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CHEMICAL CONSTITUENTS FROM BARK OF Cenostigma macrophyllum: CHOLESTEROL OCCURRENCE. Phytochemical
investigation of the bark of Cenostigma macrophyllum (Leguminosae-Caesapinioideae) resulted in the isolation and identification of
valoneic acid dilactone, ellagic acid, lupeol, alkyl ferulate, four free sterols (cholesterol, campesterol, stigmasterol and sitosterol), a
mixture of sitosteryl ester derivatives of fatty acids, sitosterol-3-O-β-D-glucopyranoside, stigmasterol-3-O-β-D-glucopyranoside and
saturated and unsaturated fatty acids. The structures of the isolated compounds were identified by 1H and 13C NMR spectral analysis
and comparison with literature data. The mixtures of 3-β-hydroxysterols and fatty acids were analysed by GC/MS.
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INTRODUÇÃO

A família Leguminosae Adams é composta pelas subfamílias
Caesalpinioideae, Faboideae e Mimosoideae totalizando aproxima-
damente, 650 gêneros e 18.000 espécies, distribuídas nas regiões
tropicais, subtropicais e temperadas do globo1,2. As espécies desta
família são particularmente ricas em flavonóides e compostos
biossinteticamente relacionados, como rotenóides e isoflavonóides2.
Alcalóides, terpenóides e esteróides são exemplos de outras clas-
ses de substâncias que ocorrem em muitos exemplares da família1.
Os taninos têm freqüência muito baixa se comparada aos flavonóides,
tendo sido relatadas poucas ocorrências em Caesalpinioideae1,3.

O gênero Cenostigma Tul. (Caesalpinioideae) é formado por qua-
tro espécies denominadas C. tocantinum, C. gardnerianum, C.
macrophyllum e C. sclerophyllum, as quais apresentam hábitos arbóreos
e arbustivos, distribuídas nas formações de mata, cerrado e caatinga
das regiões Norte, Nordeste, Centro-Oeste e Sudeste do Brasil4,5.

Cenostigma macrophyllum Tul. var. acuminata Teles Freire é
conhecida popularmente por caneleiro, canela-de-velho, maraximbé
ou fava-do-campo e ocorre nos estados de Mato Grosso, Pará,
Rondônia, Tocantins, Goiás, Minas Gerais, Maranhão, Ceará,
Pernambuco, Bahia e Piauí. Sua beleza, decorrente de flores amare-
las que lembram uma orquídea, a faz ser empregada como planta
ornamental, sobretudo na região da grande Teresina – PI, onde foi
escolhida, através de decreto municipal, como a árvore símbolo da
cidade4.

Em levantamento etnobotânico, realizado na região do semi-árido
piauiense (dados não publicados), consta que as cascas do caule, fo-
lhas e flores da C. macrophyllum são usadas popularmente para o tra-
tamento de doenças estomacais e intestinais. Estudos com extrato de
folhas desta espécie revelaram a presença de atividades antioxidante5,
antiinflamatória, antinociceptiva, antibacteriana, antiulcerogênica e
hepatoprotetora e a ocorrência de triterpenóides e biflavonas6.

Este artigo relata o estudo fitoquímico das cascas do caule de
C. macrophyllum, descrevendo o isolamento e a identificação es-
trutural do triterpenóide lupeol, quatro esteróides livres (colesterol,
campesterol, sitosterol e estigmasterol), ferulato de alquila, uma

mistura de ésteres derivados de ácidos graxos e sitosterol, uma mis-
tura de 3-O-β-D-glicopiranosídeo do sitosterol e 3-O-β-D-
glicopiranosídeo do estigmasterol, ácido elágico, dilactona do áci-
do valoneico e ácidos graxos saturados e insaturados.

Embora a maioria dos esteróides de plantas e fungos apresente
um grupo alquila (metila ou etila) em C-24, adicionados via
transmetilação dependente de S-adenosilmetionina (SAM), a ocor-
rência do colesterol em plantas, esteróide sem alquilação em C-24
e predominante em animais, já foi confirmada por meio de estudos
que demonstraram a existência de uma enzima capaz de controlar
os níveis deste metabólito7. O conteúdo de colesterol em plantas
pode somar até um quarto de todos os esteróides presentes e acu-
mula às custas do sitosterol7.

PARTE EXPERIMENTAL

Procedimentos experimentais gerais

Os espectros de RMN 1H e 13C foram obtidos em espectrômetro
Brüker modelo Avance DRX-500 e DPX 300, operando respectiva-
mente a 500 e 300 MHz (1H), 125 e 75 MHz (13C), utilizando DMSO-
d

6 
ou CDCl

3 
como solventes e TMS como referência interna. O es-

pectro de massas com ionização por electrosrpay (IES-EM) foi obti-
do em espectrômetro AP QTrap-LC/MS. Os espectros de absorção
foram obtidos em espectrofotômetro UV-Vis Hytachi U-3000 e
Bolmem FT-IR, modelo MB-102 utilizando partilhas de KBr. As
placas cromatográficas foram preparadas utilizando uma mistura de
gel de sílica 60 G Vetec e 60 GF

254
 Fluka (1:1) e as revelações das

cromatoplacas foram feitas por nebulização com solução de Ce(SO
4
)

2

e com vapores de iodo. Os solventes, etanol, metanol, hexano, acetato
de etila e diclorometano, utilizados na preparação dos extratos e
fracionamentos, foram todos de grau analítico obtidos da Vetec. Nas
separações por cromatografia em coluna foram empregadas gel de
sílica 60 (0,2-0,5 mm) da Merck, Sephadex LH-20 e Amberlite XAD-
2 da Sigma. Os padrões dos esteróides: colesterol (26740),
estigmasterol (85860) e sitosterol contendo 10% de campesterol
(85451) foram obtidos da Fluka.

As análises dos ésteres metílicos e da mistura de esteróides por
CG/EM foram feitas com o uso de um cromatógrafo gasoso CG 17-A
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com detector de massas Shimadzu, modelo GC/MS–QP 5050A,
gerenciado pelo software Class-5000, usando-se coluna capilar de
sílica fundida DB-5 (95% de metilpolisiloxano e 5% de
fenilpolisiloxano) de 50 m de comprimento, com 0,25 mm de diâme-
tro interno e 0,25 µm de espessura do filme. As condições de opera-
ção da análise cromatográfica dos ésteres metílicos foram as seguin-
tes: temperatura programada de coluna de 150 °C por 2 min, taxa de
aquecimento a 5 °C/min até 230 °C permanecendo por 7 min, taxa
de aquecimento a 4 °C/min até 260 °C permanecendo por 10 min; a
temperatura do injetor foi 230 °C e da interface, 250 °C; o gás de
arraste foi o hélio, com fluxo de 0,6 mL/min. A corrida com detector
de massa foi feita no modo scan, com tempo de aquisição de 42:50
min e corte do solvente em 5 min; faixa de massas: 40 a 400 daltons.
Os compostos foram identificados através de comparação com os
espectros de massas da biblioteca Wiley 229.

As condições para a análise dos 3β-hidroxiesteróides foram as se-
guintes: temperatura programada de coluna: 200 °C por 4 min, taxa de
aquecimento a 10 °C/min até 290 °C permanecendo por 15 min, taxa
de aquecimento a 2 °C/min até 305 °C permanecendo por 10 min; a
temperatura do injetor foi 250 °C e a da interface, 306 °C; o gás de
arraste foi o hélio com fluxo de 1 mL/min. A corrida com detector de
massa foi feita no modo scan, com tempo de aquisição de 42:50 min e
corte do solvente em 5 min; faixa de massas: 40 a 600 daltons.

Material vegetal

As cascas do caule de C. macrophyllum foram coletadas no
Campus da Universidade Federal do Piauí em julho de 2004. A
identificação foi realizada no Herbário Graziela Barroso - UFPI,
onde se encontra depositada uma exsicata da espécie, com o núme-
ro TEPB 10374.

Isolamento dos constituintes

As cascas secas e moídas (1,7 kg) de C. macrophyllum foram
extraídas cinco vezes com etanol. O extrato etanólico foi parcial-
mente concentrado em evaporador rotativo até um volume de 700
mL, sendo, em seguida, adicionados 1300 mL de água e efetuada
partição com éter etílico, obtendo-se as frações aquosa (70,6 g) e
etérea (47,5 g). A fase etérea, depois de concentrada, foi suspensa
em MeOH-H

2
O (9:1) e particionada com hexano, obtendo-se as fra-

ções hexânica (7 g) e hidroalcoólica (35 g), além dos sólidos A (1,7
g) e B, suspensos, respectivamente, nas fases hidroalcoólica e
hexânica. O sólido B foi separado do sobrenadante e exaustiva-
mente lavado com hexano e mistura de CHCl

3
-MeOH (1:1) forne-

cendo a dilactona do ácido valoneico (2,1,6 g).
Uma amostra da fração hidroalcoólica (1,5 g) foi submetida à

cromatografia em coluna de Amberlite XAD-2, empregando-se como
eluentes água, água-metanol (7:3), água-metanol (1:1) e metanol. A
fração eluída com metanol apresentou um precipitado que foi separado
do sobrenadante resultando no isolamento do ácido elágico (1, 50 mg).

Parte da fração hexânica (6,5 g) foi cromatografada em coluna
de gel de sílica (155 g) eluída com hexano, hexano-AcOEt e AcOEt-
MeOH, em polaridades crescentes, fornecendo 104 frações (125
mL cada), sendo coletadas como segue: frações 1-4 (hexano 100%),
5-33 (hexano-AcOEt, 98:2), 34-60 (hexano-AcOEt, 95:5), 61-75
(hexano-AcOEt, 9:1), 76-84 (hexano-AcOEt, 8:2), 85-92 (hexano-
AcOEt, 7:3), 93-97 (hexano-AcOEt, 6:4), 98-101 (AcOEt 100%) e
102-104 (AcOEt-MeOH, 1:1). Após evaporação do solvente em
evaporador rotativo e análise por CCDC, as frações recolhidas fo-
ram reunidas em 22 grupos.

O grupo H5 (frações 5-6, 1,2 g) foi recromatografado em coluna
de gel de sílica com hexano/CH

2
Cl

2
 (95:5 e 9:1), fornecendo a mis-

tura M1, composta de ésteres derivados de ácidos graxos e sitosterol
(11-19, 946 mg). Uma amostra de M1 (31 mg) foi submetida à
hidrólise alcalina com KOH (30 mg) em metanol (7,5 mL), sob
refluxo por 1 h. Decorrido este período, o metanol foi evaporado, o
volume inicial restabelecido com água e a mistura reacional foi ex-
traída com éter etílico (10 mL), de acordo com procedimento usual,
fornecendo o sitosterol (7, 19 mg). A fase aquosa foi acidificada
com ácido sulfúrico 30% até pH 4 e extraída com éter etílico obten-
do-se a mistura de ácidos graxos que foi metilada com excesso de
diazometano, em banho de gelo, fornecendo os ésteres metílicos
(13 mg) dos ácidos laúrico (C12:0, 2,08%), mirístico (C14:0, 5,83%),
palmitoleico (C16:1; Δ9; 6,16%), palmítico (C16:0; 45,07%),
linoleico (C18:2; Δ9,12; 0,50%), oleico (C18:1; Δ9; 9,88%), esteárico
(C18:0; 27,34%), araquídico (C20:0; 0,79%) e lignocérico (C24:0;
2,35%), identificados por CG/EM.

O grupo H18 (frações H18-H32, 327 mg) foi analisado por RMN
1H e 13C, identificando-se o lupeol (3). O grupo H37 (frações 37-40,
383 mg) foi recromatografado sucessivamente em coluna de
Sephadex LH-20 com hexano-CH

2
Cl

2
 (1:4), fornecendo o ferulato

de alquila (4, 50 mg) e uma mistura de ácidos graxos (M2, 60 mg).
O tratamento de M2 com diazometano e análise do produto por CG/
EM resultou na identificação dos ésteres metílicos dos ácidos
palmítico (C16:0; 45,45%), palmitoleico (C16:1, Δ9; 0,04%), oleico
(C18:1; Δ9; 31,97%), cis-vacênico (C18:1; Δ11; 4,07%), esteárico
(C18:0; 13,21%), araquídico (C20:0; 1,43%), behênico (C22:0;
1,06%) e lignocérico (C24:0; 2,77%).

O grupo H41 (frações H41-H60, 821 mg) foi analisado por RMN
e CG/EM, identificando-se uma mistura M3 composta pelos esteróides
5-8. A identificação por CG/EM foi feita utilizando-se dados da bi-
blioteca do aparelho e através de comparação dos tempos de retenção
dos constituintes com os de padrões puros e por co-injeção.

Uma amostra (100 mg) do grupo H93 (frações H93-H101, 637
mg), contendo a mistura M4, foi dissolvida em piridina (2 mL) e
anidrido acético (2 mL). A mistura reacional foi mantida em repou-
so, à temperatura ambiente, por 12 h. Após procedimento usual,
obteve-se um resíduo (109 mg), que foi purificado em coluna de gel
de sílica, empregando-se como eluente CHCl

3
-MeOH, em ordem

crescente de polaridade. O produto acetilado foi identificado como
uma mistura dos tetraacetatos dos esteróides glicosilados 9 e 10.

Ácido elágico (1): sólido amarelo claro. RMN 13C [125 MHz,
DMSO-d

6
, δ (ppm)]: 112,4 (C-1, C-1’), 110,2 (C-5, C-5’), 107, 5

(C-6, C-6’), 139,7 (C-3, C-3’), 136,4 (C-2, C-2’), 148,5 (C-4, C-
4’), 159,2 (C-7, C-7’).

Dilactona do ácido valoneico (2): Sólido branco. PF 270 °C,
com decomposição; IES-EM: m/z 471,4 [M+H]+. UV (MeOH) λ

max

(log ε): 359 (4,05), 257,5 (4,72), 300 (ombro), 211 (4,45) nm. IV
(KBr) ν

max
: 3408, 1724, 1614, 1493, 1340, 1254, 1188, 1042 cm-1.

Ferulato de alquila (4): sólido branco. RMN 13C [75 MHz, CDCl
3
,

δ (ppm)]:
 
127,2 (C-1), 109,5 (C-2), 146,8 (C-3), 147,9 (C-4), 115,8

(C-5), 123,0 (C-6), 144,6 (C-7), 114,8 (C-8), 167,1 (C-9), 56,0
(H

3
CO), 64,6 (C-1’), 31,9 (C-2’), 26,0 (C-3’), 29,3-29,6 [–(CH

2
)

n
–

], 28,8 (C-n+4), 31,9 (C-n+5), 22,7 (C-n+6), 14,1 (C-n+7).

RESULTADOS E DISCUSSÃO

A partição do extrato etanólico das cascas do caule da C.
macrophyllum forneceu as fases hexânica, hidroalcoólica, AcOEt, aquo-
sa e dois sólidos A e B. Este último foi identificado como a dilactona
do ácido valoneico (2). O fracionamento cromatográfico da fase
hidroalcoólica forneceu o ácido elágico (1) e da fase hexânica o lupeol
(3), o ferulato de alquila (4), três misturas de esteróides M1 (11-19),
M3 (5-8) e M4 (9-10) e uma mistura de ácidos graxos saturados e
insaturados (M2). As substâncias 1-4 e 7-10 foram identificadas por
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meio de análise dos dados dos espectros de RMN 1H e 13C e compara-
ção com os registrados na literatura e os constituintes das misturas
M1, M2 e M3 foram identificados por CG/EM. As estruturas das subs-
tâncias identificadas são mostradas na Figura 1.

As substâncias 1 e 2 têm estruturas relacionadas a taninos elágicos.
O espectro de RMN 1H de 1 apresentou um único sinal em δ 7,47 que
sugeriu tratar-se de um derivado do ácido gálico. Esta observação foi
sustentada pela análise do espectro de RMN de 13C-BB 1HD, uma
vez que este apresentou sete sinais, sendo um correspondente a CH
(δ 110,2) e os demais a carbonos não hidrogenados, dos quais um foi
atribuído a carbono de carbonila (δ 159,2). Os dados observados
mostraram-se consistentes com a estrutura do ácido elágico8.

O espectro de RMN 1H de 2 (Tabela 1) apresentou três simpletos
em δ 7,49; 6,99 e 6,91, sugerindo a presença de três unidades de
ácido gálico. O espectro de RMN de 13C-BB 1HD (Tabela 1) mos-
trou 21 sinais, dos quais 14 apresentaram valores de deslocamento
químico bastante semelhantes aos de 1. Os 7 sinais restantes foram
atribuídos a um carbono metínico a δ 108,4 (o qual correlacionou
com um simpleto a δ 6,99), seis carbonos não hidrogenados, dos
quais, cinco são oxigenados e destes um é referente a carbono
carbonílico (δ 165,7). Estes dados sugeriram para a substância 2
uma estrutura contendo o ácido elágico eterificado, por meio de
acoplamento oxidativo, com o ácido gálico. O espectro COSY 1H-
13C - HMBC (Tabela 1) mostrou correlações dos sinais de hidrogê-
nio em δ

H
 6,91, 7,49 e 6,99 com os sinais de carbono carbonílico a

δ
C
; 159,0, 159,1 e 165,7, respectivamente, sendo os dois primeiros

referentes ao resíduo do ácido elágico. Por comparação com dados

da literatura, o sinal a δ
C
 165,7 foi atribuído à carbonila da unidade

galoíla9, o que pode ser confirmado pela sua correlação no espec-
tro HMBC com o simpleto a δ

H 
6,99, atribuído a H-6”. Os desloca-

mentos químicos dos sinais observados no espectro de RMN 13C
de 2 apresentaram-se consistentes com os relatados por Barakat10

para a dilactona do ácido valoneico (Tabela 1), no entanto, com
base em correlações observadas no espectro HMBC, os desloca-
mentos químicos de C-4’ com C-4 e de C-7’ com C-7 devem estar
invertidos. Hirano11 também relatou os dados de RMN 13C para a
dilactona do ácido valoneico, porém atribuiu equivocadamente os
deslocamentos químicos de vários sinais, inclusive aos carbonos
metínicos. Este derivado de elagitanino não é de ocorrência co-
mum, tendo sido relatado em Epilobium hirsutum (Onagraceae)10

Shorea laeviforia (Dipterocapaceae)11, Mallotus japonicus
(Euphorbiaceae)12, espécies de Quercus (Fagaceae) e Lagerstroemia
speciosa (L.) Pers. (Lythraceae)13. Esta substância apresenta ação
inibitória sobre as enzimas 5α-redutase11 e xantina oxidase12.

A análise dos dados espectrais de RMN 1H da substância 3,
juntamente com a observação, no espectro de RMN 13C, da presen-
ça de sinais relativos a carbonos oximetínico (δ 78,7) e olefínicos
(δ 109,1 e 150,7), associada à comparação com dados descritos na
literatura permitiu identificá-la como sendo o lupeol14.

O espectro de RMN 1H de 4 mostrou sinais característicos de
grupo trans-feruloíla15. Dentre estes, destaca-se um simpleto em δ
3,95 atribuído à metoxila e dois dupletos em δ 6,32 e 7,63 (J=15,9
Hz), indicativos de hidrogênios olefínicos com configuração trans

Tabela 1. Dados de RMN 13C da dilactona do ácido valoneico (2)
(DMSO-d

6
, 75 MHz)

C *δ
c

δ
H

1H-13C - HMBC, **δ
c
10

nJ (n=2 e 3)

1’ 113,8 H-5’ (3J) 114,1
1 111,9 H-5 (3J) 112,1
6” 108,4 6,99 (s) 108,6
5’ 108,4 6,91 (s) 108,5
5 110,5 7,49 (s) 110,6
6’ 106,8a 107,0
6 108,1a 108,3
1” 114,7 114,8
2” 139,1 H-6” (3J) 139,4
2’ 136,2b 136,4
2 136,6b 136,8
4” 135,2 H-6” (3J) 135,4
3” 139,4 139,7
3 139,5 H-5 (3J) 139,8
3’ 140,6 H-5’ (3J) 140,8
5” 142,9 H-6” (3J) 143,2
4’ 148,5 H-5’ (2J) 149,6†

4 149,4 148,7†

7’ 159,0 H-5’ (3J) 159,4‡

7 159,1 H-5 (3J) 159,3‡

7” 165,7 H-6” (3J) 166,1

*Atribuição deduzida pelos espectros 2D HMQC e HMBC e por
comparação com substâncias modelos. Valores marcados com a mesma
letra podem ser permutados. **Dados obtidos em DMSO. †,‡Atribuições
invertidas. Dados de RMN de 2 relatados por Hirano11 (DMSO-d

6
, 400

MHz): δ
H 

6,93; 7,01 e 7,51; (DMSO-d
6
, 100 MHz): δ

C
 106,9 (C-6”);

108,0; 108,2; 108,4 (C-6, C-6’, C-1”); 110,5; 111,9 (C-1, C-1’); 113,8;
114,6 (C-5, C-5’); 135,1; 136,1; 136,5; 139,1; 139,4; 139,5; 140,4;
142,9; 148,4; 149,3 (C-2, C-3, C-4, C-2’, C-3’, C-4’, C-2”, C-3”, C-4”,
C-5”); 159,0; 159,0 (C-7, C-7’); 165,6 (C-7”).

Figura 1. Estrutura das substâncias isoladas da C. macrophyllum
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e α,β à carbonila. A presença de um dupleto em δ 6,94 (J=8,0 Hz),
juntamente com um dupleto largo em δ 7,09 (J=8,2 Hz) e um
simpleto largo em δ 7,06 evidenciaram a existência do anel aromá-
tico 1,3,4-trissubstituído. O espectro de RMN 1H apresentou ainda,
na região de hidrogênios alifáticos, um tripleto em δ 4,21 (2H, J=6,6
Hz) referente a hidrogênios oximetilênicos de éster (C-1’), dois
tripletos em δ 1,68 (CH

2
) e 0,73 (CH

3
) e um simpleto largo em δ

1,27 característico de cadeia hidrocarbônica longa. Nos espectros
de RMN 13C-BB 1HD e DEPT 135o foram observados os sinais cor-
respondentes ao resíduo trans-feruloíla, incluindo os de carbonos
metínicos olefínicos em δ 144,6, 115,8 e um de carbonila em δ
167,1, atribuídos a C-7, C-8 e C-9, respectivamente. O espectro
COSY 1H-13C-HMBC confirmou a ligação deste resíduo à cadeia
alquílica, por meio da correlação observada entre os sinais em δ
4,22 (H-1’) e em δ 167,1 (C-9) e deste último com os sinais em δ
7,63 (H-7) e 6,32 (H-8). Os dados de RMN 1H e 13C de 4 estão de
acordo com os relatados na literatura para ferulatos de alquila15.
Com o objetivo de se determinar a dimensão da cadeia alquílica,
preparou-se o derivado sililado de 4 e o produto obtido foi analisa-
do por CG/EM16. Nas condições analisadas, não se observou nos
espectros de massas pico a m/z 249 correspondente a íon de frag-
mento derivado de ácido ferúlico sililado16, sugerindo que os ferulatos
podem possuir cadeia alquílica extensa e por esta razão não foram
volatilizados. Ferulatos de alquila ocorrem normalmente em mistu-
ra, cuja cadeia hidrocarbônica contém números pares de carbono e,
dependendo da espécie vegetal, têm a seguinte composição: (C

20
-

C
28

)15, (C
14

-C
28

)17 e (C
16

-C
30

)16, embora haja o registro do isolamento
do ferulato de octacosanila (C

28
) em Tecomella undulata18.

Três misturas de esteróides foram isoladas da C. macrophyllum,
sendo M1 constituída de ésteres derivados de ácidos graxos e
sitosterol, M3 de esteróides livres e M4 de esteróides glicosilados.

Os espectros de RMN 1H e 13C de M1 apresentaram sinais que
evidenciaram a presença de um núcleo esteroidal identificado e
confirmado por comparação com dados da literatura como sendo do
sitosterol esterificado com ácidos graxos19,20. A hidrólise básica de
M1 forneceu o sitosterol, identificado por RMN, e uma mistura de
ácidos graxos que após metilação com diazometano, seguida de
análise por CG/EM dos ésteres metílicos correspondentes, possibi-
litou identificar nove carboxilatos 11-19, com predominância do
palmitato de sitosterila (14).

Os dados espectrais de RMN 1H e 13C do produto acetilado de
M4, em comparação com os relatados da literatura, permitiram iden-
tificar os tetracetatos de 3-O-β-D-glicopiranosídio do sitosterol e
3-O-β-D-glicopiranosídio do estigmasterol (9-10)21.

A análise de M3 por RMN 1H e 13C e comparação com dados da
literatura20 mostrou a presença de sitosterol e estigmasterol (7+8)

Figura 2. Cromatograma de íons totais (CG/EM) dos 3-β-hidroxiesteróides
da C. macrophyllum

Figura 3. Cromatogramas de íons totais (CG/EM) dos 3-β-hidroxiesteróides

da C. macrophyllum com co-injeção dos padrões: (A) colesterol, (B) sitosterol
com 10% campesterol, (C) estigmasterol

na proporção de 84:16; no entanto, o cromatrograma de íons totais
da análise por CG/EM (Figura 2) mostrou 4 picos com tempos de
retenção 23,1; 25,9; 26,8; 28,7 min e área integrada de 1,01; 10,96;
27,00; 61,03%, respectivamente. A comparação do espectro de mas-
sas correspondente a cada pico, com os da biblioteca do aparelho
sugeriu tratar-se dos esteróides colesterol (5), campesterol (6),
estigmasterol (8) e sitosterol (7), com índice de similaridade de 84,
95, 92 e 95%, respectivamente. O espectro de massas correspon-
dente ao colesterol apresentou picos a m/z 386 (M·+), 275 (M·+-
111) e 301 (M·+-85), consistentes com o padrão de fragmentação
do espectro de massas relatado para este esteróide22. Colesterol,
campesterol e sitosterol constituem uma série homóloga e, conse-
qüentemente, eluem com o tempo de retenção aumentando
gradativamente, refletindo o decréscimo na pressão de vapor oca-
sionada pelo aumento do número de carbonos. Embora a estrutura
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do estigmasterol difira do sitosterol somente pela presença de uma
ligação dupla em C-22 na cadeia lateral, esta característica ocasio-
na um deslocamento para um tempo de retenção consideravelmen-
te menor. O cromatograma de íons totais desta análise apresentou
a mesma composição de esteróides e na mesma ordem de eluição
observada em estudo realizado com raízes e sementes de espécies
de Astragalus (Leguminosae-Faboideae), cujos esteróides foram
determinados como derivados sililados por cromatografia gasosa23.
Considerando a rara ocorrência de colesterol em plantas, realizou-
se ainda co-injeções dos padrões de colesterol, estigmasterol e
sitosterol com 10% de campesterol confirmando a presença destas
substâncias, conforme mostrado na Figura 3.

A análise por CG/EM do produto da reação da mistura M2 com
diazometano permitiu identificar nove ácidos graxos, sendo que esta
mistura apresentou um perfil cromatográfico semelhante ao observado
para os ácidos graxos presentes em 11-19, com teor de ácido palmítico
de aproximadamente, 45% do total dos ácidos graxos identificados.

O estudo fitoquímico da casca do caule da C. macrophyllum
conduziu ao isolamento e identificação de três substâncias puras e
quatro misturas mostrando uma predominância de esteróides e subs-
tâncias relacionadas a taninos. A identificação de colesterol nesta
espécie, embora em pequena quantidade, associada a outros relatos
da literatura contribuiu para desmistificar a afirmativa de que este
esteróide ocorre somente em animais7,23,24.
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