 105,8 

Ameixa  5,4 ± 1,0 46,0 ± 11,3 22,2 ± 2,2 82,9 ± 12,0 

Araçá Amarelo 4,4 ± 1,0 n.d 720,5 ± 26,6 n.d 

Araçá Vermelho 3,4 ± 0,6 n.d 263,9 ± 21,3 354,7 ± 45,1 

Banana 12,9 ± 0,1 13,4 ± 4,4 2,0 ± 0,3 n.d 

Maçã 1,3 ± 0,1 12,2 ± 0,8 61,1 ± 3,7 n.d 

Morango 0,9 ± 0,1 63,6 ± 5,5 0,2 ± 0,0 5,0 ± 0,1 

Pêra 4,3 ± 0,0 2,8 ± 0,4 75,4 ± 12,0 12,2 ± 0,7 

Pêssego 9,9 ± 0,5 23,3 ± 5,7 n.d 1,4 ± 0,1 

Azeitona preta 40,7 ± 16,9 2,3 ± 0,0 n.d 106,2 ± 23,6 

Cebola Roxa 13,1 ± 1,5 n.d n.d 15,0 ± 23,6 

Ervilha n.d 1,0 ± 0,1 1,0 ± 0,1 n.d 

Feijão 63,0 ± 6,4 162,3 ± 9,7 375 ± 13,7 1,3 ± 0,3 

n.d = não detectado 

Fonte: adaptado de Arts et al., 2000; Crozier et al., 1997;Dalla Nora et al., 2014; Harnly et al., 

2006; Kim et al., 2003; Medina et al., 2011; Ribeiro et al., 2014; Silva et al., 2014; Vanzani et al., 

2005; Pascual-Teresa et al., 2000; Rebello et al., 2014; Mikulic-petkovsek et al., 2012; Kolniak-ostek, 

2016; Scordino et al., 2012; Rahmanian et al., 2015. 
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Figura 2. Estrutura química básica dos flavonoides. 

Fonte: própria autora 

 

Hidroxilas e metoxilas também estão presentes em diferentes posições nos 

anéis A e B, o que propicia uma grande variedade de moléculas em cada uma 

dessas classes dos flavonoides (Tabela 5). O anel B é tipicamente hidroxilado 

podendo, também, ter éteres metílicos como substituintes. Além disso, os 

flavonoides podem estar ligados a açúcares, como ramnose, rutinose e glicose 

(Vermerris & Nicholson, 2006). 

Os flavonóis são comuns em angiospermas (arroz, milho, trigo, feijão, entre 

outros) e muito característicos de cebola e alho. O anel C dos flavonóis contém um 

grupo cetona e tem uma ligação carbono-carbono insaturada. Os flavonóis mais 

amplamente distribuídas na natureza incluem quercetina, rutina, kaempferol e 

miricetina. As flavonas apresentam estrutura semelhante aos flavonóis, porém sem a 

oxigenação no C-3. Aipo, salsa e ervas são boas fontes de flavonas, como a 

apigenina e luteolina (Moussa-Ayoub et al., 2011). 

As antocianidinas são flavonoides estruturalmente relacionados com a 

flavona. São pigmentos encontrados nas plantas, sendo que sua cor é determinada 

pelo pH da seiva. O azul e o vermelho de determinadas flores e frutos podem ser 

devidos ao mesmo glicosídeo, em pH diferente. As antocianinas, derivadas das 

antocianidinas, estão na forma de cátion flavílium e são ligadas a açúcares nas 

matrizes vegetais. Romãs, ameixas, uvas tintas e, consequentemente, o vinho tinto 

são fontes de antocianidinas (Sharma et al., 2016). 
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Tabela 5. Estrutura química das diferentes classes dos flavonoides. 

Flavonoide Substituição Exemplos 

 

Flavonóis 

O

O

OH

 

  

3,5,7,3’,4’ – OH Quercetina 

5,7,3’,4’ – OH; 3 – rutinose Rutina 

Flavanóis 

O

OH  

  

3,5,7,3’,4’ – OH Catequina 

3,5,7,3’,4’ – OH Epicatequina 

5,7,3’,4’ – OH; 3 – O-glicosídeo 
Catequina 3-O-

glicosídeo 

Flavonas 

O

O  

5,7,4’ – OH Apigenina 

 

Flavanonas 

O

O  

  

5,4’ – OH; 7- rhamnoglicose      Naringina 

3,5,7,3’,4’ – OH      Taxifolin 

  

  

  
 

(continua) 
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Flavonoide Substituição Exemplos 

Isoflavonas 

O

O
 

  

5,7,4’ – OH 

 

 

 

Genisteina 

 

 

 

Antocianidinas 

O
+

OH  

  

 

 

3,5,7,3’,4’ – OH 

 

 

 

 

Cianidina 

 

Fonte: própria autora 

Os flavanóis formam a subclasse de flavonoides mais complexa abrangendo 

desde simples monômeros (catequina, epicatequina, epigalocatequina) até 

estruturas complexas incluindo os oligômeros e polímeros de até 50 unidades 

denominados proantocianidinas. Esses compostos são encontrados em chás, cacau, 

uvas e vinho tinto (Díaz-de-Cerio et al., 2017).  

As flavanonas são caracterizadas pela ausência de ligação dupla no anel C e 

apresentam um centro quiral no C-2. As principais flavanonas encontrados em 

plantas são a naringina, taxifolina e hesperedina, comumente encontradas em frutas 

cítricas. As isoflavonas possuem o anel B ligado ao C 3 ao invés C 2. As isoflavonas 

são encontradas quase exclusivamente em leguminosas, sendo a soja amplamente 

estudada e conhecida como fonte de isoflavonas.  A daidzeína e a genisteína são as 

principais representantes dessa classe (Rodriguez-Mateos et al., 2014). 

(continuação) 
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3.1.2. Compostos fenólicos extraíveis e não extraíveis 

 

Grande parte dos estudos sobre compostos fenólicos se concentra nos 

compostos fenólicos extraídos de alimentos vegetais com solventes orgânicos ou 

mistura de água e solventes orgânicos. No entanto, uma parte considerável dos 

compostos fenólicos não é extraída pela aplicação de extração direta com solventes 

orgânicos e, portanto, é ignorada. Estudos recentes demonstraram que estes 

compostos fenólicos não extraíveis são uma parte importante da dieta total e que 

exibem uma atividade biológica significativa (Durazzo, 2018; Pérez-

Ramírez et al., 2018). 

Os compostos fenólicos extraíveis (CFE) são aqueles que, por definição, são 

extraídos da matriz pela aplicação direta de solventes orgânicos-aquosos. Na sua 

maioria, são moléculas de baixa massa molecular agrupados em diversas classes e 

subclasses (descritas previamente no item 3.1.1). Por outro lado, os compostos 

fenólicos não extraíveis (CFNE) permanecem nos resíduos das extrações prévias e 

somente são liberados por hidrólise química ou enzimática. Os compostos não 

extraíveis podem ser polifenóis (proantocianidinas ou ligados a polissacarídeos) ou 

compostos fenólicos de baixa massa molecular ligados a matriz (ácidos fenólicos) 

(Durazzo, 2018). 

A extração de compostos fenólicos é afetada por fatores como solvente 

utilizado, tempo e temperatura assim como pela matriz da qual se deseja extraí-los.  

Para os ligados, a hidrólise deve levar em conta o tipo de ligação dos compostos 

alvo com a matriz. Moléculas de alta massa molecular ou fracamente ligadas à 

matriz vegetal são chamadas de CFNE classe I, enquanto que os compostos ligados 

fortemente aos diferentes constituintes do tecido vegetal como pectina e proteínas 

estruturais são denominados CFNE classe II (Pérez-Jiménez & Torres, 2011). 

Devido a sua natureza complexa, a extração dos CFNE deve seguir duas 

etapas. Primeiramente, a matriz é submetida a uma extração exaustiva com solvente 

(água e solventes orgânicos) para a retirada total dos compostos fenólicos extraíveis 

e de outros compostos orgânicos solúveis. O resíduo da amostra deve passar, 
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então, por hidrólise química ou enzimática para liberação dos CFNE (Pérez-Jiménez 

et al., 2013). 

A hidrólise enzimática é realizada através da aplicação de uma mistura de 

enzimas, tais como celulases, hemicelulases, pectinases, amilases e glucanases. A 

hidrólise por reação enzimática tem seu efeito dependente da ligação do composto à 

matriz e da enzima aplicada, além disso, é influenciada pelo tamanho de partícula da 

amostra e pelo solvente utilizado após a hidrólise. Como desvantagem, esse método 

tem custo elevado (Meyer et al., 1998; Moussa-Ayoub et al., 2011) 

A hidrólise química, por sua vez, pode ser ácida ou alcalina. Na hidrólise 

alcalina acontece a quebra da ligação éster do composto fenólico ao tecido vegetal 

causando a liberação do composto fenólico da cadeia de polissacarídeo. As bases 

mais utilizadas para o tratamento alcalino são: hidróxido de sódio, hidróxido de 

amônio e hidróxido de cálcio. Infelizmente, o uso da hidrólise alcalina pode causar 

degradação de alguns compostos fenólicos. Alguns estudos relataram perdas de até 

67% de ácido cafeico em sementes oleaginosas que sofreram tratamento alcalino 

(Krygier et al., 1982; Verma et al., 2009). 

Para a hidrólise ácida são utilizados ácidos inorgânicos como o ácido 

clorídrico e o ácido sulfúrico. Neste tratamento ácido, ocorre a hidrólise das ligações 

glicosídicas da celulose e hemicelulose, além de solubilizar os açúcares. Neste 

método, o binômio tempo e temperatura é essencial, já que estudos reportaram 

perdas de flavonóis em tratamentos a 90 °C por uma hora. Metanol acidificado com 

HCl tem demonstrado bons resultados na extração dos compostos fenólicos ligados, 

sendo um método acessível e rápido  (Arranz & Calixto, 2010; Moussa-Ayoub et al., 

2011). 

 

3.1.3. Efeitos benéficos à saúde atribuídos aos CFE e CFNE 

 

Algumas doenças crônico-degenerativas, como problemas cardiovasculares, 

diabetes do tipo 2, câncer e doenças neurodegenerativas possuem sua etiologia 
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associada ao estresse oxidativo e nitrosativo. Um grande número de trabalhos indica 

que o consumo de alimentos ricos em compostos fenólicos pode reduzir o risco 

dessas doenças (Shahidi & Ambigaipalan, 2015). Os mecanismos envolvidos ainda 

são objeto de estudos, porém, um dos mais citados atribui aos CF a capacidade 

direta de auxiliar o organismo na desativação de espécies reativas de oxigênio 

(ROS). Trabalhos recentes têm indicado que a microbiota intestinal tem um papel 

importante na liberação dos compostos fenólicos e de seus metabólitos no 

organismo e, ainda, que os próprios compostos fenólicos afetam diretamente na 

formação da microbiota intestinal (González-Sarrías et al., 2017; Tomás-Barberán et 

al., 2017). 

Os compostos fenólicos são conhecidos pelas suas propriedades 

relacionadas à saúde, como efeitos anti-inflamatórios e hipotensivos. Esses efeitos 

devem-se a diferentes processos como a interação da expressão gênica com a 

microbiota intestinal e também pela sua ação antioxidante (Rodriguez-Mateos et al., 

2014). Os CFE tem sido largamente objeto de estudos epidemiológicos e clínicos, 

porém, somente nos últimos anos as contribuições dos CFNE tem sido consideradas 

(Pérez-Ramírez et al., 2018). 

O efeito potencial da microbiota intestinal na saúde humana tem sido cada 

vez mais evidente. Desde o advento das técnicas de sequenciamento de genes e a 

bioinformática, a microbiota intestinal tem sido associada à obesidade, doenças 

cardiovasculares, doenças autoimunes, funções cerebrais entre outros. Isso resultou 

em diversas pesquisas que investigaram a microbiota intestinal e seu impacto no 

metabolismo humano sob condições diferentes (Kau et al., 2011; Tilg & Kaser, 

2011). 

Similarmente, alimentos ricos em compostos fenólicos foram testados quanto 

aos seus efeitos nos fatores de risco cardiovascular, inflamatório e em relação a 

funções cognitivas. Apesar do grande número de compostos fenólicos que compõe a 

alimentação humana, poucos são absorvidos no trato gastrointestinal superior. O 

restante alcança o cólon intacto onde estão sujeitos ao catabolismo pela microbiota 

intestinal (Jaganath et al., 2009).  
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Os produtos (ácidos fenólicos ou outros intermediários metabólicos estáveis) 

podem ser os principais agentes de ações benéficas ao organismo. Por exemplo, o 

metabólito ácido 3,4-di-hidroxifenilacético mostrou maiores efeitos in vitro em termos 

de capacidade antioxidante, anti-inflamatório e antiagregante plaquetário do que 

seus compostos precursores, a rutina e a quercetina (Monagas et al., 2009). 

Uma evidência crescente indica que os compostos fenólicos moldam a 

diversidade e a abundância das bactérias no trato digestivo humano. Os 

mecanismos exatos dessas relações não são compreendidos e não são totalmente 

explorados, apesar de diversas pesquisas recentes. A combinação de alimentos e 

bebidas derivados de plantas em nossa dieta compõem misturas complexas de 

compostos fenólicos com múltiplas atividades aditivas ou sinérgicas entre seus 

componentes (Cardona et al., 2013). 

A resposta dos indivíduos em pesquisas com ingestão de compostos 

fenólicos varia muito com diferenças no metabolismo de cada composto fenólico, o 

que pode ser atribuída a diferenças na composição da microbiota intestinal. A 

hipótese de que parte do impacto da microbiota intestinal no organismo do indivíduo 

poderia ser ditada pelo impacto dos CF sobre as bactérias do intestino (pré e pró-

biótico) tem sido relatada. Além disso, o metabolismo dos componentes da matriz 

pelas bactérias intestinais  (González-Sarrías et al., 2017). 

Além disso, por estarem ligados ou “presos” à celulose e hemicelulose nas 

plantas, os CFNE são partes constituintes das fibras alimentares de frutas e 

vegetais. Os CFNE exercem efeitos significativos sobre as propriedades físico-

químicas das fibras alimentares os quais influenciam suas propriedades fisiológicas. 

Estudos recentes têm explorado o efeito associado das fibras vegetais e dos CFNE 

a elas ligados já que, de acordo com a matriz, aproximadamente 50% do conteúdo 

de compostos fenólicos encontra-se ligado às fibras (Macagnan et al., 2018). 

O conteúdo de compostos fenólicos nos alimentos tem sido amplamente 

subestimado nessas hipóteses, tendo em vista o teor de CFNE não computado. 

Pesquisas recentes demonstraram que os CFNE liberam moléculas de baixa massa 

molecular (ácidos fenólicos e seus derivados) no trato digestivo humano. Após 
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liberação da matriz ou despolimerização no intestino, eles são geralmente 

hidrolisados através de vias semelhantes aos CFE, levando a metabolitos similares 

(Pérez-Jiménez & Saura-Calixto, 2015; Tomás-Barberán et al., 2017). 

 

3.2.  Métodos para Quantificação de compostos fenólicos 

 

A compreensão da importância e dos mecanismos de ação dos CFE e CFNE 

no organismo humano depende essencialmente do conhecimento do perfil quali e 

quantitativo desses compostos presentes nos alimentos. Apesar de um grande 

número de técnicas analíticas para determinação de compostos fenólicos livres e 

não extraíveis serem encontrados na literatura, ainda não se têm um método 

padrão. Isso está diretamente relacionado à diversidade estrutural, complexidade da 

matriz e da interação desses compostos com outros componentes celulares 

(Chisté & Mercadante, 2012). 

A análise de teor de fenólicos totais é normalmente realizada por métodos 

simples, como os espectrofotométricos. Quando se deseja uma certa seletividade, 

os métodos que utilizam cromatografia líquida de alta eficiência (HPLC) oferecem 

uma melhor resposta. Porém, este método ainda deixa lacunas quanto à 

identificação dos compostos que somente têm sido resolvidas com o espectrômetro 

de massas (Bronsema et al., 2012). 

 

3.2.1. Método espectrofotométrico Folin-Ciocalteu 

Devido a sua simplicidade e baixo custo, os métodos espectrofotométricos são os 

mais largamente utilizados para a determinação de compostos fenólicos totais em 

alimentos. O método mais conhecido utiliza o reagente Folin-Ciocalteu que se trata 

de uma mistura de ácidos fosfomolibídico e fosfotúngstico, no qual o molibdênio e o 

tungstênio encontram-se no estado de oxidação VI, porém, na presença de 
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substâncias redutoras, como os compostos fenólicos, formam-se compostos que 

estão no estado de oxidação entre 5 e 6. 

 Para que esta reação ocorra, os compostos fenólicos devem estar na forma 

de fenolato, o que é conseguido pela utilização de um meio reacional contendo 

carbonato de sódio. Nessa condição os compostos fenólicos transferem elétrons 

para o reagente Folin-Ciocalteu, gerando óxidos azuis com absorção máxima a 

765 nm (Singleton & Rossi, 1965), o que permite a determinação da concentração 

das substâncias redutoras.. 

Esse método apresenta uma grande limitação, pois o reagente Folin-Ciocalteu 

pode reagir, também, com outros compostos redutores presentes na matriz. Por 

exemplo, o ácido ascórbico e outros compostos orgânicos naturalmente presentes 

nos vegetais reagem facilmente com o Folin-Ciocalteu gerando, assim, resultados 

superestimados. Estudos relatam concentrações de compostos fenólicos até cinco 

vezes superiores àquelas encontradas pelo método utilizando HPLC em amostras 

de frutas e vegetais (Escarpa & González, 2001). 

Para melhorar a seletividade dessa análise pode-se realizar extração em fase 

sólida (SPE) nas amostras para purificação dos compostos fenólicos, porém, isso 

elevaria consideravelmente o custo da análise. Além disso, outra limitação deste 

método é o fato de gerar um resultado da concentração total de compostos fenólicos 

e, portanto, nenhuma informação sobre a concentração individual de cada composto 

(Atoui et al., 2005). 

Deste modo, o método Folin-Ciocalteu é mais adequado como um indicativo 

da capacidade redutora da amostra analisada do que propriamente do teor de 

compostos fenólicos. Para quantificar os compostos fenólicos distinguindo-os por 

classes, métodos mais elaborados devem ser utilizados (Escarpa & González, 

2001). 
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3.2.2. Método HPLC-DAD 

 

A cromatografia líquida de alta eficiência (HPLC) é o método dominante para 

separação e quantificação de CFE e CFNE. Colunas cromatográficas de fase 

reversa (baixa polaridade; ex: octadecilsilano C18) são as mais utilizadas mesmo 

que sua habilidade seja limitada quando se trata de polifenóis de alta massa 

molecular. Em uma coluna de C18, a separação de grandes polímeros é feita com 

boa resolução até os tetrâmeros, o que não afeta a identificação e quantificação dos 

compostos fenólicos ligados, uma vez que a hidrólise realizada na extração 

transforma polímeros em ácidos fenólicos. Geralmente as colunas C18 utilizadas 

possuem tamanho de partícula entre 4 m e 5 m (Sun & Spranger, 2005). 

 A separação dos analitos ocorre utilizando-se gradiente de eluição de água 

ultrapura e acetonitrila ou metanol, ambos acidificados com ácido um ácido orgânico 

fraco, como o fórmico, fosfórico ou acético. Normalmente o tempo de corrida nessas 

condições é elevado (~60 min). Tem crescido o número de trabalhos determinando 

compostos bioativos por cromatografia líquida de ultra eficiência (UPLC) como forma 

de diminuir o tempo de análise desta técnica além de melhorar a eficiência de 

separação. A UPLC é caracterizada pela utilização de colunas cromatográficas com 

fases estacionárias com tamanho de partícula menores que 2 m, permitindo 

análises mais rápidas e eficientes (Pereira et al., 2010; Liu et al., 2017) 

Os compostos fenólicos possuem múltiplas ligações duplas conjugadas e, 

assim, possuem absorção no espectro UV-vis. Para uma ampla análise dos 

compostos fenólicos de diversas classes, o detector de arranjo de diodos (DAD) 

permite uma varredura completa da absorção dos compostos na região do UV-vis, 

sendo a faixa mais utilizada de 200 a 800 nm (Motilva et al., 2013). 

Ácidos fenólicos possuem dois picos de máxima absorção (em 210-220 nm e 

278 nm), desta forma, a maioria dos estudos utilizam o comprimento 280 nm para 

quantificação dos ácidos fenólicos. A absorção molar dos ácidos fenólicos varia com 

a sua estrutura molecular, por exemplo, polímeros de procianidina tem uma 

absorção molar mais alta que polímeros de prodelfinidina. Na sua maioria, os 
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compostos fenólicos não extraíveis são compostos por derivados do ácido 

hidroxibenzoico e derivados do ácido hidroxicinamico. O ácido hidroxibenzoico tem 

absorção máxima por volta de 280 nm enquanto o segundo tem absorção máxima 

em 320 nm (Rohr et al., 2000). 

Apesar dessas diferenças, diversos compostos de mesmo máximo de 

absorção coeluem (possuem o mesmo tempo de retenção), fazendo com que a 

quantificação desses compostos seja dificultada. A complexidade de composição de 

uma matriz vegetal impossibilita a quantificação dos compostos similares somente 

pelo detector DAD (Mezni et al., 2018). 

Além disso, para identificação de compostos fenólicos devidamente 

separados, se faz necessário o uso de padrões analíticos comerciais para fins de 

comparação e confirmação. Isso onera muito o custo da análise uma vez que uma 

amostra pode conter centenas de compostos fenólicos e não seria viável a aquisição 

de padrões analíticos para cada composto encontrado. O método HPLC-DAD é, 

também, pouco sensível apresentando elevados limites de detecção e quantificação, 

não sendo ideal para identificação e quantificação de compostos fenólicos livres e 

não-extraíveis (Mesquita & Monteiro, 2018). 

 

3.2.3. Espectrometria de massas 

 

A utilização da espectrometria de massas permite a obtenção de informações 

de grande relevância para a determinação dos CFE e CFNE. A seletividade 

intrínseca da técnica revolucionou grandes áreas da química analítica onde traços 

de analitos orgânicos puderam ser detectados em matrizes complexas. A técnica 

permite a identificação e quantificação dos compostos, pois fornece informação 

estrutural dos analitos, mesmo sem a comparação com padrões analíticos (Kruve et 

al., 2015). 

O espectrômetro de massas mede a concentração de moléculas ionizadas 

geradas na amostra. Para isso, os compostos são ionizados através de uma fonte 
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de ionização. Os íons gerados passam por um analisador de massas onde são 

separados de acordo com a sua razão massa/carga (m/z) seguindo, então, para um 

detector (Figura 3). A introdução da amostra e ionização se dá à pressão 

atmosférica enquanto o analisador de massas e o detector operam no vácuo  

(Gross, 2011). 

 
Figura 3. Diagrama de blocos de um espectrômetro de massas. 

Fonte: própria autora 

 

A introdução da amostra no equipamento pode se dar de forma direta ou 

conectada em série após a saída do equipamento HPLC-DAD, formando o sistema 

conhecido como HPLC-DAD-MS. Esse sistema é complexo e possui um grande 

número de parâmetros de ionização e detecção que devem ser otimizados a fim de 

obter os resultados esperados  (La Barbera et al., 2017). 

 

3.2.3.1. Fontes de Ionização 

 

O advento da ionização à pressão atmosférica (API) tornou possível a 

geração de íons em fase gasosa com pouca ou nenhuma decomposição do analito, 

sendo ele de baixa ou alta massa molecular. As fontes do tipo API permitem a 

formação dos íons em fase gasosa diretamente de um fluxo líquido, perfeito para o 

uso acoplado a HPLC-DAD. As fontes API mais comumente usadas são: 

electrospray (ESI) e ionização química à pressão atmosférica (APCI) (Kruve et al., 

2015). 

Dentre os métodos de ionização, as fontes ESI são muito versáteis e por isso 

as mais aplicadas para os compostos fenólicos livres e ligados. O mecanismo de 

ionização dessa fonte se dá pela injeção da amostra através de uma agulha de 

Introdução 
da amostra

Fonte de 
íons 

Analisador 
de massas Detector
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nebulização onde ela é submetida a um spray eletrolítico sob pressão atmosférica. 

Um fino spray (aerosol) se forma (cone de Taylor) na presença de um alto campo 

elétrico de alta voltagem (Figura 4). O contra-íon é oxidado (ou reduzido) e formam-

se gotas com excesso de carga positiva ou negativa. O solvente evapora com o 

auxílio do gás secante (N2). O volume das gotas é reduzido e gotas se subdividem 

devido à alta densidade de cargas. Isso causa a dessorção dos íons na fase gasosa, 

sendo então conduzidos até o analisador de massas (Gross, 2011). 

 

Figura 4. Mecanismo de ionização da fonte ESI. 

Fonte: adaptado de Westman-Brinkmalm & Brinkmalm, 2008. 

 

A desvantagem dessa fonte é sua susceptibilidade à supressão ou 

incremento iônico, gerando uma mudança de sensibilidade. Trata-se de um efeito da 

matriz muito comum, onde há a competição de componentes da matriz que coeluem 

com os compostos a serem analisados. Esse efeito pode resultar em uma perda de 

até mais de 90% de queda de sinal ou até mesmo o aumento de sinal gerando um 

resultado superestimado para o analito em questão (Kruve et al., 2015). 

Os mecanismos que envolvem a supressão iônica são muito complexos e 

ainda não foram totalmente elucidados. A supressão iônica deve ser reduzida ou 

eliminada nas análises e, quando não for possível, devem ser levadas em conta no 

cálculo dos resultados. A preparação adequada da amostra, utilização de fonte de 

ionização e o modo de ionização adequados e melhorias na separação 
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cromatográfica são parâmetros que influenciam diretamente o efeito da supressão 

iônica na amostra analisada (Trufelli et al., 2011). 

 

3.2.3.2. Analisadores de massas 

 

Os analisadores de relação massa/carga são os responsáveis por separar os 

íons gerados na fonte de ionização de acordo com a sua razão m/z para posterior 

detecção. Os analisadores mais comuns são o quadrupolo (Q), armadilha de 

íons (IT), tempo de voo (ToF) e quadrupolo – tempo de voo (Q-ToF) que é uma 

versão híbrida dos analisadores quadrupolo e tempo de voo como forma de obter 

uma melhor resolução (Westman-Brinkmalm & Brinkmalm, 2009). 

O analisador de massas do tipo quadrupolo (Q) é formado por quatro hastes 

posicionadas em paralelo e ligadas eletricamente em pares, com sinais opostos e 

amplitudes iguais. A combinação de corrente direta e alternada faz com que 

somente íons com uma faixa de razão m/z restrita consiga atravessá-lo (Figura 5). O 

par de hastes na direção x atua como um filtro de modo que o íon C (com baixa m/z) 

é retido, e o par de hastes na direção y age como um filtro impedindo o íon A (com 

alta m/z). Somente o íon B com m/z na faixa estável é permitido através do filtro de 

massa quadrupolo para posterior detecção (Westman-Brinkmalm & Brinkmalm, 

2009). 

 

Figura 5. Analisador de massas do tipo quadrupolo (Q). 

Fonte: Westman-Brinkmalm & Brinkmalm, 2008. 
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O quadrupolo (Q) é caracterizado por ser simples, de baixa resolução 

(apenas 1 Dalton), barato, eficiente e robusto. Ainda, este tipo de analisador permite 

o acoplamento com outros, por exemplo, o triplo quadrupolo, onde o primeiro 

quadrupolo filtra a massa do precursor, o segundo quadrupolo age como uma célula 

de colisão – onde os íons serão fragmentados – e o terceiro filtra a massa do 

fragmento (Gross, 2011). 

O analisador de massas por armadilha de íons (IT) possui lentes na entrada 

que se abrem permitindo o ingresso de íons aprisionando-os pela mudança de 

voltagem das lentes que bloqueia a entrada. Os íons aprisionados são resfriados 

com gás Hélio e uma varredura de radiofrequência acontece detectando íons que 

apresentam órbita instável. Este analisador de massas, apesar de possuir baixa 

resolução, permite a realização de vários experimentos de fragmentação tornando-o 

ideal para identificação, porém não é aplicável para análises quantitativas 

(Hoffmann, 2005). 

O analisador por tempo de voo (ToF) tem como princípio separar moléculas 

de acordo com a diferença de tempo de chegada ao detector após serem aceleradas 

por uma voltagem constante e um campo elétrico conhecido. Quando os íons saem 

da região de aceleração, eles possuem energia cinética igual, porém, velocidades 

diferentes de acordo com sua relação m/z que, consequentemente, resultarão em 

tempos distintos, possibilitando a separação. Quanto maior a m/z, maior o tempo 

para chegar ao detector, e, a partir dessa relação juntamente com parâmetros 

experimentais conhecidos, pode-se identificar o íon. A análise de massas pelo ToF 

permite uma alta resolução, uma boa exatidão de massa medida e permite a 

realização de uma análise discriminatória dos analitos (Kruve et al., 2015). 

O analisador de massas quadrupolo-tempo de voo (Q-TOF), une as 

vantagens do quadrupolo e do tempo de voo. O quadrupolo age como um filtro de 

massas, restringindo as faixas de m/z e mantendo os íons em uma órbita estável 

enquanto o analisador por tempo de voo é capaz de separar estes íons (Figura 6). 
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Figura 6. Esquema de um analisador de massas Q-ToF. 

Fonte: adaptado de Westman-Brinkmalm & Brinkmalm, 2008. 

 

 

3.3.  Araçá amarelo e vermelho  

 

O araçá (Psidium cattleianum Sabine), pertencente da família Myrtaceae, é 

encontrado em estado nativo no Brasil desde Minas Gerais até o Rio Grande do Sul. 

O fruto do araçá pode ter casca na cor amarela ou vermelha, sugerindo que a 

espécie possa ser dividida em dois genótipos (Figura 7). Os dois genótipos 

possuem polpa clara, doce e levemente ácida. A fruta pode ser consumida in natura 

ou processada (doces, geleias e sucos) e tem alto potencial para o setor alimentício 

devido ao seu alto teor de compostos bioativos com capacidade antioxidante 

(Fetter et al., 2010; Patel, 2012). 

O araçá tem ganhado importância para a indústria farmacêutica devido ao seu 

alto teor de vitamina C até sete vezes maior que as frutas cítricas e sua alta 

capacidade antioxidante. Para o agronegócio, a vantagem do cultivo de araçá está 

na sua precocidade de produção e sua regular resistência às doenças e pragas, 

tornando-se uma promissora opção de cultivo, especialmente para os pequenos 

produtores rurais (Souza et al., 2018). 
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Estudos têm reportado um maior teor total de compostos fenólicos em relação 

ao fruto fresco em araçá vermelho (501,33 mg de equivalentes de ácido 

gálico (GAE) / 100 g de amostra) do que em amarelo (292,03 mg de GAE / 100 g) 

cultivados em Pelotas (RS-Brasil) (Biegelmeyer et al., 2011). No entanto, Luximon-

Ramma e colaboradores (2003) reportaram conteúdo total de compostos fenólicos 

similares entre os genótipos amarelo e vermelho (5372 mg e 5638 mg GAE / 100 g) 

para frutos cultivados em Maurícia (país da África). A maior quantidade de 

compostos fenólicos na variedade vermelha pode ser explicada pela presença de 

cianidinas que fornece a cor vermelha ao fruto (Dalla Nora et al., 2014; 

Vinholes et al., 2017). 

  
Figura 7. Araçá amarelo e vermelho 

Fonte: Safari Garden, 2018. 

 

O teor total de compostos fenólicos varia consideravelmente entre diferentes 

estudos. Esta diferença pode ser devido à região de cultivo, condições climáticas e 

ano agrícola dos estudos. Além disso, o método de extração e de quantificação 

utilizados também podem ser responsáveis pelas diferenças observadas (Pereira et 

al., 2018). A quantificação nesses estudos foi realizada pelos métodos 

Folin-Ciocalteu e HPLC-DAD com comparação com padrão analítico (Dalla Nora et 

al., 2014; Medina et al., 2011; Silva et al., 2014; Ribeiro et al., 2014). 

Diferentes perfis de compostos fenólicos foram encontrados para o araçá 

amarelo e vermelho na literatura atual (Tabela 6). Os compostos fenólicos mais 
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representativos no genótipo amarelo foram: ácido gálico e seus derivados e ácido 

elágico e seus derivados. A polpa do araçá amarelo apresentou maiores 

concentrações de compostos fenólicos quando comparada com a casca da fruta 

(Martínez-Valverde, Periago, Chesson, Provan, et al., 2002; Ribeiro et al., 2014). O 

genótipo vermelho tem como compostos majoritários a epicatequina e ácido gálico 

de um total de 9 compostos relatados (Dalla Nora et al., 2014; Medina et al., 2011). 

Embora os genótipos de araçá vermelho e amarelo possuam alguns compostos 

fenólicos comuns, faltam estudos comparando o perfil fenólico individual dos dois 

genótipos de araçá. Além disso, todos os trabalhos realizados com araçá amarelo e 

vermelho utilizam somente a extração dos CFE através de métodos simples 

utilizando solventes aquosos e orgânicos. Não se tem conhecimento do perfil de 

CFNE do araçá amarelo e vermelho.  

Tabela 6. Compostos fenólicos extraíveis (CFE) identificados em araçá amarelo e vermelho na 
literatura. 

Nº Composto fenólico Araçá amarelo  Araçá vermelho 

1 Epicatequina (Medina et al., 2011) (Medina et al., 2011) 

2 Epicatequina-epicatequina (Silva et al., 2014) - 

3 Galato de epicatequina (Ribeiro et al., 2014) - 

4 Ácido cumárico (Medina et al., 2011) (Medina et al., 2011) 

5 Ácido ferúlico (Medina et al., 2011) (Medina et al., 2011) 

6 Miricetina (Medina et al., 2011) (Medina et al., 2011) 

7 Cianidina glicosídeo - (Dalla Nora et al., 2014) 

8 Malvidina glicosídeo - (Dalla Nora et al., 2014) 

9 Cianidina - (Dalla Nora et al., 2014) 

10 Ácido clorogênico (Ribeiro et al., 2014) - 

11 Ácido clorogênico hexosídeo (Ribeiro et al., 2014) - 

12 Ácido gálico 
(Medina et al., 2011) 

(Silva et al., 2014) 
 

(Medina et al., 2011) 

13 Galoil hexosídeo (Silva et al., 2014) - 

14 Digaloil hexosídeo (Silva et al., 2014)  - 

15 Ácido trigaloilquínico (Ribeiro et al., 2014) - 
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Nº Composto fenólico Araçá amarelo  Araçá vermelho 

16 Ácido elágico  (Ribeiro et al., 2014) - 

17 Ácido elágico hexosídeo (Ribeiro et al., 2014) - 

18 Ácido elágico pentosídeo (Ribeiro et al., 2014) - 

19 Ácido elágico deoxihexosídeo (Ribeiro et al., 2014) - 

20 Elagitanino  (Ribeiro et al., 2014) - 

21 HHDP hexosídeo (Silva et al., 2014) - 

22 Di-HHDP hexosídeo I (Silva et al., 2014) - 

23 Di-HHDP hexosídeo II (Silva et al., 2014) - 

24 HHDP digaloil hexosídeo I (Silva et al., 2014) - 

25 HHDP digaloil hexosídeo II (Silva et al., 2014) - 

26 Quercetina (Medina et al., 2011) (Medina et al., 2011) 

27 Quercetina glicosídeo (Ribeiro et al., 2014) - 

28 Quercetina hexosídeo (Silva et al., 2014) - 

29 Quercetina pentosídeo (Ribeiro et al., 2014) - 

30 Quercetina deoxihexosídeo (Ribeiro et al., 2014) - 

31 Quercetina cumaroil deoxihexosídeo (Ribeiro et al., 2014) - 

32 Ácido metil-elágico hexosídeo (Silva et al., 2014) - 

33 Ácido metil-elágico pentosídeo (Silva et al., 2014) - 

34 Ácido metil-elágico deoxihexosídeo (Ribeiro et al., 2014) - 

35 Ácido metil-elágico acetil-deoxihexosídeo (Ribeiro et al., 2014) - 

36 Cinamoil-galoil hexosídeo (Ribeiro et al., 2014) - 

37 Ácido vanílico (Silva et al., 2014) - 

38 Taxifolin hexosídeo (Silva et al., 2014) - 

39 Eriodictriol hexosídeo (Silva et al., 2014) - 

Fonte: própria autora.  

(continuação) 
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4. MATERIAIS E MÉTODOS 

 

Reagentes e padrões 

 

Os seguintes reagentes e solventes foram utilizados: acetonitrila grau HPLC 

(J.T. Baker), metanol P.A. (Neon), ácido fórmico P.A. (Neon), ácido clorídrico 6M 

(Neon), carbonato de sódio anidro (Dinâmica) e Folin-Ciocalteu (Fator 1). A água 

ultrapura (Milli-Q) foi purificada por um sistema Millipore. As fases móveis foram 

filtradas em filtros de acetato de celulose 0,22 m (Sartorius) e PTFE 0,22 m 

(Sartorius). Para as amostras aquosas foram utilizados filtros de seringa do tipo 

acetato de celulose de 0,22 m (Allcrom).  

Um total de 17 padrões analíticos de compostos fenólicos (pureza 97-99%, 

Sigma-Aldrich) foram utilizados para a otimização e validação do método, 

nomeadamente: ácido elágico, ácido p-cumárico, quercetina, quercetina-

3-glicosídeo, epigalocatequina, galato de epicatequina, resveratrol, kaempferol, 

ácido gálico, ácido ferúlico, ácido cafeico, catequina, rutina, ácido clorogênico, 

epicatequina, ácido hidroxibenzoico e daidzeína.  

Para construção das curvas analíticas utilizadas na quantificação foram 

utilizados oito representantes de classes dos compostos fenólicos (ácido gálico, 

ácido ferúlico, ácido cafeico, catequina, rutina, ácido clorogênico, epicatequina, ácido 

hidroxibenzoico) e a daidzeína como padrão interno. A escolha da daidzeína como 

padrão interno levou em consideração a ausência deste composto fenólico em frutas 

por ser característico de derivados de soja (Tomás-Barberán et al., 2017). 

 

4.1. Amostragem 

 

As amostras de araçá amarelo e vermelho foram doadas pela Embrapa Clima 

Temperado. Os araçás foram produzidos nos Campos Experimentais da sede da 
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empresa, localizada no município de Pelotas – RS (coordenadas: 31º40’47”S e 

52º26’24”W) a 60 metros de altitude. A classificação do clima da região é do tipo 

“Cfa” - clima temperado, com chuvas bem distribuídas ao longo do ano e verões 

quentes (Mota et al., 1986). O cultivo não fez uso de irrigação ou de tratamentos 

fitossanitários como aplicação de pesticidas. 

As amostras foram colhidas em ponto de maturação maduros e transportadas 

para o laboratório a 5,0 ± 1,0 °C, onde foram liofilizadas e pulverizadas com gral e 

pistilo. A amostra em pó foi embalada a vácuo em embalagens plásticas em porções 

de 30 g e armazenadas a - 18,0 ± 0,5 °C até o momento das análises. 

 

4.2. Extração de compostos fenólicos extraíveis (CFE) e não extraíveis (CFNE) 

 

Os CFE foram extraídos baseado no método de Rodrigues e colaboradores 

(2013b) a partir da amostra do araçá amarelo ou vermelho liofilizado e moído (0,5 g) 

utilizando 5 mL de uma mistura metanol:água (8:2, v/v, acidificada com 0,35 % de 

ácido fórmico) através da agitação em vortex (USC-1400 - Unique) por 3 minutos. O 

extrato obtido foi centrifugado a 3000 g por 5 minutos (4 °C) e o sobrenadante foi 

transferido para um balão de fundo chato. Esse procedimento foi repetido até a 

extração exaustiva dos CFE. A extração exaustiva foi avaliada pela reação dos 

sobrenadantes obtidos com o reagente Folin-Ciocalteu, sendo a não geração de 

produtos de coloração azul o indicativo de extração exaustiva dos CFE da amostra. 

Um total de 8 repetições foram necessárias para extrair os CFE dessa fração. Os 

extratos obtidos foram reunidos e concentrados em evaporador rotativo para a 

remoção do metanol. O extrato aquoso de CFE obtido foi utilizado para a análise por 

LC-DAD-ESI-MS/MS e para a determinação da capacidade antioxidante dessa 

fração. 

Os CFNE foram obtidos a partir do tratamento do resíduo sólido (pellet), 

gerado na extração dos CFE, com solvente contendo ácido forte. O pellet foi 

submetido a hidrólise utilizando 20 mL de metanol acidificado com HCl (15 %, v/v) 

durante 15 minutos em banho-maria à 90 °C. O extrato obtido foi reservado por 10 
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minutos a temperatura ambiente e, então, centrifugado a 3000 g por 5 minutos 

(4 °C). O sobrenadante foi transferido para um balão de fundo chato e o 

procedimento repetido. Após a segunda hidrólise, o pellet foi extraído com metanol 

por oito vezes para garantir a extração exaustiva dos CFNE. Os extratos foram 

reunidos e concentrados em evaporador rotativo para remoção do metanol. O 

extrato aquoso de CFNE obtido foi utilizado para a análise por LC-DAD-ESI-MS/MS 

e para a determinação da capacidade antioxidante dessa fração. 

Todas as frações (CFE e CFNE) dos araçás foram filtradas em filtros de 

acetato de celulose (0,22 m) antes da análise por LC-DAD-ESI-MS/MS. Os extratos 

de CFE e CFNE de cada araçá foram obtidos em triplicata (n=3). 

 

4.3.  Determinação de fenólicos totais por Folin-Ciocalteu 

 

O método foi executado de acordo com Singleton & Rossi, 1965. Uma 

alíquota de 1 mL do extrato foi transferida para um balão volumétrico de 25 mL 

juntamente com 9 mL de água e 1 mL do reagente Folin-Ciocalteu, agitado 

manualmente e deixado em repouso por 4 min. Um total de 10 mL da solução de 

água e Na2CO3 (7%) foi adicionado ao balão e o volume foi aferido com água. 

A absorbância foi medida em espectrofotômetro (Espectralle 8452A) a 

765 nm. A quantificação dos compostos fenólicos foi realizada a partir de uma curva 

analítica construída com ácido gálico nas concentrações de 12,5 a 300 mg.L-1. Os 

resultados foram expressos em g de equivalente a ácido gálico (EAG). g-1 de 

amostra liofilizada. 

 

 

 



 

 

45 

 

4.4.  Análise por LC-DAD-ESI-MS/MS 

 

A identificação e a quantificação dos compostos fenólicos foram realizadas 

utilizando um cromatógrafo a líquido de alta eficiência (LC) da Shimadzu (Quioto, 

Japão), contendo os seguintes módulos: duas bombas LC-20AD, desgaseificador 

DGU-20A, injetor automático SIL20AHT, detector de arranjo de diodos SPD-M20A 

(DAD) e forno de coluna CTO-20A. O LC foi conectado em série a um espectrômetro 

de massas (MS) da Bruker Daltonics (micrOTOF-Q III, Bremen, Alemanha) com 

fonte de ionização por electrospray (ESI) e analisador de massas quadrupolo-tempo 

de voo (Q-TOF).  

Os compostos fenólicos foram separados no LC utilizando como referência o 

método descrito previamente por Rodrigues et al. (2013). Com o objetivo de otimizar 

a separação cromatográfica dos compostos fenólicos, alguns experimentos foram 

conduzidos. Nesses experimentos foram avaliados os seguintes parâmetros: 

temperatura do forno (29 e 35 °C), tamanho de partícula da coluna C18 (4 e 5 µm), 

solvente da fase móvel (acetonitrila e metanol) e quantidade de ácido fórmico (0,1, 

0,5 e 1 %) na fase móvel. Para o tamanho de partícula da coluna C18, foram 

utilizadas duas colunas: coluna Phenomenex C18 de 4 µm (250 X 4,6 mm) e coluna 

Merck C18 de 5 µm (250 X 4,6 mm). A resolução (Rs) foi utilizado como parâmetro 

de separação entre os picos cromatográficos, sendo considerados separados os 

picos adjacentes com valor de Rs ≥ 1,5 (AOAC, Horwitz, 2012). 

Após a separação dos compostos fenólicos no LC, o eluato da coluna foi 

dividido utilizando uma conexão em forma de “T” de forma que apenas 0,5 mL.min-1 

do fluxo seguiu para o MS. A fonte ESI foi operada nas seguintes condições: modos 

negativo e positivo de ionização, faixa de varredura (scan range) de m/z 50 a 1000, 

temperatura e fluxo do gás (N2) secante: 310 °C e 8 L.min-1, pressão do gás 

nebulizador: 4 bar. A voltagem do capilar (500 a 6000 Volts) e a energia de 

fragmentação (5 a 100 eV) na célula de colisão foram otimizadas. A intensidade do 

sinal (TIC - total ion current) e o erro de massa (ppm) (equação 1) foram utilizados 

como parâmetros de avaliação do método. 
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𝐸𝑚 =  
𝑚𝑡 − 𝑚𝑒

𝑚𝑡
   𝑥 10଺       (1) 

 Onde: 

 𝐸𝑚 = erro de massa (ppm) 

 𝑚𝑡 = massa exata teórica 

 𝑚𝑒 = massa acurada 

Os compostos fenólicos foram identificados considerando os seguintes 

parâmetros: massa acurada, padrão de fragmentação, ordem de eluição em coluna 

C18 e características de absorção no UV-vis. A quantificação dos compostos 

fenólicos foi realizada por padronização interna utilizando as curvas analíticas de 8 

padrões analíticos de compostos fenólicos (ácido gálico, ácido ferúlico, ácido 

cafeico, catequina, rutina, ácido clorogênico, epicatequina, ácido hidroxibenzoico) e 

a daidzeína como padrão interno. As curvas analíticas foram construídas a partir da 

análise de nove concentrações na faixa de 0,1 a 6 mg.L-1. O método foi validado a 

partir da análise dos seguintes parâmetros de desempenho: linearidade (R²), limites 

de detecção (LD) e quantificação (LQ), repetibilidade, recuperação e efeito de 

matriz. 

Os limites de detecção (LD) e quantificação (LQ) foram determinados de 

acordo com a metodologia do ICH (2005). Este método calcula os limites com os 

resultados obtidos das curvas analíticas através da relação entre o erro padrão e a 

inclinação da curva, de acordo com as equações 2 e 3. 

𝐿𝐷 = 3,3 × 
𝑠

𝑏
         (2) 

𝐿𝑄 = 10 × 
𝑠

𝑏
          (3) 

Onde:  

𝑠 = o erro-padrão da curva analítica 

𝑏 = inclinação da curva analítica 
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 A exatidão do método foi avaliada por testes de recuperação nos quais foram 

adicionados à amostra diferentes concentrações dos padrões de compostos 

fenólicos: baixo (1,5 mgL-1), médio (3,5 mgL-1) e alto (5,5 mgL-1). A recuperação foi 

realizada (n=3) a partir da extração exaustiva de cada concentração adicionada. 

Esses resultados também foram utilizados para estimar a repetibilidade do método.  

O efeito matriz foi determinado através da infusão pós-coluna de uma solução 

contendo 4 padrões analíticos (rutina, ácido hidroxibenzoico, ácido ferúlico e ácido 

cafeico) na concentração de 20 mg.L-1 através de uma bomba de infusão (Figura 8). 

O critério para a escolha dos padrões foi a ausência deles na matriz. O efeito matriz 

foi analisado pela diferença entre o sinal absoluto dos padrões injetados 

simultaneamente com solvente puro e com a matriz, conforme a equação 4. 

𝑆𝑢𝑝 =  
𝑆𝑃 − 𝑀

𝑆𝑃
   𝑥 100       (4) 

Onde: 

𝑆𝑢𝑝 = supressão de sinal de cada composto fenólico (%) 

𝑆𝑃 = sinal absoluto do padrão em solvente puro 

𝑀 = sinal absoluto do padrão em contato com a matriz 

 

 

Figura 8.Esquema da análise do efeito de matriz no sistema HPLC-MS 

Fonte: adaptado de Arsand (2015). 
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4.5. Capacidade de desativação do radical peroxila (ROO) 

 

A capacidade de desativação de ROO dos CFE e CFNE foi determinada de 

acordo com o método descrito por Ou et al. (2001). O sistema reacional monitora o 

efeito do extrato ou do padrão (Trolox) no decaimento da fluorescência resultante da 

oxidação induzida pelo ROO da fluoresceína. O ROO foi gerado através da 

decomposição de AAPH a 37 °C. A mistura reacional continha 25 L dos extratos 

previamente diluídos em tampão fosfato de potássio 75 mM, e 150L da solução de 

trabalho de fluoresceína (81 nM). A placa foi incubada por 10 min a 37°C, sendo os 

últimos 3 min sob agitação constante. Na sequência foram adicionados 25 L da 

solução de AAPH (152 mM). O monitoramento do decaimento da fluorescência foi 

realizado através de um leitor de fluorescência (Enspire 2300, Multimode Plate 

Reader, Perkin Elmer, USA) a 37°C por 60 minutos. Foram usados comprimentos de 

onda de excitação e emissão de 485 nm e 528 nm, respectivamente. 

A capacidade de desativação de ROO foi calculada de acordo com o método 

de Ou et al. (2001) e expressa em mol equivalente ao Trolox por g de extrato 

liofilizado (mol TE. g-1 extrato).  

 

4.6. Análises estatísticas 

 

As diferenças entre os valores da quantificação de compostos fenólicos e de 

capacidade antioxidante entre as frações foram avaliadas por análise de variância 

(ANOVA) com nível de significância de 5 % (p ≤ 0,05). A comparação entre as 

médias foi realizada pela aplicação do teste de Tukey (Gomes, 1990). As análises 

foram realizadas através do programa Microsoft Excel®. 
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5. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

5.1.  Experimentos de otimização e validação 

 

Os experimentos para a otimização da separação cromatográfica foram 

realizados com 17 padrões de compostos fenólicos. A condição que possibilitou 

obter as melhores resoluções foi a seguinte: temperatura do forno em 29 °C, coluna 

C18 de 4 m e fase móvel de água e acetonitrila ambas acidificadas com 0,1% de 

ácido fórmico (v/v). Em geral, nessa condição foi possível separar (Rs ≥ 1,5) todos 

os compostos fenólicos testados. Posteriormente, os mesmos 17 padrões foram 

utilizados para otimizar a voltagem da fonte ESI do espectrômetro de massas (MS).  

A condição ótima, avaliada considerando a maior intensidade de sinal e o menor 

erro de massa foi obtida na voltagem de 3,5 kV (apêndice C). 

As condições otimizadas no LC e no MS permitiram a construção da 

Tabela 7, onde são apresentados os padrões de compostos fenólicos utilizados 

como referência na identificação dos compostos fenólicos presentes nos araçás 

amarelo e vermelho. 
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Tabela 7. Características cromatográficas e espectroscópicas dos padrões de compostos fenólicos obtidas por HPLC-DAD-ESI-MS/MS. 

Composto 
tR 

(min)a 

max 

(nm)b 

[M-H]-  

teórico 

[M-H]- na condição 

otimizada 

Erro de 

massa (ppm)c 
MS² (-) (m/z)d 

Ácido gálico 8,1 270 169,0143 169,0144 0,91 124 

Epigalocatequina 16,3 207 305,0667 305,0658 2,95 221; 179; 125 
Ácido hidroxibenzóico 16,5 254 137,0244 137,0240 2,70 n.d 

Ácido clorogênico 18,1 326 353,0878 353,0880 0,58 191 
Catequina 18,4 279 289,0718 289,0727 3,09 221; 203;151; 137; 123; 109 

Ácido cafeico 19,6 323 179,0350 179,0352 1,30 135 
Epicatequina 20,4 279 289,0718 289,0730 4,27 137; 123; 109 

Galato de epigalocatequina 23,9 272 457,0776 457,0784 1,62 289; 169; 125 

Ácido p-cumárico 25,0 309 163,0401 163,0405 2,46 119 

Rutina 25,1 354 609,1461 609,1449 2,01 301; 271 
Quercetina-3-glicosídeo 26,7 354 463,0882 463,0895 2,73 179; 149; 135 

Ácido ferúlico 27,0 322 193,0506 193,0502 2,36 n.d 
Ácido elágico 27,9 270 300,9990 300,9995 1,83 185; 157 

Daidzeína 34,9 301 253,0506 253,0510 1,56 n.d 
Resveratrol 35,7 305 227,0714 227,0719 2,41 185; 143; 117 

Quercetina 36,8 369 301,0354 301,0342 4,00 179; 151; 121; 107 

Kaempeferol 41,6 365 285,0405 285,0408 1,17 257; 213; 151 

Nota: aTempo de retenção em coluna Synergi C18 (4 m) e gradiente de água e acetonitrila acidificados com 0,1% (v/v) de ácido fórmico. 
bComprimento de onda referente ao valor máximo de absorbância cResultado obtido de acordo com a equação 1. dIntensidade relativa dos íons com maior 
abundância no MS2 é mostrado em negrito. n.d.= não detectado. 

 



 

 

51 

 

O método de LC-MS utilizado para a quantificação dos compostos fenólicos 

apresentou boa linearidade (R2 > 0,98) INMETRO (2003) na faixa de concentração 

estudada (0,01 a 6 mg.L-1) (apêndice C) e baixos valores limites de detecção e 

quantificação (Tabela 8). 

 

Tabela 8. Dados obtidos das curvas analíticas de padrões fenólicos obtidos por LC-ESI-MS 

Padrão Inclinação Intercepto LDa (mg.L-1) LQb (mg.L-1) R2 c 

Ácido gálico 0,66 6,3 x103 0,30 0,90 0,98 

Ácido ferúlico 0,17 1,0 x104 0,28 0,86 0,99 

Ácido cafeico 1,62 7,6 x103 0,44 1,33 0,98 

Ácido clorogênico 0,73 4,0 x104 0,25 0,76 0,99 

Ácido hidroxibenzoico 0,18 2,2 x103 0,19 0,58 0,99 

Catequina 0,70 3,1 x103 0,38 1,16 0,99 

Epicatequina 0,65 5,0 x104 0,28 0,84 0,99 

Rutina  0,63 4,4 x103 0,37 1,12 0,98 

aLD: limite de detecção b LQ: limite de quantificação c R2: coeficiente de determinação. 

  

Em geral, o método apresenta recuperação aceitável (Tabela 9) em relação 

ao estipulado pela AOAC para a faixa de concentração utilizada (75 - 120%). Da 

mesma forma, a repetibilidade do método, estimada através do coeficiente de 

variação das triplicatas do ensaio de recuperação, está entre 1 a 8%, dentro dos 

limites estabelecidos pela AOAC (até 8%), indicando também valores aceitáveis 

(AOAC - Horwitz, 2012). 

O efeito matriz é definido como o efeito combinado de todos os componentes 

da amostra além do analito que  afetam a medição da quantidade (Guilbault & 

Hjelm, 1989). Os demais componentes da matriz podem coeluir com o analito e 

influenciar a ionização do mesmo na fonte, gerando um resultado de supressão ou 

de aumento do sinal no MS, influenciando o resultado de quantificação desse 

analito.  
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Tabela 9. Recuperação e Repetibilidade do método analítico. 

Padrão Concentração (mg.L-1) 
Recuperação CV 

(%) 

Repetibilidade CV 

(%) 

Ácido gálico 1,5 72 % 8 % 

 3,5 76 % 2 % 

 5,5 75 % 3 % 

Catequina 1,5 95 % 1 % 

 3,5 94 % 5 % 

 5,5 97 % 2 % 

Epicatequina 1,5 74 % 9 % 

 3,5 71 % 5 % 

 5,5 68 % 4 % 

Rutina 1,5 74 % 2 % 

 3,5 76 % 4 % 

 5,5 79% 4 % 

CV: coeficiente de variação 

Neste trabalho, o efeito matriz foi analisado utilizando a matriz de CFE do 

araçá amarelo como representativa por ser a fração dessa fruta com maior número 

de dados na literatura. Os padrões dos compostos fenólicos rutina, ácido 

hidroxibenzoico, ácido ferúlico e ácido cafeico, que não estão presentes na matriz, 

foram utilizados como marcadores. Esses padrões foram injetados por bomba de 

infusão (Figura 8) e tiveram seu sinal absoluto monitorado enquanto a matriz foi 

injetada por HPLC-MS. A Figura 9 apresenta o efeito dos picos verificados na matriz 

sobre a intensidade do sinal dos padrões injetados ao longo da corrida 

cromatográfica. 

Além da análise visual, o valor do sinal absoluto de cada padrão foi 

comparado com o sinal absoluto do mesmo em solvente no mesmo tempo de 

retenção (equação 4). O sinal absoluto do ácido hidroxibenzoico e do ácido ferúlico 

foram pouco afetados pela matriz. Enquanto que a rutina, em 8,1 min teve 

supressão de 45% do sinal absoluto possivelmente ocasionado pela presença do 

ácido gálico neste tempo. O di-HHDP hexosídeo I, presente na matriz é a possível 

causa da queda de 36% do sinal absoluto da rutina no tempo de 9,8 min. Em 13,5 

min houve supressão iônica de 36% devido a presença dos picos de vescalagina e 
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digaloil (epi)catequina I e no tempo de 19,6 min houve queda de 40% no sinal pela 

presença de galoil-bis-HHDP-glicosídeo I e HHDP hexosídeo. 

Em relação ao ácido cafeico, muito semelhante à rutina, observou-se queda 

de 38 % no sinal absoluto do padrão em 8,1 min, tempo de retenção do ácido gálico. 

Em 13,5 min, tempo de retenção da vescalagina e do digaloil (epi)catequina I 

coincidiu com a supressão de 35 % e no tempo de 17,8 min houve queda de 35% no 

sinal pela presença do dímero de proantocianidina B I. Em 19,6 min houve 39% de 

supressão iônica devido a presença de galoil-bis-HHDP-glicosídeo I e HHDP 

hexosídeo. 

Os valores de supressão não puderam ser utilizados para ajuste dos valores 

quantitativos pois os padrões testados não são encontrados na matriz. No caso de 

quantificação de compostos fenólicos em frutas, não se tem disponível uma matriz 

sem os analitos (matriz branca) para análise de efeito matriz. Esse resultado serviu 

de base qualitativa para estudo da interferência dos demais compostos encontrados 

na matriz em relação ao analito.  

Quantitativamente, o efeito matriz foi analisado pela comparação entre as 

curvas construídas em solvente e na matriz para os quatro padrões de compostos 

fenólicos não encontrados na matriz. As variações entre os coeficientes angulares 

das curvas em solvente e na matriz foram muito similares, ou seja, a supressão 

iônica não interferiu de forma significativa na determinação desses analitos na 

matriz (apêndice C).   



 

 

54 

 

 
 

Figura 9. Efeito matriz do araçá sobre os padrões de rutina, ácido hidroxibenzoico, ácido ferúlico e ácido cafeico.  
Nota: BPC: Cromatograma dos picos base da matriz.  
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5.2. Identificação 

 

5.2.1. Compostos fenólicos extraíveis (CFE) 

 

Cinquenta e cinquenta e um compostos fenólicos foram identificados na fração 

de CFE do araçá amarelo e do vermelho, respectivamente (Tabela 10, Figura 10). 

Destaca-se que 7 desses compostos fenólicos não haviam sido identificados em 

araçás (Balisteiro et al., 2013; Biegelmeyer et al., 2011; Chaves et al., 2018; Dalla 

Nora et al., 2014; Machado et al., 2018; Martínez-Valverde et al., 2002; Medina et 

al., 2011; Patel, 2012; Silva et al., 2014; Vinholes et al., 2017; Pereira et al., 2018). 

Considerando que na literatura há uma discussão detalhada sobre a identificação de 

alguns dos compostos fenólicos encontrados, neste trabalho apenas será discutida a 

identificação daqueles que foram relatados pela primeira vez no araçá. Os 

compostos fenólicos foram identificados ou tentativamente identificados 

considerando a massa acurada, padrão de fragmentação, ordem de eluição na 

coluna C18 e as características de absorção no UV-Vis. Essas informações foram 

comparadas com aquelas de padrões analíticos (Tabela 10) e com dados da 

literatura (Azevedo et al., 2017; Rojas-Garbanzo et al., 2019; Comandini et al., 2014; 

Tala et al., 2013; Dou et al., 2007; Pérez-Ramírez et al., 2018; Rockenbach et al., 

2012; Sisó-Terraza et al., 2016; Perin et al., 2018; Tu et al., 2010; Bylund et al., 

2007; Ma et al., 2007; Ravisankar et al., 2018; Gadetskaya et al., 2017; Lin & Harnly, 

2010; Verardo et al., 2016; Peng et al., 2017; Quifer-Rada et al., 2015; Li et al., 2016; 

He & Xia, 2007; Zhang et al., 2019; Chyba et al., 2016; Grace et al., 2017; Khallouki 

et al., 2015; Peng et al., 2017; Chaves et al., 2018). 

Os compostos 5 e 10 foram identificados como a vescalagina e a castalagina, 

ambos com a massa molecular (MM) igual a 934,0712. Essas moléculas são 

elagitaninos que possuem como única diferença a estereoquímica no C6 da 

molécula de glicose (Figura 11). No modo de ionização negativo, o espectro de 

massas apresentou a molécula desprotonada [M-H]- = 933,0632 e também a m/z 

466,0269, associada à perda de dois prótons [M-2H]-. No MS2 foi observado no 
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espectro de massas a m/z 631,0505 [M-2H-301]-, correspondendo à perda de ácido 

elágico (C14H6O8) e m/z 300,9949 [M-H-631]-, correspondente ao ácido elágico 

desprotonado. Esse padrão de fragmentação é compatível com a estrutura química 

dessas moléculas (Figura 11) e também concorda com as fragmentações relatadas 

por outros autores (Azevedo et al., 2017; Rojas-Garbanzo et al., 2019). Outras 

informações complementares são um máximo de absorbância em torno de 210 nm 

com um “ombro” em 280 nm, o que é característico dessas moléculas. Soma-se a 

essas informações a ordem de eluição encontrada, onde a vescalagina elui antes da 

castalagina (Comandini et al., 2014).  

Um número razoável de moléculas derivadas de catequina ou epicatequina 

foram encontradas nos araçás, nomeadamente: digaloil (epi-)catequina I e II 

(compostos 6 e 9), galocatequina (composto 7), catequina (composto 14), dímero 

(epi-)catequina-(epi-)catequina (composto 15) e galato de (epi-)catequina 

(composto 46). No modo de ionização negativo, o espectro de massas do 

composto 6 (MM = 594,1010) apresentou a molécula desprotonada [M-H]- a m/z 

593,1266 e o espectro MS2 mostrou a m/z 407,0788 [M-H-168-18]-, correspondendo 

a perda de C7H6O5 (galato) e uma molécula de H2O, m/z 289,0683 correspondente a 

C15H14O6 ((epi)catequina) e m/z 125,0257 [galato-44]- correspondente a um derivado 

de galato após a perda de CO2.  Esse padrão de fragmentação é compatível com a 

estrutura química dessas moléculas (Figura 11) e também concorda com as 

fragmentações relatadas por outros autores (Padilha et al., 2017; Tala et al., 2013). 

Com relação a galocatequina (MM = 306,0740), no modo de ionização 

negativo, o espectro de massas mostrou a molécula desprotonada [M-H]- a m/z 

305,0668 e o espectro MS2 mostrou a m/z 221,0899 [M-H-84]-, correspondendo a 

perda de C4H4O2 referente à clivagem do anel A de flavonol, a m/z 179,0322 [M-H-

126]-, perda de C6H6O3 referente à fissão do anel hetrocíclico e a m/z 125,0247 

[galato-44]-, correspondente a um derivado de galato após a perda de CO2; a mesma 

fragmentação encontrada para o padrão analítico de epigalocatequina porém, com o 

tempo de retenção três minutos menor, mesmo comportamento observado com os 

padrões de catequina e epicatequina e relatado na literatura (Dou et al., 2007). 
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Tabela 10. Características cromatográficas e espectroscópicas dos CFE do araçá amarelo (AA) e do araçá vermelho (AV). 

Picoa Composto 
tR 

(min)b 
max 

(nm)c 
MMd [M-H]- MS² (-) (m/z)e 

Ocorrência 
AA / AVf 

1 Ácido gálico 8,1 272 170 169,0122 124 + / + 

2 Di-HHDP hexosídeo I 9,8 260 784 783,0499 481; 301; 275  + / + 

3 Ácido vanílico hexosídeo I 12,9 260 330 329,0949 167; 152; 123; 108 + / + 

4 Di-HHDP hexosídeo II 13,0 260 784 783,0499 481; 301; 275  + / + 

5 Vescalagina  13,5 210,280 934 933,0627, [M-2H] =466,0268 631; 425; 301; 275 + / + 

6 Digaloil (epi)catequina I 13,5 278 594 593,1266 407; 289; 177; 125 + / + 

7 Galocatequina 13,7 267 306 305,0668 221; 179; 125 + / + 

8 Ácido vanílico hexosídeo II 13,9 260 330 329,0961 167; 152; 123; 108 + / - 

9 Digaloil (epi)catequina II 14,7 278 594 593,1125 407; 289; 177; 125 + / + 

10 Castalagina  16,6 210,280 934 933,0632, [M-2H] =466,0269 631; 425; 301; 275 + / + 

11 Di-HHDP hexosídeo III 17,3 260 784 783,0655 481; 301; 275  + / + 

12 Proantocianidina B dímero I 17,8 276 578 577,1452 425; 407; 289; 125 + / + 

13 Ácido cumárico glicosídeo 18,1 315 326 325,1004 145; 117 + / + 

14 Catequina 18,5 278 290 289,0712 221; 137; 123; 109; 97 + / + 

15 (epi)catequina-(epi)catequina 18,5 278 580 579,1484 289; 245; 179 + / + 

16 Cianidina 3-hexosídeo 18,8 517 449 449,1164g 359; 287; 223 - / + 

17 Di-HHDP hexosídeo IV 18,9 260 784 783,0589 481; 301; 275 + / + 

18 Derivado do galoil-bis-HHDP 19,1 270 916 915,0655, [M-2H] = 457,0321 765; 441; 301;  + / + 

19 Galoil-di-HHDP hexosídeo I 19,4 270 952 951,0636, [M-2H] = 475,0262 783; 605; 481; 425; 301 + / + 

20 Proantocianidina B dímero II 19,5 276 578 577,1429 425; 407; 289; 125 + / + 

21 Galoil-bis-HHDP-glicosídeo I 19,6 272 936 935,0940, [M-2H] = 467,0457 765; 343; 275; 169; 125 + / + 

  (continua) 
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Picoa Composto 
tR 

(min)b 
max 

(nm)c 
MMd [M-H]- MS² (-) (m/z)e 

Ocorrência 
AA / AVf 

22 HHDP hexosídeo 19,6 286 482 481,0967 319; 275; 195 + / + 

23 Galoil-di-HHDP hexosídeo II 19,8 270 952 951,0663, [M-2H] = 475,0323 783; 481; 301; 275 + / + 

24 Derivado de (epi)catequina 20,2 275 402 401,0999 289; 245; 205; 137; 109 + / + 

25 Miricetina hexosídeo 20,8 272 480 479,0818 316; 287 + / - 

26 Digaloil-HHDP hexosídeo I 21,0 276 786 785,0802 633; 483; 301; 275; 169  + / + 

27 Galoil-di-HHDP hexosídeo III 21,0 270 952 951,0664, [M-2H] = 475,0404 783; 481; 301; 275 + / + 

28 Galoil-bis-HHDP-glicosídeo II 21,1 272 936 935,0745, [M-2H] = 467,0350 765; 633; 301; 275; 169 + / + 

29 Derivado de (epi)catequina 21,3 275 402 401,0858 289; 245; 203; 137 + / + 

30 Taxifolina hexosídeo 21,7 292,343 466 465,0915 303; 195 + / + 

31 Miricetina pentosídeo I 22,2 353 450 449,0674 316; 271; 165 - / + 

32 Galoil-di-HHDP hexosídeo IV 22,6 270 952 951,0718, [M-2H] = 475,0330 783; 481; 301; 275 + / + 

33 Digaloil-HHDP hexosídeo II 22,8 276,355 786 785,0621 633; 483; 301; 275; 169 + / + 

34 Miricetina pentosídeo II 22,8 353 450 449,0658 316; 271 - / + 

35 Ácido elágico hexosídeo 22,9 253, 361 464 463,0391 301 + / + 

36 Galato de proantocianidina B 23,7 266; 366 730 729,1447 
577; 559; 425; 407; 289; 

169; 125 
+ / + 

37 Derivado do ácido abscísico 24,5 n.d 472 471,1789 263; 219 + / + 

38 Derivado do ácido abscísico 24,8 n.d 472 471,1832 263; 219 + / + 

39 Proantocianidina B dímero III 25,0 276 578 577,1430 425; 407; 289; 125 + / + 

40 Ácido elágico pentosídeo 25,3 284, 352  434 433,0346 301; 271 - / + 

41 Isofraxidin hexosídeo I 25,9 284 384 383,1276 301; 221; 193; 151 + / + 

42 Derivado de galagil 26,1 254 552 [M-2H] = 551,0243 467; 391; 301; 275; 169 + / + 

  

(continua) 
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Picoa Composto 
tR 

(min)b 

max 

(nm)c 
MMd [M-H]- MS² (-) (m/z)e 

Ocorrência 
AA / AVf 

43 Quercetina hexosídeo 26,6 355 464 463,0755 301; 179 + / + 

44 Quercetina glicuronídeo 26,7 256, 356 478 477,0511 301; 179; 151 + / + 

45 Ácido elágico 27,9 302, 369 302 300,9911 185 + / + 

46 Galato de (epi)catequina 28,1 277 442 441,0665 289; 245; 205; 169; 125 + / + 

47 Ácido diferúlico I 28,4 277, 320 386 385,1416 221; 193; 179; 135;113 + / + 

48 Eriodictiol hexosídeo 30,6 279 450 449,0950 287 + / + 

49 Quercetina-malonil-glicoronídeo I 31,5 282 726 725,1851 549; 313; 235; 175 + / + 

50 Quercetina-malonil- glicoronídeo II 32,0 282 726 725,1867 549; 313; 235; 175 + / + 

51 Ácido metil-elágico pentosídeo 32,0 276 462 461,0573 315; 301 + / - 

52 Ácido abscísico 32,5 n.d 264 263,1261 219; 203; 189 + / + 

53 Isofraxidin hexosídeo II 34,2 284 384 383,1230 301; 221; 193; 151 + / + 

54 Ácido diferúlico II 35,7 277, 320 386 385,1416 221; 193; 179; 135;113 + / + 

aPico referente ao cromatograma de massas (Figura 10). bTempo de retenção em coluna C18 Synergi Hydro (4m). cComprimento de onda referente ao valor 

máximo de absorbância. dMassa molecular do composto.  eNo MS², o fragmento mais abundante está em negrito.  fO sinal (+) indica presença e o sinal (-) 

indica ausência. gPara a antocianina, a molécula está ionizada [M]+. 

 

 

 

 

(continuação) 
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Figura 10. Cromatogramas dos picos identificados da fração de CFE do (a) araçá amarelo e do (b) araçá vermelho. 
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Os compostos (epi-)catequina-(epi-)catequina e galato de (epi-)catequina 

apresentaram massa acurada similares aos relatados pela literatura (Ribeiro et al., 

2014; Silva et al., 2014). Além disso, o máximo de absorbância em 278 nm 

apresentado é similar ao dos padrões de catequina e epicatequina. A novidade em 

relação aos derivados de (epi-)catequina é que, com a comparação com padrões 

analíticos de catequina e epicatequina, foi possível confirmar a identificação do 

composto 14 como catequina,  diferentemente dos trabalhos de identificação de 

compostos fenólicos em araçá que relatam a presença apenas de epicatequina 

(Pereira et al., 2018). 

Os compostos 12, 20 e 39 foram identificados como dímeros de 

proantocianidina B I, II e III (MM = 578,1424). Esta proantocianidina apresenta 

estrutura (−)-epicatequina-(4β→8)-(−)-epicatequina. Há dois mecanismos de 

fragmentação do anel heterocíclico dos flavanols: via Retro-Diels-Alder (RDA) e 

fissão de anel heterocíclico (FAH). No modo de ionização negativo, o espectro de 

massas do composto 39 apresentou a molécula desprotonada [M-H]- a m/z 577,1452 

e o espectro MS2 mostrou a m/z 425,0952 [M-H-152]-, correspondente ao rearranjo 

do anel heterocíclico pela via de fragmentação RDA. A m/z 407,0884 [M-H-152-18]- 

corresponde a perda de uma molécula de água (H2O) e a m/z 289,0802 [M-H-288]-, 

corresponde à perda de uma molécula de catequina, mesma fragmentação relatada 

por outros autores (Pérez-Ramírez et al., 2018; Rockenbach et al., 2012).  

O composto 36 foi identificado como galato de proantocianidina B 

(MM = 730,1530). O espectro de massas do composto 36 apresentou a molécula 

desprotonada [M-H]- a m/z 729,1447 e o espectro MS2 mostrou a m/z 577,1255 

[M-H-152]-, a m/z  559,1339 [M-H-169]-, correspondente à perda de uma molécula 

de ácido gálico e a m/z 425,0670 [M-H-152-152]-, a mesma fragmentação relatada 

na literatura (Díaz-de-Cerio et al., 2017). A ordem de eluição desse composto 

corresponde à relatada por outros autores (Rockenbach et al., 2012). 

Os compostos 41 e 53 foram identificados como isofraxidin hexosídeo I e II 

(7-hidroxi-6,8-dimetoxicoumarina hexosídeo) (MM = 384,1056). No modo de 

ionização negativo, o espectro de massas do composto 41 mostrou a molécula 

desprotonada [M-H]- a m/z 383,1322 e o espectro MS2 mostrou a m/z 221,0790 [M-
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H-162]-, correspondendo à perda de um resíduo de hexose, dados similares aos 

relatados na literatura (Sisó-Terraza et al., 2016). 

Em geral, o perfil qualitativo dos CFE do araçá amarelo e do araçá vermelho 

são similares, com algumas exceções: cianidina 3-hexosídeo, miricetina pentosídeo, 

miricetina hexosídeo, ácido elágico pentosídeo e ácido metil-elágico pentosídeo. A 

primeira exceção refere-se à esperada presença de cianidina 3-hexosídeo no araçá 

vermelho. Essa antocianina é a responsável pela cor vermelha da casca dessa fruta. 

Outra diferença observada é a maior riqueza em derivados de fenólicos contendo 

pentose no araçá vermelho. Por exemplo, a miricetina foi encontrada no araçá 

amarelo na forma de hexosídeo enquanto que no araçá vermelho foram encontrados 

apenas dois isômeros de miricetina pentosídeo.  

Os elagitaninos castalagina e a vescalagina (Figura 11) são comumente 

encontradas em cascas de árvores, na madeira de carvalho e, consequentemente, 

em vinhos envelhecidos em barris desse material (Azevedo et al., 2017; Comandini 

et al., 2014). Recentemente foi relatado na polpa e casca da goiaba da Costa Rica 

(Psidium friedrichsthalianum), uma fruta tropical muito semelhante ao araçá (Rojas-

Garbanzo et al., 2019). Há alguns trabalhos na literatura indicando que a castalagina 

e a vescalagina possuem efeito benéfico à saúde, sendo a inibição da poli (ADP-

ribose) polimerase 1 (PARP1) uma das estratégias mais promissoras de inibição de 

alguns tipos de câncer. Essas moléculas foram relatadas com atividade dupla já que 

inibem, também, a topoisomerase II no DNA das células, outro mecanismo formador 

de alguns tipos de câncer (Kamada et al., 2018). 

Os compostos derivados de (epi)catequina são frequentemente encontrados 

em araçá, tanto na forma monomérica quanto na forma de dímeros, trímeros e 

polímeros (proantocianidinas) (Pereira et al., 2018). Em relação ao monômeros, 

neste trabalho foram encontrados pela primeira vez no araçá a digaloil 

(epi)catequina e a catequina (Figura 11). Trabalhos anteriores haviam identificado o 

composto fenólico epicatequina ao invés de catequina, esses trabalhos possuíam 

apenas padrão analítico de epicatequina (Medina et al., 2011; Ribeiro et al., 2014) 

ou nenhum padrão (Silva et al., 2014). Neste trabalho, utilizou-se os padrões de 
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catequina e epicatequina para comparação. Isso permitiu a confirmação da 

identificação do composto 14 como catequina. 

 

Nota: hex = hexose 

Figura 11. CFE identificados pela primeira vez em araçá amarelo e vermelho. 

Fonte: própria autora. 

 
 
 

As proantocianidinas são compostos incolores que ocorrem 

predominantemente em plantas lenhosas ou herbáceas. Quimicamente são 

moléculas formadas por unidades de flavan-3-ol, (+)-catequina e (-)-epicatequina, 

ligadas entre si por ligações interflavanóides C4–C6 e C4–C8, além de diversos 

ésteres de galato (Rohr et al., 2000). O consumo desses compostos tem sido 
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associado à diminuição da ocorrência de câncer de próstata em seres humanos 

(Praud et al., 2018). Além disso, em estudo utilizando ratos, a redução de tecido 

adiposo visceral foi relata com a suplementação de proantocianidinas (Pascual-

Serrano et al., 2017). Os dímeros de proantocianidina B (Figura 11) ainda não 

haviam sido relatados em araçá. Eles são os compostos fenólicos majoritários em 

sementes de uva (Rockenbach et al., 2012). Assim, a presença desses compostos 

fenólicos no araçá, possivelmente tenha sua origem nas pequenas sementes da 

fruta. 

 

5.2.1. Compostos Fenólicos Não-Extraíveis (CFNE) 

 

Um total de 43 e 45 compostos fenólicos foi identificado na fração de CFNE 

dos araçás amarelo e vermelho, respectivamente (Tabela 11, Figura 12). Destaca-

se que este é o primeiro estudo sobre a fração dos CFNE do araçá, uma classe de 

compostos fenólicos ignorada e, consequentemente, pouco explorada. Cabe 

destacar, que do número total de compostos fenólicos encontrados na fração de 

CFNE, apenas dois estavam presentes na fração CFE, nomeadamente o ácido 

gálico e o ácido elágico. A fração de CFNE dos araçás caracterizou-se 

essencialmente pela presença majoritária de compostos fenólicos de baixa massa 

molecular, notadamente, ácidos fenólicos. 

Os compostos 1, 7 e 9 foram identificados como derivados do ácido cafeoil-

chiquímico, nomeadamente: o ácido 3-O-cafeoil-chiquímico, o ácido 4-O-cafeoil-

chiquímico e o 5-O-cafeoil-chiquímico (MM = 336,0845), respectivamente, de acordo 

com a ordem de eluição relatada por Jaiswal et al. (2010). No modo de ionização 

negativo, o espectro de massas do composto 7 mostrou a molécula desprotonada 

[M-H]- a m/z 335,0854, massa acurada similar à relatada na literatura (Tu et al., 

2010). 

Os compostos 2, 6 e 8 foram identificados como p-coumaroil-feruloilglicerol I, 

II e III (MM = 414,1310). O composto 6 apresentou, no modo de ionização negativo, 

a molécula desprotonada [M-H]- a m/z 413,1213 e o MS2 mostrou a m/z 207,0468, a 
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m/z 163,0568 [ácido p-cumárico - H]- sendo derivado da clivagem da ligação éster e 

a  m/z 145,0359 [ácido p-cumárico - H - 18]-, referente a perda de uma molécula de 

H2O, mesma fragmentação encontrada por outros autores (Ma et al., 2007; 

Ravisankar et al., 2018). 

Os compostos 5 e 10 foram identificados como ácido feruloilquínico I e II 

(MM = 368,1110). No modo de ionização negativo, o espectro de massas deste 

composto apresentou a molécula desprotonada [M-H]- a m/z 367,1139, massa exata 

e ordem de eluição similar à relatada por outros autores (Lin & Harnly, 2010; 

Verardo et al., 2016). 

Os compostos 12 e 16 foram identificados como galato de 2,3,4-trihidroxi-2-

metilbutila I e II (MM = 288,0766). No modo de ionização negativo, o espectro de 

massas do composto 12 apresentou a molécula desprotonada [M-H]- a m/z 287,0740 

compatível com a fórmula molecular C12H13O8 e o espectro MS2 mostrou a m/z 

169,0173 [galato-H]- e a m/z 125,0292 [galato-H-44]-, correspondente a perda de 

dióxido de carbono (CO2). Esses dados e a ordem de eluição são similares aos 

relatados na literatura (Gadetskaya et al., 2017).  

Entre os derivados do ácido dihidroxibenzóico (MM = 154,0266), os 

compostos 13, 18 e 32 foram identificados como ácido 2,4-dihidroxibenzóico, ácido 

3,4-dihidroxibenzóico e ácido 3,5-dihidroxibenzóico, respectivamente. A ordem de 

eluição foi igual a relatada por Liu e colaboradores (2009). No modo de ionização 

negativo o espectro de massas do composto 18 mostrou a molécula desprotonada 

[M-H]- a m/z 153,0227 e o espectro MS2 mostrou a m/z 109,0244 [M-H-44]-, 

correspondendo a perda característica de CO2, frequentemente relatada em 

compostos derivados do ácido hidroxibenzóico (Quifer-Rada et al., 2015). Os 

compostos 21, 24 e 29 foram identificados como ácido benzoilbenzoico 

(MM = 226,0630). No modo de ionização negativo, o espectro de massas do 

composto 24 apresentou a molécula desprotonada [M-H]- a m/z 225,0692 e o 

espectro MS2 mostrou a m/z 165,0170 [M-H-60]-, referente a perda de C2H4O2 e a 

m/z 137,0219 [M-H-60-28]-, correspondente a perda de monóxido de carbono (CO) 

(Peng et al., 2017).  
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Tabela 11. Características cromatográficas e espectroscópicas dos CFNE do araçá amarelo (AA) e do araçá vermelho (AV). 

Picoa Composto 
tR 

(min)b 
max 

(nm)c 
MMd [M-H]- MS² (-) (m/z)e 

Ocorrência 
AA / AVf 

1 Ácido 3-O-cafeoil-chiquímico 5,5 271 336 335,0854 n.d + / + 

2 p-coumaroil-feruloilglicerol I 6,9 272 414 413,1158 207; 163; 145 + / + 

3 Ácido aconítico 7,0 267 174 173,0144 111 + / + 

4 Ácido gálico 8,1 271 170 169,0187 125  + / + 

5 Ácido feruloilquínico I 9,2 269 368 367,1156 n.d + / + 

6 p-coumaroil-feruloilglicerol II 9,2 269 414 413,1213 207; 163; 145 + / + 

7 Ácido 4-O-cafeoil-chiquímico 9,2 271 336 335,0883 n.d + / + 

8 p-coumaroil-feruloilglicerol III 10,3 270 414 413,1168 207; 163; 145 + / + 

9 Ácido 5-O-cafeoil-chiquímico 10,3 271 336 335,0903 n.d + / + 

10 Ácido feruloilquínico II 10,3 270 368 367,1139 n.d + / + 

11 Não identificado 10,9 260, 296 220 219,0460 125; 111 + / + 

12 Galato de 2,3,4-trihidroxi-2-metilbutila I 10,9 267 288 287,0440 169; 125 + / + 

13 Ácido 3,5-dihidroxibenzóico 10,9 260, 296 154 153,0168 n.d + / + 

14 Luteolina 7-O-glicuronídeo 11,9 260 462 461,0755 n.d + / + 

15 Não identificado 11,9 260 220 219,0437 125; 111 + / + 

16 Galato de 2,3,4-trihidroxi-2-metilbutila II 12,0 267 288 287,0424 169; 125 + / + 

17 Metil-galoil-glicopiranosídeo I 12,0 276 346 345,0668 297; 169; 125 + / + 

18 Ácido 3,4-dihidroxibenzóico 12,0 276 154 153,0154 109 + / + 

19 Metil-galoil-glicopiranosídeo II 12,6 275 346 345,0696 297; 169; 151; 125 + / + 

20 Metilbutil-hexosilramnosídeo 13,1 275 382 381,1082 n.d + / + 

21 Ácido benzoilbenzoico I 15,3 270 226 225,0713 165; 137 + / + 

  (continua) 
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Picoa Composto 
tR 

(min)b 

max 

(nm)c 
MMd [M-H]- MS² (-) (m/z)e 

Ocorrência 
AA / AVf 

22 Derivado do ácido hidroxibenzoico I 16,0 276 166 165,0137 145; 137; 97 + / + 

23 Galato de metila 16,5 271 184 183,0259 124; 111 + / + 

24 Ácido benzoilbenzoico II 17,1 270 226 225,0682 165; 137 + / + 

25 Não identificado 19,3 263, 287 378 377,0774 317; 289; 193; 161 + / + 

26 Derivado do ácido hidroxibenzoico II 19,5 276 166 165,0163 145; 137; 97 + / + 

27 Derivado do ácido cumárico 20,7 277, 305 196 195,0616 163; 137; 123; 108 + / + 

28 Derivado do ácido cumaroil-quínico 21,2 305 174 173,0784 111 + / + 

29 Ácido benzoilbenzoico III 21,9 270 226 225,0686 165; 137 + / + 

30 Delfinidina 22,4 521 302 303,0543g n.d - / + 

31 Ácido vanílico 22,9 271 168 167,0313 124; 111 + / + 

32 Ácido 2,4-dihidroxibenzóico 23,1 260, 296 154 153,0177 n.d + / + 

33 Cianidina 25,4 517 286 287,0598g n.d - / + 

34 Isômero do ácido cafeico 25,6 271 180 179,0298 135 + / + 

35 Não identificado 26,9 268 188 187,0912 145 + / + 

36 Ácido elágico 27,9 367 302 300,9925 229; 201; 145 + / + 

37 Ácido sinápico I 29,8 270 224 223,0547 179; 164; 150 + / + 

38 Isomero do ácido ferúlico 32,3 270 194 193,0422 161; 123; 109 + / + 

39 Ácido sinápico II 33,1 270 224 223,0538 179; 164; 150 + / + 

40 Derivado de (epi)catequina 33,5 270 222 221,0765 121 + / + 

41 Não identificado 34,6 270 182 181,0084 151; 145; 107 + / + 

42 Derivado de (epi)catequina II 36,1 279 222 221,0755 121 + / + 

43 Ácido carnosico 38,4 270 332 331,2400 313; 157; 127 + / + 

(continua) 
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Picoa Composto 
tR 

(min)b 

max 

(nm)c 
MMd [M-H]- MS² (-) (m/z)e 

Ocorrência 
AA / AVf 

44 Derivado de (epi)catequina III 41,3 277 222 221,0763 121 + / + 

45 Isômero de (epi)catequina 41,3 277 290 289,0645 134; 121 + / + 

aPico referente ao cromatograma de massas (Figura 11). bTempo de retenção em coluna C18 Synergi Hydro (4m). cComprimento de onda referente ao valor 

máximo de absorbância. dMassa molecular do composto.  eNo MS², o fragmento mais abundante está em negrito.  fO sinal (+) indica presença e o sinal (-) 

indica ausência. gPara as antocianinas, a molécula está ionizada [M]+. 
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Figura 12. Cromatogramas dos picos identificados da fração de CFNE do araçá amarelo (a) e do araçá vermelho (b). 

(a) 



 

 

70 

 

O composto 14 foi identificado como luteolina 7-O-glicuronídeo 

(MM = 462,0798). Esse composto apresentou, no modo de ionização negativo, 

massa molecular desprotonada [M-H]- a m/z 461,0789, massa exata similar a 

relatada na literatura (Li et al., 2016). 

Os compostos 17 e 19 foram identificados como galato de metila-

glicopiranosídeo I e II (MM = 346,0900). No modo de ionização negativo, o espectro 

de massas do composto 19 apresentou a molécula desprotonada [M-H]- a m/z 

345,0846 e o espectro MS2 mostrou a m/z 169,0181 [galoil-H]- e a m/z 125,0260 

[galoil-H-44]-, correspondente a perda de dióxido de carbono (CO2) (Chyba et al., 

2016). 

O composto 20 foi identificado como metilbutil-hexosilramnose 

(MM = 382,1066) já que apresentou, no modo de ionização negativo, massa 

molecular desprotonada [M-H]- a m/z 381,1082, massa exata e ordem de eluição 

similar às relatadas na literatura (Zhang et al., 2019).  

O composto 23 foi identificado como galato de metila (MM = 184,0372). No 

modo de ionização negativo, o espectro de massas deste composto apresentou a 

molécula desprotonada [M-H]- a m/z 183,0344 e o espectro MS2 mostrou a m/z 

124,0130 [M-H-60]-, referente a perda de C2H4O2 e a m/z 111,0135 [M-H-44-28]-, 

referente a perda de CO e CO2. Esse padrão de fragmentação é compatível com a 

estrutura química dessa molécula (Figura 13), além disso, o máximo de absorção 

em torno de 273 nm e a ordem de eluição é similar às relatadas por outros autores 

(Pérez-Ramírez et al., 2018; He & Xia, 2007).  

O composto 30 foi identificado como delfinidina (MM = 303,0499). No modo 

de ionização positivo, o espectro de massas deste composto apresentou a molécula 

na forma de cátion flavílio [M]+ a m/z 303,0544, além disso apresentou valor máximo 

de absorbância no comprimento de onda 521nm, característico de antocianinas 

(Chaves et al., 2018). 

Os compostos 37 e 39 foram identificados como ácido sinápico I e II 

(MM = 224,0684). No modo de ionização negativo, o espectro de massas do 

composto 37 apresentou a molécula desprotonada [M-H]- a m/z 223,0648, massa 
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exata e ordem de eluição similar à encontrada na literatura (Khallouki et al., 2015; 

Peng et al., 2017).  

Em geral, o perfil qualitativo dos CFNE do araçá amarelo e do araçá vermelho 

são similares, com exceção da presença de antocianinas (delfinidina e cianidina) no 

araçá vermelho e ausência no genótipo amarelo. 

Os derivados do ácido cafeoil chiquímico (Figura 13) estão relacionados à 

resistência das plantas a doenças e possuem quatro grupos hidroxilas que são 

responsáveis pela sua capacidade antioxidante. Esse composto é um intermediário 

na síntese de polímeros de células vegetais e um dos compostos fenólicos mais 

estudado em raízes e frutos de palmeiras (Sambanthamurthi et al., 2011; Zeng et al., 

2012; Zhang & Cheung, 2011). Com relação a frutas nativas do Brasil, dois isômeros 

do ácido cafeoil chiquímico foram encontrados em açaí (Garzón et al., 2017). 

Os derivados dos ácidos fenólicos p-cumárico e ferúlico, nas plantas, estão 

ligados às hemiceluloses como substitutos de estruturas de carboidratos, sendo 

facilmente liberadas pela hidrólise química. Os cumaroil-feruloil gliceróis (Figura 13) 

são ésteres de ácidos fenólicos e são largamente estudados em cereais, como o 

sorgo e o tefe (eragrostis tef) (Ravisankar et al., 2018; Svensson et al., 2010). Esses 

compostos não haviam sido relatados em araçá ou frutas da mesma família 

(Myrtaceae), apesar dos compostos 1-O-p-cumaroil-3-O-feruloilglicerol, 1-O-p-

cumaroil-2-O-feruloilglicerol e 1-O-feruloil-2-O-p-cumaroilglicerol já terem sido foram 

encontrados em folhas de abacaxi e em casca de laranja (Ma et al., 2007). O ácido 

feruloilquínico (Figura 13) foi relatado em folhas e frutos de café, porém foi 

encontrado pela primeira vez em araçá (Bertrand et al., 2003). 

Os derivados de ácido gálico são os compostos mais encontrados nas 

análises de CFNE de diversas frutas e vegetais. Esses ácidos fenólicos de baixa 

massa molecular estão ligados fracamente ao tecido vegetal e são liberados 

somente através de hidrólise. O galato de 2,3,4-trihidroxi-2-metilbutila (Figura 13) é 

um éster de ácido gálico largamente estudado em espécies do gênero Limonium, 

como a lavanda pelas suas propriedades antifúngicas e antimicrobianas 

(Gadetskaya et al., 2017), porém, não foi relatada em frutas. O galato de metila 
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(Figura 13), ou éster metílico de ácido gálico, foi relatado em extrato aquoso (chá) 

de folha de goiabeira, chá-da-índia, mogno chinês e alecrim e destacado pela sua 

capacidade antioxidante (Chen et al., 2007). O metil-galoil glicopiranosídeo 

(Figura 13) e outros glicosídeos de ácido gálico são difundidos em várias plantas. 

Porém, devido ao baixo teor de sua forma livre nas plantas, sua alta polaridade e por 

ser facilmente oxidado, torna-se difícil isolar esses compostos em grandes 

quantidades. A maioria dos estudos referente a esse composto, trata da produção 

sintética desse composto partindo de ácido gálico, glicose e enzimas (Li et al., 2015; 

Slaghenaufi et al., 2016). 

Os compostos derivados do ácido benzoico (Figura 13) não haviam sido 

relatados em araçá. O ácido 2,4-dihidroxibenzóico é o composto majoritário de figo 

(Ahmad et al., 2016), enquanto que o ácido 3,4-dihidroxibenzóico foi isolado em 

frutos de argan (Khallouki et al., 2015) e ácido 3,5-dihidroxibenzóico foi relatado em 

24 vegetais, como cenoura, alface, espinafre e cebola (Liuquan Zhang et al., 2019).. 

A luteolina 7-O-glicuronídeo (Figura 13) tem sido relatada apenas em 

vegetais folhosos, como o alface verde e roxo (Cui et al., 2017). Apesar disso, a 

luteolina na forma livre foi encontrada em folhas de goiabeira e araçá-de-veado 

(Psidium brownianum) (Machado et al., 2018). 

A delfinidina (Figura 13) produz os tons azulados presentes em diversas 

flores e também é responsável pela coloração azul-avermelhada de diversos frutos, 

como a uva, com destaque para a Cabernet Sauvignon. A presença da delfinidina no 

extrato hirdrolisado de CFNE do araçá vermelho explica a coloração violácea do 

extrato. Apesar de não ter sido relatada em araçá, a delfinidina foi encontrada 

glicosilada na fração CFE de guabijú (Myrcianthes Pungens) 

(Dalla Nora et al., 2014). 

O ácido sináptico (Figura 13)  é um ácido fenólico de baixa massa molecular 

relatado frutas tropicais como papaia-de-montanha (Vasconcellea pubescens) e 

goiaba cás da Costa Rica (Psidium friedrichsthalianum) (Rojas-Garbanzo et al., 

2019; Simirgiotis et al., 2009). Esse composto, derivado do ácido carboxílico, tem 

como principal efeito benéfico à saúde a sua alta capacidade antioxidante. 
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Figura 13. CFNE identificados pela primeira em araçá amarelo e vermelho. 

Fonte: própria autora. 

 

 

5.3. Quantificação 

 

O teor de compostos fenólicos totais nos araçás amarelo e vermelho foi 

similar (p > 0,05) (Tabela 12). Para ambas as variedades a fração CFE foi 

majoritária, representando cerca 65% (m/m) do teor de fenólicos totais. Assim, o 

restante dos compostos fenólicos é representado pela fração CFNE (35%, m/m), a 

qual contém compostos fenólicos identificados pela primeira vez no araçá. Os 

poucos estudos disponíveis na literatura apresentam grande variação na proporção 

dessas frações nas frutas. Para a tangerina observou-se que os CFNE representam 

cerca de 40% dos fenólicos totais (m/m), enquanto que para o repolho roxo essa 

relação foi de 76% (m/m) (Esparza-Martínez et al., 2016; Gonzales et al., 2015).  

Essa variação entre diferentes vegetais pode ser explicada pelo teor de fibra 

alimentar de cada vegetal. Estudos associando o teor de fibra alimentar com o teor 

de CFNE têm mostrado que os compostos fenólicos podem ser responsáveis por até 

63 % da constituição da fibra alimentar. Assim, quanto maior o teor de fibras 

alimentares na planta, maior a proporção de CFNE (m/m) em relação ao conteúdo 

de fenólicos totais (Goñi et al., 2009; Macagnan et al., 2018).
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Tabela 12. Concentração ± desvio padrão dos compostos fenólicos, de CFE e de CFNE do araçá amarelo (AA) e do araçá vermelho (AV) liofilizados 

(g.g-1). 

Composto  AA (CFE)  AA (CFNE)  AV (CFE)  AV (CFNE)  

Ácido 3-cafeoil-chiquímico n.d. 8,5B ± 1,2 n.d. 87,1A ± 4,5 

p-coumaroil-feruloilglicerol I n.d. 26,3A ± 1,2 n.d. 23,9A ± 1,9 

Ácido aconítico n.d. 9,3B ± 0,9 n.d. 14,3A ± 1,9 

Ácido gálico 7,4B ± 0,3 11,1B ± 0,9 9,9B ± 0,5 34,1A ± 2,1 

Ácido feruloilquínico I n.d. 17,6B ± 2,2 n.d. 25,8A ± 0,8 

p-coumaroil-feruloilglicerol II n.d. 51,7A ± 7,2 n.d. 9,4B ± 1,2 

Ácido 4-cafeoil-chiquímico n.d. 19,2A ± 2,5 n.d. 6,7B ± 0,8 

Di-HHDP hexosídeo I 6,3A ± 0,8 n.d. 5,1A ± 0,5 n.d. 

p-coumaroil-feruloilglicerol III n.d. 22,6A ± 2,9 n.d. 34,4A ± 2,6 

Ácido 5-cafeoil-chiquímico n.d. 11,3A ± 1,2 n.d. 15,5A ± 2,2 

Ácido feruloilquínico II n.d. 30,7A ± 3,3 n.d. 7,2B ± 0,8 

Não identificado n.d. 6,6A ± 0,9 n.d. 8,2A ± 0,2 

Galato de 2,3,4-trihidroxi-2-metilbutila I n.d. 10,9A ± 1,5 n.d. 5,7B ± 0,4 

Ácido 3,5-dihidroxibenzoico n.d. 7,5A ± 0,9 n.d. 5,3A ± 0,4 

Luteolina 7-O-glicuronídeo n.d. 18,4A ± 1,6 n.d. 12,8B ± 0,5 

Não identificado n.d. 14,7A ± 1,6 n.d. 10,5A ± 1,0 

Galato de 2,3,4-trihidroxi-2-metilbutila II n.d. 6,8B ± 0,9 n.d. 13,6A ± 1,2 

Metil-galoil-glicopiranosídeo I n.d. 3,9A ± 0,2 n.d. 3,7A ± 0,4 

Ácido 3,4-dihidroxibenzoico n.d. 6,2A ± 0,8 n.d. 8,1A ± 1,1 

Metil-galoil-glicopiranosídeo II n.d. 6,0A ± 0,5 n.d. 5,2A ± 0,7 

Ácido vanílico hexosídeo 8,5A ± 0,2 n.d. 8,0A ± 0,4 n.d. 
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Composto  AA (CFE)  AA (CFNE)  AV (CFE)  AV (CFNE)  

Di-HHDP hexosídeo II 10,5A ± 0,5 n.d. 7,6B ± 0,5 n.d. 

Metilbutil-hexosilramnosídeo n.d. 11,9A ± 1,3 n.d. 6,9B ± 0,8 

Vescalagina 42,9B ± 5,1 n.d. 77,1A ± 7,1 n.d. 

Digaloil (epi)catequina 13,5B ± 0,8 n.d. 24,9A ± 2,5 n.d. 

Galocatequina 45,7B ± 1,4 n.d. 143,8A ± 4,3 n.d. 

Ácido vanílico hexosídeo 5,9 ± 0,6 n.d. n.d. n.d. 

Digaloil (epi)catequina 16,6B ± 1,5 n.d. 23,5A ± 2,8 n.d. 

Ácido benzoilbenzoico I n.d. 8,3A ± 0,8 n.d. 6,5B ± 0,6 

Derivado do ácido hidróxibenzoico I n.d. 9,1A ± 0,8 n.d. 2,4B ± 0,2 

Galato de metila n.d. 171,5B ± 11,9 n.d. 253,0A ± 2,1 

Castalagina 43,8B ± 6,2 n.d. 85,5A ± 5,2 n.d. 

Ácido benzoilbenzoico II n.d. 8,1A ± 0,6 n.d. 4,8B ± 0,6 

Di-HHDP hexosídeo III 60,5A ± 7,7 n.d. 51,2A ± 3,5 n.d. 

Dímero de proantocianidina B I 132,3A ± 8,5 n.d. 47,6B ± 6,0 n.d. 

Ácido cumárico glicosídeo 6,0B ± 0,5 n.d. 57,9A ± 3,3 n.d. 

Catequina 229,3A ± 7,0 n.d. 168,7B ± 9,1 n.d. 

(epi)catequina-(epi)catequina 32,6A ± 4,4 n.d. 21,8B ± 3,0 n.d. 

Cianidina 3-hexosídeo n.d n.d. 92,9 ± 0,5 n.d. 

Di-HHDP hexosídeo IV 54,0A ± 7,3 n.d. 42,8B ± 4,0 n.d. 

Derivado de galoil-bis-HHDP 13,2B ± 0,2 n.d. 18,7A ± 1,3 n.d. 

Não identificado n.d. 6,8A ± 0,6 n.d. 4,2A ± 0,3 

Galoil-di-HHDP hexosídeo I 20,0A ± 2,5 n.d 12,4B ± 0,7 n.d. 

Derivado do ácido hidróxibenzoico II n.d. 12,3A ± 1,5 n.d. 14,8A ± 1,2 

Dímero de proantocianidina B II 29,8A ± 1,8 n.d. 14,8B ± 1,8 n.d. 

(continua) 
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Composto  AA (CFE)  AA (CFNE)  AV (CFE)  AV (CFNE)  

Galoil-bis-HHDP-glicosídeo I 34,5A ± 1,3 n.d. 16,4B ± 1,9 n.d. 

HHDP hexosídeo 76,8A ± 1,1 n.d. 43,7B ± 3,0 n.d. 

Galoil-di-HHDP hexosídeo II 15,2B ± 1,9 n.d. 25,7A ± 1,7 n.d. 

Derivado de (epi)catequina 14,8A ± 0,7 n.d. 7,9B ± 0,7 n.d. 

Derivado do ácido cumárico n.d. 20,9A ± 1,0 n.d. 11,8B ± 1,6 

Miricetina hexosídeo 9,5 ± 1,0 n.d. n.d. n.d. 

Digaloil-HHDP hexosídeo I 16,0B ± 1,5 n.d. 44,0A ± 2,2 n.d. 

Galoil-di-HHDP hexosídeo III 9,5B ± 0,9 n.d. 16,5A ± 0,3 n.d. 

Galoil-bis-HHDP-glicosídeo II 80,5A ± 0,8 n.d. 45,7B ± 1,9 n.d. 

Derivado do ácido cumaroil-quínico n.d. 4,5A ± 0,0 n.d. 4,2A ± 0,5 

Derivado de (epi)catequina 75,3A ± 1,9 n.d. 3,5B ± 0,6 n.d. 

Taxifolina hexosídeo 109,2A ± 6,0 n.d. 83,1B ± 6,1 n.d. 

Ácido benzoilbenzoico III n.d. 6,2A ± 0,6 n.d. 2,0B ± 0,2 

Miricetina pentosídeo I n.d. n.d. 5,4 ± 0,7 n.d. 

Delfinidina n.d. n.d n.d. 21,0 ± 0,1 

Galoil-di-HHDP hexosídeo IV 6,7B ± 0,9 n.d. 20,2A ± 2,0 n.d. 

Digaloil-HHDP hexosídeo II 19,5A ± 2,1 n.d. 15,1B ± 1,2 n.d. 

Miricetina pentosídeo II n.d. n.d. 5,8 ± 0,7 n.d. 

Ácido vanílico n.d. 53,8A ± 6,0 n.d. 39,5A ± 3,5 

Ácido elágico hexosídeo 10,0A ± 1,4 n.d. 12,7A ± 1,0 n.d. 

Ácido 2,4-dihidroxibenzóico n.d. 6,5A ± 1,0 n.d. 5,2A ± 0,3 

Galato de proantocianidina B 17,4A ± 0,8 n.d. 8,7B ± 0,9 n.d. 

Derivado do ácido abscísico I 9,0A ± 0,6 n.d. 7,5A ± 0,5 n.d. 

Derivado do ácido abscísico II 5,2B ± 0,6 n.d 7,3A ± 0,3 n.d 

(continua) 
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Composto  AA (CFE)  AA (CFNE)  AV (CFE)  AV (CFNE)  

Dímero de proantocianidina B 20,5A ± 2,2 n.d 9,9B ± 1,1 n.d 

Ácido elágico pentosídeo n.d. n.d. 60,5 ± 2,0 n.d. 

Cianidina n.d n.d n.d. 32,5 ± 0,6 

Isômero do ácido cafeico n.d 34,1A ± 3,2 n.d 30,8A ± 2,4 

Isofraxidin hexosídeo I 28,2A ± 3,8 n.d. 16,0B ± 0,3 n.d. 

Derivado de galagil 25,9A ± 1,9 n.d 30,9A ± 3,8 n.d 

Quercetina hexosídeo 23,6A ± 0,4 n.d. 16,3B ± 1,8 n.d. 

Quercetina glicuronídeo 38,5A ± 4,0 n.d 17,2B ± 1,7 n.d 

Não identificado n.d. 19,7A ± 1,9 n.d. 20,7A ± 1,5 

Ácido elágico 12,9B ± 1,2 6,4C ± 0,5 27,2A ± 2,0 22,0A ± 2,2 

Galato de (epi)catequina 3,0A ± 0,1 n.d. 4,8A ± 0,8 n.d. 

Ácido diferúlico I 11,0A ± 0,7 n.d 11,0A ± 0,9 n.d 

Ácido sináptico I n.d. 4,9A ± 0,1 n.d. 5,5A ± 0,4 

Eriodictiol hexosídeo 76,8A ± 0,4 n.d. 41,6B ± 2,4 n.d. 

Quercetina-malonil-glicoronídeo I 16,5A ± 1,7 n.d 12,4A ± 1,0 n.d 

Ácido metil-elágico pentosídeo 3,5 ± 0,3 n.d. n.d n.d. 

Quercetina-malonil- glicoronídeo II 11,4A ± 0,5 n.d 6,4B ± 0,7 n.d 

Isômero do ácido ferúlico n.d 6,8A± 0,8 n.d 9,9A ± 1,0 

Ácido abscísico 8,5B ± 0,1 n.d 11,7A ± 0,8 n.d 

Ácido sináptico II n.d. 6,2B ± 0,4 n.d. 10,4A ± 0,8 

Derivado de (epi)catequina I n.d 15,8B ± 0,8 n.d 25,1A ± 0,6 

Isofraxidin hexosídeo II 5,0B ± 0,3 n.d 9,3A ± 1,1 n.d 

Não identificado n.d. 10,2B ± 0,4 n.d. 13,9A ± 1,4 

Ácido diferúlico II 6,5B ± 0,8 n.d 14,5A ± 0,9 n.d 

(continua) 
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Composto  AA (CFE)  AA (CFNE)  AV (CFE)  AV (CFNE)  

Derivado de (epi)catequina II n.d 5,4B ± 0,6 n.d 8,2A ± 0,8 

Ácido carnosico n.d. 6,7B ± 0,7 n.d. 23,9A ± 1,6 

Derivado de (epi)catequina III n.d. 38,0A ± 2,2 n.d. 19,2B ± 0,1 

Isômero de (epi)catequina n.d 5,9B ± 0,4 n.d. 9,4A ± 1,3 

Concentração de Fenólicos (g.g-1) 1576,4A ± 39,9 769,4C ± 17,6 1549,5A ± 73,3 939,2B ± 10,7 

Fenólicos totais (CFE + CFNE) (g.g-1) 2345,8B ± 63,2 2488,7A ± 80,2 

Nota: Valores seguidos de letras diferentes, na mesma linha, indicam diferença significativa (p<0,05). 
n.d. = abaixo dos limites de detecção e quantificação (Tabela 11).  
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Entre frutas do mesmo tipo, os dados na literatura também variam 

significativamente. Para o pêssego e a nectarina, foram encontrados 15% e 13% 

(m/m) de proantocianidinas na fração de CFNE, respectivamente 

(Hellström et al., 2009), enquanto Arranz e colaboradores (2009) relataram para as 

mesmas frutas os valores de 87% e 95% (m/m) de proantocianidinas CFNE, 

respectivamente. Essa grande variação deve-se, em parte, pelo grau de maturação 

da fruta. Anéis aromáticos hidrofóbicos e grupos hidroxilas hidrofílicos se ligam em 

diversos pontos com os polissacarídeos e proteínas na parede celular e são 

afetados pela maturação da fruta, fazendo com que os compostos fenólicos sejam 

mais facilmente extraídos ou não (Quirós-Sauceda et al., 2014). 

O método de extração dos CFE pode afetar também o teor de CFNE obtido. 

Estudos com CFNE realizam apenas uma extração dos CFE antes de realizar a 

hidrólise para liberação dos CFNE (Durazzo, 2018; Esparza-Martínez et al., 2016; 

Ravisankar et al., 2018). Com apenas uma extração, a amostra não é exaurida 

completamente fazendo com que resíduos de CFE permaneçam na matriz. Assim, a 

quantificação de CFNE fica superestimada pois parte dos compostos fenólicos 

presentes no extrato são, na verdade, CFE. 

Diferentemente ao que foi relatado previamente na literatura, a catequina foi 

encontrada como o composto fenólico majoritário nos araçás amarelo e vermelho 

com 229,3 e 168,7 g.g-1, respectivamente. Esse resultado não concorda com 

trabalhos anteriores que relatam o ácido elágico como composto majoritário em 

polpa e casca de araçá (Ribeiro et al., 2014; Silva et al., 2014). Nesses estudos 

mencionados, a quantificação foi realizada por HPLC-DAD somente em relação ao 

ácido gálico, podendo haver uma distorção de valores na quantificação de 

compostos com características de absorção UV-Vis diferente do padrão utilizado. A 

epicatequina, isômero da catequina, foi o composto majoritário relatado para o araçá 

amarelo e vermelho em um estudo no qual  foi utilizado somente o padrão de 

epicatequina para comparação, podendo ser um erro de identificação pela falta de 

padrão analítico de catequina (Medina et al., 2011).  

No araçá amarelo, o composto com a segunda maior concentração foi o 

dímero de proantocianidina B (132,3 g.g-1). Esse composto não havia sido relatado 
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em araçá, porém, foi o composto majoritário encontrado em polpa e casca de goiaba 

da Costa Rica (P. friedrichsthalianum), fruta semelhante ao araçá (Rojas-Garbanzo 

et al., 2019). As condições de armazenamento pós-colheita podem alterar a 

composição de proantocianidinas. Mudanças pós-colheita no metabolismo de 

algumas frutas foram relatadas como acúmulo de acetaldeído, seguido por sua 

condensação com proantocianidinas. Acredita-se que os produtos resultantes, 

derivados de proantocianidina ligados a etila, sejam fracamente extraíveis e 

produzem novos derivados além daqueles formados a partir de proantocianidinas 

puras, como a catequina e epicatequina (Tamura et al., 1999). Da mesma forma, a 

conversão de proantocianidinas para outros compostos e sua ligação com outros 

polímeros vegetais tem sido relatada em uvas durante o amadurecimento (Tarascou 

et al., 2010). 

A taxifolina hexosídeo é o terceiro composto com a maior concentração no 

araçá amarelo com 109,2 g.g-1. A taxifolina é uma aglicona de astilbina, um flavonol 

hidrossolúvel encontrado em ervas e facilmente extraível (Zhang & Cheung, 2010). 

Esse composto já foi relatado em araçá como o terceiro de maior concentração 

(Silva et al., 2014). 

Sobre os CFE no araçá amarelo e vermelho, podemos destacar a vescalagina 

(42,9 g.g-1 e 77,1 g.g-1, respectivamente) e a castalagina (43,9 g.g-1 e 85,5 g.g-

1, respectivamente), derivados do ácido elágico. Esses compostos foram relatados 

pela primeira vez em araçá neste trabalho e apresentam-se em altas concentrações. 

A castalagina foi relatada em menores quantidade que a vescalagina em extratos 

vegetais pois a única diferença estrutural entre elas, a orientação do grupo OH em 

C1 (Figura 11), é responsável pela maior estabilidade da vescalagina (Quideau et 

al., 2010). Nos extratos de araçá os valores obtidos para os dois isômeros foram 

muito próximos, possivelmente devido à extração exaustiva ter sido conduzida a 

temperaturas controladas diminuindo a chance de degradação da castalagina. 

Dentre todos os compostos fenólicos encontrados, apenas dois deles 

apareceram em ambas frações (CFE e CFNE) dos araçás, nomeadamente o ácido 

gálico e o ácido elágico. O ácido gálico foi encontrado na mesma concentração 

(p > 0,05) nas frações de CFE e CFNE no araçá amarelo enquanto que, no araçá 
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vermelho, a concentração desse composto foi quase 4 vezes maior na fração CFNE. 

Outros autores encontraram valores maiores de ácido gálico na fração de CFNE em 

relação a fração CFE em maçãs e tangerina (Arranz et al., 2009; Esparza-Martínez 

et al., 2016), e pode ser explicado pela forma química que o ácido gálico está 

presente em algumas frutas. Na fração de CFE são encontrados diversos polímeros 

de ácido gálico e galatos. Devido a sua alta massa molecular, a maioria desses 

compostos ficam retidos ligados covalentemente à hemicelulose da parede celular 

vegetal e não são facilmente extraídos. A hidrólise ácida não só rompe essas 

ligações com a matriz vegetal como hidrolisa também esses polímeros liberando o 

ácido gálico na sua forma livre (Esparza-Martínez et al., 2016; Garcia-villalba et al., 

2015). 

O ácido elágico foi encontrado em concentrações similares (p > 0,05) nas 

frações CFE e CFNE do araçá vermelho. No araçá amarelo foi encontrado menor 

quantidade de ácido elágico na fração CFNE em relação a CFE. Assim como o ácido 

gálico, o ácido elágico da fração de CFNE é proveniente dos elagitaninos presentes 

em grande quantidade no araçá (como vescalagina e castalagina). Esses compostos 

de alta massa molecular não são totalmente extraídos na fração de CFE, sendo 

necessária a realização da hidrólise. Comportamento semelhante foi observado em 

castanha-do-pará (John & Shahidi, 2010). O araçá vermelho apresentou quantidade 

maior (p < 0,05) dos elagitaninos castalagina e vescalagina em comparação ao 

araçá amarelo, da mesma forma, possui maior quantidade de ácido elágico. Em 

pastas de romã e uva, o ácido elágico foi encontrado em concentração cinco vezes 

maior na fração de CFNE em relação a de CFE (Pérez-Ramírez et al., 2018), já que 

essas frutas são ricas em elagitaninos.  

Dentre os CFNE nos araçás, o galato de metila, derivado do ácido gálico, foi 

composto majoritário nos dois genótipos do araçá (Tabela 12) com 171,5 e 253,0 

g.g-1. Como mencionado anteriormente, esse resultado mostra que grande parte 

dos compostos fenólicos ligados a matriz são polímeros com algum grau de 

galoilação. Isso está de acordo com estudos com CFNE em tangerina que 

encontraram 25 vezes mais ácido gálico do que na fração de CFE (Esparza-

Martínez et al., 2016). Em pasta de romã e uva utilizadas como suplemento 
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nutricional, o galato de metila foi o composto com a terceira maior concentração 

após a hidrólise ácida (Pérez-Ramírez et al., 2018). 

Os derivados do ácido p-cumárico e ferúlico, p-coumaroil-feruloilglicerol I, II e 

III somados correspondem a uma importante fração dos CFNE do araçá amarelo e 

vermelho. Esses compostos não haviam sido relatados em araçá ou em frações de 

CFNE de outras frutas estudadas. A mesma situação acontece com o composto com 

a segunda maior concentração na fração de CFNE do araçá vermelho, o ácido 3-O-

cafeoil-chiquímico com 87,1 g.g-1. Porém, o ácido ferúlico foi o composto fenólico 

majoritário encontrado em maçã, pêssego e nectarina após a hidrólise ácida (Arranz 

et al., 2009). Assim como o ácido ferúlico, os ácidos p-cumárico e cafeico também  

são frequentemente encontrados nas frações de CFNE estudadas em frutas e 

vegetais (Navarro-González et al., 2011; Peng et al., 2017; Ye et al., 2011). 

Na fração de CFNE do araçá amarelo e vermelho, o ácido vanílico foi o 

composto com a segunda e terceira maior concentração respectivamente (53,8 

g.g-1 e 39,5 g.g-1). Esse composto foi relatado na fração de CFE de araçá amarelo 

na forma de hexosídeo (Silva et al., 2014). O ácido vanílico foi o composto com a 

segunda maior concentração encontrado em grãos de malte após hidrolise alcalina 

(Szwajgier, 2011) e encontrado em baixa concentração em pasta de romã e uva  e 

nas frutas maçã e pêssego após a hidrólise ácida (Arranz et al., 2009; Pérez-

Ramírez et al., 2018).  

Em geral, os valores relatados na literatura para o teor de fenólicos totais no 

araçá possuem grande variação já que muitos expressam seus resultados em 

relação a fruta fresca ou extrato aquoso da fruta, diferentemente deste trabalho que 

partiu da fruta liofilizada. Os teores verificados no presente estudo foram até 20 

vezes inferiores ao relatado previamente para o araçá (Biegelmeyer et al., 2011; 

Medina et al., 2011; Ribeiro et al., 2014; Silva et al., 2014). A hipótese é que essa 

diferença nos teores encontrados esteja relacionada ao método analítico utilizado 

em trabalhos prévios. Na maioria desses trabalhos a quantificação foi realizada 

utilizando o método Folin-Ciocalteu, o qual é susceptível a um grande número de 

interferentes presentes nos extratos e está sendo questionado quanto a sua 
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utilização como um método para quantificação de compostos fenólicos 

(Granato et al., 2018).  

A hipótese de superestimação no teor de fenólicos totais foi testada pela 

aplicação do método Folin-Ciocalteu (FC) aos extratos dos araçás amarelo e 

vermelho. Ao utilizar o método FC foram encontrados teores 3 a 9 vezes superiores 

(Tabela 13) aos encontrados pela aplicação da LC-MS. Isso está de acordo com 

estudo de Escarpa & González (2001) que relataram concentrações de compostos 

fenólicos até cinco vezes superiores àquelas utilizando HPLC-DAD em amostras de 

frutas e vegetais.  

Tabela 13. Comparação de quantificação de compostos fenólicos em araçá amarelo (AA) e 
vermelho (AV) liofilizados. 

 
    LC-MS (g.g-1) FCa (g.g-1) 

AA CFE 1604 ± 46 5501 ± 222 

AA CFNE 773 ± 18 6878 ± 405 

AV CFE 1578 ± 73 5916 ± 489 

AV CFNE 934 ± 16 4877 ± 57 

aQuantificação realizada pelo método de Folin-Ciocalteu. 

 

5.4. Capacidade de desativação do radical peroxila (ROO) 

 

Ambas as frações CFE e CFNE apresentaram capacidade de desativar o 

ROO de uma forma dose-dependente (Figura 14). Apesar da concentração da 

fração CFNE representar um terço do total de compostos fenólicos totais, a sua 

capacidade antioxidante corresponde a 60% da capacidade antioxidante total do 

extrato (Tabela 14). Esse resultado concorda com resultados da literatura, tais como 

aqueles encontrados para tangerina (Esparza-Martínez et al., 2016) e castanha-do-

pará (John & Shahidi, 2010).  

A explicação dos resultados encontrados para a capacidade antioxidante está 

diretamente relacionada aos mecanismos pelos quais os compostos fenólicos 

podem desativar o ROO. Na literatura são relatados três mecanismos pelos quais 
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os compostos fenólicos podem desativar esse radical, nomeadamente: (1) 

transferência de elétrons, (2) transferência de hidrogênio, e (3) formação de aduto. O 

mecanismo principal dos compostos fenólicos para eliminar ROO envolve a 

transferência de hidrogênio (Rodrigues et al., 2013b). 

 

Figura 14. Decaimento de fluorescência para os extratos de CFE e CFNE do araçá amarelo (AA) 

e do araçá vermelho (AV) ao longo do tempo pelo método ORAC. 

 

Estudos tem demonstrado que os ácidos fenólicos possuem maior habilidade 

de doar íons H+ (Robbins, 2003). Substituintes no anel aromático afetam a 

estabilização e, portanto, afetam a capacidade desses ácidos fenólicos de 

desativação do radical peroxila. A capacidade antioxidante dos ácidos fenólicos 

aumenta de acordo com o grau de hidroxilação, por exemplo, o ácido gálico com três 

hidroxilas apresenta alta atividade antioxidante. Ao contrário do ácido siríngico que 

com grupos metoxila nas posições 3 e 5 tem menor capacidade de desativação do 

radical (Angelo & Jorge, 2007). 
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 Tabela 14. Capacidade de desativação de ROO• dos extratos de CFE e CFNE do araçá 
amarelo e vermelho expressa em mol de Trolox equivalentes por g de extrato liofilizado 

Amostras 
Capacidade de desativar o ROO 

(mol Trolox g-1) 

CFE do araçá amarelo              663,9B ± 6,8 

CFNE do araçá amarelo             901,1A ± 24,3 

CFE do araçá vermelho             667,5B ± 16,1 

CFNE do araçá vermelho             902,1A ± 16,0 

Nota: Valores seguidos de letras diferentes na coluna indicam diferença significativa (p<0,05). 

 

Estudos prévios, realizados com frutas típicas da Mauritânia, já haviam 

reportado que o araçá possui quase sete vezes mais capacidade antioxidante do 

que outras frutas similares como a goiaba. Os níveis reportados foram de 310 mol 

Trolox.g-1 para o genótipo amarelo e 324 mol Trolox.g-1 para o vermelho. Essas 

diferenças de valores observadas devem-se aos diferentes métodos de extração, 

bem como as características de cultivo de cada região 

(Luximon-Ramma et al., 2003). 

Os valores encontrados neste trabalho foram os mais altos já reportados para 

a fração CFE do araçá. O extrato produzido da fração de CFE foi obtido por extração 

exaustiva (n=8), ao contrário dos demais trabalhos que avaliaram a capacidade 

antioxidante da fruta (Luximon-Ramma et al., 2003; McCook-Russell et al., 2012; 

Medina et al., 2011; Ribeiro et al., 2014). Além disso, este é o primeiro estudo que 

analisa a capacidade antioxidante da fração de CFNE do araçá.  

A quantificação dos compostos fenólicos obtidos do extrato liofilizado 

encontra-se no apêndice D. Os extratos de CFNE, que apresentaram maior 

capacidade de desativação do radical peroxila, possuem mais de 50 % da sua 

composição de ácidos fenólicos. Esse resultado concorda com a hipótese de que os 

ácidos fenólicos possuem maior capacidade antioxidante em relação aos demais 

compostos fenólicos. O extrato de CFNE do araçá amarelo tem como composto 

majoritário o derivado do ácido p-cumárico e ferúlico, p-cumaroil-feruloil-glicerol III. 

No extrato de CFNE do araçá vermelho, o composto majoritário é o ácido gálico. 
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Enquanto que nos CFE dos araçás amarelo e vermelho, os compostos majoritários 

foram os flavonoides catequina e galocatequina, respectivamente. 

O interesse na capacidade antioxidante associados aos ácidos fenólicos tem 

recebido mais atenção na literatura recente por causa de sua presença na maioria 

das frutas e vegetais (Shahidi & Ambigaipalan, 2015).  O estudo dos CFNE nessas 

fontes torna-se essencial para explorar a capacidade antioxidante real de frutas e 

vegetais. 
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6. CONCLUSÃO 

 

A fração de CFNE do araçá amarelo e vermelho representa uma parte 

significativa dos compostos fenólicos totais. Além disso, a fração de CFNE possui 

uma elevada capacidade antioxidante. Essa maior capacidade antioxidante está 

diretamente relacionada a diferença na composição fenólica da fração CFE e CFNE.  

Este estudo reforça a relevância dos CFNE para o teor total de compostos 

fenólicos das plantas. Nos araçás, essa fração representa aproximadamente 33% 

dos compostos fenólicos totais da fruta que ficam ligados à parede celular vegetal e 

não são explorados. Essa fração do araçá avaliada pela primeira vez neste estudo é 

rica em ácidos fenólicos, os maiores responsáveis pela capacidade antioxidante da 

fruta. 

O araçá foi uma das primeiras frutas nativas do Brasil a ter sua fração de 

CFNE estudada, na literatura encontra-se dados somente sobre frutas comumente 

consumidas na Europa. O conhecimento do perfil de CFNE de demais frutas 

brasileiras é essencial para o conhecimento da capacidade antioxidante real das 

mesmas e seus possíveis efeitos benéficos a saúde.  
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7. PERSPECTIVAS 

 

Este estudo foi o primeiro do grupo de pesquisa sobre os CFNE. Trata-se de 

um estudo inicial, sendo que durante o seu desenvolvimento surgiram ideias de 

novos trabalhos que podem ser desenvolvidos: 

a) Determinação de CFNE de outras frutas nativas do Brasil e avaliação 

da capacidade antioxidante desta fração.  

b) Estudo da bioacessibilidade in vitro dos CFNE para conhecimento do 

seu comportamento durante a digestão gastrointestinal. 

c) Estudo da biodisponibilidade in vivo dos CFNE para determinação do 

percentual de absorção desses compostos bem como seus efeitos na 

microbiota intestinal. 
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APÊNDICE A – Espectros de massas dos CFE 

 

 
 

Figura S1. Espectro de massas do ácido gálico no modo negativo 
Fonte: própria autora 

 
 
 

 

 
Figura S2. Espectro de massas do Di-HHDP hexosídeo IV no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S3. Espectro de massas do ácido vanílico hexosídeo no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 
 

 

 

 
Figura S4. Espectro de massas da castalagina / vescalagina no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S5. Espectro de massas do digaloil (epi)catequina II no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 
 
 

  

 
Figura S6. Espectro de massas da (epi)galocatequina no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S7. Espectro de massas do dímero de proantocianidina B I no modo negativo 
Fonte: própria autora 

 
 
 

 

 
Figura S8. Espectro de massas do ácido cumárico gliosídeo no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S9. Espectro de massas da catequina no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 
 
 

 

 
Figura S10. Espectro de massas da (epi)catequina-(epi)catequina I no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S11. Espectro de massas da cianidina glicosídeo no modo positivo 

Fonte: própria autora 
 

 
 
 
 

 
Figura S12. Espectro de massas do derivado do galloil-bis-HHDP no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S13. Espectro de massas do galoil-di-HHDP hexosídeo I no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 

 
 

 

 
Figura S14. Espectro de massas do galoil-bis-HHDP-glicosídeo I no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S15 – Espectro de massas do HHDP hexosídeo no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 
 
 

 

 
       

Figura S16. Espectro de massas do derivado de (epi)catequina no modo negativo 
Fonte: própria autora 
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Figura S17. Espectro de massas da miricetina hexosídeo no modo negativo 
Fonte: própria autora 

 
 
 
 

 

 
Figura S18. Espectro de massas do digaloil-HHDP hexosídeo I no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S19. Espectro de massas da taxifolina hexosídeo no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 
 
 
 
 

 

 
Figura S20. Espectro de massas do eriodictiol hexosídeo no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S21. Espectro de massas do ácido elágico hexosídeo no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 
 
 
 

 
Figura S22. Espectro de massas do galato de proantocianidina B no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S23. Espectro de massas do derivado do ácido abscísico no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 
 
 
 

 

 
Figura S24. Espectro de massas do ácido elágico pentose no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S25. Espectro de massas do isofraxidin hexosídeo II no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 

 
 
 

 
Figura S26. Espectro de massas do derivado de galagil no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S27. Espectro de massas do quercetin glucuronídeo no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 
 
 
 

 

 
Figura S28. Espectro de massas do ácido elágico no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S29. Espectro de massas do ácido diferúlico I no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 

 

 

 
Figura S30. Espectro de massas da quercetina-malonil-glicoronídeo II no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 
 

 
Figura S31. Espectro de massas do ácido metil-elágico pentosídeo no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S32. Espectro de massas do ácido abscísico no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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APÊNDICE B – Espectros de massas dos CFNE 

 

 

 
Figura S33. Espectro de massas do ácido 5-O-caffeoilshikimico I no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 
 
 
 

 

 
Figura S34. Espectro de massas do coumaroil-feruloil-glicerol II no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S35. Espectro de massas do ácido aconítico no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 
 
 
 

 

 
Figura S36. Espectro de massas do ácido gálico no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S37. Espectro de massas do ácido feruloilquínico I no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 
 
 
 

 
Figura S38. Espectro de massas do composto não identificado no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S39. Espectro de massas do galato de 2,3,4-trihidroxi-2-metilbutilano modo negativo 

Fonte: própria autora 
 
 
 
 

 

 
Figura S40. Espectro de massas do ácido 3,4-dihidroxibenzóico no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S41. Espectro de massas da luteolina glucuronídeo no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 
 
 
 

 

 
Figura S42. Espectro de massas do galato de metila-glicopiranosídeo no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S43. Espectro de massas do metilbutil-hexosilramnose no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 
 
 
 

 

 
Figura S44. Espectro de massas do ácido benzoilbenzoico I no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S45. Espectro de massas do derivado do ácido hidroxibenzoico II no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 
 
 
 
 

 

 
Figura S46. Espectro de massas do galato de metila no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S47. Espectro de massas do composto não identificado no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 

 

 

 
Figura S48. Espectro de massas do derivado do ácido cumárico no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 
 

 
Figura S49. Espectro de massas do derivado do ácido cumaroil-quínico no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S50. Espectro de massas da delfinidina no modo positivo. 
Fonte: própria autora 

 
 
 

 

 
Figura S51. Espectro de massas do ácido elágico no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 
 
 
 

 
Figura S52. Espectro de massas do ácido sináptico no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 

 

217.1052
1+

235.0824
1+ 257.0666

1+

365.1281
1+

465.2605
1+

303.0544
1+

422.7632
1+

+MS, 22.3min #1326

0.00

0.25

0.50

0.75

1.00

4x10
Intens.

200 250 300 350 400 450 m/z

112.9844 390.9598 539.1216
765.1202

8-

300.9926
1- -MS, 27.9min #1642

0

2000

4000

6000

Intens.

100 200 300 400 500 600 700 800 900 m/z

229.0089

300.9905
1-

504.3314
765.1186

-MS2(300.9926), 35.0eV, 27.9min #1643

0

2000

4000

Intens.

100 200 300 400 500 600 700 800 900 m/z

180.9766

223.0649
1-

248.9642
316.9610 373.1251

1-
449.1543 504.3530

-MS, 29.8min #1754

0

1000

2000

3000

Intens.

150 200 250 300 350 400 450 500 m/z



 

 

131 

 

 

 
Figura S53. Espectro de massas do ácido vanílico no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 
 

 
Figura S54. Espectro de massas da cianidina  no modo positivo 

Fonte: própria autora 
 

 

 

 
Figura S55. Espectro de massas do isômero do ácido cafeico no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S56. Espectro de massas do composto não identificado no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 
 

 
Figura S57. Espectro de massas do isômero do ácido ferúlico no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 

 

 
Figura S58. Espectro de massas do derivado de (epi)catequina no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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Figura S59. Espectro de massas do isômero de (epi-)catequina no modo negativo 

Fonte: própria autora 
 

 

 

 
 

Figura S60. Espectro de massas do composto não identificado no modo negativo 
Fonte: própria autora 
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Figura S61. Espectro de massas do ácido carnosínico no modo negativo 

Fonte: própria autora 
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APÊNDICE C – Otimização e validação do método 

 

 

Figura S62. Variação da voltagem em relação com a intensidade do sinal 

Fonte: própria autora 
 

 

 

Figura S63. Variação da voltagem em relação à acurácia 

Fonte: própria autora 
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Figura S64. Curvas analíticas em solvente via padronização interna dos compostos fenólicos ácido gálico, ácido ferúlico, ácido cafeico e ácido 
clorogênico. 

Fonte: própria autora 
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Figura S65. Curvas analíticas em solvente via padronização interna dos compostos fenólicos ácido hidroxibenzoico, catequina, epicatequina e 
rutina. 

Fonte: própria autora. 
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Figura S66. Curvas analíticas na matriz via padronização interna (20 ppm) dos compostos fenólicos ácido gálico, ácido ferúlico, ácido cafeico e 
ácido clorogênico. 

Fonte: própria autora 
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APÊNDICE D – Tabelas suplementares 

 
Tabela S2. Concentração de CFE e CFNE dos extratos liofilizados do araçá amarelo e do araçá vermelho (g.g-1). 

Composto  
araçá amarelo 

(CFE)  
araçá amarelo 

(CFNE)  
araçá vermelho (CFE)  

araçá vermelho 
(CFNE)  

Ácido 3-O-cafeoil-chiquímico n.d 319,8 ± 16,3 n.d 207,0 ± 39,3 

p-cumaroil-feruloil-glicerol I n.d 1000,7 ± 89,0 n.d 1408,3 ± 67,7 

Ácido aconítico n.d 434,4 ± 25,3 n.d 488,8 ± 56,4 

Ácido gálico n.d 470,7 ± 30,6 n.d 1644,3 ± 113,7 

p-cumaroil-feruloil-glicerol II n.d 1407,9 ± 95,0 n.d 997,3 ± 38,1 

Ácido feruloilquínico I n.d 860,3 ± 4,4 n.d 950,5 ± 50,1 

Ácido 4-O-cafeoil-chiquímico n.d 1265,2 ± 129,4 n.d 818,2 ± 77,8 

p-cumaroil-feruloil-glicerol III n.d 2088,4 ± 162,1 n.d 1574,8 ± 51,1 

Ácido feruloilquínico II n.d 1496,1 ± 132,7 n.d 1187,7 ± 38,5 

Ácido 5-O-cafeoil-chiquímico n.d 1409,5 ± 60,4 n.d 566,2 ± 17,6 

Galato de 2,3,4-trihidroxi-2-metilbutila I n.d 749,9 ± 49,4 n.d 1220,8 ± 89,0 

Ácido 3,5-dihidroxibenzoico n.d 309,3 ± 45,2 n.d 529,5 ± 69,9 

Não identificado n.d 372,4 ± 18,1 n.d 633,1 ± 48,3 

Luteolina 7-O-glucuronídeo n.d 218,6 ± 28,0 n.d 277,8 ± 24,1 

Galato de 2,3,4-trihidroxi-2-metilbutila II n.d 368,2 ± 51,3 n.d 491,1 ± 22,9 

Metil-galoil-glicopiranosídeo I n.d 250,0 ± 3,0 n.d 224,9 ± 28,3 

Ácido 3,4-dihidroxibenzoico n.d 193,7 ± 23,7 n.d n.d 

Ácido vanílico hexosídeo 156,4 ± 4,2 n.d n.d n.d 

Metil-galoil-glicopiranosídeo II n.d 313,2 ± 9,2 n.d 323,3 ± 8,1 

 (continua) 
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Composto  
araçá amarelo 

(CFE)  
araçá amarelo 

(CFNE)  
araçá vermelho (CFE)  

araçá vermelho 
(CFNE)  

Metil-butil-hexosilramnosídeo n.d 545,0 ± 74,4 n.d 478,9 ± 24,1 

Vescalagina 295,8 ± 26,0 n.d 286,8 ± 25,5 n.d 

Digaloil (-epi)catequina I 149,4 ± 9,7 n.d 345,8 ± 34,7 n.d 

Galocatequina 289,5 ± 19,1 n.d 2485,2 ± 185,5 n.d 

Ácido vanílico hexosídeo II n.d n.d 249,4 ± 5,4 n.d 

Digaloil (-epi)catequina II n.d n.d 1390,6 ± 92,0 n.d 

Ácido benzoilbenzoico I n.d 286,1 ± 3,9 n.d n.d 

Galato de metila n.d 1029,1 ± 61,2 n.d 9504,4 ± 365,8 

Castalagina 406,5 ± 34,1 n.d 375,4 ± 58,8 n.d 

Ácido benzoilbenzoico II n.d 294,4 ± 2,6 n.d n.d 

Di-HHDP hexosídeo III 367,6 ± 24,0 n.d 488,4 ± 26,6 n.d 

(-epi)catequina-(-epi)catequina 681,1 ± 86,5 n.d 539,0 ± 13,1 n.d 

Ácido cumárico glicosídeo 525,7 ± 29,6 n.d 1579,0 ± 49,5 n.d 

Catequina 1561,3 ± 226,3 n.d 199,3 ± 32,0 n.d 

Di-HHDP hexosídeo IV 323,1 ± 43,2 n.d 347,4 ± 40,1 n.d 

Derivado do galoil-bis-HHDP 162,0 ± 7,6 n.d 686,9 ± 98,9 n.d 

Não identificado n.d n.d n.d 798,4 ± 30,1 

Galoil-di-HHDP hexosídeo I 214,0 ± 30,5 n.d 243,3 ± 12,0 n.d 

Dímero de proantocianidina B II 244,7 ± 13,1 n.d 550,8 ± 24,1 n.d 

HHDP hexosídeo 661,2 ± 46,0 n.d n.d n.d 

Galoil-bis-HHDP-glicosídeo I 323,0 ± 16,0 n.d n.d n.d 

Galoil-di-HHDP hexosídeo II 239,5 ± 18,7 n.d 218,5 ± 6,9 n.d 

Derivado de (-epi)catequina 234,6 ± 10,2 n.d 344,3 ± 42,1 n.d 

(continua) 
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Composto  
araçá amarelo 

(CFE)  
araçá amarelo 

(CFNE)  
araçá vermelho (CFE)  

araçá vermelho 
(CFNE)  

Derivado do ácido cumárico n.d 501,2 ± 50,4 n.d n.d 

Miricetina hexosídeo 270,0 ± 17,2 n.d n.d n.d 

Galoil-di-HHDP hexosídeo II 569,6 ± 59,5 n.d 334,1 ± 50,1 n.d 

Digaloil-HHDP hexosídeo I n.d n.d 247,9 ± 41,1 n.d 

Galoil-bis-HHDP-glicosídeo II 640,6 ± 41,6 n.d 856,8 ± 97,3 n.d 

Derivado do ácido p-cumaroil-quínico n.d 339,5 ± 12,1 n.d 294,7 ± 21,2 

Taxifolina hexosídeo 646,7 ± 83,0 n.d n.d  

Ácido benzoilbenzoico III n.d n.d n.d 55,3 ± 3,9 

Delfinidina n.d n.d n.d 1050,6 ± 21,0 

Galoil-di-HHDP hexosídeo IV 203,8 ± 18,9 n.d 353,3 ± 57,1 n.d 

Digaloil-HHDP hexosídeo II 235,4 ± 33,5 n.d n.d n.d 

Ácido vanílico n.d 649,6 ± 53,5 n.d 16,3 ± 1,6 

Ácido elágico hexosídeo n.d n.d 251,0 ± 25,3 n.d 

Ácido 2,4-dihidroxibenzoico n.d 52,0 ± 5,2 n.d 61,3 ± 1,4 

Galato de proantocianidina B 201,18 ± 21,7 n.d 188,6 ± 11,3 n.d 

Derivado do ácido abscísico n.d n.d 268,9 ± 35,8 n.d 

Derivado do ácido abscísico n.d n.d 248,1 ± 31,8 n.d 

Dímero de proantocianidina B III 159,8 ± 21,4 n.d 256,0 ± 16,5 n.d 

Cianidina n.d n.d n.d 1624,2 ± 89,0 

Isômero do ácido cafeico n.d 1810,4 ± 140,5  n.d 34,6 ± 3,3 

Isofraxidin hexosídeo I 320,0 ± 29,1 n.d n.d n.d 

Derivado de galagil 437,4 ± 59,0  n.d 276,8 ± 17,1 n.d 

Quercetina hexosídeo 244,4 ± 22,6 n.d 185,2 ± 25,7 n.d 

(continua) 
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Composto  
araçá amarelo 

(CFE)  
araçá amarelo 

(CFNE)  
araçá vermelho (CFE)  

araçá vermelho 
(CFNE)  

Quercetina glucuronídeo 251,0 ± 26,6 n.d 241,1 ± 22,0 n.d 

Não identificado n.d 220,1 ± 3,9 n.d 21,2 ± 2,4 

Ácido elágico n.d 1362,8 ± 149,1 252,4 ± 44,5 36,9 ± 1,4 

Galato de (-epi)catequina n.d n.d 424,7 ± 33,8 n.d 

Ácido diferíulico I n.d n.d 124,0 ± 4,7 n.d 

Ácido sináptico I n.d 261,5 ± 12,5 n.d 8,3 ± 1,1 

Eriodictiol hexosídeo 560,5 ± 45,4 n.d 217,9 ± 35,4 n.d 

Quercetina-malonil-glicoronídeo I n.d n.d 453,3 ± 29,8 n.d 

Isômero do ácido ferúlico n.d 213,3 ± 0,8 n.d n.d 

Ácido abscísico 63,9 ± 5,5 n.d 151,2 ± 27,9 n.d 

Ácido sináptico II n.d 177,9 ± 8,6 n.d 5,9 ± 0,4 

Derivado de (-epi)catequina I n.d 433,6 ± 19,3 n.d 17,3 ± 0,9 

Não identificado n.d 463,0 ± 35,0 n.d 7,2 ± 0,2 

Derivado de (-epi)catequina II n.d 325,3 ± 46,1 n.d 8,6 ± 0,6 

Ácido carnosico n.d 465,1 ± 69,8 n.d 4,7 ± 0,7 

Derivado de (-epi)catequina III n.d 259,6 ± 32,4 n.d 8,0 ± 1,4 

Fenólicos totais 11639 ± 338 23166 ± 1.107 15661 ± 505 23110 ± 938 

n.d. = abaixo dos limites de detecção e quantificação (equação 1 e 2). 

 

(continuação) 


